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Résumé 
Les épizooties d’influenza aviaire hautement pathogène survenues dans le Sud-Ouest de la France durant 

les hivers 2015-2016, 2016-2017 puis 2020-2021 ont eu un impact sanitaire et économique durable sur 

la filière avicole régionale. Les deux derniers épisodes ont aussi eu un impact à l’échelle européenne sur 

le compartiment sauvage et en particulier l’avifaune aquatique migratrice par laquelle les virus auraient 

été introduits et diffusés sur le continent. En revanche, l’avifaune terrestre commensale des élevages a 

semblé épargnée cliniquement et les quelques études ciblant ces populations pour comprendre leur rôle 

potentiel d’hôtes relais ou de maintenance n’ont pas permis de détecter de virus. Malgré cette absence de 

preuves, des mesures préventives de restriction des contacts avec les volailles ont été prescrites. Ces 

mesures sont souvent perçues par les éleveurs comme contraignantes et contraires aux pratiques 

agricoles durables d’élevage en plein air. Dans ce contexte, l’objectif de cette thèse a été de mieux 

comprendre les rôles épidémiologiques de l’avifaune commensale des élevages vis-à-vis d’agents 

infectieux viraux et bactériens, en s’intéressant plus particulièrement aux interactions et à la 

transmission de marqueurs infectieux entre compartiments sauvage et domestique. Pour ce faire, ce 

travail a utilisé comme modèle un élevage de canards en plein air caractéristique de ceux du Sud-Ouest 

de la France, afin d’étudier finement l’interface sauvage-domestique. Dans un premier temps, une étude 

longitudinale sur plusieurs années a permis de caractériser au fil des saisons biologiques la population 

d’avifaune visiteuse et commensale de l’élevage. Cette étude écologique a révélé une grande richesse en 

avifaune sur l’élevage, avec la présence essentiellement des passereaux dont plusieurs espèces en déclin 

dans les milieux ruraux, et de rares mais parfois grands groupes d’avifaune aquatique. Plus 

spécifiquement ensuite, l’abondance et les interactions de l’avifaune vis-à-vis des canards domestiques 

ont été analysées, mettant en évidence des espèces beaucoup plus intensément connectées à ceux-ci. De 

fréquents contacts directs et indirects avec les canards ont été objectivés pour quelques espèces, 

dominées par les moineaux (Passer domesticus, P. montanus) et bergeronnettes grises (Motacilla alba). 

Dans un second temps, afin d’évaluer l’efficacité de ces contacts pour les transmissions infectieuses, les 

prélèvements biologiques nombreux et variés collectés à intervalles répétés sur les différents 

compartiments de l’élevage (avifaune cible, canards, environnement) ont été analysés. Nous avons ciblé 

en priorité les virus influenza, ainsi que des virus et bactéries marqueurs des différentes voies de 

transmission. Leurs prévalences et identifications ont été comparées entre compartiments pour 

rechercher des similitudes suggérant des échanges infectieux. Les résultats ont montré que les 

abondances des espèces sauvages et leurs contacts avec l’élevage ne semblaient pas corrélés au profil 

infectieux, en regard des fortes charges virales ou bactériennes détectées chez les canards ou dans leur 

environnement partagé. Dans un dernier temps, afin de consolider les hypothèses suggérées par les 

résultats précédents, des travaux complémentaires ont été mis en œuvre, visant d’une part à détecter 

finement l’ADN d’hôtes aviaires dans l’environnement de l’élevage, et d’autre part à caractériser les 

déplacements inter-sites des bergeronnettes grises par suivi télémétrique. Ce travail montre que 

l’avifaune commensale semble jouer un rôle épidémiologique minime pour les agents étudiés, hors 

contexte épidémique, à l’interface avec les canards élevés en plein air. Certaines mesures de restriction 

des contacts pourraient alors être réévaluées afin d’en réduire les contraintes et l’impact écologique 

potentiel, tandis que la contamination environnementale par les élevages devrait être aussi considérée 

dans les transmissions infectieuses à l’interface.  
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Abstract 
Characterization of interfaces between wild birds and poultry through the study of contacts and 

sharing of infectious agents between compartments 

The recent epizooties of highly pathogenic avian influenza that occurred in southwest France during 

winters 2015-2016, 2016-2017 and 2020-2021 lead to a long-lasting sanitary and economic impact on 

the region’s poultry sector. The two last events also affected wild birds on a European scale, in particular 

migratory water birds by which the viruses may have been introduced and spread over the continent. 

However, commensal land birds on poultry farms seemed to be clinically unaffected, and few studies 

targeting these populations that were carried out to understand their possible role as bridge or 

maintenance hosts did not allow viral detection. Despite this lack of evidence, preventive contact-

restriction measures with poultry were urged. These measures are often perceived as constraining and 

inconsistent with sustainable free-range farming practices. In this context, the aim of this thesis was to 

better understand the epidemiological roles of commensal avifauna on farms regarding viral and 

bacterial infectious agents, by focusing in particular on interactions and transmission markers between 

compartments of the wild-domestic interface. To do so, we used the model of a free-range duck farm that 

is typical of those of southwest France, which allowed to study in detail the wild-domestic interface. In a 

first step, a longitudinal study over several years allowed the characterization of visiting and commensal 

wild bird population through biological seasons. This ecological study revealed a great richness in wild 

birds on the farm, with essentially the presence of passerines including several declining species of 

agricultural areas, and few but sometimes large groups of water birds. More precisely then, abundance 

and interactions of avifauna towards domestic ducks were analyzed, and revealed a more intense 

connection of some species with them. Frequent direct and indirect contacts with ducks were evidenced 

for a few species, dominated by sparrows (Passer domesticus, P. montanus) and white wagtails (Motacilla 

alba). In a second step, so as to assess the effectiveness of these contacts for infectious transmissions, 

numerous and various biological samples repeatedly collected on the different compartments of the farm 

(targeted wild birds, ducks, environment) were analyzed. We targeted in priority influenza viruses, and 

several viruses and bacteria used as markers of various transmission pathways. Their prevalence levels 

and identifications were then compared between compartments to look for similarities that would 

suggest infectious exchanges. Results showed that abundances of wild birds and their contacts with the 

farm did not seem related to infectious patterns, in comparison with high viral or bacterial loads detected 

in ducks and their shared environment. In a last step, so as to strengthen the hypothesis suggested by 

previous results, prospects of complementary works were developed with the aim of finely detecting 

avian hosts DNA in the environment of the farm, and of studying between-site movements of white 

wagtails by telemetry-tracking. This work shows that commensal wild birds seem to play a minor 

epidemiological role for the studied infectious agents, out of any epidemic context, at the interface with 

free-range ducks. Some contact-restriction measures could then be revised so as to reduce their 

constraints and their potential ecological impact, while environmental contamination by farms should 

also be considered in infectious transmissions at the interface. 

 

Key words 
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Introduction 
 

Face aux altérations profondes du climat et de la biodiversité induites par la mondialisation et 

l’intensification des activités humaines depuis des décennies, nos sociétés prennent de plus en plus la 

mesure des répercussions de ces changements à différents niveaux. Ces répercussions ne sont pas 

seulement des changements environnementaux observés ou subis par des populations humaines de plus 

en plus nombreuses (Masson-Delmotte et al., 2021), mais aussi des effets en chaîne comme la 

multiplication des risques d’émergences infectieuses (Jones et al., 2008; Morand, 2020) qui peuvent 

parfois ralentir et modifier les dynamiques d’activités humaines à l’échelle mondiale comme l’a montré 

la pandémie de Covid-19 en 2020 (Morens and Fauci, 2020). Les activités humaines passées et présentes 

engendrent donc pour nos sociétés actuelles de multiples défis pour préserver un environnement vivable 

et capable de produire notre alimentation et nos matières premières. Un tel environnement durablement 

productif et résilient ne peut pas exister sans les écosystèmes divers et complexes qui le constituent, qui 

sont capables de rendre des services écosystémiques (Zhang et al., 2007). Ces services permettent en 

effet d’atténuer la charge économique dans de nombreux domaines d’activités humaines, en particulier 

dans le domaine agricole, en interaction directe et permanente avec l’écosystème qui l’héberge, tant au 

niveau du sol, du système hydrique, que de la biodiversité composée d’auxiliaires, ravageurs et 

adventices, de l’échelle microscopique à macroscopique. Les agriculteurs sont ainsi les premiers 

concernés par la préservation des écosystèmes, dans le sens où leur production si elle se veut durable en 

dépend, mais aussi car les paysages sont façonnés depuis des siècles par les systèmes agricoles (retenues 

d’eau pour l’irrigation, canaux de drainage, bocages, pâturages, grandes cultures, cultures en terrasse, 

forêts…).  

À l’ère de la révolution productiviste de la deuxième moitié du XXème siècle, la modernisation de 

l’agriculture a vu de nombreux systèmes (politique agricole commune, instituts de coordination, 

d’enseignement et de recherche agricoles), technologies (machines agricoles motorisées, agrochimie) et 

biotechnologies (sélection génétique, mutagénèse, hybridations variétales) se développer et s’améliorer 

pour subvenir aux besoins croissants et à la sécurité alimentaire d’une population de moins en moins 

rurale (Bourgeois and Demotes-Mainard, 2000; Deverre and Marie, 2008). Cependant, les impacts 

négatifs de l’intensification agricole ont peu à peu montré les limites de durabilité de ces systèmes agro-

alimentaires. Ceci est vrai tant écologiquement comme le révèle la chute de biodiversité en milieux 

agricoles (Carpenter et al., 1998; Fontaine et al., 2020; Jeliazkov et al., 2016), que sanitairement avec des 

crises d’ampleur (comme la "vache folle" dans les années 80-90) qui ont marqué la population et freiné 

la consommation (Agreste, la statistique agricole, 2020a), ou encore socio-économiquement avec une 

accélération de l’exode rural parallèlement à une dégradation du niveau de vie pour beaucoup 
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d’agriculteurs (Bourgeois and Demotes-Mainard, 2000; Desriers, 2007). C’est dans ce contexte que l’idée 

de maintenir ou revenir à des systèmes plus durables et résilients se répand de plus en plus largement 

dans les différentes productions agricoles (Gassie, 2017). Cette transition agro-écologique est poussée 

globalement en Europe par l’évolution des règlementations et des subventions publiques. Celles-ci sont 

issues d’un changement global de l’opinion publique des producteurs et consommateurs, qui cherchent 

à s’orienter vers un développement plus durable et une production plus en phase avec des valeurs 

écologiques et traditionnelles (Agreste, la statistique agricole, 2020a; Bessei, 2018; Gassie, 2017; IFOP, 

2020). Des changements plus favorables aux agro-écosystèmes passent notamment par une gestion 

intégrée de productions diverses complémentaires permettant d’optimiser l’usage d’intrants et le travail 

mécanique, et parfois par une baisse de densité des productions (Deverre and Marie, 2008; Tamminga, 

2003). Dans le secteur de l’élevage, l’Europe et notamment la France voient s’accroître les productions 

animales en plein air et plus particulièrement sous signes de qualité (label rouge ou biologique par 

exemple) (Agreste, la statistique agricole, 2020c; INAO, 2019; Sørensen et al., 2006). Celles-ci favorisent 

en effet le bien-être animal plébiscité par la majorité des consommateurs et producteurs (Agreste, la 

statistique agricole, 2020a; Bessei, 2018; IFOP, 2020; Walley et al., 2015), tout en réduisant généralement 

la densité spatiale (augmentation de la surface par animal) et temporelle (augmentation de la durée de 

production) de l’élevage dans une optique de réduire son impact environnemental local. Ces 

changements de systèmes agricoles sont souvent associés à une simplification et un raccourcissement 

des circuits de production et vente. La demande et le développement de ces circuits courts ont été 

particulièrement accélérés et confirmés à partir de 2020 avec la pandémie de Covid-19 qui a provoqué 

une prise de conscience chez de nombreux consommateurs (FranceAgriMer, 2020). Cependant, la 

transition agro-écologique qui s’opère en Europe ne doit pas omettre la nécessité de nourrir localement 

toutes les catégories de population, y compris celles ne pouvant pas se permettre le surcoût financier 

généralement associé aux produits de meilleure qualité environnementale. Ce contraste existe également 

à l’échelle internationale où la sécurité alimentaire reste toujours à améliorer et protéger dans certaines 

régions en développement, d’autant plus dans le contexte actuel d’accroissement de la consommation 

mondiale, de changement climatique, d’insécurités géopolitiques multiples, et de menaces sanitaires 

récurrentes (Alexandratos and Bruinsma, 2012; Gassie, 2017). Notre société européenne arrive donc à 

une situation de compromis entre la préservation d’une rentabilité quantitative et qualitative des 

productions agricoles, tout en garantissant leur durabilité et leur résilience via la préservation de la 

biodiversité à l’échelle locale voire mondiale.  

En conséquence des tendances de consommation diverses qui coexistent en Europe, on observe 

aujourd’hui une cohabitation entre gros élevages "intensifs" souvent à haut niveau technique, et de plus 

petites exploitations souvent familiales et à moindre technicité (Agreste, la statistique agricole, 2020c, 

2010). Cette coexistence s’ajoute à une densification qui peut être accrue au sein des filières d’élevage 
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sous signe de qualité, circonscrites par une appellation géographique. En effet dans ces périmètres 

d’appellation, la meilleure valorisation, les économies de filière locale (aliment, services, matériel, 

abattage, transformation) et les aides publiques peuvent favoriser localement un même type de 

production. Il faut cependant rappeler que l’intensification des élevages, d’autant plus lorsqu’ils 

fonctionnent en plein air, est fortement liée à une pollution environnementale diffuse par les effluents 

non traités (lisier, urine, eaux sales) et la poussière (Cambra-López et al., 2010; Carpenter et al., 1998; 

Tamminga, 2003). À cela s’ajoute une pollution microbiologique s’étendant par ruissèlement dans les sols 

et le système hydrique (Dufour et al., 2012; Mawdsley et al., 1995). La densification des élevages, d’autant 

plus en plein air et avec une maîtrise variable de la biosécurité (Delpont et al., 2018), favorise aussi 

l’amplification et la diffusion d’agents infectieux entre eux, et avec les autres espèces éventuellement 

sensibles telles que les humains ou les animaux sauvages (Gummow, 2010; Jones et al., 2013; Morand, 

2020). Or cette diffusion amplifiée, favorisée par les liens de filière qui accroissent les mouvements de 

matériel et d’animaux (Guinat et al., 2020b), est un des éléments menant à l’émergence ou la réémergence 

d’agents pathogènes (Cleaveland et al., 2007; Gummow, 2010; Karesh et al., 2012) et notamment les 

émergences zoonotiques (c’est-à-dire capables de se transmettre entre animaux et humains) qui 

constituent la majorité des infections humaines émergentes (Jones et al., 2008; Taylor et al., 2001) (Figure 

1). Cette frontière parfois floue entre infections animales et humaines, ainsi que des méthodes d’étude 

similaires, justifient le choix d’employer le terme "épidémie" dans l’ensemble du manuscrit suivant sans 

distinction de la population considérée. Le risque d’échanges infectieux à l’interface sauvage-domestique 

est aussi favorisé par le développement des surfaces d’élevages en plein air associé à la fragilisation de la 

biodiversité animale (Morand, 2020), qui modifient les interactions entre compartiments et ainsi 

l’écologie des agents infectieux (Daszak et al., 2000; Engering et al., 2013; Gortazar et al., 2014). Cette 

fragilisation de la biodiversité animale se produit à l’échelle globale avec des concentrations en zones 

tropicales (Schipper et al., 2008) mais aussi localement en France et en Europe, comme le reflète le fort 

déclin des oiseaux de milieux ruraux et plus particulièrement des milieux agricoles intensifiés et 

simplifiés (Burns et al., 2021; Fontaine et al., 2020; Jeliazkov et al., 2016). 
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Figure 1 - Schématisation du mécanisme d'émergence zoonotique.  
La transmission d’un agent infectieux et son amplification dans les populations humaines (rouge) se produit 
lorsqu'un agent infectieux du réservoir sauvage (rose) émerge dans une population domestique et y provoque une 
épidémie (vert), ce qui amplifie la capacité de transmission de l’agent pathogène aux humains. Issue de Karesh et al., 
2012. 

Parmi l’ensemble des élevages dont la croissance est générale et mondiale, les élevages de volailles et en 

particulier de poulets figurent en tête de liste autant par les effectifs que par la vitesse de croissance 

(Alexandratos and Bruinsma, 2012; Thornton, 2010) (Figure 2a). Parallèlement à cet accroissement, les 

maladies infectieuses qui affectent la volaille sont de plus en plus étudiées, puisqu’elles engendrent 

mécaniquement des impacts économiques et sur la sécurité alimentaire accrus (FAO, 2013; Wiethoelter 

et al., 2015) (Figure 2b). Comme la tendance favorable aux élevages en plein air s’observe dans cette 

filière aussi (Agreste, la statistique agricole, 2020c, 2010), les agents infectieux circulant aux interfaces 

avec l’avifaune représentent un enjeu scientifique majeur (Wiethoelter et al., 2015) (Figure 2c). Ce type 

d’élevage présente en effet un risque particulier pour l’introduction infectieuse, par exemple observé 

pour les virus influenza (Gonzales et al., 2013; Gortázar et al., 2007; Koch and Elbers, 2006). 
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Figure 2 – Croissance de l’intérêt scientifique pour les maladies infectieuses à l’interface entre faune 
sauvage et animaux de production.  
a – Evolution de la production mondiale de poulet (nombre de têtes en milliards) de 1960 à 2010, issue de Thornton, 
2010.  
b – Evolution du nombre de publications sur les infections à l’interface entre faune sauvage et animaux de 
production de 1958 à 2013, issue de Wiethoelter et al., 2015.  
c – Nombre de publications scientifiques (jusqu’en 2013 inclus) étudiant une maladie infectieuse à chaque interface 
entre faune sauvage et élevages. Issue de Wiethoelter et al., 2015. 

Comparées aux autres interfaces sauvage-domestique, les transmissions infectieuses entre volailles et 

avifaune peuvent être facilitées car elles concernent des espèces hôtes sympatriques (c’est-à-dire 

taxonomiquement proches, et vivant à proximité avec un mode de vie similaire), et souvent grégaires et 

avec des modes d’élevages relativement denses. En outre, le compartiment sauvage de cette interface est 

difficile à contrôler car riche et omniprésent dans l’environnement (Pigot et al., 2020), et un grand 

nombre d’espèces montrent un comportement migratoire qui permet potentiellement des brassages 

infectieux à l’échelle intercontinentale (Newton, 2007a). La compréhension des interactions et des 

dynamiques épidémiologiques entre avifaune et volailles est d’autant plus complexe de nos jours que les 

perturbations anthropogéniques (climat et usage de l’espace) modifient l’écologie globale des oiseaux 

sauvages (Barbet‐Massin et al., 2012; Jeliazkov et al., 2016). Ce n’est ainsi pas seulement un 

appauvrissement spécifique qui se déroule (BirdLife International, 2021; Burns et al., 2021; Fontaine et 

al., 2020), mais également une modification globale des distributions des populations aviaires (Barbet‐

Massin et al., 2012; Jetz et al., 2007), et des voies et comportements migratoires (Horton et al., 2020; 

Newton, 2007b). Tous ces phénomènes peuvent impacter largement l’épidémiologie et les interactions 

entre espèces sauvages et avec les élevages avicoles.  

C’est en conséquence de ces constats de changements agricoles, écologiques et climatiques en cours, que 

se pose le besoin de mieux appréhender les interfaces épidémiologiques entre avifaune et élevages 
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avicoles, contribuant à la recherche de systèmes plus résilients. Ce besoin s’est fait récemment plus 

pressant, en particulier dans le bassin de production de volailles du Sud-Ouest de la France, avec une 

succession d’épidémies d’influenza aviaire hautement pathogène (IAHP) en élevages qui ont impacté 

profondément la filière au cours des hivers 2015-2016, 2016-2017 puis 2020-2021 (EFSA et al., 2021a, 

2017; Le Bouquin et al., 2016). Les virus en cause ayant été détectés dans le compartiment sauvage, de 

fortes suspicions se sont portées sur le rôle de l’avifaune dans l’introduction, voire dans la diffusion 

régionale de l’infection entre élevages majoritairement en système plein air (Anses, 2016). Or si l’on 

connaît le rôle de réservoir pour les virus influenza de l’avifaune aquatique (en particulier l’ordre des 

Ansériformes) (Caron et al., 2017; Olsen et al., 2006; The Global Consortium for H5N8 and Related 

Influenza Viruses, 2016), celle-ci est rarement observée sur les élevages plein air (Lubac et al., 2012; Veen 

et al., 2007) et la question du rôle de l’avifaune non aquatique commensale des élevages se pose alors. En 

effet, par définition ces espèces commensales sont au contraire observées fréquemment et parfois en 

grand nombre sur les élevages (Lubac et al., 2012; Veen et al., 2007), avec parfois des interactions très 

proches avec les volailles domestiques . Cette proximité pourrait permettre d’éventuelles transmissions 

infectieuses et l’avifaune commensale pourrait alors jouer un rôle dans l’épidémiologie des agents 

infectieux, comme hôtes de maintenance ou comme hôtes relais entre sites (Caron et al., 2017, 2014) 

(Figure 3)  

Ainsi, le travail présenté ici vise à apporter des éléments de réponse à la question suivante : l’avifaune 

commensale joue-t-telle vis-à-vis des élevages avicoles un rôle dans l’épidémiologie des agents infectieux 

et particulièrement des virus influenza ? De manière plus détaillée, nous essaierons d’explorer par le 

travail présenté ici quelle population d’avifaune fréquente les élevages de volailles en plein air au fil des 

saisons, quelles sont les interactions écologiques pouvant favoriser les échanges infectieux à cette 

interface sauvage-domestique, si les interactions observées sont efficaces pour les éventuels échanges 

infectieux, et enfin quel pourrait être le rôle épidémiologique de l’avifaune commensale vis-à-vis des 

agents infectieux des volailles. Ce travail sera mené dans le contexte particulier d’un élevage de canards 

en plein air du Sud-Ouest de la France, comme modèle d’étude. L’étude pour répondre à ces questions 

passera donc par des méthodes classiques d’écologie descriptive, complétées par des approches 

alternatives d’observations individuelles et de biologie moléculaire. Des méthodes de surveillance 

épidémiologique seront ensuite appliquées à partir de diverses sources de prélèvements et divers agents 

infectieux sur les compartiments sauvage et domestique de l’interface. Les résultats et conclusions 

présentés dans ce document devraient permettre de mieux appréhender les risques épidémiologiques 

que représentent les contacts directs et indirects avec l’avifaune commensale à travers le modèle des 

canards élevés en plein air, ceci pour éclairer les décisions de gestion et prévention sanitaires à l’échelle 

des élevages ou des filières. 



 7 

Figure 3 - Schéma préliminaire de l'épidémiologie des virus influenza à l'interface entre avifaune et 
élevages de volailles en plein air.  
En orange les hypothèses et objets d’étude de ce travail, en rouge les voies de circulation et de transmission virale 
connues et non considérées dans ce travail. 
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A. Étude des agents infectieux aviaires d’intérêt et épidémiologie à 
l’interface entre avifaune sauvage et élevages 

I. Agents infectieux aviaires d’intérêt économique circulant à l’interface 
entre avifaune et élevages 

a. Influenza aviaire 

Les virus de type influenza furent identifiés chez les oiseaux vers le milieu du 20ème siècle (Schäfer, 1955).  

Ils circulaient pourtant très probablement depuis bien plus longtemps dans cette classe taxonomique, 

sans diagnostic étiologique certain et causant la « peste aviaire » bien connue des éleveurs et vétérinaires 

(Alexander, 2003; Schäfer, 1955; Stubbs, 1948). À la suite de la consolidation de la définition moderne 

des virus en tant qu’agents infectieux microbiologiques spécifiques par André Lwoff en 1957 (Lwoff, 

1957), les premières souches aviaires de virus influenza A furent ainsi classifiées et décrites comme telles 

en 1965 (Pereira et al., 1965). Parmi ces souches virales se trouvait le premier virus influenza issu d’une 

espèce sauvage, une sterne d’Afrique du Sud, prélevé en 1961 et décrit quelques années plus tard (Becker, 

1966). Par la suite, des recherches de plus grande ampleur dans l’avifaune sauvage permirent peu à peu 

d’appréhender la grande diversité des virus influenza aviaires présents sur l’ensemble des océans et 

continents (Alexander, 2003, 1982), jusqu’à l’Antarctique (Hurt et al., 2014). 

Bien que non certaine, l’origine aviaire de la pandémie humaine d’influenza de 1918 (la « grippe 

espagnole ») est fortement suspectée grâce à des analyses génétiques faites récemment sur des 

reconstructions de la souche virale en cause (Taubenberger et al., 2019). Pour ce qui est des changements 

d’hôte avérés, les premiers passages « efficaces » (c’est-à-dire transmissibles de personne à personne) 

aux populations humaines après la définition de 1965 ont fait connaître ces virus à un public plus large 

que le milieu de l’élevage avicole. En effet, ces introductions dans les populations humaines sont 

généralement remarquées par les épidémies qu’elles provoquent chez leurs hôtes immunitairement 

naïfs, prenant parfois un caractère pandémique lorsque la diffusion devient internationale (Morens and 

Fauci, 2020; Taubenberger and Morens, 2009). Par la suite, les descendants de ces émergences peuvent 

alors continuer à circuler de façon endémique en se mêlant aux souches préexistantes, comme l’a montré 

le virus de 1918 (Taubenberger et al., 2019). 

Ces risques sanitaires globaux pour les élevages de volailles et pour les populations humaines font des 

virus influenza un objet particulier de l’attention scientifique mondiale.  
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i. Étiologie, phylogénie et pathogénie des VIA 

Étiologie et phylogénie 

Les virus influenza appartiennent à la famille des Orthomyxoviridae, qui comporte les quatre genres et 

leur unique espèce respective d’influenza : Alpha- (Influenza A), Beta- (Influenza B), Gamma- (Influenza 

C), et Deltainfluenzavirus (Influenza D) ; ainsi que les genres Isavirus (une espèce), Quaranjavirus (deux 

espèces), et Thogovirus (deux espèces) (International Committee on Taxonomy of Viruses, 2021). Le 

genre le plus répandu et varié et qui nous intéresse ici est celui des alphainfluenzavirus, dont l’espèce 

unique est Influenza A virus (Swayne, 2008), que nous appellerons simplement « virus influenza » ou VIA 

par la suite. 

Figure 4 - Schéma d'une particule typique de virus influenza et de la composition de son génome.  
L’ensemble représente huit segments génétiques d’ARN négatif simple brin, ainsi qu’au moins dix protéines. Codées 
chacune par leur propre segment d’ARN, les glycoprotéines de surface HA (hémagglutinine) et NA (neuraminidase) 
participent respectivement à l’entrée et à la sortie de la cellule hôte et constituent les principaux antigènes reconnus 
par le système immunitaire de l’hôte. Codées par le segment M, la protéine M1 (matrice 1) est structurale de 
l’enveloppe, tandis que M2 (matrice 2) est un canal de transfert ionique. La protéine NP (nucléoprotéine), codée par 
son segment propre, encapside l’ARN viral. Chaque segment de celui-ci est également associé au trimère protéique 
formé par PB1 (polymérase basique 1), PB2 (polymérase basique 2) et PA (polymérase acide), toutes trois codées 
par leur propre segment d’ARN. Enfin, le segment NS code pour deux protéines non structurales NS1 et NS2. La 
première a diverses fonctions dans l’interaction avec la cellule hôte et son matériel génétique, tandis que la 
deuxième facilite l’export du matériel génétique viral vers la cellule hôte. Issue de Taubenberger et al., 2019. 

Les particules virales sont protéiformes, le plus souvent rondes et d’environ 100 nm de diamètre, mais 

des formes filamenteuses peuvent parfois être observées (Badham and Rossman, 2016). Ces virions sont 

composés d’au moins dix protéines, structurant une enveloppe et abritant un génome à ARN (Figure 4). 

Premières exposées lors de l’interaction initiale entre le virus et son hôte, les grandes glycoprotéines de 

surface HA (hémagglutinine) et NA (neuraminidase) sont essentielles et constituent les principaux 

antigènes reconnus par le système immunitaire de l’hôte. De plus, elles ont un rôle fonctionnel majeur 

puisque HA participe à l’entrée dans la cellule hôte, tandis que NA permet la libération des virions à la 

sortie de la cellule (Baigent and McCauley, 2003; Swayne, 2008). L’entrée du virus dans la cellule cible 

commence par un attachement entre HA et les acides sialiques exposés à la surface des cellules animales. 

Cet attachement est un premier facteur pour la spécificité d’hôte et le tropisme tissulaire, puisque la 
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bonne reconnaissance conformationnelle des HA et acides sialiques dépend de la séquence en acides 

aminés de HA et de la forme de liaison de l’acide sialique avec la chaîne glucidique qui le supporte. Ainsi, 

les liaisons d’acides sialiques les plus communes sont en α-2,3 et α-2,6, et leur distribution tissulaire 

dépend de l’espèce hôte (Baigent and McCauley, 2003; Stevens et al., 2006; Swayne, 2008). Suite à 

l’attachement spécifique du virus à la membrane hôte, celui-ci est internalisé et les HA peuvent alors être 

clivées par des protéases généralistes de l’hôte, permettant la libération de l’ARN viral dans le 

cytoplasme. Un deuxième facteur pour la spécificité d’hôte et le tropisme tissulaire est alors la séquence 

aminée du site de clivage de la HA. Celle-ci détermine la diversité de protéases capables d’interagir avec 

le site de clivage, et par conséquent le taux d’introductions virales dans les cellules hôtes. Ainsi, la 

présence d’un unique acide aminé basique (arginine) sur le site de clivage ne permettra que l’action de 

protéases « trypsine-like » présentes typiquement dans les systèmes respiratoires et digestifs. Tandis 

qu’une insertion d’une série d’acides aminés basiques (arginine et lysine) sur ce site permettront l’action 

d’une plus grande diversité de protéases présentes dans un plus grand spectre tissulaire (Kuiken et al., 

2006; Swayne, 2008). De ce fait, la séquence codante pour HA d’une souche virale est déterminante pour 

son spectre d’hôte et son tropisme tissulaire via l’attachement aux acides sialiques, puis de son 

infectiosité cellulaire via le taux de pénétration. En outre, un attachement HA-acide sialique moindre 

(faible spécificité d’hôte ou de tissu de la souche virale) peut être partiellement compensé par un clivage 

de HA facilité pour permettre finalement la libération du génome viral et la réplication virale. En fin de 

cycle de réplication virale, la protéine NA joue aussi un rôle dans la capacité d’émission des virions 

infectieux depuis la cellule infectée. En effet, NA permet le clivage de la liaison entre les HA et acides 

sialiques au niveau des virions néoformés enveloppés par la membrane cellulaire, ce qui permet une 

libération des virions infectieux vers d’autres cellules cibles (Baigent and McCauley, 2003; Swayne, 

2008). 

Le génome viral, d’une longueur totale de 10 à 15 kb, est fragmenté en huit segments d’ARN simple brin 

et de polarité négative (Figure 4). Du fait de cette structure génétique, les VIA sont sujets à d’importantes 

variabilités, et ce par deux principaux mécanismes : le fort taux de mutation et le réassortiment de 

segments génétiques. Les mutations sont en effet fréquentes sous l’action non corrective de l’ARN 

polymérase ARN-dépendante lors de la réplication virale (Venkataraman et al., 2018), de l’ordre de 1/104 

nucléotides, soit une par virion produit. Aléatoires, ces mutations sont le plus souvent sans effet 

(redondance du code génétique, acide aminé de chimie proche, locus peu influent), voire délétères à la 

fonctionnalité virale. Sous la pression de sélection exercée par le système immunitaire de l’hôte, et donc 

essentiellement sur les glycoprotéines HA et NA, les virus influenza sont sujets à une évolution appelée 

dérive antigénique (Swayne, 2008; Taubenberger et al., 2019). Ainsi, les virions portant des 

glycoprotéines reconnues par les anticorps de l’hôte seront les premiers éliminés par les mécanismes 

immunitaires, tandis que les variants au niveau de HA et NA produits au gré des mutations auront une 
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chance supérieure d’accéder aux cellules et d’être ainsi amplifiés. Ce mécanisme se joue à l’échelle d’un 

hôte individuel entre chaque cellule cible, mais aussi dans la population générale, les mutants amplifiés 

en plus grand nombre étant transmis en plus grand nombre d’un hôte à l’autre. Outre les mutations, les 

coinfections par différentes souches virales au sein d’une même cellule permettent un réassortiment des 

fragments d’ARN produits dans les virions excrétés. 

Pour leur déterminisme dans l’immunogénicité, le tropisme cellulaire, et la pathogénicité, ainsi que pour 

leur susceptibilité à la pression de sélection, les variants des protéines HA et NA constituent la base de la 

définition des sous-types de virus influenza. Ils ont été d’abord définis par des méthodes 

immunoréactives, et aujourd’hui essentiellement par séquençage génétique (Alexander, 2003; Baigent 

and McCauley, 2003; Swayne, 2008). On peut à ce jour identifier 18 sous-types de HA (identifiés H1 à 

H18), et 11 sous-types de NA (identifiés N1 à N11), au sein desquels existent ensuite des variabilités qui 

permettent d’établir une phylogénie par clades et sous-clades (CDC, 2019), ainsi qu’un profil de 

pathogénicité. Ce dernier est défini par rapport aux signes cliniques provoqués chez le poulet, par 

infections intraveineuses expérimentales sur poussins (Swayne and Suarez, 2000), et il est déterminé par 

la séquence en acides aminés du site de clivage de HA : de composition monobasique pour un virus 

influenza faiblement pathogène (VIAFP), et polybasique pour un virus hautement pathogène (VIAHP) 

(Swayne, 2008). Les formes hautement pathogènes de HA n’ont été à ce jour identifiées qu’au sein des 

sous-types H5 et H7. Une souche de VIA sera finalement identifiée par un nom décrivant son espèce, son 

hôte de premier isolement, son origine géographique, le numéro de souche, l’année d’identification, 

terminé par le sous-type HxNx entre parenthèses (CDC, 2019; Swayne, 2008). Par exemple, la souche 

A/Goose/Guangdong/1/1996(H5N1). 

 

Pathogénicité 

Comme nous l’avons présenté ici, la pathogénicité des VIA est essentiellement déterminée par leur 

génétique qui module la spécificité d’hôte, le tropisme tissulaire et la capacité d’amplification cellulaire. 

Les VIA adaptés aux oiseaux présentent généralement une meilleure affinité pour les acides sialiques en 

α-2,3, tandis que les souches adaptées à l’humain et autres mammifères sont plus affines pour les formes 

α-2,6 (Kuiken et al., 2006). Or il se trouve une prédominance d’acides en α-2,6 dans la trachée humaine, 

et en α-2,3 dans les voies respiratoires profondes (alvéoles pulmonaires), tandis que chez les oiseaux se 

trouve une coexpression de formes α-2,3 et α-2,6 dans les tissus respiratoires supérieurs et inférieurs, et 

majoritairement α-2,3 dans les tissus digestifs, endothéliaux, rénaux et nerveux (Baigent and McCauley, 

2003; França et al., 2013; Kuiken et al., 2006; Stevens et al., 2006; Swayne, 2008). Les VIA adaptés à 

chaque hôte s’attacheront donc préférentiellement dans l’appareil respiratoire supérieur plus exposé, 

mais par exemple un virus aviaire pourra infecter l’appareil respiratoire profond humain s’il y parvient 

(Kuiken et al., 2006; Long et al., 2019). Cependant, la spécificité n’est pas absolue car certains virus sont 
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capables de s’attacher aux deux types d’acides sialiques. De plus, il suffit de deux substitutions d’acides 

aminés pour inverser l’affinité de HA, ce qui peut entraîner un changement majeur de phénotype viral 

(Swayne, 2008).  

La pathologie sera ici présentée pour les hôtes aviaires uniquement. L’essentiel des souches circulantes 

de VIA son faiblement pathogènes, entraînant peu voire pas de symptômes chez leurs hôtes selon la 

souche virale, la charge infectieuse, et les caractéristiques de l’hôte (espèce, âge, immunité). Leur 

réplication spécifique dans les épithéliums respiratoires et digestifs peut éventuellement provoquer des 

symptômes respiratoires, un abattement entraînant une baisse de l’ingestion alimentaire, et une chute 

de ponte parfois irréversible pour les reproducteurs. La mortalité induite est généralement faible, mais 

peut être exacerbée par des coinfections virales ou bactériennes, ou bien des conditions 

environnementales peu favorables au rétablissement (Swayne, 2008). De manière générale, les 

Ansériformes (canards, oies) se montrent asymptomatiques aux VIAFP, et leur infection se fait plutôt au 

niveau des muqueuses digestives et de manière prolongée (Halvorson, 2008). Concernant les plus rares 

souches de VIAHP, leur capacité de réplication systémique provoque généralement une mort rapide 

parfois précédée brièvement de signes cliniques graves de type neurologiques et dépressifs généraux 

(Swayne and Suarez, 2000). Au niveau d’un élevage, la létalité est souvent massive et brutale, d’où le nom 

de peste aviaire que prenait la maladie autrefois. Si les Galliformes sont particulièrement sensibles à 

l’infection et fondent le critère de distinction entre VIAFP et VIAHP, cette sensibilité est généralement 

moindre chez les Ansériformes avec des symptômes légers, parfois même absents (Swayne and Suarez, 

2000). Pourtant les récentes épidémies dues à des VIAHP H5N8 du clade 2.3.4.4b en Europe ont parfois 

démontré le contraire avec une forte mortalité en élevages de palmipèdes (EFSA et al., 2021a, 2017). Les 

signes apparents d’une infection à VIA semblent donc multiples, variables et frustes, et toute affection 

impliquant une mortalité anormalement élevée, une léthargie, une baisse d’appétit, une chute de ponte, 

ou encore des signes neurologiques (torticolis) peut être suspecte.  

Pour l’impact qu’ils provoquent en élevages, tant pour la santé et le bien-être des animaux que pour les 

pertes économiques induites (Nicita, 2008; World Bank, 2012), ainsi que pour leur potentiel d’émergence 

pandémique, les infections à VIAHP font partie des maladies répertoriées dans le Code sanitaire pour les 

animaux terrestres de l’Organisation Mondiale de la Santé Animale (OIE) et tout sous-type H5 et H7 

(même VIAFP) doit faire l’objet d’une déclaration obligatoire (OIE, 2021a). Comme les VIA sont capables 

de changements rapides et considérables de spectre d’hôtes et de pathogénicité, les infections à VIAFP de 

sous-types H5 et H7, et les infections à VIAHP étaient jusqu’à avril 2021 considérées comme dangers 

sanitaires de première catégorie en France (DGAL, 2013). Les infections à VIAHP sont aujourd’hui 

classées comme «  ADE » et les infections à VIAFP (H5 et H7) comme « DE » par la Loi sur la Santé Animale 

(LSA) s’appliquant à l’échelle européenne (Commission Européenne, 2018). Cette classification implique 

une obligation de déclaration, de surveillance et de certification pour les deux groupes, auxquelles 
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s’ajoutent pour les VIAHP des mesures sanitaires réglementées de prévention, ainsi que de contrôle et 

élimination d’urgence autour d’un foyer identifié. Ces mesures de contrôle sanitaire s’ajoutent au coût 

économique de la maladie en élevage (Nicita, 2008; World Bank, 2012), et seront détaillées plus loin dans 

un paragraphe spécifique (Contrôle et prévention des VIA en Europe et en France – p 31). 

 

ii. Écologie des VIA et épidémiologie dans les compartiments sauvages et domestiques 

Réceptivité des hôtes réservoirs 

Depuis les premiers isolements de VIA, le réservoir principal est connu comme étant l’avifaune 

aquatique et en particulier les canards, oies et cygnes (ordre des Ansériformes, 169 espèces) chez qui 

sont souvent observés des prévalences élevées et une grande diversité de sous-types viraux (Alexander, 

1982; Long et al., 2019; Munster and Fouchier, 2009; Olsen et al., 2006; Swayne, 2008). L’ordre des 

Charadriiformes, qui comprend en particulier les limicoles (par exemple pluviers, vanneaux, gravelots, 

chevaliers, échasses, bécassines) et la famille des Laridés (goélands, mouettes, sternes) est souvent cité 

comme réservoir également, en particulier parce que ces espèces partagent largement les milieux de vie 

et les comportements migratoires des Ansériformes (Alexander, 1982; Long et al., 2019; Olsen et al., 

2006; Swayne, 2008). Cependant le rôle des Charadriiformes est remis en question puisque les sous-types 

de VIA qui y circulent sont différents génétiquement des sous-types retrouvés chez les Ansériformes, et 

les prévalences observées y sont relativement faibles (Caron et al., 2017; Munster and Fouchier, 2009; 

Olsen et al., 2006). Ainsi l’attention des chercheurs serait exagérément portée sur les Charadriiformes du 

fait de leur écologie, et les conclusions faites dans certaines études pourraient être biaisées par de plus 

grands échantillonnages de ces espèces en comparaison d’autres non réservoirs. Parmi les Ansériformes, 

les canards de surface (sous-famille des Anatinés, par exemple Canard colvert Anas platyrhynchos, 

Sarcelle d’hiver Anas crecca, Canard pilet Anas acuta, Canard siffleur Mareca penelope, Canard souchet 

Spatula clypeata…) hébergent plus abondamment les VIA (Caron et al., 2017; Gaidet et al., 2007; Munster 

and Fouchier, 2009; Olsen et al., 2006). Leur bonne réceptivité digestive aux VIA combinée à une faible 

sensibilité permettent un portage et une excrétion asymptomatiques et prolongés dans les voies 

respiratoires et les fèces. La durée d’excrétion est généralement de l’ordre d’une semaine (Gaidet et al., 

2010; Tanikawa et al., 2021) mais jusqu’à près d’un mois lors d’infections expérimentales à VIAFP sur 

canards domestiques (Halvorson, 2008; Swayne, 2008). L’infection produit en plus une immunité de 

longue durée autour de 6 à 15 mois chez les canards (Tanikawa et al., 2021; Tolf et al., 2013) et 

modérément spécifique du sous-type viral, qui permet des réinfections consécutives par d’autres sous-

types circulants (Segovia et al., 2017), et confère une protection croisée partielle vis-à-vis des VIAHP 

(Costa et al., 2011; Koethe et al., 2020). La circulation importante de VIAFP pourrait aussi concourir à la 

moindre sensibilité aux VIAHP observée chez les canards, puisqu’elle favorise les coinfections de sous-

types viraux homologues qui sont protectrices chez ces espèces (Bessière et al., 2021).  
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Mécanismes et voies de transmissions virales 

Le maintien de la circulation des VIA dans ces populations est favorisé par leurs modes de transmission, 

associé à des facteurs écologiques de ces espèces. La transmission se fait essentiellement par voie fécale-

orale du fait de la quantité importante de virus excrétée dans les fèces, associée à une émission fréquente 

et non localisée de celles-ci chez les oiseaux (Blagodatski et al., 2021; Causey and Edwards, 2008; Swayne, 

2008). La transmission peut alors être directe si les individus vivent en promiscuité, mais surtout 

indirecte par contamination du milieu aquatique où certains VIA peuvent rester infectieux durant 

plusieurs mois (jusqu’à plus d’un an) dans des conditions favorables de température faible, pH neutre et 

salinité faible (Blagodatski et al., 2021; Breban et al., 2009; Brown et al., 2007; Dalziel et al., 2016; Ramey 

et al., 2022). Il semblerait cependant que les VIAHP montrent des durées de survie aquatique inférieures 

en comparaison des VIAFP, de l’ordre de la moitié ou du tiers selon les sous-types (Brown et al., 2007; 

Lebarbenchon et al., 2010). On peut aussi noter une voie de transmission directe par aérosols et 

gouttelettes respiratoires du fait du tropisme respiratoire des VIA, mais elle semble négligeable pour les 

VIAFP chez les Ansériformes au regard des quantités émises par voie fécale, et dans l’environnement 

ouvert où évoluent les oiseaux sauvages (Criado et al., 2021; Lebarbenchon et al., 2010). Cette voie peut 

cependant être plus importante pour les VIAHP à tropisme ubiquitaire (Gavier-Widén et al., 2012; 

Tanikawa et al., 2021), ou chez d’autres espèces hôtes. Une étude a comparé les voies d’excrétion de 

VIAFP variés par des canards et des goélands, montrant que ces derniers seraient plutôt excréteurs 

oropharyngés donc peu soumis au sein de leur espèce à une transmission fécale-orale directe ou 

aquatique (Criado et al., 2021), ce qui renforce l’idée d’un moindre rôle de réservoir de VIA pour les 

Charadriiformes (Caron et al., 2017). Les goélands semblent cependant être des hôtes réservoirs pour les 

sous-types H13 et H16 qui s’y sont particulièrement adaptés avec un portage digestif asymptomatique 

(Höfle et al., 2012). D’autres matières biologiques peuvent être infectieuses, comme la poussière (sur 

laquelle s’agrègent les particules virales) (Spekreijse et al., 2013), ou les plumes pour les VIAHP (Gaide 

et al., 2021; Karunakaran et al., 2019). Bien sûr les organes infectés peuvent aussi contaminer un 

prédateur ou charognard en cas d’ingestion, celle-ci étant favorisée dans le cas des VIAHP par l’affection 

clinique de la proie et par le caractère ubiquitaire du tropisme tissulaire (Blagodatski et al., 2021; 

Lebarbenchon et al., 2010; Shriner and Root, 2020). Comme les Ansériformes vivent généralement en 

groupe, et s’alimentent en ingérant des végétaux et petits invertébrés dans l’eau, un individu excréteur 

peut donc rapidement et durablement contaminer ses voisins via l’eau dans laquelle il aura déféqué. Sur 

les reposoirs de berges où les oiseaux d’eau se concentrent, les aérosols respiratoires, les fientes fraîches, 

la poussière ou encore les plumes libres peuvent aussi compléter la transmission aquatique (Figure 5).  
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Figure 5 - Voies de transmission et tropisme tissulaire des VIAFP et VIAHP au sein du réservoir sauvage.  
a – Pour les VIAFP, la voie de transmission majeure est fécale-orale directe ou aquatique, avec pour huit souches H5 
et H7 étudiées une survie infectieuse de 176 à 429 jours dans une eau douce à 17°C et 7,4 de pH (Brown et al., 2007).  
b – Pour les VIAHP, la transmission fécale-orale est complétée par les voies respiratoires, les plumes (non figurées), 
ainsi que la prédation. La survie infectieuse aquatique pour deux souches H5N1 a été de 94 et 158 jours dans une 
eau douce à 17°C et 7,4 de pH (Brown et al., 2007).  
Issue et adaptée de Gavier-Widén et al., 2012. 

 

Épidémiologie des VIA dans la population réservoir  

Outre des transmissions de VIA facilitées par le mode de vie, l’écologie et les dynamiques de populations 

des Ansériformes en favorisent également la circulation au fil des saisons. En effet, la plupart des espèces 

montrent des comportements migratoires à courte ou longue distances, se dirigeant après la période de 

reproduction vers des zones d’hivernage via des couloirs migratoires plus ou moins longs et composés 

de différentes zones humides permettant des haltes migratoires. Les zones d’hivernage étant plus 

restreintes que les zones de nidification, les couloirs migratoires sont souvent convergents et les 

migrateurs d’espèces aquatiques variées (Ansériformes et Charadriiformes) se concentrent 

progressivement au niveau des sites de halte migratoire en groupes multi-espèces de grande taille, 

jusqu’à atteindre les zones d’hivernage. On peut ainsi par exemple compter jusqu’à 300-400 000 

individus de Sarcelle d’hiver par hectare en hivernage, contre à peine 100 individus en été (Guillemain et 

al., 2021). Ces concentrations favorisent évidemment les transmissions intra et interspécifiques d’agents 

infectieux, et le brassage de populations de diverses origines géographiques et espèces favorise les 

coinfections par différents pools génétiques permettant aux VIA des réassortiments entre sous-types. La 

transmission infectieuse est d’autant plus facilitée au moment de la migration postnuptiale que les 

populations se trouvent enrichies d’une part importante de jeunes de l’année (jusqu’à un tiers de 

renouvellement chez le Canard colvert par exemple) naïfs immunologiquement et plus sensibles aux 

infections (Latorre-Margalef et al., 2014; Munster and Fouchier, 2009). Cela s’ajoute chez les adultes à la 

chute naturelle d’immunité pour les VIA suivant le précédent pic de circulation hivernale (Tolf et al., 

2013). On observe donc une cyclicité annuelle des prévalences virologiques et séroprévalences pour les 

VIA dans les populations d’Ansériformes migrateurs réservoirs, et ce dans le monde entier (Gaidet et al., 

2012; Hill et al., 2012; Latorre-Margalef et al., 2014; Linnaeus University (SE) et al., 2017; Lisovski et al., 
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2018; Onuma et al., 2017) (Figure 6). Cette dynamique saisonnière est probablement aidée (mais non 

dépendante) par la survie interannuelle de VIA infectieux dans le milieu aquatique au niveau des zones 

favorables restées fraîches durant l’été (Blagodatski et al., 2021; Breban et al., 2009; Dalziel et al., 2016; 

Gaidet et al., 2012; Ramey et al., 2022).  

Figure 6 – Mécanismes de dynamique saisonnière des VIAFP chez les canards. 
A – Schéma de la dynamique saisonnière cyclique des VIAFP chez les canards colverts, influencée par une entrée 
d'individus immunologiquement naïfs et par une baisse d'immunité.  
B – Prévalence saisonnière des VIAFP.  
C – Proportion de canards nouvellement bagués sur un site de halte migratoire en Suède, qui montre un 
accroissement du nombre jeunes (nouvellement bagués) durant l’été précédant le pic de prévalence.  
D – Niveaux saisonniers d’anticorps anti-nucléoprotéine chez les canards en deuxième année d’âge vivant dans une 
volière, qui montrent la variation individuelle d’immunité, la réaction immunitaire prolongée à la suite de l’infection 
à l’automne précédent, et la chute des anticorps circulants durant l’été suivie par une réaugmentation après 
réinfection à l’automne suivant.  
Issue de Linnaeus University (SE) et al., 2017, dont graphiques B et C produits par Latorre-Margalef et al., 2014, et 
graphique D produit par Tolf et al., 2013. 

En plus de favoriser les évolutions et réassortiments de nouveaux sous-types viraux, cette circulation 

massive dans les populations d’Ansériformes migrateurs a été identifiée comme jouant un rôle dans la 

dispersion régionale et intercontinentale des différents sous-types de VIA (Jeong et al., 2019; Lee et al., 

2017; Lycett et al., 2020, 2019; Mine et al., 2019; Sun et al., 2020; The Global Consortium for H5N8 and 

Related Influenza Viruses, 2016; van der Kolk, 2019; Verhagen et al., 2021).  En effet, le portage 

asymptomatique et prolongé au niveau digestif permet le transport individuel de VIA sur de longues 

distances (Gaidet et al., 2010). Dans le cas d’un VIAHP qui pourrait éventuellement affecter les capacités 

de vol d’un individu peu immunisé, ou pour un migrant à courte distance, l’interruption de la migration 
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au niveau d’un site de halte permettra la transmission à un nouvel hôte qui pourra prendre le relais dans 

le transport le long du couloir migratoire, et ainsi de suite jusqu’aux sites d’hivernage où les grands 

rassemblements permettront l’amplification de la circulation. Durant l’hiver, des déplacements plus 

déstructurés au gré des ressources alimentaires pourront accentuer ce brassage et cette dispersion d’une 

population réservoir à l’autre et d’une région à l’autre (Guillemain et al., 2021; Linnaeus University (SE) 

et al., 2017). Les mouvements opportunistes de l’avifaune aquatique suivant des précipitations 

importantes ont ainsi été mis en évidence comme facteurs de risque d’introduction en élevages de 

volailles en Australie (Ferenczi et al., 2021). En plus de permettre la diffusion géographique des VIA, ces 

brassages cycliques de populations réservoirs sont autant d’occasions pour le réassortiment et la 

diffusion de nouveaux variants potentiellement hautement pathogènes pour les oiseaux, voire 

zoonotiques (Taubenberger and Morens, 2009; Yamaji et al., 2020). Ce fut par exemple le cas pour le 

VIAHP H5N8 de clade 2.3.4.4b apparu en 2016 en Asie du Nord et centrale où les couloirs migratoires 

asiatiques, africains et européens se rencontrent (Beerens et al., 2017; Fusaro et al., 2019; Lee et al., 2017; 

Lycett et al., 2020). Au gré des brassages de populations, ce clade 2.3.4.4 a émergé par mutations et 

recombinaisons successives de sous-types VIAFP et VIAHP (Figure 7), devenant aujourd’hui plutôt un 

complexe H5Nx avec une HA hautement pathogène combinée à différents sous-types de NA (N1,N2, N6, 

N8 notamment) (Lee et al., 2017; Shi and Gao, 2021; Sun et al., 2020; Yang et al., 2017).  

Figure 7 - Phylogénie et dissémination des VIAHP H5Nx.  
a – Phylogénie simplifiée et caractère zoonotique reconnu des clades et sous-clades (identifiés par le code au centre 
de chaque cercle), au sein du sous-type H5. Issue et adaptée de Shi & Gao, 2021.  
b – Projection depuis le pôle Nord montrant les dynamiques de circulation et de dissémination des différents sous-
clades par les mouvements migratoires de l’avifaune aquatique. Issue et adaptée de Lee et al., 2017. 
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Épidémiologie des VIA en élevages 

Cependant, les migrations de l’avifaune aquatique ne sont pas seules en cause dans la diffusion 

intercontinentale des VIA, et le rôle du commerce international de volailles (Hautefeuille et al., 2020; van 

der Kolk, 2019) et d’autres oiseaux captifs (Lee et al., 2019) doit aussi être considéré. En effet, le spectre 

d’hôtes des VIA est large, et particulièrement chez les oiseaux qui représentent une classe taxonomique 

extrêmement riche et diverse (del Hoyo et al., 1992; Oliveros et al., 2019; Pigot et al., 2020). La circulation 

globale des VIA dans le réservoir aquatique et leur mode de transmission environnementale (aquatique 

en particulier) offre des occasions fréquentes de passage à d’autres espèces aviaires non réservoirs (Ellis 

et al., 2021; Forrest et al., 2010; Yamamoto et al., 2013). Ce type de transmission est nommée « spillover » 

puisqu’elle se produit du réservoir naturel vers des hôtes dits accidentels car culs-de-sac 

épidémiologiques où la circulation virale ne serait pas maintenue indépendamment. Parmi ces hôtes 

accidentels, les volailles de l’ordre des Galliformes (poulets, dindes, pintades, cailles) puis l’avifaune non 

aquatique figurent en première ligne pour l’exposition aux VIA, puisque taxonomiquement et/ou 

écologiquement proches des Ansériformes. Ils sont dits sympatriques. Chez ces espèces, dites terrestres 

en opposition au compartiment aquatique, l’infection et l’excrétion virales sont brèves de l’ordre de deux 

à cinq jours, et la durée d’immunité courte de l’ordre de deux mois au plus (Bosco-Lauth et al., 2019; Ellis 

et al., 2021; Nemeth et al., 2010). Ceci entraîne naturellement des prévalence faibles dans ces populations 

(Caron et al., 2017; Munster et al., 2007; Shriner and Root, 2020; Slusher et al., 2014; Veen et al., 2007). 

Concernant les volailles galliformes, et en particulier le poulet, l’infection par un VIA (HP ou FP) entraîne 

en général des lésions plus sévères voire une mortalité plus importante que chez le canard, ainsi qu’une 

moindre activation de l’immunité (Jackwood et al., 2010), et la protection croisée entre VIAFP et VIAHP 

est absente (Bessière et al., 2021; Swayne, 2008).  

Malgré la moindre capacité individuelle à entretenir la circulation de VIA chez les Galliformes, celle-ci est 

compensée par l’immense population répandue mondialement que représentent les volailles d’élevage 

(FAO, 2013). En effet, les conditions de vie en groupe concentré, en intérieur, et avec des sources 

d’abreuvement et d’alimentation communes font que les VIA se transmettent très rapidement au sein 

d’un lot une fois introduits. Le nombre de reproduction basique (nombre moyen d’infections secondaires 

par individu infecté) y atteint ainsi des valeurs entre 2 et 20 selon les conditions d’hébergement, l’espèce 

hôte et la souche virale (Bos et al., 2009; Gonzales et al., 2012; Ssematimba et al., 2019; Tiensin et al., 

2007; Tsukamoto et al., 2007; Vergne et al., 2021). Chaque lot infecté représente alors un milieu de 

culture immense pour les VIA, permettant l’amplification massive et autant d’occasions de mutations de 

souches faiblement ou hautement pathogènes. Une grande partie des élevages mondiaux sont familiaux 

ou semi-commerciaux, avec de faibles niveaux de biosécurité qui favorisent les introductions virales. 

Outre les basses-cours familiales qui reprennent de l’ampleur dans les pays occidentaux (Ayala et al., 

2020; Souvestre et al., 2021), les systèmes d’élevage dits villageois avec mixité d’espèces et d’âges en 
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liberté totale ou partielle sont prépondérants dans un grand nombre de régions comme en Asie du Sud 

et en Afrique (Conan et al., 2012; FAO, 2013). Or on sait que ces systèmes sont très favorables à la 

circulation d’agents infectieux variés y compris les VIA car la maîtrise sanitaire y est faible voire absente 

et le modèle prédispose à l’exposition infectieuse régulière (Ayala et al., 2020; Conan et al., 2012; 

Halvorson, 2008; Pauly et al., 2019; Soos et al., 2008; Souvestre et al., 2019). Ces systèmes d’élevage ne 

sont pas déconnectés du compartiment commercial, puisque les animaux sont généralement déplacés, 

vendus, échangés dans des marchés vivants (FAO, 2013). Là, le brassage infectieux entre élevages voire 

avec de la faune sauvage capturée ou chassée est fortement favorable à la diffusion et potentiellement 

aux réassortiments de VIA (Gilbert et al., 2017; Halvorson, 2008; Li et al., 2019; Wan et al., 2011). En Asie 

du Sud-Est s’ajoutent à ces basses-cours semi-commerciales des élevages de canards de chair déplacés 

de rizière en rizière. Ces systèmes d’élevages commerciaux semi-intensifs sont particulièrement propices 

au maintien des VIA (Beaudoin et al., 2014; Meyer et al., 2017). Globalement, cette diversité d’élevages 

de volailles extensifs et à faible niveau de biosécurité permet l’entretien d’une circulation de VIA. Ceci 

d’autant plus que ces productions gagnent du terrain sur des zones humides et que des Ansériformes 

domestiques y sont associés (Gilbert et al., 2017; Paul et al., 2014). 

Avec les élevages semi-commerciaux et extensifs ainsi décrits cohabitent enfin des élevages commerciaux 

intensifs (FAO, 2013). Ceux-ci sont généralement associés à des hébergements en intérieur strict, ainsi 

qu’à de hauts niveaux de biosécurité qui les prémunissent mieux de toute introduction infectieuse par 

voies directes ou indirectes. Des systèmes en bandes uniques séparées par vide sanitaire garantissent le 

statut sanitaire de chaque lot. Mais ce risque d’introduction n’est jamais nul car tout matériel, personnel, 

ou encore introduction d’animaux suite à leur transport peut introduire des agents infectieux dans un 

bâtiment. D’autant plus si l’environnement est contaminé de manière diffuse par la pression infectieuse 

des volailles en semi-liberté ou de l’avifaune (Halvorson, 2008; Hautefeuille et al., 2020). De plus, tous les 

élevages intensifs ne sont pas sur des modèles strictement confinés et l’application de la biosécurité peut 

y être variable (Delpont et al., 2021; Guimarães et al., 2016; Ssematimba et al., 2013), augmentant le 

risque d’introduction dans le compartiment commercial via l’avifaune directement ou via 

l’environnement (Central Veterinary Institute, Wageningen University et al., 2017; Gonzales et al., 2013; 

Koch and Elbers, 2006). Les flux d’animaux vivants et de matériel spécialisé partagé au sein de filières 

commerciales intégrées et interconnectées deviennent souvent ensuite la voie de transmission 

essentielle entre élevages (Briand et al., 2021; Guinat et al., 2020b; Halvorson, 2008; Hautefeuille et al., 

2020).  

Globalement, le volume croissant d’hôtes et la diversité interconnectée qui composent les élevages de 

volailles, en particulier en Asie du Sud, représentent un immense réservoir secondaire pour 

l’amplification, la mutation, le réassortiment et l’émergence de nouveaux VIA à l’interface avec le 

réservoir sauvage (FAO, 2013; Gilbert et al., 2017; Paul et al., 2014).. Ce rôle a été démontré 
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systématiquement dans les derniers phénomènes d’émergences et réémergence de VIAHP H5Nx du clade 

2.3.4 (Gilbert et al., 2017; Lee et al., 2017; Yang et al., 2017). Le compartiment domestique vient ainsi 

amplifier et faire évoluer les VIA en résonnance avec le réservoir aquatique sauvage à l’échelle 

intercontinentale au gré des mouvements migratoires de ce dernier (Figure 7). Ces phénomènes globaux 

d’échanges alternatifs de VIA entre compartiments sauvages et domestiques prouvent que ceux-ci ne sont 

pas étanches, et que des transmissions infectieuses dites « spillback » (aussi appelé « reverse spillover ») 

des oiseaux domestiques vers les oiseaux sauvages se produisent fréquemment. Au niveau du Sud-Est 

asiatique, celles-ci sont attestées par l’étude de la phylogénie des VIA successivement partagés entre 

avifaune aquatique et volailles (Yang et al., 2019). 

 

Transmissions des VIA entre élevages  

Pourtant, dans de nombreux contextes où la phylogénie montre des échanges de VIA entre élevages et 

réservoir sauvage, la voie de transmission ne peut pas être avérée du fait d’une absence de lien direct ou 

indirect évident : absence d’accès extérieur pour les volailles, absence d’observation d’oiseaux 

aquatiques en périphérie de l’élevage, mesures de biosécurité maîtrisées (Li et al., 2018). Bien souvent et 

bien plus probablement, les liens de filières (animaux, matériel, personnel) peuvent être incriminés ou 

fortement suspectés dans les introductions en élevages (Briand et al., 2021; Central Veterinary Institute, 

Wageningen University et al., 2017; Guinat et al., 2020b, 2020b, 2019, 2018; Halvorson, 2008; 

Hautefeuille et al., 2020). Un certain risque lié à la transmission aérienne de particules infectieuses a été 

également incriminé et investigué pour la diffusion de VIA entre élevages (Corzo et al., 2013; Scoizec et 

al., 2018; Torremorell et al., 2016; Ypma et al., 2013), mais ce risque est jugé négligeable concernant 

l’introduction en élevage depuis la faune sauvage (Wageningen Bioveterinary Research and Elbers, 

2021). Aussi, et suite aux observations fréquentes faites par les éleveurs et chercheurs sur les élevages, 

le rôle de l’avifaune commensale (aussi appelée synanthropique ou péridomestique) dans l’introduction 

ou le maintien de la circulation de VIA a aussi été souvent proposé (Central Veterinary Institute, 

Wageningen University et al., 2017; Gilchrist, 2005; Veen et al., 2007).  

 

Épidémiologie des VIA dans l’avifaune terrestre 

L’avifaune terrestre (ordres des Passériformes, Columbiformes, Accipitriformes entre autres), occupe 

l’essentiel des niches écologiques en dehors des zones humides réservoirs, notamment en périphérie 

directe de celles-ci (Caron et al., 2014; Oliveros et al., 2019; Pigot et al., 2020). Certaines espèces, dont 

certaines commensales des élevages, sont adaptées à divers milieux et fréquentent notamment des 

milieux partagés avec les Ansériformes et leurs VIA (Burns et al., 2012; Caron et al., 2014). On connaît 

aussi les grandes distances de déplacement individuel dont sont capables certaines espèces de l’avifaune 
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terrestre, que ce soit lors de dynamiques journalières pour s’alimenter et se reposer, ou lors de 

migrations saisonnières (Newton, 2007a; Veen et al., 2007). Rappelons cependant que tout comme les 

Galliformes domestiques, ces espèces terrestres sont relativement peu réceptives mais sensibles aux VIA. 

Elles sont considérées comme des hôtes accidentels, qui seraient plutôt victimes de phénomènes de 

« spillover » brefs depuis les réservoirs que responsables d’une circulation virale entretenue. Cette 

sensibilité s’observe en particulier vis-à-vis des VIAHP (Bosco-Lauth et al., 2019; Brown et al., 2009; 

Fujimoto et al., 2015). Cela conforte leur rôle de cul-de-sac épidémiologique, puisqu’un oiseau infecté 

aura plus de chances d’être exclu de la chaîne de transmission par l’effet des symptômes cliniques qu’il 

subira, entraînant son éloignement du groupe ou sa mort (évolution clinique ou prédation facilitée) 

(Lebarbenchon et al., 2010).  

Mais si le portage et l’excrétion sont brefs, et généralement en moindre quantité étant donnée la petite 

taille individuelle de l’avifaune terrestre dominée par les Passériformes (Pigot et al., 2020), la fenêtre de 

quelques jours pourrait tout de même permettre des transmissions infectieuses ponctuelles lors 

d’occasions particulièrement favorables aux contacts directs et indirects. En particulier, la visite des 

parcours extérieurs d’un lot de volailles en plein air infecté pourrait permettre la transmission de VIA par 

voie environnementale au niveau des eaux stagnantes en flaques (Germeraad et al., 2020). Évidemment 

tout élément d’attraction particulier pour l’avifaune sur un élevage expose plus fortement celle-ci à une 

éventuelle transmission provenant des volailles par les particules aéroportées, par les plumes ou par 

d’autres matières infectieuses telles que des cadavres (Gilchrist, 2005). Ces mêmes éléments attractifs 

sur un site voisin favoriseraient alors la visite de l’oiseau commensal ayant visité le précédent élevage 

infecté. Cette interconnexion pourrait ainsi faire de l’avifaune commensale un relais biologique ou 

mécanique pour les VIA, et éventuellement entretenir localement une circulation virale entre réservoirs 

ou avec les élevages en complément des transmissions directes ou environnementales par les 

Ansériformes. Ceci constitue le concept de « bridge host » ou hôte relais qui est apparu ces dernières 

années (Caron et al., 2015, 2014; Shriner and Root, 2020; Veen et al., 2007). Pourtant, le rôle seul des 

hôtes relais pour l’épidémiologie des VIA est encore peu élucidé, et ce même en contexte de circulation 

avérée dans un compartiment aviaire voisin (Anses, 2016; Grear et al., 2017; Shriner et al., 2016; 

Verhagen et al., 2015). Les études de surveillance infectieuse portant localement sur ce type d’hôtes sont 

bien peu nombreuses en comparaison de l’étude de l’avifaune aquatique. En outre, la plupart sont peu 

sensibles puisque basées sur de faibles effectifs d’oiseaux pour chaque espèce prélevée, ne ciblant parfois 

pas les espèces les plus à risque de contacts avec le compartiment infecté. Ou bien ces études sont mises 

en œuvre avec un délai trop long par rapport à la très courte fenêtre de détection optimale (estimée pour 

rappel chez les Passériformes à environ deux mois pour la sérologie et cinq jours pour l’excrétion) (Caron 

et al., 2017; EFSA et al., 2017). Il semble donc essentiel d’éclaircir ce point étant données les nombreuses 

et fréquentes observations d’espèces commensales sur les élevages de volailles dans divers contextes 
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(Burns et al., 2012; Guimarães et al., 2016; Scherer et al., 2011; Scott et al., 2018; Valdez-Gómez et al., 

2017; Veen et al., 2007). Cette abondance vient en opposition au caractère généralement très 

exceptionnel et plus distant des visites par les Ansériformes, et ce même dans des régions de zones 

humides denses (Bicout et al., 2011; Elbers and Gonzales, 2019; Gotteland et al., 2009; Lubac et al., 2012). 

 

Épidémiologie globale et risque d’infection zoonotique des VIA 

Quelles que soient les voies de transmission, et même en Amérique du Nord ou en Europe distantes de la 

région de brassage qu’est l’Asie du Sud-Est, la pression d’infection par les VIA qu’exerce globalement 

l’avifaune sur les élevages est réelle et permanente (Bergervoet et al., 2019; Central Veterinary Institute, 

Wageningen University et al., 2017; Li et al., 2018). Lorsqu’une de ces souches se trouve être à caractère 

hautement pathogène, les conséquences directes sur le bien-être animal, la sécurité alimentaire et 

l’économie dans la filière atteinte se trouvent alors dévastatrices (FAO, 2013; Nicita, 2008; World Bank, 

2012). Ces « pestes aviaires » peuvent aussi impacter les populations sauvages dans certains contextes, y 

compris le réservoir aquatique (EFSA et al., 2021a), engendrant des souffrances évidentes et parfois 

menaçant la conservation d’espèces menacées (Conraths et al., 2016; Khan et al., 2009; Shivakoti et al., 

2010; Uno et al., 2020).  

Figure 8 - Écologie des virus influenza A.  
Le réservoir principal est l’avifaune aquatique (Ansériformes en particulier), mais certains sous-types sont capables 
de passer à d’autres espèces, parfois via un hôte intermédiaire et/ou via des mutations adaptatives nécessaires 
(flèches bleu clair). Certains sous-types sont prédominants dans certains groupes d’espèces (flèches bleu foncé). 
Des VIA de sous-types H5, H6, H7, H9 et H10 ont infecté des humains suite à une exposition particulière aux volailles, 
mais ne montrent pas de transmission inter-humaine. Les sous-types H17 et H18 ne sont connus que chez les 
chiroptères. Issue de Long et al., 2019. 
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À ces menaces des VIA sur les populations sauvages et domestiques aviaires, s’ajoute un risque de 

« spillover » vers des hôtes mammifères divers. En effet, l’affinité imparfaite et variable des souches de 

VIA pour les récepteurs cellulaires leur permet parfois de franchir les barrières d’espèces plus largement, 

à la faveur éventuelle d’une mutation adaptative préalable (Kuiken et al., 2006). C’est donc un grand 

nombre de mammifères qui peuvent être infectés par des VIA, avec certains sous-types plus adaptés voire 

devenant par la suite totalement adaptés à ces nouveaux hôtes (Long et al., 2019). Les VIA circulent donc 

largement et de manière très évolutive au sein d’un écosystème complexe d’hôtes, entre réservoirs et 

hôtes accidentels (Figure 8). On remonte ainsi par phylogénie (Chauhan and Gordon, 2021) ou par typage 

sérologique (Schülein et al., 2020) à de nombreux « spillovers » de VIA aviaires vers des porcs ou 

sangliers. Or le Cochon est une espèce particulière en ce qu’elle présente les acides sialiques propres aux 

oiseaux en α2,3 en plus des acides sialiques de mammifères en α2,6. Cela en fait un hôte parfait pour les 

mutations et réassortiments d’adaptation à l’infection humaine, comme l’a montré l’exemple de 

l’émergence de grippe porcine à H1N1 en 2009 au Mexique recombinant de VIA adaptés aux porcs et aux 

oiseaux (Taubenberger et al., 2019). Porcs et volailles représentent aujourd’hui la vaste majorité des 

animaux d’élevage, dont une grande partie en production de type villageoise ou basse-cour (FAO, 2013). 

Tous ces animaux domestiques en forte proximité quotidienne avec les humains et chez qui les VIA 

circulent abondamment de manière sous-détectée représentent donc un risque zoonotique majeur. En 

atteste la forte pression d’infection aux VIA révélée par la détection d’anticorps très fréquente chez les 

populations humaines exposées en Asie du Sud : des sous-types H5, H6, H7 et H9 (Ahad et al., 2014; Huang 

et al., 2015; Xin et al., 2015). Le risque zoonotique par contact répété et rapproché avec les oiseaux 

sauvages a été étudié mais ne s’est en revanche pas avéré positif (Shafir et al., 2012). À ce jour, s’ils 

prennent une allure épidémique dans la concentration spatio-temporelle des cas, ces « spillovers » 

zoonotiques restent circonscrits à des modes de vie très exposés (ECDC, 2021; Fournié et al., 2017; 

Pyankova et al., 2021) et autour des zones où les VIA circulent abondamment dans les réservoirs aviaires. 

Ainsi, aucune transmission inter-humaine de virus aviaires n’est avérée depuis probablement 

l’émergence de grippe de 1918 (Taubenberger et al., 2019). On dénombre tout de même un total de 455 

morts pour 862 cas diagnostiqués dus à une infection par le VIAHP H5N1 de 2003 à 2020, l’essentiel en 

Asie du Sud-Est et en Egypte (WHO, 2020). Les cas humains symptomatiques et la mortalité dus aux H5Nx 

ou autres H7 (Fouchier et al., 2004) et H9 (Carnaccini and Perez, 2020) sont ainsi nombreux et 

régulièrement rapportés dans l’actualité. Ils soulèvent les craintes quant à la prochaine pandémie à 

l’occasion de quelques mutations adaptatives de ces virus, ou d’autres VIA (Blagodatski et al., 2021; Liu 

et al., 2021; Shi and Gao, 2021; Taubenberger and Morens, 2009; Yamaji et al., 2020; Yang et al., 2017). Il 

convient donc de maintenir en alerte les systèmes de surveillance épidémiologiques mondiaux vis-à-vis 

des VIA, et de continuer à améliorer les connaissances sur l’ensemble de l’écosystème complexe formé 

par les différents sous-types viraux, les espèces hôtes et leur environnement naturel et économique. 
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iii. Détection directe et indirecte des VIA 

La surveillance et le contrôle des VIA passe avant toute chose par une détection fiable et efficace. Ces 

aspects seront abordés ici uniquement pour les hôtes aviaires.  

Suspicion clinique 

En cas d’affection symptomatique, une première phase avant la détection est le diagnostic via la suspicion 

clinique. Comme nous l’avons évoqué précédemment, le tropisme tissulaire et la pathogénicité de chaque 

souche de VIA sont variables selon des facteurs d’espèce et individuels de leur hôte, ainsi que par la voie 

et la charge virale d’inoculation. En conséquence, les signes d’appel peuvent être variés. Tandis que les 

Ansériformes ne sembleront pas affectés, chez les Galliformes sensibles les VIAFP de tropisme muqueux 

causeront typiquement des affections respiratoires, digestives, urinaires et reproductives légères à 

modérées. Ces affections seront parfois amplifiées par d’éventuelles surinfections, et associées à une 

baisse de l’ingestion alimentaire et à une chute de ponte (Swayne, 2008). Au contraire, les VIAHP de 

tropisme systémique provoquent des défaillances multiorganiques et sont définis par les signes sévères 

qu’ils provoquent chez les Galliformes et autres espèces terrestres. L’infection à VIAHP peut s’exprimer 

souvent par une mortalité aigue et massive sans signes précurseurs, ou bien précédée par différents 

signes respiratoires, neurologiques, digestifs, vasculaires : écoulements oculaires et oropharyngés, toux, 

dyspnée, gonflement des sinus et de la tête, incoordination des mouvements, apathie générale avec baisse 

de l’ingestion, diarrhée, ou encore cyanose des zones non plumées (Swayne, 2008; Swayne and Suarez, 

2000). Les Ansériformes sont variablement atteints cliniquement par les VIAHP. Ils sont souvent 

asymptomatiques ou très légèrement symptomatiques mais parfois montrent certains des signes sévères 

évoqués ci-dessus, selon leur statut immunitaire et la pathogénicité de la souche. Le jeune âge et les 

facteurs environnementaux (confinement, stress, coinfections) peuvent accentuer la pathogénicité chez 

les Ansériformes domestiques (Scientific Task Force on Avian Influenza and Wild Birds et al., 2016). Chez 

les individus sauvages une mortalité peut être détectée à la faveur du jeune âge ou des fluctuations 

d’immunité associées aux cycles migratoires (Tolf et al., 2013; Yin et al., 2021). On peut noter aussi une 

grande variation du tropisme tissulaire et donc des signes associés d’une espèce ansériforme à l’autre, 

les canards étant souvent plus résistants que les oies (Perkins and Swayne, 2002), comme le montre aussi 

la mortalité observée en périodes épidémiques (EFSA et al., 2021a).  

 

Détection et identification du phénotype viral 

Suite à l’observation de signes ou à la découverte de cadavres, le diagnostic peut ensuite s’appuyer sur 

l’autopsie et l’histologie par identification des lésions et du tropisme tissulaire (Swayne, 2008). Mais ces 

éléments diagnostiques restent non pathognomoniques des VIA, et des tests de confirmation par 

isolement ou détection du virus sont donc nécessaires en second lieu. Classiquement à partir de tissus 

infectés, des marquages antigéniques in situ peuvent être réalisés, révélant la distribution tissulaire des 
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VIA présents. Pour divers types de prélèvements, le diagnostic se faisait historiquement par isolement et 

amplification sur œufs embryonnés de poule, avant d’être caractérisés par des tests simples 

d’hémagglutination (tests HA) (Becker, 1966; Pereira et al., 1965). En effet, les VIA sont capables 

d’agglutiner les hématies grâce à la fixation des protéines HA virales aux acides sialiques cellulaires, 

formant ainsi un réseau diffus en suspension tandis qu’un caillot d’hématies se formerait sans VIA. Mais 

cette caractéristique est partagée par d’autres virus dits hémagglutinants, y compris causant des signes 

similaires chez les oiseaux comme les orthoavulavirus (dont virus de la maladie de Newcastle). Cette 

méthode de diagnostic a donc été complétée par d’autres plus spécifiques telle l’immunodiffusion sur gel 

d’agar (AGID) ou l’identification directe de sous-types de HA et NA. L’isolement et amplification sur œuf 

suivi de test HA est cependant encore utilisée en recherche sur échantillons mono-infectés. La propriété 

d’hémagglutination des VIA est aussi exploitée pour l’identification des sous-types en présence, lors de 

tests d’inhibition de l’hémagglutination (IHA) ou de la neuraminidase (IN). Ceux-ci consistent à mélanger 

une solution du virus isolé à identifier avec le sang d’animaux immunisés contre tel ou tel sous-type, les 

anticorps spécifiques fixant les HA ou NA virales et inhibant ainsi leur fixation aux hématies (Becker, 

1966; OIE, 2021b). Mais si ces tests restent valables fondamentalement, ils n’en sont pas moins longs et 

fastidieux du fait de la nécessité de préalablement isoler et cultiver le virus (soit au moins deux à trois 

jours), à laquelle s’ajoutent les difficultés techniques et logistiques liées à la manipulation de matériel 

biologique infectieux qui doit être réalisée a minima dans un laboratoire confiné de niveau 2, et de niveau 

3 si la présence d’une souche hautement pathogène est suspectée (DGAL et al., 1994). Ils offrent de plus 

peu de détails sur l’identité de souches permettant d’établir une phylogénie ou de définir un caractère 

hautement ou faiblement pathogène (OIE, 2021b). Ce caractère était auparavant défini par les 

paramètres épidémiologiques mesurés lors d’infections expérimentales sur jeunes poulets (OIE, 2021b; 

Swayne and Suarez, 2000), ce qui est tout autant fastidieux en plus de poser d’évidents problèmes 

logistiques et éthiques en tant que méthode de diagnostic de routine. Des méthodes alternatives étaient 

donc nécessaires, et la caractérisation du type de pathogénicité s’est donc tournée vers l’identification du 

motif mono ou polybasique du site de clivage de la protéine HA. Notamment, ce motif a été caractérisé 

par des techniques de séquençage génétique, qui ont été rapidement étendues à l’identification du sous-

type de HA et NA, et à la détection de VIA en général (Fouchier et al., 2000; OIE, 2021b).  

 

Détection et identification moléculaire 

Grâce à la démocratisation et la simplification progressive des processus et du matériel nécessaires, les 

techniques de biologie moléculaire se sont en effet naturellement étendues à l’ensemble des étapes de 

détection des VIA. Ces techniques procèdent par recherche directe et spécifique de l’ARN viral, par 

réaction de rétro-transcription et polymérisation en chaîne (RT-PCR). Elles offrent de nombreux 

avantages, dont une grande sensibilité ne nécessitant pas une étape initiale d’isolement et culture virale 
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(Munster et al., 2009). La rapidité du processus entre l’arrivée du prélèvement au laboratoire et le 

résultat de diagnostic ne cesse de croître par optimisation et automatisation des différentes étapes, en 

particulier grâce à l’usage des RT-PCR en temps réel ou quantitatives (RT-qPCR). Cette technologie 

permet en effet une lecture du résultat pendant l’amplification et non après une étape supplémentaire de 

révélation par électrophorèse sur gel, et la charge virale d’un échantillon analysé peut être quantifiée en 

valeur relative et absolue. Enfin, la biologie moléculaire permet de s’affranchir des barrières d’espèces 

dans le cas de virus à large spectre d’hôtes, ce en quoi les méthodes basées sur la culture virale ou les 

immunoréactions étaient limitées : souches cellulaires spécifiques pour la culture, anticorps marqueurs 

spécifiques (Fouchier et al., 2000). Les cibles standard des RT-PCR utilisées actuellement pour la 

détection et l’identification sont : (i) une portion du gène de matrice (gène M) relativement conservée 

pour la détection spécifique de l’ARN de tous les VIA (Fouchier et al., 2000) ; (ii) une portion de séquence 

de HA spécifique de chaque sous-type d’intérêt, dont le résultat sera de type confirmation/exclusion 

lorsqu’on veut rapidement un diagnostic par exemple de H5 ou H7 qui sont potentiellement des souches 

hautement pathogènes ; (iii) les gènes HA et NA entiers, soumis à une pression de sélection antigénique 

donc variables, dont les produits d’amplification seront ensuite séquencés pour identification du sous-

type et du caractère de pathogénicité (séquence du site de clivage de HA), ainsi que l’ensemble des autres 

gènes pouvant être séquencés pour affiner la phylogénie (Hoffmann et al., 2001) ; (iv) enfin toute 

séquence de VIA d’intérêt spécifique dans un contexte particulier (par exemple recherche d’une nouvelle 

souche virale) peut être théoriquement recherchée par adaptation d’amorces et mise au point de RT-PCR 

spécifique, grâce à l’usage des bases de données génétiques publiques (par exemple GenBank 

[https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/] ou GISAID [http://www.gisaid.org/]) et d’outils de 

bioinformatique grand public (par exemple primer-BLAST connecté à GenBank (Ye et al., 2012)). La 

plupart des laboratoires d’analyses vétérinaires travaillant pour la filière volaille disposent ainsi 

aujourd’hui d’un appareil de RT-qPCR et de kits commerciaux de réactifs pour l’analyse rapide, ce qui 

permet d’effectuer une première recherche de gène M (tous VIA) et souvent aussi de H5 et H7 (sous-types 

dont des souches peuvent être hautement pathogènes) si l’analyse gène M est positive. Les phases plus 

techniques et délicates de séquençage (donc pathogénicité) et sous-typage sont ensuite généralement 

effectuées par des laboratoires de recherche ou de référence pour le diagnostic, le laboratoire national 

de référence (LNR) pour l’influenza en France étant situé à l’Anses de Ploufragan dans les Côtes d’Armor. 

En revanche, la détection d’ARN viral ne garantissant pas la détection de VIA infectieux, ou face à la 

nécessité de disposer de souches de VIA bien identifiées et en grande quantité initiale, l’isolement et la 

culture resteront d’usage ponctuel et ciblé en laboratoire de recherche ou LNR. 

 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/genbank/
http://www.gisaid.org/
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Prélèvements pour la détection directe de VIA 

Ces analyses de détection directe du virus ou de son matériel génétique pourront s’effectuer sur divers 

types de prélèvements, dépendant du contexte et des besoins de diagnostic. Suivant le cours du processus 

diagnostique sur un foyer symptomatique, les animaux soumis à autopsie pourront fournir des 

échantillons de tout organe cible de VIA, permettant de décrire le tableau pathologique et le tropisme 

tissulaire (Swayne, 2008). Lors de suspicion d’IAHP, les pulpes de plumes pourront compléter l’éventail 

des organes prélevés (Gaide et al., 2021). En complément et sur animal mort ou vivant, des écouvillons 

trachéaux ou oropharyngés, ainsi que cloacaux, permettront de mieux caractériser la voie d’excrétion 

virale (OIE, 2021b). Il est recommandé de prélever les deux types d’écouvillons car les résultats peuvent 

être distincts et complémentaires (Gaidet et al., 2012; Latorre-Margalef et al., 2014; OIE, 2021b). Dans le 

cadre d’études de surveillance épidémiologique où l’accès à des cadavres ou à des animaux vivants n’est 

pas possible ou trop invasif, il sera possible d’obtenir des prélèvements dits environnementaux variés. 

Ce sera par exemple le cas si on veut étudier l’avifaune libre dont la capture demande des compétences 

particulières et une logistique complexe, notamment sur des espèces souvent fragiles dont le 

dérangement pourrait provoquer des perturbations de population (Blagodatski et al., 2021; FAO, 2007; 

Hoye et al., 2010). La collecte de fèces fraîches est la méthode alternative la plus fréquemment utilisée 

(Coombe et al., 2021), car elle donne des résultats de RT-PCR et d’isolement viral équivalents à ceux issus 

d’un écouvillon cloacal (Latorre-Margalef et al., 2016), en particulier chez les Ansériformes à réplication 

digestive. Cette collecte est aussi relativement simple, nécessitant peu de matériel (gants, écouvillons et 

tubes de conservation) et permettant d’obtenir rapidement un grand nombre d’échantillons. Les 

Ansériformes et d’autres espèces grégaires (Charadriiformes, Ardéidés, Sturnidés, Corvidés) se reposent 

généralement en groupes au sol ou sur des perchoirs, dont l’accès est libre ou soumis à simple 

autorisation des propriétaires du site. De plus, ce type de prélèvement a l’avantage de pouvoir être traité 

de la même façon que les écouvillons oropharyngés et cloacaux pour l’analyse au laboratoire. En 

revanche, le lien entre le prélèvement et l’individu ne pouvant pas être fait, peu de conclusions 

écologiques robustes pourront être tirées (Coombe et al., 2021) et seule l’espèce sera souvent présumée 

par la fréquentation observée du site ou bien identifiée par séquençage de l’ADN hôte par méthode de 

« barcoding » (Lee et al., 2010; Torrontegi et al., 2019) (voir le paragraphe Détection moléculaire de 

l’avifaune – p 63). Sur les mêmes reposoirs où l’avifaune se concentre, on pourra prélever les plumes 

éliminées lors de la toilette pour recherche de VIAHP en particulier (Gaide et al., 2021; Karunakaran et 

al., 2019). D’autres prélèvements plus à proprement parler environnementaux, comme l’eau (Numberger 

et al., 2019) ou même les sédiments (Densmore et al., 2017; Numberger et al., 2019) peuvent permettre 

de détecter des VIA dans les zones où l’avifaune est particulièrement concentrée et où la matière n’est 

pas trop brassée (eaux stagnantes). L’analyse qui en découle est évidemment purement indicatrice d’un 

statut collectif de la population fréquentant le site. Dans le contexte d’un élevage, on peut aussi réaliser 

des prélèvements environnementaux de type chiffonnettes de surfaces (Spekreijse et al., 2013; 
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Torremorell et al., 2016), concentration de particules aéroportées (Scoizec et al., 2018; Torremorell et al., 

2016) ou eaux de surface (Germeraad et al., 2020). Ces prélèvements environnementaux fourniront des 

informations complémentaires aux prélèvements sur animaux, permettant d’évaluer un cumul spatio-

temporel de charge virale et les voies de contamination environnementale vers et depuis les animaux 

d’élevage. Toutes ces méthodes de prélèvements environnementaux étant sujettes à contamination par 

des inhibiteurs de PCR (enzymes, acides humiques, sels minéraux et ions) et menant à une dilution 

importante des ARN cibles de VIA, elles requièrent des traitements particuliers spécifiques à chacune afin 

d’optimiser les résultats d’analyse (Coombe et al., 2021; Densmore et al., 2017; Hinlo et al., 2017; 

Numberger et al., 2019). À cause des effets de dilution et de potentielles contaminations bactériennes, 

l’isolement viral sur ce type de prélèvements sera peu sensible, ce qui en limite l’usage selon les objectifs 

recherchés. Ainsi, l’usage parallèle de divers types de prélèvements complémentaires peut être 

recommandé s’ils permettent de répondre aux questions de l’étude, les prélèvements environnementaux 

venant par exemple lisser la fluctuation de l’efficacité de captures pour atteindre les objectifs de taille 

d’échantillon minimale (Blagodatski et al., 2021; FAO, 2007; Hoye et al., 2010; Latorre-Margalef et al., 

2014; Pannwitz et al., 2009). Pour tous ces prélèvements destinés à la recherche directe de VIA ou de son 

ARN, leur conservation sur le terrain puis au laboratoire demande des précautions particulières. En effet, 

dans un objectif de maximiser la sensibilité de la détection et en particulier de l’isolement de VIA, une 

préservation optimale du matériel viral est nécessaire (Munster et al., 2009).  

 

Détection indirecte des infections à VIA 

Sur animal sain ou asymptomatique, en particulier dans le cadre d’études de surveillance 

épidémiologique, la recherche directe du virus ou de son matériel génétique peut être complétée par les 

méthodes indirectes détectant la présence d’anticorps spécifiques : les méthodes sérologiques. Quelle 

que soit l’espèce, un oiseau ayant été effectivement infecté par un VIA produit des anticorps contre les 

protéines virales 10 à 15 jours en général après l’infection initiale (Ellis et al., 2021; Nemeth et al., 2010; 

Segovia et al., 2017; Swayne, 2008). La recherche d’anticorps est donc valable pour la recherche 

d’infections subcliniques ou passées à VIAFP, ou à VIAHP chez un hôte résistant, mais une affection 

mortelle à VIAHP n’aura généralement pas eu le temps de mener à une production d’anticorps. Les 

méthodes reconnues pour l’analyse sérologique sont l’IHA et l’IN évoquées plus haut, mais cette fois en 

utilisant le sang de statut inconnu mélangé à des souches virales de sous-types connus isolées en 

laboratoire. Les méthodes d'immunoadsorption par enzyme liée (ELISA, pour « enzyme-linked 

immunosorbent assay ») permettent également la détection d’anticorps circulants dans le sérum, avec en 

outre des kits commerciaux validés qui sont rapides et simples d’utilisation (OIE, 2021b). Les ELISA 

peuvent cibler des anticorps dirigés contre divers antigènes viraux : les protéines NP ou M pour tous 

types de VIA, les protéines HA ou NA de sous-types spécifiques pour identifier le VIA. Les méthodes 
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basées sur la compétition entre anticorps (ELISA de compétition) permettront de s’affranchir de la 

spécificité d’hôte et d’avoir ainsi un test dit multi-espèces. De plus le résultat sera semi-quantitatif, 

comparable pour un même protocole sur même espèce cible. Si l’espèce hôte est en théorie peu 

importante pour la validité du test ELISA de compétition, les kits commerciaux restent généralement 

validés pour une variété très limitée d’espèces (volaille galliforme et ansériforme majoritairement). Ainsi 

leur déploiement sur échantillons d’avifaune demande quelques procédures de vérification préalables au 

regard d’autres techniques d’analyses afin d’assurer la pertinence des résultats et d’adapter le seuil de 

positivité (Arenas et al., 1990; Brown et al., 2010; Pérez-Ramírez et al., 2010). Comme l’analyse se base 

sur le sérum d’un individu à tester, la sérologie requière d’avoir accès à un prélèvement sanguin, soit sur 

cadavre frais à l’abattoir ou à l’autopsie, soit sur animal vivant sous contention. Si celle-ci ne pose 

généralement pas de problème chez les animaux d’élevage, la contention d’animaux sauvages est 

technique et fastidieuse, nécessitant donc du personnel expérimenté compétent (Blagodatski et al., 2021; 

FAO, 2007), à laquelle s’ajoute la technique invasive de prélèvement sanguin généralement réalisée sous 

autorisation particulière et avec des compétences encore différentes (vétérinaire ou formation 

spécifique) (FAO, 2007).  

 

iv. Contrôle et prévention des VIA en Europe et en France 

Mesures de contrôle des VIA 

Une fois le diagnostic d’infection par un VIA établi grâce aux outils et méthodes décrits, des mesures de 

contrôle devront être appliquées dans la mesure du possible afin d’éviter l’expansion du foyer infectieux. 

Selon la pathogénicité de la souche de VIA en cause, l’espèce infectée et l’extension estimée du foyer, 

différents niveaux de mesures seront appliqués. Les VIA sont des virus enveloppés, ce qui les rend 

destructibles par tous types de détergents et désinfectants courants. Ils sont de plus inactivés par 

différents facteurs physico-chimiques tels que la chaleur, la sécheresse, les rayons ultra-violets, les pH 

extrêmes (Shahid et al., 2009), bien que les durées de résistance varient parfois d’une souche à l’autre 

(Terregino et al., 2009). Le nettoyage et la désinfection stricts du matériel et des locaux en contact ou à 

proximité des animaux infectés sont donc les premiers moyens d’élimination directe, et sont un des 

piliers de la biosécurité courante en élevage (Delpont et al., 2018; Swayne, 2008). C’est pourquoi les 

systèmes d’élevage en bande qui permettent un nettoyage-désinfection et un vide sanitaire entre chaque 

lot sont recommandés pour les volailles commerciales. Outre le matériel servant à l’hébergement et à 

l’alimentation des animaux, il est aussi nécessaire de traiter le matériel biologique éventuellement 

contaminé en cours de production et en fin de lot : litière, lisier, ainsi que les surfaces au sol des parcours 

plein air. Ces matières sont en effet très riches en déjections potentiellement infectieuses, et les VIA sont 

connus pour y résister plusieurs semaines (Schmitz et al., 2020). Un traitement à la chaux (pH de 10 à 12) 

permet alors d’inactiver les VIA dans ces matières (Schmitz et al., 2020), qui pourront être jugées non 
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infectieuses et utilisées comme engrais après un délai d’une semaine, ou bien sans traitement après 60 

jours. Mais ces mesures ne sont pas infaillibles. Des VIA fortement infectieux et un risque de laisser de la 

matière infectieuse sont toujours présents. L’objectif lorsqu’un foyer d’IA est détecté est donc d’isoler et 

d’éliminer la source principale de contamination environnementale et directe : les animaux infectés et les 

matières biologiques qui en sont issues. Lorsqu’il s’agit d’un VIAHP classifié ADE par la LSA, ce contrôle 

devra être radical et urgent (Commission Européenne, 2018). Si rien n’est raisonnablement réalisable en 

faune sauvage libre pour éteindre un foyer en urgence (Gortazar et al., 2015), les animaux d’élevage et 

captifs diagnostiqués infectés suite à l’apparition de signes ou suite à une enquête épidémiologique 

devront être immédiatement claustrés et éliminés (DGAL, 2008; Halvorson, 2008). Les mesures 

d’urgence consécutives à l’identification d’un foyer d’IAHP peuvent être résumées ainsi (DGAL, 2008) : 

 Claustration des animaux, limitation des mouvements animaux (individus, œufs, viande, plumes, 

lisier), humains et matériels pour figer la situation et empêcher tout risque de diffusion 

supplémentaire.  

 Déclaration du résultat de diagnostic aux autorités sanitaires pour application des mesures 

réglementaires en vigueur. La préfecture émet alors un arrêté préfectoral portant déclaration 

d'infection (APPDI). La notification est réalisée auprès de l’OIE. 

 L’APPDI étend l’immobilisation et des mesures de diagnostic-élimination-enquête à l’ensemble 

des exploitations à risque (lien de filière) ou situées dans la zone réglementée périphérique au 

foyer. 

 Pour l’ensemble des exploitations infectées ou à risque : arrêt de production, élimination sur 

place ou en abattoir sous conditions sanitaires strictes de tous les animaux sensibles aux VIA 

détenus sur le site ainsi que de leurs productions (viande, œufs, plumes, lisier), suivis de mesures 

de nettoyage-désinfection adaptées et renforcées.  

 En parallèle des mesures d’élimination, traçage complet des liens épidémiologiques animaux et 

humains dans les 14 jours précédant la suspicion d’infection, pour cibler au mieux la diffusion 

potentielle du VIA ce qui permettra une extinction confiante et parcimonieuse du foyer.  

Suite à la notification à l’OIE, le pays perd également son statut indemne de VIA, engendrant pour la filière 

des pertes de marchés pour l’exportation, cela jusqu’à retrouver un statut sanitaire indemne après une 

surveillance de trois mois ne détectant pas de foyers dans le compartiment commercial (OIE, 2021a). On 

voit donc que les pertes économiques et l’impact sociétal (abattages massifs préventifs) liés aux 

épidémies de VIAHP chez les volailles sont de grande ampleur, d’autant plus quand les exploitations 

affectées sont de grande taille et nombreuses comme lors des derniers épisodes de VIAHP H5N8 en 

Europe depuis 2016 (EFSA et al., 2021a, 2017). La prévention des VIA et en particulier des épidémies de 

VIAHP en élevage est donc nécessaire.  
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Mesures de prévention des VIA 

Tout facteur pouvant influencer la dynamique de circulation des VIA doit être pris en compte dans un 

objectif de gestion intégrée des VIA. Le premier risque à maîtriser est celui de la transmission inter-

élevages, les liens de filières (animaux, matériel, personnel) jouant un rôle majeur dans la circulation des 

VIA (Briand et al., 2021; Guinat et al., 2020a, 2020b; Ssematimba et al., 2013). Les mesures basiques et 

quotidiennes de biosécurité appliquées aux locaux et au matériel (hébergement et transport) 

s’appliquent donc prioritairement. Ces mesures sont d’autant plus efficaces et faciles à mettre en place 

que la configuration des locaux est adaptée, compartimentant les secteurs infectieux et sains, permettant 

la marche en avant et disposant notamment de sas sanitaires fonctionnels aux accès vers les lots en 

production (Delpont et al., 2021, 2018; Ssematimba et al., 2013). Ces principes fondamentaux sont 

généralement moins rigoureusement appliqués sur de petits élevages commerciaux et familiaux, et sur 

des élevages en plein air (Delpont et al., 2021), et ne sont la plupart du temps pas applicables 

techniquement sur les basses-cours (Conan et al., 2012; Souvestre et al., 2021). À cela s’ajoute un suivi 

sanitaire régulier, comprenant la traçabilité des déplacements d’animaux et de leurs produits, celle des 

traitements préventifs et curatifs, et celle des interventions humaines, qui permettront de rapidement 

détecter un VIA ou d’identifier les risques de transmission lors des enquêtes épidémiologiques. Ces 

mesures sanitaires et de biosécurité du quotidien voient différents points rendus obligatoires dans le 

cadre de la prévention de la circulation de VIA, et notamment vis-à-vis du risque d’introduction par 

l’avifaune (DGAL, 2021a, 2016a). En effet, l’existence d’un réservoir sauvage écarte toute possibilité 

d’éradication de l’IAHP et nécessite donc de contrôler les transmissions entre compartiments de 

l’interface sauvage-domestique (Gortazar et al., 2015; Gortázar et al., 2007). Outre les mesures de base, il 

est ainsi obligatoire pour les élevages commerciaux de disposer d’un plan de protection contre l’avifaune, 

limitant l’attractivité du site et l’accès à toute ressource alimentaire ou potentiellement infectieuse. Il est 

également recommandé d’éliminer tout cadavre d’oiseau sauvage trouvé sur un élevage, car les plumes 

éventuellement infectées qui s’en dégageraient présentent un risque infectieux même pour des animaux 

claustrés via les systèmes de ventilation perméables (Wageningen Bioveterinary Research and Elbers, 

2021). Les élevages en plein air en particulier sont tenus de protéger l’accès à l’aliment et la boisson des 

volailles, qui seront distribués en intérieur ou couverts pour en limiter l’accès. En période et zone à risque, 

les volailles commerciales devront en plus être claustrées en bâtiment et les basses-cours ou gibiers au 

minimum couverts de filets, limitant au maximum les contacts directs et indirects avec la faune sauvage. 

La claustration des élevages représente en effet la protection maximale vis-à-vis d’éventuels contacts 

directs mais aussi indirects (aérosols et poussières) avec l’avifaune réservoir (Wageningen Bioveterinary 

Research and Elbers, 2021). Ces contextes de niveau de risque élevé s’accompagnent d’une élévation du 

niveau d’alerte et de réactivité des réseaux de surveillance sanitaire, qui permettront de suspecter, 

diagnostiquer et contrôler au plus vite tout foyer potentiel.  
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Au-delà des mesures préventives contre l’introduction et la transmission virale entre élevages, la solution 

vaccinale préventive existe pour réduire l’impact clinique et les capacités de transmission des VIAHP 

(Swayne, 2008). Cette solution est notamment utilisée de manière encadrée sur les volailles dans les pays 

à forte circulation endémique tels qu’en Asie du Sud-Est ou en Afrique du Nord, ou bien en Europe 

essentiellement en parcs zoologiques (OIE, 2021b). Les technologies vaccinales sont variées et 

présentent chacune des avantages et des limites. La principale technologie utilisée aujourd’hui est celle 

des vaccins à virus inactivés, mais d’autres comme les vaccins recombinants vectorisés ou les protéines 

recombinantes ont fait leurs preuves dans certaines conditions, tandis que les vaccins à ARN sont en 

développement avec déjà quelques résultats prometteurs (CGAAER, 2021). Outre des surcoûts engendrés 

par la vaccination, des barrières administratives et commerciales doivent être abaissées afin d’autoriser 

l’application des vaccins en Europe et en France. En effet, il y a interdiction vaccinale en France à ce jour 

sauf conditions bien particulières d’urgence (DGAL, 2008) qui de fait en limitent essentiellement l’usage 

aux parcs zoologiques. Par ailleurs, les exportations commerciales pour les principaux marchés actuels 

se verraient limitées si les volailles européennes étaient vaccinées (CGAAER, 2021). Egalement, seule la 

technologie des vaccins inactivés est aujourd’hui autorisée en Europe, nécessitant donc l’établissement 

de dossiers de demande d’autorisation de mise sur le marché pour la commercialisation de toute autre 

technologie. Enfin, des limites techniques existent pour la mise en place de la vaccination préventive, en 

particulier du fait de la diversité et de l’évolution constante des souches virales circulantes et de la variété 

d’espèces hôtes à protéger. La protection vaccinale est en effet souvent relativement spécifique d’une 

souche d’un sous-type particulier, ce qui oblige à réadapter régulièrement la production vaccinale aux 

souches circulantes (d’où le besoin aussi de continuer à surveiller celles-ci). Egalement, la plupart des 

technologies vaccinales sont essentiellement étudiées et développées pour les Galliformes qui 

représentent la majorité du marché mondial, et s’avèrent peu efficaces sur les palmipèdes qui seraient 

pourtant une cible prioritaire dans les filières françaises touchées par les précédentes épidémies de 

VIAHP. Enfin, dans l’objectif de pouvoir vérifier le niveau de protection vaccinale et de s’assurer que des 

souches naturelles ne circulent pas, il serait nécessaire de disposer de technologies de type DIVA 

(« differentiating infected from vaccinated animals ») dont la réponse immunitaire est distincte de celle 

produite par une infection naturelle par un VIA. Toutes ces contraintes donnent peu de visibilité sur 

l’avenir de la vaccination en Europe dans un objectif de protection contre des vagues successives de 

VIAHP, ce qui rend également les firmes pharmaceutiques frileuses sur le développement de technologies 

dans ce sens (CGAAER, 2021). Le besoin est pourtant réellement croissant avec la répétition des 

introductions de H5Nx en Europe, en particulier depuis l’épidémie la plus dévastatrice de 2020-2021 qui 

a remis la question de la vaccination préventive au sein des débats pour l’avenir des filières européennes 

de volailles et en particulier de volailles en plein air. Un objectif de recherche et développement d’une 

solution vaccinale est ainsi inscrit sur la feuille de route cosignée durant l’été 2021 par les professionnels 

et les services de l’Etat pour la prévention de futures crises d’influenza aviaire (DGAL, 2021b). L’objectif 
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retenu en France pour optimiser les bénéfices ainsi que les coûts directs et indirects de la vaccination 

serait alors de mettre en place une vaccination « préventive d’urgence », ciblant en priorité les 

palmipèdes en plein air du noyau de production du Sud-Ouest en période à risque (CGAAER, 2021). Des 

études sont en cours pour développer des vaccins contre les VIA H5N8 2.3.4.4b, notamment en Asie où 

les filières volailles sont également touchées par les vagues épidémiques de VIAHP (Cui et al., 2021). Cette 

vaccination viendrait bien sûr en complément des mesures préventives déjà en vigueur afin de réduire 

au maximum l’impact clinique et la circulation dans les élevages. 

 

Surveillance événementielle des VIA 

Dans les dispositifs sanitaires encadrant les filières d’élevage, la suspicion précoce de cas associée à un 

diagnostic rapide assurés par le réseau local (vétérinaire sanitaire et laboratoire départemental) 

constituent la base des systèmes de surveillance événementielle efficaces qui permettront de contrôler 

au plus vite tout foyer potentiel. Dans la faune sauvage, on retrouve en France ce type de système de 

surveillance événementielle représenté par le réseau SAGIR, coordonné en partenariat entre les 

fédérations de chasseurs et l’Office Français de la Biodiversité (OFB). La détection de cas suspects est 

participative, assurée par les acteurs locaux de terrain (particuliers, centres de soin, chasseurs, 

techniciens de l’OFB), relayant l’information aux coordinateurs départementaux qui déclencheront 

rapidement si besoin le processus de collecte et centraliseront le suivi du cas pour le coordinateur 

national. Un cas suspect de VIAHP est ainsi défini dans ce dispositif par une mortalité regroupée (rayon 

de 500m, délai d’une semaine) d’au moins trois oiseaux de la même espèce ou non, ou bien par la 

mortalité d’au moins un cygne (bonnes sentinelles en tant qu’espèces sensibles et exposées). La vigilance 

est renforcée en période à risque, dans les territoires à risque (foyers) et dans les zones à risque 

particulier (ZRP, soit les zones d’importance pour l’avifaune aquatique) où la suspicion est déclenchée 

par la mortalité d’un Anatidé (en particulier migrateur), d’un Charadriiforme ou d’un rapace (Réseau 

SAGIR, 2021). Sur ces cas, la recherche systématique de VIA à l’autopsie sera réalisée au laboratoire 

vétérinaire départemental selon les protocoles prédéfinis et adaptés, permettant d’obtenir rapidement 

un résultat fiable dont l’information sera relayée immédiatement au niveau national. Ce dispositif de 

surveillance événementielle est très réactif et efficace en période normale, et il est renforcé (plus de 

tournées sur le terrain, rappels à l’ensemble du réseau) en périodes où les risques de circulation dans 

l’avifaune sont jugés élevés au regard du contexte de la France ou des pays voisins. Il a permis d’assurer 

une bonne confiance dans l’évaluation des niveaux de circulation dans l’avifaune lors des épisodes de 

VIAHP en Europe et en France ces dernières années (Anses, 2021). 
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Surveillance programmée des VIA 

À ces dispositifs permanents de surveillance événementielle en élevage et dans la faune sauvage, 

s’ajoutent des dispositifs de surveillance programmée, essentiels pour une détection précoce de 

circulation subclinique dont les VIA sont capables dans leurs populations réservoirs. En élevages de 

palmipèdes particulièrement sujets à la circulation de VIA, un programme national de surveillance a ainsi 

été mis en place en 2018 en collaboration avec l’Anses, le Comité Interprofessionnel des Palmipèdes à 

Foie Gras (CIFOG) et l’École Nationale Vétérinaire de Toulouse (ENVT) (DGAL, 2021a, 2018). L’objectif 

de ce projet est d’analyser l’épidémiologie des VIAFP, potentiels recombinants ou protecteurs pour les 

VIAHP et caractérisant les mêmes voies de circulation globales. Dans ce but, des autocontrôles (c’est-à-

dire aux frais et à l’organisation des éleveurs) par écouvillons trachéal et cloacal sont obligatoirement 

réalisés sur 20 animaux de chaque lot en fin de croissance (dits « prêts à engraisser ») avant tout 

mouvement en dehors du site. Le seuil de 20 individus a été fixé pour garantir 95% de probabilité de 

détection d’une prévalence de 15%, ce qui est généralement atteint dans un lot du fait de la contagiosité 

élevée des VIA. Ces contrôles sont dits libératoires, c’est-à-dire que l’autorisation de mouvement est 

conditionnée par un résultat négatif pour les VIAHP. Les RT-PCR ciblant le gène M puis H5 et H7 si 

positives sont réalisées au laboratoire d’analyse vétérinaire local, et un échantillon positif au gène M et 

au sous-type H5 ou H7 est rapidement acheminé vers le LNR de Ploufragan pour identification plus 

précise du sous-type complet (HA et NA) ainsi que pour le séquençage en particulier du site de clivage de 

HA. Les alertes aux acteurs du réseau sanitaire national issues de ce dispositif permettent ainsi d’activer 

une surveillance événementielle renforcée auprès de l’ensemble des élevages en cas de forte circulation 

de VIAFP.  

Du côté de la faune sauvage, la surveillance programmée est peu réalisée à large échelle sur les 

populations libres en dehors d’études scientifiques particulières, souvent restreintes dans la durée ou 

dans le nombre d’échantillons du fait des contraintes règlementaires, techniques et financières liées aux 

captures évoquées dans les paragraphes précédents (FAO, 2007). Les résultats de ces études n’impactant 

pas directement l’économie publique, leur financement n’est souvent pas soutenu à la hauteur de 

l’ambition des chercheurs de mieux prévoir et appréhender la complexité globale de l’épidémiologie et 

de la phylogénie des VIA. Des dispositifs ciblés et mis en place à moindre coût financier et humain ont 

donc été mis en place pour contrer ces obstacles, qui ont permis et permettent d’avoir une meilleure idée 

de la circulation des VIA dans l’avifaune. Ainsi, un dispositif de canards sentinelles a été appliqué dans 

différents contextes pour évaluer les dynamiques de circulation naturelle de VIA dans l’avifaune. Ces 

canards sentinelles sont rassemblés durant plusieurs mois dans un enclos en bord de plan d’eau 

fréquenté par les Ansériformes sauvages, et seront théoriquement infectés par les souches circulantes 

naturellement. L’effet sentinelle jouera d’autant plus que les Ansériformes sont grégaires et que le groupe 

enclos attirera à lui les groupes sauvages, favorisant ainsi les transmissions. Il est alors aisé et peu 
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fastidieux de venir prélever à intervalles réguliers les canards enclos pour obtenir des données 

virologiques et sérologiques fiables. La méthode a ainsi été appliquée dans le Minnesota à proximité 

d’élevages de dindes et a permis de mettre en évidence l’origine des émergences locales de VIAFP 

(Halvorson et al., 1983). Elle a aussi été appliquée en Europe en parallèle sur trois sites de zones humides 

en Allemagne, Autriche et Suisse, ce qui a permis d’identifier de nombreux sous-types et séquences de 

VIA circulant alors dans le réservoir sauvage migrateur (Globig et al., 2009), et de comprendre les 

interactions immunologiques entre souches VIAFP et VIAHP chez les canards (Koethe et al., 2020). Les 

bénéfices de ces études de long terme sont donc immenses pour la compréhension globale des VIA. 

 

Coordination globale de la surveillance des VIA 

L’ensemble des données locales de détection de VIA récoltées par ces différents dispositifs de surveillance 

événementielle ou programmée, et en particulier pour les VIAHP, sont déclarées aux autorités sanitaires 

ou organismes coordinateurs de l’information sanitaire. Les systèmes d’alertes centralisées à l’échelle 

nationale, puis à l’échelle internationale via la notification des cas à l’OIE, permettent une coordination 

régionale rapide des filières et des réseaux pour renforcer la biosécurité et la surveillance selon le niveau 

de risque environnant. Les rapports et cartographies des cas sont ainsi disponibles en ligne quasiment 

en temps réel : sur l’outil mondial WAHIS de l’OIE (https://wahis.oie.int/) ou EMPRES-i de la FAO 

(https://empres-i.apps.fao.org/), sur les outils européens de veille sanitaire tels que les bulletins et la 

cartographie interactive de la Veille Sanitaire Internationale de la Plateforme Epidémiosurveillance 

Animale (https://shiny-public.anses.fr/shiny-vsi/) ou l’outil de l’Istituto Zooprofilattico Sperimentale 

delle Venezie (IZSVe) qui est le laboratoire de référence européen pour l’influenza aviaire 

(https://www.izsvenezie.com/reference-laboratories/avian-influenza-newcastle-disease/europe-

update/). Outre les déclarations de cas dans les compartiments sauvages et domestiques, la phylogénie 

et l’évolution des VIA séquencés peut aussi être suivie en temps réel grâce à différentes plateformes de 

dépôt et consultation de séquences en ligne, en particulier GISAID pour les virus influenza et coronavirus 

(https://www.gisaid.org/) (Figure 9). 

https://wahis.oie.int/
https://empres-i.apps.fao.org/
https://shiny-public.anses.fr/shiny-vsi/
https://www.izsvenezie.com/reference-laboratories/avian-influenza-newcastle-disease/europe-update/
https://www.izsvenezie.com/reference-laboratories/avian-influenza-newcastle-disease/europe-update/
http://www.gisaid.org/
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Figure 9 - Affichage en ligne de l'outil interactif de phylogénie et épidémiologie moléculaire GISAID.  
Sont représentées pour les sous-types H5Nx : à gauche la phylogénie avec l’ancêtre historique 
A/goose/Guangdong/1/1996 pointé, et à droite la répartition géographique des séquences. Chaque couleur figure 
le continent (ou pays pour la Chine) d’origine de la séquence. Les lignes colorées représentent les liens de filiation 
entre souches virales (colorées par origine du flux), montrant bien la circulation intercontinentale. Accessible sur 
https://www.gisaid.org/epiflu-applications/influenza-genomic-epidemiology/. 

Le risque de circulation dans le compartiment des élevages commerciaux est ainsi théoriquement 

maîtrisé par les différentes mesures de prévention permanentes et adaptées au niveau de risque, par les 

dispositifs de surveillance au niveau des réservoirs sauvages et des élevages, et par le contrôle rapide des 

foyers. Mais la circulation dans le compartiment sauvage reste un facteur de risque majeur et non 

maîtrisable dans la circulation des VIA. Il est impossible d’éteindre un foyer dans l’avifaune sauvage étant 

donné le caractère diffus géographiquement et le vaste spectre d’espèces hôtes potentiellement infectées. 

Mais grâce aux systèmes de surveillance évoqués plus haut il est possible d’en anticiper la transmission 

aux élevages voisins en adaptant les niveaux d’alerte sanitaire. Certains chercheurs envisagent même une 

prévention de la dissémination des VIA par l’avifaune aquatique migratrice grâce à la protection des 

zones humides. Cette protection permet en effet aux espèces sauvages de s’y concentrer et de s’y 

satisfaire, sans besoin de visiter les élevages environnants (Wu et al., 2019). Tant que les transmissions 

de VIA aux interfaces sauvage-domestique existent, il est cependant nécessaire de poursuivre les études 

pour mieux comprendre ces mécanismes de dispersion. 

 

 

https://www.gisaid.org/epiflu-applications/influenza-genomic-epidemiology/
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b. Agents infectieux marqueurs des voies de transmissions directes et indirectes 

Lorsqu’on veut étudier l’avifaune non réservoir de VIA pour caractériser son rôle épidémiologique, et en 

particulier pour les espèces commensales qui fréquentent les élevages, des limites dans les capacités de 

détection infectieuse peuvent se poser. Comme évoqué précédemment, les espèces commensales que 

nous considérerons représentent l’avifaune terrestre dont la niche écologique comprend partiellement 

ou totalement les milieux anthropisés et en particulier les élevages avicoles dans notre cas. Des études 

dans différentes régions du monde ont montré que ces espèces sont représentées essentiellement par les 

ordres des Passériformes, ainsi que des Columbiformes, et plus variablement par des Ardéidés en 

particulier le Héron garde-bœufs (Bubulcus ibis) ou des rapaces des ordres des Accipitriformes et des 

Falconiformes, avec des variations locales dans la distribution des abondances spécifiques (Bicout et al., 

2011; Elbers and Gonzales, 2019; Guimarães et al., 2016; Hirschinger et al., 2020; Lubac et al., 2012; 

Scherer et al., 2011; Scott et al., 2018; Shriner et al., 2016; Valdez-Gómez et al., 2017; Veen et al., 2007). 

Chez ces espèces hôtes accidentelles de VIA, la durée d’excrétion virale est généralement courte de l’ordre 

de deux à cinq jours, au grand maximum une semaine si l’on veut tenir compte d’une marge pour le grand 

nombre d’espèces non étudiées sur ce point (Bosco-Lauth et al., 2019; Brown et al., 2009; Ellis et al., 2021; 

Nemeth et al., 2010), contre des durées jusqu’à un mois chez les canards (Halvorson, 2008). Outre 

l’éventuelle moindre efficacité de réplication, leur petite taille moyenne résultera en de moindres 

quantités absolues de VIA qui seront répliquées et excrétées. La fenêtre temporelle de détectabilité 

virologique des VIA dans ces espèces est donc étroite, et nécessite des méthodes hautement sensibles 

afin de s’assurer de ne pas avoir de faux négatifs. De même, si l’on complète cette surveillance par une 

recherche sérologique d’anticorps anti-VIA, la fenêtre temporelle de détectabilité est relativement courte 

en comparaison des Ansériformes, de l’ordre de deux mois tout au plus (Ellis et al., 2021; Nemeth et al., 

2010), voire trois avec la marge de diversité évoquée, contre six à quinze mois chez les canards (Tolf et 

al., 2013). À cela s’ajoute l’incertitude évoquée sur la sensibilité des résultats provenant de méthodes 

diagnostiques non validées pour la grande variété d’espèces étudiées (Arenas et al., 1990; Brown et al., 

2010; Pérez-Ramírez et al., 2010). En parallèle des limites de sensibilité de détection individuelle des 

tests diagnostiques, se posent les difficultés de détection à l’échelle des populations étudiées. En effet, 

dans les populations commensales et hors période épidémique apparente, les niveaux attendus de 

prévalences virologique et sérologique en VIA sont faibles (Caron et al., 2017; Munster et al., 2007; 

Shriner and Root, 2020; Slusher et al., 2014; Veen et al., 2007). Cela nécessite donc d’avoir des tailles 

d’échantillons importantes pour espérer avec confiance une détection et des estimations de prévalence 

(Gilot-Fromont and Rossi, 2000). Or, les difficultés techniques sont nombreuses pour obtenir sur une 

durée d’étude donnée de grandes tailles d’échantillons dans une population sauvage (Gilot-Fromont and 

Rossi, 2000). Ceci est d’autant plus vrai sur des espèces commensales fragiles et petites, ce qui limite les 

possibilités de méthodes de capture, et dont le comportement moins grégaire que des Anatidés (donc à 
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répartition diffuse) offre peu de sites à cibler pour des opérations efficaces de captures ou de 

prélèvements environnementaux (FAO, 2007). 

Pour contourner ces difficultés inhérentes à l’étude épidémiologique des VIA chez des hôtes dont 

l’infection est difficile à détecter en dehors de toute épidémie, il faut considérer l’étude d’autres agents 

infectieux comme marqueurs de transmission. En effet, si les preuves d’échanges de VIA entre l’avifaune 

commensale et les volailles sont minces (Anses, 2016; Grear et al., 2017; Shriner et al., 2016; Verhagen et 

al., 2015), des transmissions d’autres agents infectieux ont été objectivées à l’interface entre ces deux 

compartiments. Un exemple bien connu est celui d’une bactérie des volailles de l’espèce Mycoplasma 

gallisepticum ayant provoqué une épidémie chez les passereaux aux Etats-Unis (Ley et al., 2016). 

L’existence d’échanges infectieux est relativement peu surprenante au regard de l’intensité des contacts 

directs ou indirects qui peuvent être observés avec les volailles domestiques (Guimarães et al., 2016; 

Scherer et al., 2011; Scott et al., 2018; Valdez-Gómez et al., 2017; Veen et al., 2007). Ainsi, l’étude de 

marqueurs de transmission plus robustes que les VIA est nécessaire pour objectiver les possibilités de 

flux infectieux à l’interface entre avifaune commensale et volailles. Le choix de marqueurs repose sur 

différents critères : 

 leur capacité à infecter un spectre d’hôtes large parmi les oiseaux, au moins les espèces sauvages 

et domestiques d’intérêt ; 

 leur prévalence suffisante dans au moins l’un des compartiments étudiés pour être détectable 

avec confiance dans un échantillon de taille raisonnable ; 

 leur caractère rapidement et facilement détectable, et typable grâce à des outils diagnostiques 

utilisables à haut débit d’analyse (typiquement des outils moléculaires) ; 

 leur mode de transmission semblable aux VIA (fécale-orale en priorité, environnementale, 

respiratoire), au moins pour une voie qui sera complétée par celles d’autres marqueurs étudiés 

en parallèle ; 

 leur capacité de persistance dans leurs hôtes, ainsi qu’idéalement dans l’environnement afin 

d’offrir de meilleures chances de détection dans l’ensemble des compartiments de la chaîne de 

transmission. 

La caractérisation de transmissions interspécifiques a notamment été développée pour l’étude de 

« spillover » du compartiment domestique vers sauvage. C’est le cas par exemple de l’identification de 

gènes de résistance aux antibiotiques de staphylocoques (Ruiz-Ripa et al., 2020) ou d’Escherichia coli 

(Mercat et al., 2016), ou bien de souches vaccinales (Ayala et al., 2016; Rohaim et al., 2017), présents dans 

l’avifaune en contact avec les élevages. Les typages génétiques d’Escherichia coli (Mercat et al., 2016; 

VanderWaal et al., 2014) ont aussi permis d’établir des chaînes de transmissions infectieuses entre 

espèces d’un même écosystème.  
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Le choix de marqueurs pour le travail de cette thèse s’est fondé sur les critères présentés ici en ciblant le 

contexte d’étude des élevages de canards du Sud-Ouest de la France. Ceux-ci ont été complétés par le 

critère de disponibilité d’outils moléculaires existants permettant une recherche à large spectre des 

agents infectieux, étant donné le large spectre d’hôtes à étudier. C’est donc une sous-famille et une famille 

virales et deux genres bactériens qui ont été sélectionnés comme marqueurs de transmission à l’interface 

avec les élevages de canards : respectivement les Avulavirinés, les Coronaviridés, les Chlamydia et les 

Mycoplasmes. 

 

i. Virus de la maladie de Newcastle et orthoavulavirus aviaires 

Étiologie, phylogénie et pathogénie 

Avec un tableau clinique et lésionnel généralement indistinct de celui de l’influenza aviaire, la maladie de 

Newcastle fut pendant longtemps confondue avec celle-ci sous le nom de peste aviaire (Lancaster, 1976). 

Déjà identifiée comme de cause distincte des influenza aviaires en 1927 chez des volailles de Newcastle-

on-Tyne en Angleterre, ce n’est qu’aux débuts de la virologie moderne utilisant les techniques 

d’immunologie que ces deux virus purent être distingués et étudiés séparément (Alexander et al., 2012). 

De même que pour les VIAHP, le caractère hautement pathogène et contagieux de la maladie de 

Newcastle, associé à un faible potentiel zoonotique (conjonctivites modérées chez l’Homme), a conduit 

l’OIE à répertorier celle-ci dans son Code sanitaire pour les animaux terrestres, en rendant la déclaration 

obligatoire (OIE, 2021c). La maladie causée par des souches hautement pathogènes était également 

classée jusqu’avril 2021 comme danger sanitaire de première catégorie en France (DGAL, 2013), 

aujourd’hui classée ADE à l’échelle européenne par la LSA (Commission Européenne, 2018). Elle est donc 

contrôlée en élevages par les mêmes stratégies d’urgence d’isolement-élimination-désinfection que 

décrites pour les VIAHP (OIE, 2021c).  

Les agents étiologiques de la maladie de Newcastle sont les souches hautement pathogènes de l’espèce 

Avian orthoavulavirus 1 (AOAV-1), une des neuf espèces (les autres sont AOAV-9, -12, -13, -16, -17, -18, -

19 et -21) appartenant au genre des Orthoavulavirus de la sous-famille des Avulavirinae dans la famille 

des Paramyxoviridae. Cette espèce a été plusieurs fois renommée et déplacée dans la phylogénie, et cette 

classification basée aujourd’hui sur la génétique et non plus l’immunologie date seulement de 2018 

(International Committee on Taxonomy of Viruses, 2021). Ainsi les AOAV-1 sont encore communément 

désignés comme Avian paramyxovirus serotype 1 (APMV-1) ou simplement virus de la maladie de 

Newcastle (NDV) (OIE, 2021c). L’espèce comprend deux classes, classe I et classe II, comprenant chacune 

respectivement un génotype (« 1 ») et 21 génotypes (I à XXI) (Dimitrov et al., 2019). Tout comme les VIA, 

ce sont des virus enveloppés à ARN simple brin de polarité négative, leur conférant des propriétés de 

résistance environnementale et de dérive antigénique par mutation similaires (Suarez et al., 2020). Les 
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virions sont circulaires d’environ 150 nm de diamètre, structurés par sept protéines. Le génome est 

composé d’un segment unique linéaire d’environ 15 kb codant pour l’ensemble des protéines (Figure 10). 

La protéine hémagglutinine-neuraminidase (HN) et la protéine de fusion (F) sont les principaux 

antigènes des AOAV-1, qui sont ciblés par la réponse immunitaire de l’hôte et utilisés pour les tests 

immunologiques (sérotypes et sérologie) et la vaccination. Du fait de la présence des protéines HN, les 

AOAV-1 sont hémagglutinants comme les VIA, permettant l’usage de tests diagnostiques exploitant cette 

propriété (HA et IHA). La pénétration du virus dans les cellules hôtes est réalisée grâce aux protéines HN 

puis F, cette dernière comportant un site de clivage qui sera rompu par les protéases de l’hôte. Comme 

les VIA, les critères de pathogénicité des souches d’AOAV-1 sont définis en grande partie par ce site de 

clivage, cible de protéases tissulaires variables selon son motif ce qui en détermine le tropisme 

préférentiel. Selon la définition officielle de l’OIE, les souches hautement pathogènes, causant la maladie 

de Newcastle au sens propre, sont caractérisées par une mortalité élevée dans des conditions d’infections 

intracérébrales expérimentales sur poussins (OIE, 2021c). Elles sont aujourd’hui caractérisées 

génétiquement par la présence d’un motif polybasique sur le site de clivage de la protéine F associée à 

une phénylalanine en position 117. Si aujourd’hui la taxonomie se base uniquement sur la séquence 

génomique des AOAV-1 et en particulier le gène F (Abd El-Hamid et al., 2020; Dimitrov et al., 2019), on 

trouve encore fréquemment des distinctions de souches par sérotype (protéine HN) et par pathotype. 

Comme pour les VIA, ce dernier est caractérisé sur le poulet et défini par le grade de virulence et le 

tropisme tissulaire. Les souches hautement pathogènes sont dites vélogénique viscérotropique (tropisme 

majoritairement digestif) ou vélogénique neurotropique (tropisme majoritairement respiratoire et 

nerveux). Les souches modérément pathogènes sont dites mésogéniques (tropisme respiratoire, parfois 

nerveux), et les souches faiblement pathogènes (voire subcliniques) sont dites lentogènes avec un 

tropisme respiratoire (OIE, 2021d; Suarez et al., 2020). 



 43 

Figure 10 - Schéma d'une particule typique des Avulavirinae et de la composition du génome.  
L’ensemble est composé d’un segment unique d’ARN simple brin négatif, ainsi que sept protéines. Les 
glycoprotéines de surface HN (hémagglutinine-neuraminidase) et F (fusion) participent à la pénétration dans la 
cellule hôte. La protéine M (matrice) est structurale de l’enveloppe. L’ARN viral est encapsidé par la protéine N 
(nucléoprotéine), et associé à la protéine P (phosphoprotéine) et à la protéine L (polymérase). Issue de ViralZone 
(https://viralzone.expasy.org/84), 2021. 

 

Écologie et épidémiologie des avulavirus dans les compartiments sauvages et domestiques 

L’écologie des AOAV-1 est très semblable à celle des VIA, avec des modes de transmission identiques 

(fécal-oral, respiratoire, environnemental) et un réservoir naturel essentiellement dans l’avifaune 

aquatique. Des échanges infectieux sont aussi fréquemment identifiés depuis et vers les élevages 

(Alexander, 2009; Ayala et al., 2016; Cardenas Garcia et al., 2013; Dimitrov et al., 2016; Kim et al., 2012; 

Welch et al., 2019; Xiang et al., 2017), y causant des dégâts sanitaires et économiques modérés à très 

graves en particulier chez les Galliformes (Lancaster, 1976; Suarez et al., 2020). Contrairement aux VIA, 

aucune circulation d’AOAV-1 n’est décrite chez des hôtes non aviaires, les autres classes d’animaux étant 

considérées comme culs-de-sac épidémiologiques. Si une très grande variété d’espèces d’oiseaux a été 

décrite comme hôtes potentiels d’AOAV-1, les principaux réservoirs semblent être les oiseaux aquatiques 

(Ansériformes, Charadriiformes, Suliformes en particulier) ainsi que les Columbiformes qui hébergent en 

particulier le génotype VI (anciennement « pigeon paramyxovirus 1 », PPMV-1). Ces réservoirs voient 

donc circuler des génotypes viraux variés et adaptés à leurs hôtes, mais certaines souches y provoquent 

occasionnellement des épidémies (Dimitrov et al., 2016; Kaleta and Baldauf, 1988; Kim et al., 2008; 

Pedersen et al., 2016; Rahman et al., 2018; Suarez et al., 2020; Welch et al., 2019; Zanetti et al., 2005). 

Avec un possible portage asymptomatique prolongé de souches pathogènes ou non, une excrétion virale 

https://viralzone.expasy.org/84
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par voie fécale, et une persistance environnementale en milieu humide, les mouvements migratoires du 

réservoir naturel peuvent favoriser une circulation intercontinentale d’AOAV-1 comme le révèlent les 

études phylogénétiques (Alexander, 2009; Dimitrov et al., 2016; Kaleta and Baldauf, 1988; Rahman et al., 

2018; Suarez et al., 2020). Comme pour les VIA, l’adaptation particulière d’un grand nombre de souches 

d’AOAV-1 aux Ansériformes permet la formation d’un riche réservoir secondaire chez les palmipèdes 

domestiques (Abd El-Hamid et al., 2020; Lee et al., 2009), entretenu par « spillovers » et « spillbacks » au 

contact de l’avifaune et de son environnement (Kim et al., 2012; Xiang et al., 2017). La vaccination des 

volailles par des souches vaccinales vivantes atténuées est pratiquée dans un certain nombre de pays 

(OIE, 2021d; Suarez et al., 2020). Cette pratique associée à des mesures de biosécurité incomplètes 

semblerait aussi favoriser la circulation importante de ces souches ainsi que de souches hétérologues 

naturelles dans les élevages et à l’interface avec l’avifaune (Abd El-Hamid et al., 2020; Ayala et al., 2016; 

Rohaim et al., 2017; Welch et al., 2019). L’avifaune commensale des élevages pourrait également jouer 

un rôle dans l’épidémiologie des AOAV-1, en particulier les Columbiformes comme hôtes réservoirs et les 

autres groupes plus probablement comme relais. En effet, des preuves virologiques ou sérologiques 

d’infection sont régulièrement détectées chez ces espèces à proximité d’élevages (Ayala et al., 2016; 

Hirschinger et al., 2020; Kaleta and Baldauf, 1988; Rohaim et al., 2017; Welch et al., 2019). Ainsi, et hormis 

le rôle réservoir des Columbiformes, ces nombreuses similitudes écologiques et épidémiologiques entre 

AOAV-1 et VIA font de ces premiers des marqueurs pertinents pour étudier la transmission des seconds. 

Cette supposition semble étayée par leur apparente cocirculation dans le réservoir aquatique sauvage 

(Wille et al., 2015). Il est en revanche attendu que les prévalences en élevages en France soient faibles à 

nulles étant donné que le pays est officiellement indemne de NDV et la vaccination y est interdite en 

dehors des élevages de pigeons (dans le but d’y contrôler le génotype VI). Quelques épidémies 

ponctuelles sont malgré tout parfois décrites dans ces derniers, souvent liées à un défaut de vaccination, 

montrant la possibilité de « spillovers » depuis l’avifaune (Huneau-Salaün et al., 2020; Sadonès et al., 

2013). Les seuls élevages touchés par des souches de génotype VI en Europe entre 2000 et 2009 étaient 

ainsi non vaccinés, et présentaient un faible niveau de biosécurité les exposant au réservoir 

columbiforme sauvage (pigeons, volailles ou gibier en plein air, basses-cours) (Alexander, 2011). De plus, 

ces souches sont certainement fréquemment introduites dans les élevages de façon indétectée, du fait de 

leur moindre pathogénicité pour les Galliformes (Alexander, 2011). Quant aux souches plus spécifiques 

des volailles galliformes et ansériformes (notamment génotype VII hautement pathogène), leur diffusion 

en élevages semble limitée par une vaccination plus largement répandue notamment à l’Est de l’Europe 

d’où viennent les flux migratoires (Alexander, 2011). Ceci expliquerait en particulier l’épidémiologie 

différente en comparaison des VIA dans les élevages et l’avifaune européens. 

Afin d’augmenter les chances d’identifier un marqueur de transmission dans l’avifaune et sans tenir 

compte de la pathogénicité éventuelle, l’étude des AOAV-1 peut être étendue à l’ensemble des avulavirus 
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(la sous-famille des Avulavirinae), c’est-à-dire les autres sérotypes d’AOAV dans le genre Orthoavulavirus, 

ainsi que les genres Metaavulavirus et Paraavulavirus qui étaient autrefois tous classifiés en différents 

sérotypes des APMV (Figure 11). En effet, ces genres sont très rarement pathogènes en élevages mais 

leur écologie naturelle est similaire à celle des AOAV-1, avec une circulation exclusivement aviaire et 

parmi des spectres d’hôtes larges (Suarez et al., 2020). Bien qu’encore méconnus du fait de leur moindre 

intérêt sanitaire, et parce que les tests diagnostiques utilisés sont généralement orientés exclusivement 

sur certains AOAV-1, ces spectres d’hôtes semblent variables selon les génotypes. Ainsi certains sont 

plutôt orientés vers les Columbiformes, Psittaciformes ou Passériformes, d’autres plutôt vers les 

Ansériformes ou Charadriiformes, et d’autres encore identifiés sur des manchots (Suarez et al., 2020). 

Figure 11 - Phylogénie des Avulavirinae.  
Phylogénie basée sur les séquences génomiques complètes, représentant les trois genres principaux (blocs de 
couleur), chacun regroupant les principales espèces d'avulavirus désignées par le numéro de séquence sur GenBank 
et les dénominations des anciens sérotypes d'APMV. L’espèce majeure NDV (AOAV-1) est indiquée par une flèche 
bleue. Issue et adaptée de Thomazelli et al., 2017. 
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Détection directe et indirecte des avulavirus 

Les méthodes de détection et d’identification des AOAV-1 ont été largement développées pour le 

diagnostic de routine en élevage, et reposent sur des techniques de prélèvement et d’analyse  similaires 

à celles décrites pour les VIA étant données les similarités physiopathologiques de ces virus (OIE, 2021d). 

Essentiellement aujourd’hui, les techniques de détection par RT-qPCR ont pris le dessus pour leur 

sécurité, leur sensibilité et leur rapidité notamment avec des kits commerciaux simples. Celles-ci sont 

souvent associées à du séquençage génétique pour caractériser la pathogénicité et déterminer la 

taxonomie des souches. La culture virale sur œufs embryonnés afin d’isoler et de déterminer le caractère 

infectieux ou non d’une souche est également pratiquée couramment en laboratoire de recherche (OIE, 

2021d). Toute manipulation de matériel infectieux doit être réalisée a minima dans un laboratoire 

confiné de niveau 2, et de niveau 3 si la présence d’une souche hautement pathogène est suspectée (DGAL 

et al., 1994). Ces méthodes virologiques sont complétées par des tests sérologiques classiques (IHA), ou 

par kits ELISA commerciaux rapides et efficaces (OIE, 2021d). Cependant, l’essentiel des tests 

sérologiques et virologiques courants ciblent prioritairement les AOAV-1 de classe II dans une optique 

de diagnostic clinique et réglementaire, ce qui ne permet donc pas de détecter la majorité des AOAV-1 de 

classe I (Kim et al., 2007), ni tous les autres avulavirus qui pourraient être présents dans l’avifaune 

(Figure 11). Des recherches sur les réservoirs sauvages d’AOAV-1 ont permis de développer et exploiter 

un protocole de RT-qPCR de plus large spectre ciblant la classe I en parallèle de la classe II (Kim et al., 

2008; Pedersen et al., 2016). Des méthodes de séquençage haut débit sur de larges spectres d’AOAV-1 

ont aussi permis la détection simultanée des classes I et II (Welch et al., 2019). Mais ces méthodes ne 

couvrent pas non plus les autres espèces d’avulavirus. Ceux-ci sont généralement identifiés de manière 

involontaire suite à des tests HA sur œufs inoculés positifs. Leur identification est ensuite validée par test 

spécifique IHA (virus amplifié sur œuf inoculé mélangé à un sang spécifiquement immunisé), ou par RT-

PCR et séquençage (Jin et al., 2021; Suarez et al., 2020; Thomazelli et al., 2017). La détection et 

l’identification peuvent aussi se faire par des méthodes récentes de séquençage à haut débit non ciblé 

(dites de métagénomique) couvrant l’ensemble du pathobiome (l’écosystème des agents infectieux) ou 

du virome (l’écosystème des virus) d’hôtes aviaires (Ramírez-Martínez et al., 2018; Wille et al., 2019). 

Dans une optique d’étude de marqueurs de transmission, il serait donc intéressant de disposer pour 

l’ensemble de la sous-famille des Avulavirinae d’un protocole ciblé de RT-qPCR rapide et direct, dont 

l’identification des souches détectées se ferait idéalement par séquençage du produit d’amplification 

directement, sinon par séquençage ciblé d’autres parties du génome (gène F ou L) utilisées pour la 

phylogénie (Dimitrov et al., 2019; Kim et al., 2012, 2008). 
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ii. Chlamydia aviaires 

Écologie, épidémiologie, phylogénie et pathogénie 

Les bactéries du genre Chlamydia (chlamydia) de la famille des Chlamydiaceae sont des parasites 

intracellulaires obligatoires de caractère Gram négatif. Les espèces sont variées avec pour chacune un 

tropisme tissulaire particulier et une relative spécificité d’hôte (Figure 12), mais leur propriété commune 

essentielle est un cycle de développement en deux phases complété en plusieurs jours (Longbottom and 

Coulter, 2003). La bactérie peut se présenter sous la forme d’un corps réticulé, métaboliquement actif 

lors de la phase de réplication intracellulaire, ou d’un corps élémentaire, métaboliquement inerte lors de 

la phase d’infection extracellulaire. Ce dernier est l’équivalent d’une forme sporulée, capable de résister 

à certains traitements désinfectants, et ce durant plusieurs semaines voire mois dans l’environnement 

même sec grâce à une paroi rigide et peu perméable aux agresseurs physico-chimiques (Hulin, 2016). À 

cette résistance environnementale s’ajoute une capacité de persistance dans les cellules infectées sous 

conditions de stress cellulaires variés (carences en nutriments, toxines, coinfections virales, chocs 

thermiques), ou d’actions antibactériennes (interférons gamma, antibactériens, infection par 

chlamydiaphages), qui permettent de maintenir une infection de longue durée au sein de leurs hôtes ainsi 

qu’une excrétion intermittente (Schoborg, 2011). Le tropisme tissulaire concerne généralement les 

muqueuses respiratoires, oculaires, génitales ou digestives, mais des diffusions systémiques par voie 

veineuse atteignant par exemple le cœur, les articulations ou le foie sont décrites en particulier sur des 

hôtes accidentels (Vanrompay, 2020). Ainsi la transmission se fait essentiellement par voie directe 

(matières biologiques excrétées) ou indirecte (environnement) par des voies qui sont similaires à celles 

des VIA : respiratoire ou digestive.  

Figure 12 - Phylogénie et hôtes primaires des espèces de Chlamydiaceae.  
Phylogénie basée sur la séquence d’ARNr 16S, issue de Hulin, 2016. Le spectre général d’hôtes primaires est 
représenté pour les espèces de chlamydia ayant été détectés chez des oiseaux, avec en couleur et symboles le type 
d’hôtes primaires : rouge pour des oiseaux, bleu pour des hôtes non aviaires. Données de Cheong et al., 2019. 
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Les principales espèces décrites chez des hôtes de maintenance aviaires sont C. psittaci (Psittaciformes, 

Columbiformes, volailles, et grande variété d’espèces sauvages), C. gallinacea (volailles), C. avium 

(Psittaciformes, Columbiformes), et récemment C. ibidis (ibis) (Cheong et al., 2019; Li et al., 2020) (Figure 

12). C. psittaci est certainement l’espèce au plus large spectre d’hôtes chez les oiseaux domestiques et 

surtout sauvages, causant parfois des épidémies en élevage en particulier chez les oiseaux de jeune âge 

(Vanrompay, 2020). Différents génotypes ont été caractérisés sur la base la séquence du gène ompA, avec 

des préférences d’hôtes relatives : génotype A pour les Psittaciformes, B pour les Columbiformes, C pour 

les Ansériformes, D pour les dindes, E pour les pigeons et autres espèces d’oiseaux, F pour les 

Psittaciformes et dindes, et E/B pour les canards (Vanrompay, 2020). La chlamydiose à C. psittaci se 

présente sous des formes cliniques variées selon la sensibilité de l’hôte et la souche impliquée : aigue, 

subaiguë, chronique ou asymptomatique. Dans les formes symptomatiques, on retrouve variablement 

des signes respiratoires (dyspnée, rhinite), oculaires (conjonctivite, écoulements), digestifs (anorexie, 

diarrhée), reproducteurs (chute de ponte) et enfin généraux avec une léthargie, des plumes ébouriffées, 

ou des troubles nerveux, menant à la mort dans les cas les plus graves (Longbottom and Coulter, 2003; 

Vanrompay, 2020). C. psittaci est répandue mondialement, y compris dans les élevages européens 

(Vanrompay, 2020), et notamment dans les élevages de canards où la circulation y est généralisée et très 

majoritairement asymptomatique (Hulin, 2016; Sraka, 2004; Vorimore et al., 2015). Il faut noter que cette 

infection à C. psittaci est réglementée par l’OIE seulement pour le commerce de Psittaciformes (OIE, 

2021e), et qu’aucun vaccin efficace n’est utilisé couramment (OIE, 2018a). L’infection était aussi classée 

en France jusqu’en avril 2021 comme danger sanitaire de deuxième catégorie (DGAL, 2013), aujourd’hui 

catégorisée DE par la LSA à l’échelle européenne (Commission Européenne, 2018). Elle est donc soumise 

à déclaration obligatoire, surveillance et certification, faisant l’objet d’un plan de lutte collective. 

L’infection est aussi identifiée comme maladie professionnelle pour les personnels d’élevages ou 

d’abattoirs aviaires en particulier (Laroucau et al., 2009; Longbottom and Coulter, 2003; Vorimore et al., 

2015). En effet, il est nécessaire de limiter et surveiller leur circulation car en théorie n’importe laquelle 

des souches de C. psittaci peut infecter les personnes en contact rapproché des oiseaux (éleveurs, 

travailleurs en filière volaille, propriétaires d’oiseaux d’ornement ou de basse-cour) par inhalation 

directe ou indirecte. Si l’infection humaine est généralement asymptomatique, elle peut parfois causer 

des fièvres, maux de tête, douleurs musculaires et articulaires ou signes respiratoires très invalidants 

(Cheong et al., 2019; Longbottom and Coulter, 2003). Les transmissions interhumaines ne sont pas 

décrites. Outre les oiseaux d’élevage chez lesquels le confinement et la vie en groupe favorisent les 

transmissions, C. psittaci est capable d’infecter une grande variété d’oiseaux sauvages. La bactérie se 

trouvent hébergée en particulier chez les espèces aquatiques (Ansériformes, Charadriiformes, 

Suliformes) mais aussi des espèces commensales comme les Columbiformes ou bien certains 

Passériformes à des prévalences parfois importantes (Kaleta and Taday, 2003; Krawiec et al., 2015; 

Pennycott, 2016; Sharples and Baines, 2009; Szymańska-Czerwińska et al., 2017). Ainsi, par son spectre 
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d’hôte, sa présence fréquente, ses génotypes bien identifiés, sa persistance environnementale et tissulaire 

et ses voies de transmission, C. psittaci semble être un bon candidat pour l’étude de marqueurs de 

transmission de VIA. Dans une moindre mesure, toutes les espèces de chlamydia seront intéressantes à 

étudier à l’interface sauvage-domestique, puisque ces autres espèces sont largement sous-étudiées en 

dehors de leurs hôtes primaires du fait du grand nombre d’infections inapparentes (Cheong et al., 2019; 

Kaleta and Taday, 2003; Pennycott, 2016; Thomas, 2007; Vanrompay, 2020). L’intérêt croissant pour les 

maladies de la faune sauvage, ainsi que le développement des techniques de biologie moléculaire ont 

permis récemment de multiplier les identifications de souches ou de tropismes atypiques parmi les 

Chlamydiaceae. C’est ainsi que C. ibidis a été identifiée chez des ibis de différentes espèces (Li et al., 2020; 

Vorimore et al., 2013), mais aussi que des espèces présumées spécifiques de mammifères (Homme ou 

animaux domestiques) ont été détectées chez des oiseaux captifs ou commensaux : C. pneumoniae (Frutos 

et al., 2015), C. trachomatis (Krawiec et al., 2015; Sachse et al., 2012), C. pecorum (Sachse et al., 2012), C. 

abortus (Sachse et al., 2012; Szymańska-Czerwińska et al., 2017). Cette dernière espèce semble 

comporter une grande diversité de souches aviaires jusqu’alors confondues avec C. psittaci dont elle est 

très proche génétiquement. Cette proximité a conduit à différentes tentatives de mises au point de 

méthodes de discrimination moléculaires (Opota et al., 2015; Pantchev et al., 2009), et a plus récemment 

été mise en évidence par les études de séquençage génétique (Longbottom et al., 2021). 

 

Détection des chlamydias 

Les méthodes de détection se basent encore parfois sur des techniques classiques : coloration de tissus 

ou d’écouvillons infectés, ou bien cultures bactériennes qui doivent être réalisées sur cellules ou sur œufs 

embryonnés pour ce genre intracellulaire strict (OIE, 2018a). Etant donné le caractère zoonotique 

potentiel de l’ensemble des chlamydia, toute manipulation de matériel infectieux doit être réalisée a 

minima dans un laboratoire confiné de niveau 2, et de niveau 3 si la présence d’une souche de C. psittaci 

aviaire est suspectée (DGAL et al., 1994). Il existe également des tests sérologiques ELISA ou par fixation 

du complément, mais ils sont peu utilisés en diagnostic de routine étant données les prévalences 

importantes, associées à un fréquent portage asymptomatique prolongé et à une réponse immunitaire 

durable de plusieurs mois (OIE, 2018a; Vanrompay, 2020). L’identification des chlamydia détectées était 

réalisée par des méthodes antigéniques historiquement (sérovars), mais qui sont aujourd’hui largement 

surpassées en efficacité par la biologie moléculaire (OIE, 2018a; Vanrompay, 2020). Celles-ci reposent 

sur différentes approches plus ou moins discriminantes permettant de détecter puis distinguer les 

espèces voire les génotypes de chlamydia. La distinction d’espèces peut être réalisée à partir des 

séquences d’ARNr 16S et 23S, du fragment intergénique 16S-23S, du gène rnpB, du gène ompA, ou de 

l’ensemble de ces séquences par typage multi-locus (MLST) (Amery-Gale et al., 2020; OIE, 2018a; 

Vanrompay, 2020). L’utilisation de puce à ADN est aussi jugée efficace (Ehricht et al., 2006; OIE, 2018a). 
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Différentes variations de techniques basées sur la PCR ont aussi été proposées pour différencier ou cibler 

des espèces ou des génotypes particuliers (OIE, 2018a) : PCR avec polymorphisme de longueur du 

fragment de restriction (RFLP) (Everett and Andersen, 1999), PCR suivie d’analyse haute résolution de 

la courbe de fusion (HRM) (Vorimore et al., 2021), ainsi que des PCR ou qPCR spécifiques qui permettent 

d’allier directement détection et identification (Vanrompay, 2020). Généralement, les analyses de 

diagnostic courantes se basent donc aujourd’hui sur la biologie moléculaire rapide et sensible, à partir 

d’écouvillons oropharyngés de préférence (OIE, 2018a). À ceux-ci peuvent être associés des écouvillons 

cloacaux étant donné le tropisme digestif reconnu des chlamydia (Hulin et al., 2016), ainsi que tout 

exsudat ou tissu lésionnel en cas de signes visibles. Comme les chlamydias sont capables de persister 

dans l’environnement, des prélèvements de matières telles que la poussière, les fèces, les plumes ou l’eau 

peuvent apporter des informations sur la contamination environnementale et la transmission indirecte. 

La PCR ou qPCR peut alors être réalisée sur l’ADN extrait en ciblant une séquence conservée du gène 23S 

de l’ensemble des chlamydia (Ehricht et al., 2006). On pourra ensuite confirmer l’identification de 

l’espèce en cause par une PCR spécifique, un séquençage ompA, ou plus résolutivement avec un typage 

par MLST, par HRM, ou par puce à ADN (OIE, 2018a). 

 

iii. Mycoplasmes aviaires 

Étiologie, épidémiologie, phylogénie et pathogénie 

Les bactéries du genre Mycoplasma (mycoplasmes) de la classe des Mollicutes sont un groupe très varié 

(plus de 120 espèces) (Figure 13) qui peut être trouvé sur des hôtes très divers tels que les oiseaux, 

mammifères, insectes ou végétaux. Ces bactéries sont génétiquement et métaboliquement minimalistes, 

étant reconnues comme les plus petits organismes auto-réplicatifs (Citti and Blanchard, 2013). Une 

caractéristique de certains mycoplasmes est leur capacité à échanger des gènes horizontalement entre 

souches et espèces par transferts chromosomiques (Citti et al., 2020, 2018; Dordet-Frisoni et al., 2019). 

Leur évolution se fait donc de manière non linéaire, et notamment certaines souches peuvent constituer 

un réservoir génétique pour l’adaptation d’autres souches à de nouveaux hôtes ou pour leur faire gagner 

en pathogénicité. Leur structure est seulement protégée par une membrane plasmatique, ce qui leur 

confère une sensibilité aux antibiotiques et des besoins nutritifs complexes (Ferguson-Noel et al., 2020). 

La majorité des mycoplasmes sont relativement spécifiques d’hôtes, bien que certaines espèces soient 

identifiées sur divers hôtes grâce à leur variété de souches. Aucune transmission zoonotique de 

mycoplasmes aviaires n’est ainsi rapportée. Ils colonisent les surfaces des muqueuses, et certaines 

espèces notamment les plus pathogènes sont capables de pénétrer les cellules hôtes (Ferguson-Noel et 

al., 2020). Les espèces pathogènes principales d’intérêt sanitaire pour les volailles galliformes sont 

Mycoplasma gallisepticum (MG) et M. synoviae (MS), qui ont fait l’objet de l’essentiel des recherches 

historiques, mais des maladies dues à M. meleagris ou M. iowae sont aussi rapportées en élevages. Chez 
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les Ansériformes, ce sont plutôt les espèces Mycoplasma anatis, M. anseris et M. cloacale qui peuvent être 

pathogènes (Ferguson-Noel et al., 2020; Grózner et al., 2018). Etant donnée la grande variété de 

mycoplasmes et leur distribution mondiale, de nombreuses autres espèces ont été caractérisées suite à 

des observations symptomatiques dans diverses espèces d’Ansériformes ou de Galliformes d’élevage 

(Ferguson-Noel et al., 2020). Leur présence est aussi détectée dans l’avifaune sur des hôtes très variés, 

avec une immense diversité de souches plus ou moins spécifiques de groupes d’espèces et souvent non 

pathogènes. Ces mycoplasmes d’hôtes sauvages restent encore très majoritairement non caractérisés 

taxonomiquement (Sawicka-Durkalec et al., 2021; Sumithra et al., 2013). 

Figure 13 - Phylogénie des principaux Mollicutes.  
L’arborescence est basée sur la séquence d’ARNr 16S. Les dénominations des groupes phylogénétiques sont 
indiquées à gauche, La sélection des quelques espèces capables d’infecter les oiseaux est surlignée en rouge. Issue 
de Citti et al., 2018. 
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Les infections à MG sont souvent inapparentes chez les Galliformes, mais peuvent se révéler 

symptomatiques en présence d’une souche plus fortement pathogène pour l’espèce atteinte 

(particulièrement chez les dindes ou gibiers plus sensibles), ou bien en cas de stress ou de coinfections. 

Le tropisme de la bactérie est respiratoire, avec des signes typiques de maladie respiratoire chronique 

pouvant s’aggraver en coryza, conjonctivite, sinusite, impliquant en cascade des chutes de production 

(viande ou œufs). Concernant MS, le tropisme est plus varié et la maladie peut comporter des signes 

respiratoires mais aussi des synovites et des altérations des œufs. Pour ses potentielles conséquences 

sanitaires et économiques, et comme elle est plus généralement répandue, MG est listée à l’OIE (OIE, 

2021f) pour qualifier le statut indemne à l’échelle de l’exploitation. Ce statut est particulièrement géré 

dans les exploitations de reproducteurs, potentiellement par des vaccins vivants ou inactivés (Ferguson-

Noel et al., 2020; OIE, 2021g). Il n’y a pas de contraintes particulières de confinement et biosécurité pour 

les manipulations de mycoplasmes en laboratoire. La classification sanitaire à l’échelle européenne 

concerne toute mycoplasmose, catégorisées DE donc soumises à obligation de déclaration, de 

surveillance et de certification (Commission Européenne, 2018). 

La transmission de MG et MS peut se faire de manière verticale, ce qui justifie les mesures de contrôle 

dans les élevages reproducteurs. L’essentiel des transmissions est cependant horizontal, direct et 

indirect, permettant de proche en proche une infection rapide de tout un groupe. Les voies d’entrée sont 

essentiellement l’inhalation ou le contact conjonctif avec des bactéries en suspension, ce qui est 

évidemment favorisé par la densité du groupe. Malgré une excrétion fécale potentiellement importante, 

la transmission fécale-orale de MG semble bien moins favorable aux contaminations (Dhondt et al., 2007; 

Macowan et al., 1983). Les transmissions indirectes sont limitées par la survie de seulement quelques 

jours des mycoplasmes dans l’environnement (Ferguson-Noel et al., 2020), mais elles restent 

certainement non négligeables dans des situations de fortes fréquence et durée de contact ou dans des 

conditions environnementales favorables. Les individus infectés de manière chronique excrétant en 

permanence des bactéries constituent donc l’essentiel des sources de contamination. Des transmissions 

de mycoplasmes à l’interface entre avifaune sauvage et élevages ont été rapportées. La plus étudiée car 

remarquable est l’émergence depuis des élevages de dindes aux Etats-Unis depuis les années 1990 d’une 

souche de MG causant une épidémie en extension géographique au sein des passereaux commensaux des 

élevages et des mangeoires. L’espèce particulièrement affectée et qui a donné son nom à la souche est le 

Roselin familier (« House finch », Haemorhous mexicanus), chez qui ce MG semble montrer des signes 

d’adaptation, mais de nombreuses autres espèces ont été découvertes infectées symptomatiques ou non. 

Des « spillbacks » vers les élevages ont aussi été décrits (Ley et al., 2016). Des études plus récentes de 

phylogénie détaillée au sein des MG ont aussi permis de démontrer des probables échanges passés de 

souches entre compartiments sauvage et domestique (Bekő et al., 2019). MG est ainsi le mycoplasme au 

plus large spectre d’hôtes sauvages connu, et qui a été détecté par PCR ou culture chez des Galliformes, 
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Passériformes, Columbiformes, Accipitriformes ou encore Ansériformes (Sawicka et al., 2020). Parmi les 

autres espèces de mycoplasmes, leur moindre connaissance rend compliquée la mise en évidence de 

transmissions à ces interfaces, et elles pourraient être impliquées dans des mycoplasmoses faiblement 

pathogènes non élucidées (Ferguson-Noel et al., 2020; Sawicka et al., 2021). On sait cependant que 

certaines espèces sont détectées dans les deux compartiments indépendamment et sans plus de précision 

sur les liens phylogéniques, comme par exemple MS, M. gallinaceum, M. gallinarum, M. pullorum, M. iners, 

ou M. anatis connus pour infecter les volailles et identifiés dans l’avifaune (Poveda et al., 1990; Sumithra 

et al., 2013), ou bien M. anserisalpingitidis et d’autres espèces non identifiées, détectées chez des oies 

domestiques et sauvages (Sawicka et al., 2021).  

 

Détection des mycoplasmes 

La culture des mycoplasmes est difficile et fastidieuse, en particulier à partir de prélèvements biologiques 

parfois contaminés par d’autres bactéries. Cependant, la culture et l’isolement restent incontournables 

lorsqu’il s’agit de caractériser les capacités infectieuse et métabolique d’une bactérie présente dans un 

échantillon. Pour la recherche ou le diagnostic clinique rapide et sensible, les méthodes de biologie 

moléculaire ont donc pris le dessus sur les techniques de bactériologie classique (Ferguson-Noel et al., 

2020; OIE, 2021g). Ainsi, l’ensemble des mollicutes peut être révélé par qPCR ciblant une séquence 

conservée de l’ARNr 16S (van Kuppeveld et al., 1994), ou bien des qPCR ou PCR ciblent certaines espèces 

particulières et notamment les plus étudiées (García et al., 2005; Kahya et al., 2010; Lauerman, 1998; 

Raviv and Kleven, 2009). Ces PCR spécifiques peuvent être utilisées aussi pour séquencer et typer les 

souches détectées (Hong et al., 2004). Le typage et la phylogénie peuvent aussi être établis sur d’autres 

séquences plus homologues entre espèces de mycoplasmes, ou par d’autres méthodes. Ainsi, 

l’identification et la phylogénie sont fréquemment basées sur des séquences complètes ARNr 16S et 

intergénique 16S-23S (Ferguson-Noel et al., 2020). Pour la distinction de souches au sein des espèces, les 

méthodes de séquençage de génome complet ou de loci particuliers (par exemple séquence intergénique 

16S-23S, gène rpoB ou autres gènes codants des protéines), ou encore le typage MLST (Bekő et al., 2019) 

peuvent être utilisés (Ferguson-Noel et al., 2020; OIE, 2021g). Les prélèvements de choix pour la 

détection de MG ou MS sont les écouvillons oropharyngés ou trachéaux (OIE, 2021g), mais les 

mycoplasmes sont aussi fréquemment détectés à partir d’écouvillons cloacaux qu’il est donc intéressant 

d’utiliser aussi pour améliorer les chances de détection. De plus, dans une optique d’explorer l’ensemble 

des potentiels mycoplasmes portés par l’avifaune et les oiseaux d’élevage, les deux types de tropismes 

sont intéressants à étudier pour les modes de transmission qu’ils représentent. Finalement, MG ou 

d’autres mycoplasmes pourraient représenter des marqueurs de transmission intéressants pour les VIA, 

de par leur potentiel large spectre d’hôte, leur transmission révélant des contacts intenses, et leurs 

possibilités de génotypages de souches menant à des phylogénies détaillées. 
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iv. Coronavirus aviaires 

Étiologie, épidémiologie, phylogénie et pathologie 

Historiquement, une infection à coronavirus causant des signes respiratoires et rénaux associés à une 

dépression générale était connue chez les volailles galliformes (poulet en particulier), nommée bronchite 

infectieuse et causée par le virus du même nom (IBV). Celui-ci est classé dans l’espèce Avian 

coronavirus (AvCoV) dans le sous-genre des Igacovirus du genre des Gammacoronavirus et de la sous-

famille des Orthocoronavirinae (les coronavirus) (International Committee on Taxonomy of Viruses, 

2021). Des affections entériques à coronavirus causant des pertes chez les jeunes et les reproducteurs 

des élevages de dindes ont aussi été étudiées, et l’agent en cause alors identifié comme le coronavirus de 

dinde (TCoV), proche parent de l’IBV dans l’espèce AvCoV (Cavanagh, 2005; Guy, 2020). Depuis 

l’émergence zoonotique du SARS-coronavirus (genre des Betacoronavirus) en 2002, l’intérêt de la 

communauté scientifique pour les réservoirs animaux de coronavirus s’est largement développé, y 

compris chez les oiseaux. Les recherches menées sur de vastes diversités d’hôtes ont permis de 

caractériser de nombreuses nouvelles espèces de coronavirus sur de nouveaux hôtes. On sait aujourd’hui 

que les oiseaux domestiques et sauvages sont hôtes réservoirs (asymptomatiques et à des prévalences 

élevées) d’une grande diversité de coronavirus parmi les genres Gammacoronavirus et Deltacoronavirus 

(Cavanagh, 2005; Miłek and Blicharz-Domańska, 2018; Wille and Holmes, 2020a; Woo et al., 2012) 

(Figure 14). Aucun des coronavirus aviaires n’est rapporté comme zoonotique, mais la manipulation de 

ces virus en laboratoire requiert une biosécurité de niveau 2 (DGAL et al., 1994), et l’infection à IBV est 

listée dans le Code Terrestre de l’OIE pour le statut des établissements et les échanges commerciaux 

d’animaux vivants (OIE, 2021h). La bronchite infectieuse n’est pas catégorisée en France ni en Europe, et 

ne fait donc pas l’objet d’une lutte collective particulière (Commission Européenne, 2018). Dans les 

filières et régions affectées par l’IBV, des protocoles vaccinaux commerciaux existent avec des souches 

vivantes atténuées ou des virus inactivés, dont le sérotype doit être homologue aux souches 

potentiellement circulantes (OIE, 2018b). 
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Figure 14 – Phylogénie, horloge moléculaire et hôtes primaires des différents genres des 
Orthocoronavirinae.  
Phylogénie basée sur la séquence du gène RdRp (incluse dans l’ORF1b) homologue entre les coronavirus. Les hôtes 
de maintenance primaires sont figurés par une flèche circulaire, et les transmissions secondaires ou accidentelles 
par des flèches droites. Les espèces ou souches circulant chez les oiseaux sont surlignées en rouge. Issue et adaptée 
de Woo et al., 2012.  

Les coronavirus aviaires forment des particules virales sphériques enveloppées d’environ 120nm de 

diamètre, structurées par quatre protéines. Le génome est un segment unique linéaire d’ARN simple brin 

polarisé positivement et d’environ 25 kb (pour les Deltacoronavirus) à 30 kb (pour les 

Gammacoronavirus), dont la structure et la traduction sont complexes (Figure 15) (Jackwood and de Wit, 

2020; Zhou et al., 2021). Comme pour les VIA et les avulavirus, la composition en ARN du génome entraîne 

une relative facilité de mutations lors de la réplication virale, ce qui permet une évolution rapide des 

coronavirus, qui est de plus accrue par des événements de recombinaison entre souches coinfectantes 

(Zhou et al., 2021). La protéine de spicule (S) est l’antigène principal des coronavirus, cible des anticorps 

ainsi que des tests de diagnostic immunologiques, et centre de la dérive antigénique (Zhou et al., 2021). 

Les coronavirus sont hémagglutinants en présence de neuraminidase additionnelle, ce qui peut être 

exploité pour le diagnostic (Jackwood and de Wit, 2020). La structure enveloppée des coronavirus 

entraîne une relative sensibilité aux facteurs environnementaux et aux agents chimiques désinfectants, 

mais tout comme pour les VIA des conditions humides et de basses températures pourraient permettre 

une persistance environnementale de quelques semaines au moins (Jackwood and de Wit, 2020). 
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Figure 15 - Schéma d'une particule typique d’IBV et de la composition du génome.  
L’ensemble est composé d’un segment unique d’ARN simple brin positif, ainsi que de quatre protéines. La 
glycoprotéine de surface S (spicule) participe à l’attachement et à la pénétration dans la cellule hôte. Les protéines 
E (enveloppe) et M (membrane) structurent l’enveloppe virale. Le génome viral est encapsidé par la protéine N 
(nucléoprotéine). Virion issu de ViralZone (https://viralzone.expasy.org/767), 2021, et génome issu et adapté de 
Jackwood and de Wit, 2020. 

Le coronavirus le mieux étudié est l’IBV, hautement contagieux, avec une période d’incubation de 

quelques heures ou jours et une transmission exclusivement horizontale par des voies de transmissions 

identiques aux VIA : respiratoire, et fécale-orale directe ou environnementale. Le tropisme pathogène est 

plutôt respiratoire, mais l’IBV peut être excrété par voie digestive également. Cette excrétion peut parfois 

être détectée durant plusieurs mois dans les formes chroniques d’infection, avec probablement soit une 

réinfection continue par l’environnement associée à une mauvaise immunisation, soit une persistance et 

réactivation au niveau des caeca ou des reins (Jackwood and de Wit, 2020). L’épidémiologie des autres 

coronavirus aviaires est bien moins connue étant donnée leur découverte plus récente, mais les niveaux 

et dynamiques de prévalences observés dans les populations d’Anatidés sauvages laissent penser à des 

excrétions chroniques digestives similaires (Jonassen et al., 2005; Wille et al., 2015). Dans ces populations 

réservoirs on observe en outre une forte association de la dynamique épidémiologique des coronavirus 

et des VIA, ce qui montre leurs similarités dans les modes de transmission et de persistance. Les 

Ansériformes sauvages constituent ainsi le réservoir majeur connu à ce jour pour les coronavirus 

aviaires, essentiellement des Gammacoronavirus de l’espèce Duck coronavirus 2714 (DCoV) (Wille and 

Holmes, 2020a) mais aussi des Deltacoronavirus, qu’ils sont capables tout comme les VIA de déplacer 

dans le monde entier au gré des migrations (Muradrasoli et al., 2010; Rahman et al., 2021; Wille et al., 

2015; Wille and Holmes, 2020a). La phylogénie comparée des souches détectées dans les populations 

d’Ansériformes sauvages et dans les autres espèces sauvages et domestiques montre des échanges viraux 

avec diverses espèces aquatiques (Charadriiformes, Suliformes, Pélécaniformes) et avec les populations 

https://viralzone.expasy.org/767
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d’Ansériformes domestiques. Des « spillovers » depuis les Galliformes domestiques de souches de 

l’espèce AvCoV (notamment l’IBV) ont été identifiés chez les Ansériformes domestiques et sauvages 

(Pauly et al., 2019; Wille and Holmes, 2020a; Zhuang et al., 2015), ainsi que chez diverses autres espèces 

sauvages aquatiques et terrestres (Miłek and Blicharz-Domańska, 2018; Wille and Holmes, 2020a).  

 

Détection des coronavirus 

Les méthodes de détection et diagnostic sont similaires à celles décrites précédemment pour les autres 

virus. Les prélèvements de choix pour l’IBV sont les écouvillons trachéaux et oropharyngés, mais le 

tropisme digestif et urinaire en phase chronique peut aussi orienter vers des écouvillons cloacaux 

(Jackwood and de Wit, 2020; OIE, 2018b). Dans une optique d’étudier l’ensemble des coronavirus et en 

particulier ceux qui concernent les Ansériformes, les prélèvements cloacaux seront primordiaux. Ceux-ci 

pourront éventuellement être complétés par des prélèvements de fèces ou environnementaux 

(poussière, eau) frais dans lesquels les chances de détection de coronavirus ou du moins de leur ARN sont 

brèves mais utiles pour l’information des voies de transmissions infectieuses indirectes. Si les cultures 

virales à partir d’œufs embryonnés ou de coupes de trachées (TOC) sont toujours nécessaires pour 

caractériser l’infectiosité d’un échantillon et isoler une souche virale, la biologie moléculaire est 

aujourd’hui au centre des techniques de diagnostic direct (Jackwood and de Wit, 2020; OIE, 2018b). 

L’immunologie notamment par des kits ELISA commerciaux pour l’IBV est aussi utilisée, dans le cadre de 

la surveillance pré ou post-vaccinale en particulier. Les cibles des RT-PCR et RT-qPCR pour la détection 

et le séquençage sont variées, ciblant des régions conservées du génome pour l’ensemble des coronavirus 

(gène RdRp dans l’ORF1b ou région 5’-UTR par exemple (Chamings et al., 2018)) ou pour une espèce 

particulière comme l’IBV (OIE, 2018b). L’identification et la phylogénie des souches détectées se fait 

ensuite sur la base de la séquence RdRp, sur le gène S complet, voire sur le génome complet (Woo et al., 

2012, 2009). Les outils de métagénomique par séquençage à haut débit sans a priori ont récemment 

permis d’élargir énormément les connaissances sur les souches et hôtes de coronavirus (Liais et al., 2014; 

Ramírez-Martínez et al., 2018; Wille et al., 2019). L’épidémiologie et l’écologie des coronavirus aviaires 

similaires à celles des VIA, ainsi que les références génétiques grandissantes pour les identifier, font de 

ces virus de bons marqueurs de transmission à l’interface entre élevages et avifaune sauvage. 
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II. Méthodes d’étude des interfaces entre avifaune et élevages 
a. Étude des dynamiques spatiales et temporelles 

Les agents infectieux présentés dans le précédent chapitre sont tous partagés entre compartiments 

domestique et sauvage, soit avec un réservoir majoritairement domestique (MG, MS, C. psittaci, IBV), soit 

avec un réservoir majoritairement sauvage (VIA, coronavirus, avulavirus). Tant que les transmissions de 

ces agents aux interfaces sauvage-domestique existent, leur éradication stricte en est théoriquement 

impossible. Il est donc nécessaire de prendre en compte le compartiment sauvage dans le cadre des 

mesures de contrôle des agents infectieux partagés, d’autant plus si celui-ci est réservoir (Gortazar et al., 

2015; Gortázar et al., 2007). L’étude des interfaces sauvage-domestique commence par connaître au sens 

large l’écologie des hôtes sauvages, qui pourra être analysée en regard de l’organisation spatiale et 

temporelle des élevages considérés.  

 

i. Techniques d’étude des dynamiques spatiales et temporelles de populations 

Dans l’avifaune, les études des dynamiques spatio-temporelles de population et des phénologies de 

migration existent depuis longtemps et sur des espèces variées (Newton, 2007a). Celles-ci utilisent 

historiquement des méthodes classiques et relativement simples techniquement, notamment les 

analyses de capture-marquage-recapture (CMR) passant par le marquage individuel (bagues métalliques 

ou colorées, marquages alaires…) dont le contrôle sera direct, soit visuel soit par recapture. Pour aboutir 

à des conclusions statistiquement robustes sur les dynamiques de population, ces méthodes reposent 

donc sur la densité du réseau de bagueurs et de personnes contrôleuses (bagueurs, ornithologues, 

chasseurs…), ainsi que sur des effectifs importants d’oiseaux marqués. À l’occasion de la capture initiale, 

l’avantage de ces méthodes est de pouvoir profiter des manipulations individuelles pour accumuler des 

informations biométriques, physiologiques, voire des prélèvements à visée d’étude complémentaire 

d’ordre géographique (rapports isotopiques dans les plumes), génétique ou infectieuse (FAO, 2007). Les 

techniques de capture de l’avifaune sont variables en fonction du milieu, de la taille et du comportement 

des espèces ciblées : des grandes trappes en entonnoir pour les Anatidés, aux filets japonais pour les 

passereaux, en passant par les filets projetés ou les lassos pour les espèces vives mais de grande taille 

(FAO, 2007). Cependant, une contrainte réglementaire majeure à dépasser avant toute capture est 

l’obtention d’une autorisation officielle, délivrée en France par le Centre de Recherche sur la Biologie des 

Populations d’Oiseaux (CRBPO) du Muséum National d’Histoire Naturelle (MNHN). Toutes les espèces 

d’oiseaux sauvages en Europe sont en effet protégées par la loi, et leur capture conditionnée par une 

justification scientifique et éthique complète, dont la préparation peut prendre plusieurs mois. Afin de 

ménager au mieux le comportement et la santé des oiseaux ciblés, les captures requièrent aussi des 

compétences théoriques et techniques bien spécifiques dont les détenteurs sont relativement peu 

nombreux. Outre les contraintes techniques et réglementaires citées, les captures demandent aussi un 
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investissement de temps et de personnel important, cela d’autant plus que les effectifs ciblés sont élevés 

(Coombe et al., 2021; FAO, 2007). 

Ces dernières décennies le développement d’outils de télémétrie a permis des suivis fins et sensibles des 

déplacements individuels. La technologie la plus simple est celle reposant sur des émetteurs radio VHF 

équipés sur les animaux (au moyen de colliers, harnais ou colle), dont il faudra ensuite localiser la 

position directement sur le terrain à l’aide d’un boîtier récepteur connecté à une antenne radio (FAO, 

2007). L’avantage de cette méthode est une extrême compacité du système qui permet de l’équiper sur 

une large gamme de poids d’espèces, jusqu’à quelques grammes à ce jour. En revanche, cette compacité 

implique généralement une courte durée de fonctionnement, limitée par la taille de la batterie embarquée 

dans l’émetteur. Un autre inconvénient est que les distances de détections sont de l’ordre de quelques 

centaines de mètres au plus, selon le type d’émetteur, ce qui nécessite un quadrillage dense de la zone 

d’étude pour localiser les individus équipés, soit par des récepteurs fixes enregistrant les données soit 

par des efforts humains importants à l’aide de récepteurs mobiles. Pour pallier cet inconvénient sur une 

technologie qui est la seule permettant le suivi des plus petites espèces de par sa compacité, le réseau 

international de récepteurs fixes MOTUS (https://motus.org/) se constitue depuis quelques années, parti 

d’une initiative canadienne et se diffusant peu à peu à d’autres continents. Outre la télémétrie VHF, depuis 

ces dernières décennies se développent des technologies de télémétrie satellitaire (GPS, Argos). À la 

différence de la première, celles-ci reposent sur des émetteurs connectés à des satellites, ce qui permet 

de suivre les mouvements sur de grandes distances et quasiment en instantané. Les systèmes GPS sont 

bien plus précis en localisation, de l’ordre de la dizaine de mètres quand les balises Argos sont localisées 

à la centaine de mètres près. Ce type d’émetteurs a une durée de fonctionnement généralement plus 

longue que les VHF, de quelques mois à années, mais leur poids reste encore bien supérieur ce qui les 

réserve à des espèces de taille moyenne à grande (au-delà de 60 g environ) (FAO, 2007). La 

miniaturisation des technologies progresse cependant rapidement, et leur usage reste relativement 

adapté pour la gamme de poids de l’avifaune aquatique qui intéresse particulièrement les études d’agents 

infectieux partagés avec les élevages (FAO, 2007). Bien que ces technologies de balises soient coûteuses 

ce qui peut limiter le nombre d’individus étudiés, le comportement grégaire des Ansériformes et d’autres 

groupes taxonomiques permet d’extrapoler avec confiance des dynamiques globales à partir de quelques 

balises (Cappelle et al., 2011). Au-delà du caractère instantané de la récolte des données, ce type de 

technologie renseigne bien plus en détail les déplacements que les méthodes classiques de CMR ou de 

télémétrie VHF. Ces dernières restent cependant utiles car de faible coût, adaptables à toutes espèces, et 

la CMR en particulier s’appuie sur un historique long de données comparatives permettant d’évaluer des 

évolutions dans les dynamiques de populations inférées.  

 

https://motus.org/
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ii. Analyse et coordination globale des données écologiques de l’avifaune 

Grâce aux différents outils permettant le suivi de déplacements individuels, des modélisations 

prévisionnelles des mouvements migratoires à l’échelle de populations peuvent être faites. Les résultats 

peuvent en être affinés au fur et à mesure que des données sont récoltées. Parmi ces modélisations de 

migrations, on peut notamment citer en Europe le Migration Mapping Tool (https://euring.org/ 

research/migration-mapping-tool) supporté par la Commission Européenne et l’EFSA et développé par 

l’organisme EURING (European Union for Bird Ringing). Cet outil de modélisation est ciblé sur quelques 

espèces d’oiseaux aquatiques migrateurs réservoirs de VIA. Il permet de visualiser de manière interactive 

en ligne l’évolution saisonnière habituelle des aires de répartition globales, et ainsi d’anticiper les régions 

européennes où risqueraient d’arriver d’éventuelles souches détectées dans les régions de nidification 

(EFSA et al., 2021b; Veen et al., 2007). Dans la même idée, mais pour toutes espèces aviaires et basé sur 

des données de marquage et contrôles visuels, l’outil Vogeltrekatlas (https://vogeltrekatlas.nl/) a été 

développé par le Vogeltrekstation (centre hollandais pour la migration et la démographie des oiseaux). 

Dans un objectif de connaître l’écologie du réservoir sauvage des VIA, des études ont été réalisées par des 

équipes de recherche pour caractériser les déplacements individuels de l’avifaune aquatique, à des 

échelles de populations plus modestes mais tout aussi utiles. Par exemple, des suivis par satellite de 

diverses espèces d’Ansériformes migratrices et sédentaires en Afrique et en Asie (Bridge et al., 2014; 

Gaidet et al., 2010) ont permis de mettre en évidence des voies de migration et des sites de 

rassemblement à risque pour les déplacements et échanges de VIAHP. À plus petite échelle, un suivi 

satellitaire de canards à bosse (Sarkidiornis melanotos melanotos) dans le delta intérieur du Niger 

(Cappelle et al., 2011) a permis de caractériser spatio-temporellement l’interface et les risques de 

contacts entre cette espèce et les volailles de la région. Dans un même objectif de modéliser 

régionalement les zones et périodes à risque de contacts entre avifaune et volailles, une autre équipe a 

suivi par télémétrie satellitaire des sarcelles à ailes bleues (Spatula discors) aux Etats-Unis (Humphreys 

et al., 2021). La superposition de ces différentes échelles d’étude, les régionales complétant les 

continentales voire mondiales, est certainement un bon moyen pour appréhender au mieux la diversité 

des déplacements et comportements de l’avifaune. C’est dans ce but qu’a été développé le réseau 

international de télémétrie satellitaire ICARUS (pour International Cooperation for Animal Research 

Using Space, https://www.icarus.mpg.de/) permettant la coordination d’un nombre croissant d’études 

et de leurs résultats à l’échelle mondiale. Leur coordination passe aussi par la publication des données 

sur une base de données télémétriques (toutes technologies) en libre accès en ligne : Movebank 

(https://www.movebank.org/).  

Il est important de maintenir ces suivis des dynamiques de populations et de mouvements migratoires 

de l’avifaune, car ceux-ci sont variables d’une espèce voire d’un individu à l’autre, et d’une année à l’autre 

(Newton, 2007a). De plus, en dehors de la période de reproduction, des déplacements de population 

https://euring.org/research/migration-mapping-tool
https://euring.org/research/migration-mapping-tool
https://vogeltrekatlas.nl/
https://www.icarus.mpg.de/en
https://www.movebank.org/
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importants peuvent se produire sur l’ensemble de l’aire géographique, au gré des conditions 

météorologiques et des ressources alimentaires (Guillemain et al., 2021). Les outils de modélisation ont 

pu lier de tels mouvements opportunistes et les foyers consécutifs de VIA en élevage à des facteurs 

environnementaux de l’habitat (Yoo et al., 2021), comme par exemple des chutes de pluie abondantes 

dans une région donnée (Ferenczi et al., 2021). Mais ces facteurs environnementaux favorables sont 

complexes et encore incomplètement connus, et les multiples méthodes d’études existantes aujourd’hui 

doivent permettre de les suivre de près à l’échelle régionale voire continentale afin d’améliorer les 

prévisions de mouvements (donc de risque de transmissions infectieuses). Des outils de visualisation en 

temps réel des distributions de chaque espèce existent aujourd’hui pour suivre ces évolutions et ajuster 

au mieux les prévisions. Notamment pour l’ensemble de l’Europe, l’outil Euro Bird Portal 

(https://eurobirdportal.org/) est développé par l’association European Bird Census Council (EBCC) en 

partenariat avec les organisations ornithologiques nationales et régionales, et soutenu financièrement 

par l’EFSA pour la prévention des VIAHP. Ce dispositif rassemble l’ensemble des bases de données en 

ligne européennes, composées de simples mais multiples observations ornithologiques participatives, ce 

qui permet une visualisation directe et interactive en ligne de la distribution d’un très grand nombre 

d’espèces d’oiseaux. 

 

b. Étude écologique des interactions à l’interface avifaune-élevages  

Si les études écologiques régionales permettent d’évaluer le risque de présence de certaines espèces à 

l’interface avec les élevages, la présence d’une espèce même en nombre et fréquence importants dans 

une zone d’élevage ne signifie pas forcément que celle-ci participe à des contacts potentiellement 

infectieux. Elle peut en effet se trouver attirée par des habitats bien distincts de ceux des élevages. Afin 

de mieux préciser quelles espèces de l’avifaune peuvent participer aux contacts à l’interface avec les 

élevages avicoles, il convient donc d’établir leur répartition et leurs comportements à proximité directe 

des volailles ou de leur environnement. Ce type d’études vient généralement vérifier, objectiver et 

préciser les observations informelles faites par les éleveurs au quotidien sur leur exploitation. Elles 

permettent notamment de caractériser dans le contexte particulier des élevages étudiés les espèces 

commensales en contact plus intense, et les conditions favorables à certains contacts particulièrement à 

risque (comportement, type d’espèce, abondance).  

 

i. Inventaires de l’avifaune à l’interface 

Dans un premier temps, l’avifaune fréquentant les élevages étudiés peut être recensée pour comprendre 

son abondance et son usage des sites concernés, permettant de caractériser des espèces d’intérêt 

épidémiologique plus particulier. Ce recensement constitue la base des études ornithologiques classiques 

https://eurobirdportal.org/
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et peut être réalisé avec des méthodes simples d’observation directe, qui sont reproductibles et 

comparables entre différents milieux (Johnson, 2008; Veen et al., 2007; Whitman et al., 1997). Ces 

observations sont généralement faites à l’aide de jumelles pour une identification plus précise des 

espèces voire des sexes et âges, et peut être couplée à un recensement par écoute des cris et chants 

permettant notamment de repérer les espèces plus cryptiques. En revanche, ce travail requiert des 

connaissances et compétences ornithologiques bien particulières. Un investissement long sur le terrain 

souvent par sessions consécutives est aussi généralement requis pour mener à un recensement le plus 

représentatif possible de la population présente, et ce éventuellement à différentes périodes de l’année. 

Le dérangement comportemental causé par la présence nécessaire de l’observateur ne doit pas non plus 

être négligé dans la mise en œuvre des observations directes et dans leur interprétation. Certaines 

espèces sont en effet particulièrement promptes à repérer et éviter toute présence humaine, notamment 

celles jugées « nuisibles » de l’agriculture et faisant l’objet de mesures fréquentes d’éloignement : 

Corvidés, Laridés, Sturnidés, Rapaces.  

D’autres moyens de recensement peuvent alors être mis en place afin de compléter voire remplacer les 

observations directes sur le terrain. En particulier, les méthodes d’observation indirectes par le biais de 

caméras et pièges photographiques ont été appliquées aux études d’interfaces sauvage-domestique 

(Elbers and Gonzales, 2019; Kukielka et al., 2013; Scott et al., 2018). Ces méthodes indirectes ont 

l’avantage d’épargner du temps humain sur le terrain et d’éviter les dérangements induits, mais le temps 

de post-traitement des informations est autant voire plus long et nécessite également des connaissances 

ornithologiques pour l’identification d’espèces. En effet, les photographies ou vidéos enregistrées doivent 

être visionnées et triées pour en extraire ensuite les informations utiles sur la faune sauvage d’intérêt. 

Selon la qualité du matériel et la distance de la scène d’intérêt, les plus petites espèces peuvent être 

manquées (non-déclenchement de l’appareil, passage furtif, regard de l’observateur peu sensible) ou 

paraître difficiles à identifier avec précision. C’est en particulier le cas de l’avifaune essentiellement 

représentée par des passereaux de petite taille pour lesquels la résolution taxonomique sera parfois 

moindre (Elbers and Gonzales, 2019; Scott et al., 2018). Ces méthodes sont donc mieux adaptées à l’étude 

de gros animaux comme les ongulés ou carnivores (Kukielka et al., 2013) ou bien en des points précis 

observés à courte distance si on veut étudier de plus petites espèces. Dans le but d’évaluer l’efficacité des 

méthodes de vidéo ou piège photographique mise en place pour la détection de l’avifaune présente, le 

temps passé sur le site étudié pour l’installation et le relevage du matériel peut être mis à profit pour 

réaliser des observations directes comparatives.  

Le recensement indirect de l’avifaune peut aussi se baser sur les méthodes de capture citée pour l’étude 

des dynamiques de population. Cependant, aucune technique de capture ne permet de cibler donc de 

recenser l’ensemble des taxons de l’avifaune présents, et les espèces capturées seront généralement 

partiellement différentes de celles détectées par observations et écoutes (Whitman et al., 1997). En 
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particulier avec les techniques de filets passifs (japonais ou nasses), les espèces cryptiques seront plus 

facilement détectées. Le recensement par capture se présente donc comme une méthode complémentaire 

aux observations et écoutes (Whitman et al., 1997). Un autre avantage des captures est de pouvoir 

manipuler les animaux puis les relâcher, ce qui permet la mise en place de mesures biométriques, des 

analyses écologiques de type CMR et la pose d’équipements télémétriques évoqués précédemment. Mais 

les contraintes techniques et réglementaires, ainsi que l’orientation des captures vers certaines espèces 

n’en font pas une méthode exclusive pour inventorier l’avifaune d’un site. Les visites du site étudié à 

l’occasion des sessions de capture peuvent alors être mises à profit pour réaliser des inventaires 

complémentaires par observation directe.  

 

ii. Objectivation des interactions de l’avifaune à l’interface 

La présence d’une espèce, même en abondance, n’indique pas directement la proximité ou l’intensité des 

contacts de celle-ci avec l’élevage étudié. Ceux-ci devront donc être évalués par une seconde phase 

d’observation plus détaillée pour caractériser les espèces montrant une forte proximité avec les hôtes 

domestiques (Caron et al., 2015, 2014). Alors les observations directes peuvent être employées pour 

étudier plus spécifiquement les comportements propices aux transmissions infectieuses au niveau de 

certains points clés de l’interface. Notamment, toutes les zones de regroupement des animaux d’élevage 

(alimentation, abreuvement, hébergement) peuvent constituer des lieux d’échanges infectieux favorables 

lorsqu’ils sont fréquentés par l’avifaune commensale. Comme pour l’objectif d’inventaire, les méthodes 

d’observation directe sont alors les plus simples mais requièrent des compétences ornithologiques et un 

investissement de temps sur le terrain, et elles induisent potentiellement un dérangement par la présence 

de l’observateur. L’usage des méthodes indirectes telles que les pièges photographiques ou caméras peut 

alors être fait pour limiter ce biais. Si leur étendue limitée par le champ de vision de l’appareil utilisé ne 

permet souvent pas de recenser l’ensemble de la faune visitant un site étudié, leur positionnement en des 

points clés de l’interface peut permettre d’étudier plus précisément les interactions à la manière des 

observations directes ciblées (Elbers and Gonzales, 2019; Kukielka et al., 2013; Scott et al., 2018). 

 

iii. Détection moléculaire de l’avifaune 

Avec la démocratisation progressive des technologies de biologie moléculaire, les méthodes de détection 

d’animaux par l’ADN environnemental (ADNe) qu’ils déposent sur leur passage se développent (Deiner 

et al., 2017; Taberlet et al., 2018). Les matrices aquatiques étant plus simples à traiter par ces méthodes, 

les premières interfaces d’élevages étudiées sont en particulier celles d’élevages aquacoles (Kajtar, 2021; 

Mercaldo-Allen et al., 2021). Mais les milieux terrestres sont étudiés par ces méthodes en milieu naturel 

(Andersen et al., 2012; Leempoel et al., 2020; Ushio et al., 2017) ou agricole (Valentin et al., 2018), et leur 
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transposition pourrait être faite vers les interfaces d’élevages avicoles. En particulier pour la recherche 

d’hôtes aviaires, des séquences « codes-barres » cibles sont décrites et certaines ont été utilisées avec 

succès pour identifier une diversité d’espèces dans l’environnement naturel ou en captivité (Ushio et al., 

2018). Ces séquences génétiques ont la particularité d’être suffisamment variables entre espèces pour 

permettre leur distinction, tout en étant encadrées de portions conservées au sein du taxon ciblé (les 

oiseaux par exemple) qui permettent l’hybridation d’amorces de PCR pour l’amplification spécifique 

(Lijtmaer et al., 2012; Taberlet et al., 2018). Cette caractéristique des séquences codes-barres ciblées peut 

se retrouver en différents loci du génome des hôtes (gènes mitochondriaux en général), fournissant des 

séquences plus ou moins longues et plus ou moins discriminantes de certaines ou toutes les espèces 

étudiées. Actuellement, les séquences disponibles dans les bases de données de références sont variées, 

et les amorces correspondantes encore peu fixées (de Melo et al., 2021; Lijtmaer et al., 2012; Lohman et 

al., 2009; Patel et al., 2010; Taberlet et al., 2018). Le processus d’analyse des prélèvements de terrain 

passe d’abord par l’extraction de l’ADN, la plus douce et sensible possible pour conserver les séquences 

rares de l’échantillon. Celle-ci peut être précédée, sur le terrain ou au laboratoire, d’une étape de 

concentration afin de collecter un maximum d’ADNe dans un minimum de volume exploitable, 

augmentant ainsi la sensibilité de la méthode (Deiner et al., 2017; Lijtmaer et al., 2012; Taberlet et al., 

2018). Le simple « barcoding » consiste à identifier une séquence d’espèce unique présente par exemple 

dans un échantillon de fèces, de muscle (produit alimentaire) ou d’objets de collection (contrôles de trafic 

d’espèces aux douanes) (Hebert et al., 2004; Lijtmaer et al., 2012). Le séquençage est alors généralement 

de type Sanger, rapide et fidèle, qui est plus simple techniquement et plus largement répandu dans les 

laboratoires. Comme ce type de séquençage ne permet pas de distinguer les mélanges de séquences, les 

prélèvements de matrices complexes d’origine environnementale seront séquencés en 

« métabarcoding » par d’autres technologies dites de séquençage à haut débit, par exemple les plus 

communes reposant sur la technologie Illumina (Illumina, Inc., San Diego, California, USA). Grâce à leur 

grande sensibilité (Furlan et al., 2016; Schultz and Lance, 2015) et l’omniprésence de l’ADNe dans le 

milieu de vie des espèces recherchées (Andersen et al., 2012; Ushio et al., 2017), les méthodes de « 

métabarcoding » en tant que méthode d’observation indirecte paraissent finalement plus exhaustives que 

le piégeage photographique (Leempoel et al., 2020; Mercaldo-Allen et al., 2021). Cette sensibilité accrue 

de la détection est particulièrement marquée sur les espèces cryptiques ou difficiles à identifier par 

observations directes ou indirectes (nocturnes, petite taille…). Ainsi, par l’approche de terrain la méthode 

de « métabarcoding » sur l’ADNe est comparable à celle des observations indirectes. En effet, les 

prélèvements demandent un temps de travail bref sur le terrain, par une technique et du matériel 

généralement simples. Les prélèvements peuvent aussi être ciblés sur les points d’intérêt spécifiques de 

l’interface étudiée, permettant une caractérisation précise de celle-ci. L’avantage en comparaison des 

observations est de pouvoir s’affranchir presque entièrement de compétences ornithologiques poussées, 

puisque l’identification se fait simplement par confrontation à des bases de données existantes dont les 



 65 

espèces sont précisées. En revanche, cette méthode innovante demande un processus complexe et 

onéreux pour l’analyse en laboratoire des prélèvements, requérant aussi du matériel et des compétences 

spécifiques. Face à la diversité de matrices de prélèvement (sol, eau plus ou moins trouble, sédiments…) 

le protocole d’analyse des échantillons nécessite une mise au point spécifique préalable de la méthode, 

et ce aux différentes étapes du processus (Taberlet et al., 2018). Notamment, le choix des séquences 

codes-barres est crucial car leur détection sera plus sensible si on cible de courts fragments. En effet, 

ceux-ci seront détectables plus longtemps au cours de la dégradation de l’ADNe (par fragmentation en 

portions de plus en plus courtes), celle-ci pouvant être accélérée par l’exposition aux agresseurs physico-

chimiques de l’environnement. Si le « métabarcoding » est très exhaustif, son défaut en comparaison des 

autres méthodes de recensement est aussi un caractère peu voire non quantitatif. En effet, la quantité 

d’ADNe déposé dans l’environnement dépend de l’espèce (taille notamment), de son activité et du type 

de milieu (Taberlet et al., 2018). On peut donc considérer qu’il est seulement possible de conclure sur une 

liste des espèces présentes au site de prélèvement, sans idée de leur abondance absolue ou relative 

(Deiner et al., 2017; Taberlet et al., 2018). De plus, la résolution temporelle sur la date de visite de l’espèce 

est variable et potentiellement de plusieurs semaines à mois. Les différentes spécificités de la méthode 

de « métabarcoding » sur ADNe en font donc un bon complément aux recensements par observation, ainsi 

qu’aux observations d’interactions et de comportements à l’interface. 

 

c. Étude des agents infectieux de l’avifaune 

La connaissance préalable de l’écologie et des dynamiques de transmission des agents infectieux dans le 

compartiment sauvage (Caron et al., 2017; Munster et al., 2007; Olsen et al., 2006; Wille et al., 2015) 

permet d’apprécier le risque lié aux interactions constatées, selon les espèces et les périodes impliquées. 

Cette connaissance préalable requiert des études microbiologiques précises et de large ampleur, sur un 

spectre d’hôtes varié afin d’évaluer avec la meilleure résolution possible les prévalences d’agents 

infectieux dans ces populations. En effet, la précision des mesures faites sera plus fine si les effectifs pour 

chaque espèce ou taxon d’intérêt sont grands. L’effectif échantillonné devra être d’autant plus important 

en situation de circulation infectieuse endémique, et du fait que les populations considérées sont 

généralement très grandes dans l’avifaune (Gilot-Fromont and Rossi, 2000). Mais l’accès à des individus 

sauvages pour réaliser des prélèvements peut être particulièrement difficile pour diverses raisons 

techniques et réglementaires, aussi l’échantillonnage ou la méthode de prélèvement peuvent être adaptés 

en comparaison d’études en élevages (Gilot-Fromont and Rossi, 2000). L’analyse et l’interprétation des 

résultats de prévalences devra alors tenir compte des éventuels biais induits par cette adaptation 

méthodologique.  
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i. Échantillonnage direct sur l’avifaune 

Une des méthodes les plus répandues pour obtenir des prélèvements (écouvillons, sang, autres) 

directement sur l’avifaune est la capture. Mais les contraintes techniques et réglementaires citées plus 

haut pour cette méthode le sont d’autant plus que les effectifs à atteindre pour les prélèvements sont 

élevés (Coombe et al., 2021; FAO, 2007). Pour contourner en partie ces limites liées aux captures, leur 

usage peut être optimisé en ciblant des périodes, des espèces ou des sites d’intérêt particulier. Dans le 

cadre d’une étude d’interface sauvage-domestique, on pourra notamment cibler les captures à proximité 

de l’élevage, sur des espèces précédemment observées en interaction avec les volailles, et à des périodes 

où leur abondance a été évaluée maximale. En complément ou en remplacement des captures, des 

méthodes alternatives d’obtention des prélèvements sont alors souvent mises en place. Les tirs létaux 

sont parfois utilisés, notamment pour augmenter les effectifs sur les espèces chassables en région et 

période de chasse autorisée (Gobbo et al., 2021), ou bien sous dérogation pour obtenir rapidement des 

prélèvements en situation d’urgence (Van De Wiele et al., 2017). L’inconvénient majeur est que cette 

méthode cible essentiellement des espèces de taille moyenne à grande, omettant notamment l’essentiel 

des Passériformes qui constituent la majorité de l’avifaune commensale. 

ii. Échantillonnage indirect des matières issues de l’avifaune 

Lorsque ni les captures ni les tirs ne sont possibles sur les espèces ou le contexte ciblés, ou en complément 

de ces méthodes, il est possible d’envisager des approches indirectes par prélèvements 

environnementaux. Les gains de temps administratifs et sur le terrain peuvent être considérables 

permettant d’échantillonner des effectifs importants (Coombe et al., 2021). La diversité des sources de 

prélèvements, évoquée précédemment (Prélèvements pour la détection directe de VIA – p 29), offre de 

nombreuses possibilités d’adaptation selon le contexte et les espèces ciblés. Dans un contexte d’étude 

infectieuse d’une interface sauvage-domestique, les résultats issus de prélèvements environnementaux 

fourniront en outre des informations intéressantes sur les potentielles voies de transmission indirectes. 

Cette approche peut aussi être couplée sur les mêmes prélèvements de surfaces, d’eau ou de sol à une 

détection moléculaire des hôtes aviaires par « métabarcoding », optimisant ainsi l’usage des échantillons 

et du temps passé à les récolter. Les deux approches existent mais n’ont cependant jamais été couplées 

pour des études d’agents infectieux et de leurs hôtes aviaires (Coombe et al., 2021; Densmore et al., 2017; 

Ushio et al., 2018; Xie et al., 2017). Sur des prélèvements environnementaux monospécifiques (fientes ou 

plumes par exemple), le « barcoding » pourra permettre d’identifier avec certitude l’espèce hôte 

(Torrontegi et al., 2019). 

 

iii. Méthodes d’analyses microbiologiques adaptées aux interfaces 

Outre la multiplicité complémentaire des types de prélèvements pour étudier les agents infectieux de 

l’avifaune, les recherches infectieuses ciblées peuvent porter sur une large gamme d’espèces virales ou 
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bactériennes pour accroître les chances de détection (voir partie Agents infectieux marqueurs des voies de 

transmissions directes et indirectes – p 39). Cette recherche ciblée mais à large spectre permet ainsi 

d’optimiser l’usage de prélèvements issus de l’avifaune qui sont parfois difficiles à collecter, et dont les 

prévalences et charges infectieuses peuvent être faibles.  

Une autre approche de détection d’agents infectieux sans a priori se développe actuellement avec la 

démocratisation des analyses de séquençage à haut débit. La détection et l’identification d’agents 

infectieux peuvent ainsi se faire en parallèle et de manière non ciblée, couvrant simultanément 

l’ensemble du pathobiome (l’écosystème des agents infectieux viraux et bactériens), du microbiome 

(l’écosystème bactérien) (Knutie and Gotanda, 2018; Kreisinger et al., 2015) ou du virome (l’écosystème 

des virus) (Ramírez-Martínez et al., 2018; Wille et al., 2019). La comparaison de virome pour identifier 

les transmissions entre compartiments a été notamment utilisée avec des résultats prometteurs à des 

interfaces sauvages-domestiques végétales (Ma et al., 2020). Chez les hôtes aviaires, la comparaison a été 

faite pour le moment entre espèces sauvages sympatriques (Ramírez-Martínez et al., 2018; Wille et al., 

2019). Le microbiome zoonotique de rongeurs a aussi été étudié à l’interface sauvage-domestique (Jahan 

et al., 2021). Menant fréquemment à l’identification d’agents infectieux nouveaux dans les espèces 

sauvages encore peu étudiées, et mettant en évidence des échanges infectieux entre espèces, ces 

approches complexes offriraient donc certainement des réponses intéressantes à l’interface entre 

avifaune et volailles.  

Mais la grande diversité microbiologique méconnue que révèlent en particulier les analyses 

métagénomiques dans les populations sauvages soulignent aussi l’importance de confirmer et typer 

finement les souches d’agents infectieux détectées. Les tests utilisés couramment en laboratoire pour la 

détection sont en effet généralement développés pour des besoins de diagnostic sur les animaux 

d’élevage, et leur spécificité souvent éprouvée seulement sur le panel de souches connues dans les 

espèces domestiques. De plus, dans le but de confirmer les échanges infectieux entre compartiments 

d’une interface il est nécessaire de valider par typage la similarité (ou non) des souches présentes de part 

et d’autre. Ces souches étant donc potentiellement variées dans le compartiment sauvage, voire aussi 

dans le compartiment domestique à son contact, le typage devra être suffisamment fin pour tenir compte 

et discriminer la diversité possible. 
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B. Contextes économique, sanitaire et écologique spécifiques des 
élevages avicoles du Sud-Ouest de la France 

I. Description de la filière avicole et palmipèdes du Sud-Ouest de la France 
a. Un bassin économique historiquement important 

Un des gros bassins de production de volailles en France se trouve dans le Sud-Ouest (Agreste, la 

statistique agricole, 2020c; Delpont et al., 2021) (Figure 16). À la différence des autres bassins français, 

la production de volailles y est généralement le type d’élevage majoritaire sur les communes concernées 

(Figure 16). Le système de production dans le Sud-Ouest est plutôt orienté sur des modèles de qualité 

supérieure, suivant des méthodes dites traditionnelles (« volailles fermières »), et dont une part majeure 

est valorisée par divers signes officiels de la qualité et de l’origine (SIQO) c’est-à-dire AOC/AOP, IGP 

(Tableau 1), biologique ou Label Rouge. Ces SIQO comprennent essentiellement des systèmes en plein air 

avec des souches à croissance lente (INAO et al., 2019; IRQUALIM et al., 2018), et beaucoup sont de petite 

taille avec une activité réalisée par une main-d’œuvre à près de trois quarts d’origine familiale (Agreste, 

la statistique agricole, 2010). Ainsi, en Nouvelle-Aquitaine 55% des élevages de volailles-œufs et 65% des 

élevages de palmipèdes gras produisent sous SIQO (hors biologique car les chiffres sont agrégées 

différemment) (INAO et al., 2019), tandis qu’en Occitanie 39% des volumes produits en volailles de chair 

et 78% en palmipèdes gras sont labellisés sous SIQO hors biologique (IRQUALIM et al., 2018). La part des 

productions sous SIQO en Nouvelle Aquitaine représente aussi pour la France 16% des volailles et 71% 

des palmipèdes gras. De plus grandes exploitations dites « standard » non labellisées existent aussi sur la 

région. Par exemple en Nouvelle-Aquitaine, les SIQO représentent seulement 18% du volume produit de 

volailles galliformes et 20% pour les palmipèdes gras (INAO et al., 2019).  

Figure 16 - Répartition géographique des élevages de volailles et de leur part économique en France.  
a – Type d’élevage majoritaire (par nombre d’exploitations) par commune, issue de la cartographie Articque 
(https://cdonline.articque.com/share/display/regions-elevages, 2021).  
b – Densité d’élevages de volailles par km², issue de Delpont et al., 2021. 

https://cdonline.articque.com/share/display/regions-elevages
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Tableau 1 - Principales appellations IGP de volailles du Sud-Ouest.  
Source https://www.inao.gouv.fr/, 2021. 

 
Nouvelle-Aquitaine Deux régions Occitanie 

Principales 
appellations IGP 

Volailles des Landes 
Volailles de Challans 

Volailles de Cholet  
Volailles de Vendée 

Volailles du Val de Sèvres 

Volailles des Landes 

Volailles du Béarn  

Canard à foie gras du Sud-Ouest 
Oie du Sud-Ouest 

Poulet du Périgord 

Poularde du Périgord 
Chapon du Périgord 

Volailles de Gascogne 

Poulet des Cévennes 
Chapon des Cévennes 

Volailles du Gers 

Volailles du Languedoc  
Volailles du Lauragais 

 

Ces chiffres des volailles de qualité produites dans le Sud-Ouest démontrent également la part 

prépondérante de ce bassin dans la production nationale de palmipèdes gras, en majorité des canards, et 

élevés sous appellation. Le bassin Sud-Ouest représente ainsi près de 80% de la production de 

palmipèdes gras française, qui représente elle-même 70% de la production mondiale (Agreste, la 

statistique agricole, 2020c, 2015, 2010), faisant de la France et de la région Sud-Ouest un des pôles 

majeurs de production mondiale de canards (FAO, 2021) (Figure 17).  

Figure 17 - Distribution géographique mondiale et nationale des canards d'élevage.  
Les continents non figurés comportent des effectifs et densités non significatifs en comparaison de l’Europe et du 
Sud-Est asiatique. Issue de https://empres-i.apps.fao.org/, 2021. 

La production de palmipèdes gras fait partie intégrante de la culture traditionnelle régionale depuis des 

siècles, mentionnée dans la littérature dès le XVIIIème siècle mais certainement fondée depuis au moins le 

XVIème siècle grâce à l’installation de populations juives dans différentes parties de l’Europe dont le Sud-

Ouest de la France (Guémené and Guy, 2004; Mognard, 2011). Le foie gras était alors un mets très fin 

https://www.inao.gouv.fr/
https://empres-i.apps.fao.org/
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digne des tables nobles, dont les quantités produites étaient restreintes par la taille des élevages et le 

travail de gavage manuel. La tradition de la production de foie gras et de volailles grasses s’ancre ensuite 

particulièrement dans le Sud-Ouest grâce à trois facteurs principaux (Guémené and Guy, 2004; INAO, 

2021; Mognard, 2011; PALSO, 2021) : 

- Le système agro-économique régional traditionnellement organisé en métayages en petites 

exploitations favorisant l’élevage de volailles plutôt que d’autres animaux ; 

- La culture du maïs particulièrement ancrée dans la région depuis les conquêtes américaines, qui 

permettra d’améliorer la qualité et l’efficacité de l’engraissement ; 

- La conservation de la viande confite par le gras de palmipèdes qui était à l’époque le seul moyen 

de préservation dans la région. 

Progressivement, les techniques d’élevage, d’engraissement et de conservation s’optimisent dans la 

filière locale (Guémené and Guy, 2004). Notamment, le changement vers une espèce plus rentable. En 

effet, l’espèce principalement élevée et engraissée depuis l’Antiquité et le Moyen-Âge pour son foie était 

l’oie (Anser anser) (Mognard, 2011), mais son élevage est long et technique, ses capacités reproductives 

modérées, et sa co-production carnée peu valorisable. Au moment du développement de la production 

au XXème siècle, les canards plus simples à élever ont donc été alternativement utilisés. En particulier, les 

mâles de canards mulards ont été sélectionnés, issus de croisements entre canard de barbarie (Cairina 

moschata) pour la chair et cane de race Pékin ou Rouen (Anas platyrhynchos) pour les facilités de 

reproduction (Guémené and Guy, 2004). Ces révolutions zootechniques associées au développement des 

méthodes de conservation (stérilisation, réfrigération) et à l’essor du commerce et des transports au 

XXème siècle ont permis un accroissement et une exportation de la production à l’international. Cela a 

entraîné une démocratisation de la consommation jusqu’aux années 2010 (Figure 18), et en 

principalement en France où plus de 90% de la population dit consommer du foie gras en particulier à la 

période des fêtes de fin d’année (CIFOG, 2020). Depuis 1985, la production de foies gras a ainsi été 

multipliée par quatre (de 5 000 t par an en 1985 à 20 000 t au pic en 2011), bien que freinée par les 

dernières crises sanitaires d’IAHP à partir de 2015 (Agreste, la statistique agricole, 2020c). La tradition 

n’a pourtant été officialisée et protégée qu’à partir des années 2000. Ainsi en 2000 a été créée 

l’appellation IGP « Canard à Foie Gras du Sud-Ouest » (INAO, 2021), puis en 2006 la production a été 

déclarée « patrimoine gastronomique et culturel français » par la loi nationale (Code rural, 2006).  
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Figure 18 - Évolution de l’économie des foies gras de canard et oie en France de 1985 à 2019.  
Issue de Agreste, la statistique agricole, 2020b. 

 

Le développement de la production observé depuis la fin du XXème siècle s’est accompagné d’une 

structuration forte de la filière palmipèdes gras. La concentration régionale d’élevages de même type 

permet en effet de mettre en commun des compétences et du matériel spécialisés, réalisant ainsi des 

économies d’échelle. On retrouve ainsi une majorité de petites exploitations évoquées précédemment, 

mais dont la taille tend à augmenter tandis que le nombre diminue (Agreste, la statistique agricole, 2010). 

Ces exploitations sont souvent organisées en systèmes intégrés permettant une fragmentation 

géographique et une spécialisation des étapes distinctes de production (élevage, engraissement, 

abattage). Si beaucoup d’exploitations sont autarciques et travaillent indépendamment du caneton à 

l’abattage, la majorité coopèrent toutefois avec d’autres pour au moins une phase de l’élevage, réalisant 

ainsi des flux importants de matériel et d’animaux entre elles et parfois sur de grandes distances 

géographiques (Delpont et al., 2018; Guinat et al., 2020b) (Figure 19). En dehors de ces éléments, le 

personnel spécialisé dans les interventions sanitaires et techniques (attrapeurs, vaccinateurs, gaveurs, 

transporteurs par exemple) peut aussi être amené à connecter différents élevages de la région (Figure 

19). Il est ainsi estimé que la filière des palmipèdes gras française génère aujourd’hui près de 100 000 

emplois directs et indirects, de la production à la distribution (CIFOG, 2021), distribués en un millefeuille 

complexe de réseaux interconnectés. 
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Figure 19 - Schéma d'un cycle de production typique de canards mulards à foie gras.  
Les illustrations photographiques montrent le type de logement des canards à chaque phase de leur vie (crédits 
personnels). En orange sont figurés les changements de site obligatoires (trait plein) ou facultatifs pour les sites 
éleveurs et engraisseurs (trait pointillé), avec les potentielles réunions ou dispersions inter-sites des flux d’animaux 
figurées par les flèches. En vert sont figurées les interventions sanitaires ou zootechniques nécessitant la 
manipulation des animaux. 

 

b. Principes de la production de palmipèdes gras 

Techniquement, la production sous l’IGP « Canard à Foie Gras du Sud-Ouest » (la majorité donc) suit des 

critères bien spécifiques définis par le cahier des charges officiel (INAO, 2021). Ainsi, les produits de 

viande, cœurs, gésiers ou foie, crus ou cuits, doivent être issus d’un canard de barbarie ou mulard mâle 

qui a été élevé, abattu et transformé dans la zone géographique de l’IGP (Chalosse, Gascogne, Gers, 

Landes, Périgord, Quercy). Ce canard rustique aura été élevé en plein air quasiment depuis son arrivée 

en élevage à un jour et durant 11 à 14 semaines minimum (Figure 19), se nourrissant de maïs du Sud-

Ouest et des aliments glanés sur le parcours extérieur. Âgé d’au minimum 81 jours et pesant au moins 

3,5 kg, le canard sera ensuite engraissé par gavage, exclusivement au maïs du Sud-Ouest, distribué matin 

et soir durant 10 à 14 jours. L’abattage se fait immédiatement en fin d’engraissement pour que le foie 

conserve un maximum de lipides, celui-ci devant peser au minimum 350 g pour être certifié à l’IGP ou 

300 g pour être qualifié de « foie gras » mais avec des objectifs plutôt vers 500-600 g (Guémené and Guy, 

2004; INAO, 2021; INRAE et al., 2011; PALSO, 2021). Cette formation de foie gras repose sur une capacité 

physiologique des oiseaux à synthétiser des lipides (lipogenèse) dans le foie, par un mécanisme de 

stéatose hépatique (accumulation de triglycérides dans les hépatocytes) réversible. Ce métabolisme 

lipidique particulier est activé par l’hyperphagie d’aliments riches en amidon et pauvres en protéines et 

en choline (Litt et al., 2021), tel que le maïs. Pour accélérer et optimiser l’engraissement et réduire ainsi 
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la durée de cette phase d’élevage fastidieuse et contraignante, les animaux sont restreints dans leurs 

déplacements dans des bâtiments fermés. Les critères européens de bien-être animal ont mené à 

interdire l’hébergement en cages individuelles depuis 2011, et les canards sont donc aujourd’hui logés 

soit par groupes de 3-10 individus en cages surélevées (système majoritaire), soit par 15-25 individus 

dans des parcs au sol (Figure 19). Le confort thermique et d’ambiance de l’hébergement, ainsi que la 

technique de gavage sont optimisés par les exploitants engraisseurs, pour lesquels ces éléments sont en 

plus primordiaux par leur impact direct sur la santé des animaux et la qualité des produits (Guémené and 

Guy, 2004; Litt et al., 2021). Cependant, les contraintes imposées aux animaux durant cette phase 

d’engraissement (logement confiné et dense, associé à la manipulation quotidienne pour forcer une 

ingestion d’aliment excédentaire) sont contraires aux exigences européennes en termes de bien-être 

énoncées dans la directive 98/58/CE (Conseil de l’Europe, 1998; Litt et al., 2021). C’est pourquoi la 

production de foie gras européenne est aujourd’hui limitée aux pays historiquement producteurs (la 

France, la Hongrie, la Bulgarie, l’Espagne et la Belgique), tandis que le Comité Permanent de la Convention 

Européenne sur la protection des animaux dans les élevages a émis le 22 juin 1999 des recommandations 

spécifiques sur les conditions d’élevage de palmipèdes, ainsi que des recommandations vis-à-vis des pays 

producteurs de foie gras pour raffiner les méthodes de production. Ceux-ci sont ainsi conviés à étudier 

les impacts physiologiques et éthiques du gavage, ainsi qu’à travailler à la recherche et au développement 

de méthodes alternatives (Conseil de l’Europe, 1999).  

 

II. Épidémiologie des principaux agents infectieux impactant les canards 
gras 

a. Épidémiologie et transmissions intra-élevage  

Les canards mulards de par leur rusticité génétique sont plus résistants que les autres espèces d’élevage 

aux agents infectieux, viraux en particulier. Cependant, divers facteurs génétiques, environnementaux et 

zootechniques particuliers à la filière foie gras les prédisposent à certaines infections (INRAE et al., 2011). 

En effet, les modes d’élevage à chaque phase du cycle de vie des canards et l’organisation technico-

économique fragmentée de la filière sont favorables à la circulation d’agents infectieux à l’échelle des 

exploitations et de la région. 

Durant la phase de démarrage (deux à quatre semaines), les jeunes canetons plus fragiles et confinés en 

canetonnières chauffées sont sensibles à des infections notamment par les bactéries du genre 

Streptococcus (syndrome mortalité du jeune caneton, par septicémie), par Aspergillus fumigatus 

(aspergillose, atteinte respiratoire), par la bactérie Riemerella anatipestifer (riemerellose, septicémie et 

dépérissement), par la bactérie Pasteurella multocida (pasteurellose ou choléra aviaire, septicémies 

aigues à chroniques), ou encore par le Goose parvovirus (maladie de Derzsy, syndrome nanisme bec court, 

croissance hétérogène, dépérissement). Plus tard au cours de la phase de pré-engraissement en plein air 
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(2-4 à 11-16 semaines), l’exposition et la sensibilité aux infections évoluent, tandis que certaines 

infections contractées au démarrage peuvent se révéler suite à l’incubation et aux changements 

environnementaux. On observe notamment encore des infections à Pasteurella multocida, ainsi que des 

syndromes coryza (rhinite) et respiratoires chroniques non spécifiques, dus à divers agents concomitants 

et souvent non identifiés, tels que probablement les mycoplasmes du canard dont Mycoplasma anatis, et 

peut-être rarement Chlamydia psittaci dont les canards sont massivement porteurs asymptomatiques 

(Vorimore et al., 2015). Ces affections des canards plus âgés sont généralement subcliniques et 

inaperçues, mais peuvent devenir pathologiques parfois tardivement après l’inoculation à la faveur de 

facteurs environnementaux, d’un stress (manipulations, compétition alimentaire…) ou d’éventuelles 

coinfections. C’est pourquoi en phase d’engraissement les maladies infectieuses deviennent plus 

nombreuses, avec le stress du changement de site additionné des manipulations quotidiennes qui 

interviennent en fin d’élevage. Le confinement et le matériel partagé peuvent favoriser le développement 

et la circulation d’agents pathogènes respiratoires à transmission directe et aérienne dont certains des 

lots regroupés peuvent être préalablement porteurs asymptomatiques. Le stress et le changement 

alimentaire peuvent aussi déclencher des syndromes de choléra à pasteurelles (la mortalité peut être très 

élevée) ou des entérites multifactorielles. L’intervention spécifique de gavage peut aussi favoriser les 

affections dues à la levure Candida albicans, agent pathogène opportuniste de la flore digestive qui se 

développe au gré de déséquilibres microbiens en particulier au niveau de l’œsophage et du jabot qui sont 

alors très sollicités. Pour cet agent comme pour la vaste majorité des autres infections, la prévention 

passe essentiellement par la maîtrise zootechnique des facteurs de risque tels que la régulation de la flore 

microbienne lactique, l’hygiène du matériel et du logement (litière, ventilation), la propreté et la qualité 

de l’aliment et de l’eau. Pour les agents particulièrement difficiles à maîtriser et provoquant des pertes 

importantes, des solutions thérapeutiques sont employées, telles que l’antibiothérapie ciblée (souvent 

dans l’eau de boisson ou l’aliment), ou encore des vaccins commerciaux (Derzsy, pasteurelles) ou des 

autovaccins ciblant les sérotypes circulants isolés dans l’élevage (pasteurelles, riemerella) (INRAE et al., 

2011) (Figure 19). 

Ces divers agents infectieux, pathogènes ou non, auxquels sont soumis les canards gras durant leur vie 

sont généralement transmis et maintenus d’un lot à l’autre au sein d’un élevage grâce à leur persistance 

environnementale et sur le matériel (outils, machines, équipement du personnel) qui passe d’un bâtiment 

à l’autre. En effet, l’idéal théorique des mesures de biosécurité permettant de briser ces chaînes de 

transmission est très souvent confronté aux contraintes techniques et à l’observance des éleveurs, en 

particulier dans les élevages de petite taille et en plein air, et en particulier dans les élevages de canards 

qui sont la plupart du temps peu affectés par ces infections (Delpont et al., 2021, 2018). Une fois introduits 

dans un lot, les agents infectieux s’y disséminent ensuite rapidement (Vergne et al., 2021; Vorimore et al., 

2015) par les différents modes de transmission grâce aux facteurs favorisants suivants : (i) nombreux 
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contacts directs lors des interactions sociales et la vie en promiscuité ; (ii) accumulation de fèces humides 

en particulier dans les bâtiments et autour des points d’intérêt (eau, aliment) ; (iii) comportement 

hydrophile des canards qui se plaisent à se baigner et filtrer avec leur bec dans toutes les eaux de surface 

où persistent le mieux les virus et bactéries. Des infections asymptomatiques peuvent ainsi circuler 

facilement d’un lot à l’autre et se répandre massivement par transmission intra-lot, comme on l’observe 

avec Chlamydia psittaci (Hulin et al., 2016; Vorimore et al., 2015).  

 

b. Épidémiologie et transmissions inter-élevages  

Outre les transmissions et la maintenance intra-élevage des agents infectieux, les nombreux et complexes 

flux d’animaux et de matériel dans le réseau de la filière en favorisent la diffusion inter-élevages. Ce 

phénomène a été particulièrement révélé lors des dernières crises d’IAHP, le virus se répandant comme 

une traînée de poudre au sein des élevages de canards gras du Sud-Ouest en suivant directement et 

principalement les liens de filière (Briand et al., 2021; Guinat et al., 2020b, 2019; Le Bouquin et al., 2016) 

(Figure 20). Ce phénomène survient particulièrement au moment de la mise à l’engraissement, où les lots 

(généralement de milliers de têtes) d’un élevage de canards prêts-à-engraisser sont subdivisés parmi 

différents sites d’engraissement où ils sont ensuite fréquemment rassemblés avec des lots d’autres 

origines (Figure 19). Comme également de nombreux sites d’engraissement sont aussi éleveurs, des 

transmissions indirectes par les matériaux ou l’environnement peuvent se faire au passage d’un 

transporteur sur le site. Bien sûr, des mesures de biosécurité idéalement appliquées en entrée et sortie 

d’élevage devraient drastiquement réduire le risque de diffusions infectieuses, mais comme évoqué 

précédemment celles-ci souffrent toujours de failles techniques ou humaines qui permettent une 

persistance microbiologique dont les VIAHP hautement infectieux ont de toute évidence aisément profité 

(Delpont et al., 2018; Guinat et al., 2020a; Huneau-Salaün et al., 2022; Ssematimba et al., 2013). Un facteur 

certainement accélérateur de la diffusion infectieuse dans le Sud-Ouest est la cohabitation spatiale 

d’élevages de tailles et de spécialisations variées, impliquant une sensibilisation et une observance 

variables de la biosécurité (Delpont et al., 2021). Cette variabilité existe au sein de la filière palmipèdes 

gras, mais aussi dans d’autres productions de volailles dont les densités sont importantes sur la région. 

Ainsi, des liens directs ou indirects avec les volailles de basse-cour peu biosécurisées (Souvestre et al., 

2021) ou avec d’autres espèces d’élevages commerciaux généralement plus biosécurisés (Delpont et al., 

2021) sont présents et permettent des transmissions infectieuses dont de VIAHP (Guinat et al., 2018; 

Souvestre et al., 2019), bien que plus sporadiques en comparaison des flux massifs que représente le 

réseau de la filière palmipèdes gras.  
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Figure 20 - Nombre et distribution géographique des cas sauvages et domestiques d'IAHP en France de 2016 
à 2021.  
a – Évolution temporelle du nombre de cas entre la semaine 43 de 2016 (26 octobre) et la semaine 14 de 2021 (01 
mai).  
b – Distribution géographique de ces cas en France.  
Issue de la carte interactive de la Veille Sanitaire Internationale de la plateforme ESA (https://shiny-
public.anses.fr/shiny-vsi/). 

La densité et l’interconnexion des élevages de volailles dans la région Sud-Ouest et en particulier dans le 

bassin de Chalosse, ont ainsi amené les autorités sanitaires de la DGAL à classer ce dernier comme zone 

à risque de diffusion (ZRD) (DGAL, 2021c) (Figure 21). Ces zones géographiques ont été établies suite à 

l’épidémie de 2020-2021 sur la base des données épidémiologiques et de densités d’élevages y montrant 

une probabilité de diffusion de virus entre élevages supérieure au reste du territoire. L’objectif est d’y 

renforcer les mesures de biosécurité et de surveillance en période à risque d’IAHP, afin de prévenir et 

détecter précocement les éventuels foyers en élevages. En effet, c’est notamment à cause de ces facteurs 

favorables intra et inter-élevages que les dernières épidémies d’IAHP des hivers 2015-2016 (H5N1 FP 

européen variant HP), 2016-2017 (H5N8 2.3.4.4b d’Asie) et 2020-2021 (H5N8 2.3.4.4b) ont tout 

particulièrement impacté le Sud-Ouest et sa filière palmipèdes gras (EFSA et al., 2021a, 2017; Le Bouquin 

et al., 2016). L’épisode de l’hiver 2020-2021 a été le plus dévastateur avec plus de deux millions de 

volailles infectées sur 492 foyers en France (contre 77 en 2016 et 484 en 2017), dont 475 dans le Sud-

Ouest, auxquels s’ajoutent les abattages préventifs en zones périphériques aux foyers (Anses, 2021; EFSA 

et al., 2021b) (Figure 20).  

https://shiny-public.anses.fr/shiny-vsi/
https://shiny-public.anses.fr/shiny-vsi/
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Figure 21 - Répartition géographique des zones à risque d'IAHP.  
Les Zones à risque particulier (ZRP) correspondent à un risque supérieur d’introduction par l’avifaune aquatique, 
et les Zones à risque de Diffusion (ZRD) correspondent à un risque supérieur de diffusion inter-élevages une fois 
l’introduction survenue. Ces zones font l’objet de mesures sanitaires réglementaires supplémentaires (surveillance, 
biosécurité, autorisation) durant les périodes à risque d’IAHP telles que décrétées par la DGAL, et ce vis-à-vis de 
diverses activités en lien avec des oiseaux captifs (volailles, gibiers, oiseaux d’ornement) pour leur élevage, leur 
transport, ou leur rassemblement. DGAL, 2021. 

Provoquées par différents réassortants de sous-type H5 et de même clade (Beerens et al., 2017; King et 

al., 2021), les épidémies de 2016-2017 et 2020-2021 ont été toutes deux initiées par une introduction du 

VIAHP dans la filière régionale a priori par le réservoir sauvage, à la suite des déplacements migratoires 

descendants en début d’hiver depuis l’Europe du Nord eux-mêmes provenant d’Asie centrale en début 

d’automne (Anses, 2021; EFSA et al., 2021a, 2017; Guillemain et al., 2021). Ces introductions dans le 

secteur domestique et particulièrement dans les élevages de palmipèdes gras sont alors hautement 

favorisées par différents facteurs. Géographiquement d’abord, les introductions du compartiment 

sauvage vers domestique sont hautement plus probables à proximité de zones humides où l’avifaune 

réservoir est abondante et circule de façon dense (Paul et al., 2014; Velkers et al., 2020), pouvant alors 

infecter les élevages par contact direct ou par contamination environnementale. Ainsi, les foyers index 

en élevage sont toujours situés dans ou à proximité de milieux favorables aux Ansériformes sauvages 

migrateurs (Anses, 2021). Ce risque géographique a conduit en 2016, en accord avec les données 

ornithologiques et l’expertise de l’OFB, à établir des zones à risque particulier (ZRP), où le risque 

d’introduction par la faune sauvage est plus élevé, ce qui demande comme pour les ZRD un renforcement 

des mesures sanitaires en période à risque d’IAHP (DGAL, 2016b). Le bassin avicole du Sud-Ouest et sa 

ZRD se situe ainsi entre différentes ZRP (Figure 21), favorisant l’entrée puis la propagation infectieuse 
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aux élevages. Outre cette proximité avec des ZRP, la situation géographique entre littoral Atlantique et 

piémont pyrénéen favorise également un climat humide et un réseau hydrographique développé (voir 

paragraphe suivant), facilitateurs pour la persistance infectieuse dans l’environnement et la circulation 

diffuse de l’avifaune aquatique. Le risque d’introduction dans le compartiment domestique n’y est donc 

jamais nul même à distance des ZRP. Si la France et en particulier le Sud-Ouest voient les cas sauvages 

arriver plus tardivement et plus sporadiquement que d’autres pays comme les Pays-Bas, l’Allemagne ou 

le Danemark (Anses, 2021; EFSA et al., 2021a), la moindre contamination du réservoir sauvage peut 

suffire à provoquer quelques introductions grâce aux autres facteurs favorisant. Un second facteur de 

risque pour l’introduction dans la filière palmipèdes gras est aussi l’excellente réceptivité de ces espèces 

domestiques pour les VIA, nécessitant une faible charge virale pour déclencher une infection. Ainsi même 

une moindre contamination environnementale ou un contact peu intense (distant ou de peu d’individus) 

suffisent à contaminer un élevage. À cela s’ajoute un troisième facteur intrinsèque au mode d’élevage de 

la filière palmipèdes gras, reposant sur une phase de plein air intégral de plusieurs semaines qui 

augmente fortement le cumul de risque d’exposition à des agents infectieux aviaires par contacts ou par 

l’environnement (Koch and Elbers, 2006).  

Si les facteurs favorisant l’introduction infectieuse depuis l’avifaune sont particulièrement remarqués 

dans l’initiation des épidémies d’IAHP, ils permettent aussi des échanges mutuels d’autres agents 

infectieux que les VIAHP à l’interface entre avifaune et palmipèdes gras. Ainsi, cette filière montre une 

forte prévalence de VIAFP de sous-types H5 ou H7 (souvent au-delà de 5% et jusqu’à plus de 30%) à 

l’échelle européenne (Gonzales et al., 2010), tandis que les analyses phylogénétiques montrent des 

introductions distinctes depuis le réservoir sauvage (Cherbonnel et al., 2007; Marinova‐Petkova et al., 

2016). L’écologie similaire entre VIAFP et VIAHP permet d’utiliser localement l’épidémiologie des 

premiers pour identifier et mieux cibler les mesures de prévention sur les sites à risque d’introduction 

ou de diffusion. C’est sur cette idée que s’est mise en place une surveillance de grande envergure des VIA 

au sein de la filière palmipèdes gras depuis 2018, motivée par la Commission Européenne et mettant en 

commun les compétences de l’Anses (et son LNR influenza à Ploufragan), de l’ENV), et du CIFOG (DGAL, 

2021a, 2018). Ce dispositif prévoit ainsi le dépistage virologique par autocontrôle (à la charge des 

opérateurs) de 20 individus de chaque lot de palmipèdes prêts-à-engraisser avant leur mouvement vers 

un site d’engraissement extérieur à l’élevage d’origine. Grâce à cette surveillance, le site foyer index 

régional de décembre 2020 dans les Landes avait par exemple été systématiquement identifié infecté de 

VIAFP sur les lots des hivers précédents, démontrant une exposition particulière de cet élevage à 

l’introduction de VIA (Anses, 2021). S’ils ont lieu pour les VIA très surveillés, on imagine que de tels 

échanges infectieux entre compartiments sauvage et domestique dans la région peuvent se produire pour 

une variété d’autres agents infectieux décrits précédemment. 
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Au-delà des risques économiques que représentent les introductions et circulations infectieuses variées 

dans la filière palmipèdes gras du Sud-Ouest de la France, se pose aussi un risque important de santé 

publique. En effet, l’organisation et le mode d’élevage impliquent de nombreuses interventions humaines 

nécessitant la manipulation des animaux (Figure 19). Les manipulations sont quotidiennes en particulier 

en fin d’élevage au moment de l’engraissement, tandis que les oiseaux ont cumulé plusieurs semaines 

d’expositions infectieuses en plein air et peuvent présenter une excrétion renforcée à la faveur du stress 

induit. Les manipulateurs de gavage et d’abattoir (accrochage et plumage surtout) se trouvent alors 

particulièrement à risque d’être exposés aux agents infectieux des palmipèdes. Par conséquent, 

Chlamydia psittaci a été à de multiples occasions identifiée chez des personnes exposées dans la filière 

foie gras, provoquant parfois des symptômes graves (Laroucau et al., 2009; Vorimore et al., 2015). La 

sensibilisation à la protection des agents exposés aux canards ou à leur environnement direct durant les 

diverses interventions est donc primordiale pour prévenir des maladies professionnelles débilitantes 

(Hulin, 2016; Sraka, 2004). Si les infections à chlamydia parfois symptomatiques révèlent la forte 

exposition des professionnels de la filière, celle-ci pourrait avoir lieu avec tout autre agent zoonotique. 

La circulation importante de VIAHP chez les palmipèdes gras pourrait ainsi représenter un risque 

sanitaire humain potentiel en cas d’évolution zoonotique d’une souche, notamment celles du clade 

2.3.4.4.b circulant répétitivement et dont le potentiel d’une telle évolution est reconnu (Shi and Gao, 

2021). Cela constitue un des motifs de la lutte contre l’introduction de ces virus dans le secteur 

domestique, immense réservoir d’émergences de possibles variants viraux et très proche de l’Homme. 

Dans ce contexte, et afin d’accompagner scientifiquement et techniquement les progrès nécessaires en 

termes de biosécurité en élevages avicoles, la Chaire de Biosécurité Aviaire a été construite en octobre 

2016 à l’initiative de l’ENVT. En partenariat avec différents autres acteurs publics (INRA, ANSES, ONCFS, 

DGAL) et les organisations professionnelles (SNGTV, CIFOG, GDS France, ITAVI), ce dispositif de plusieurs 

années vise à faire face globalement et durablement aux enjeux de biosécurité dans la filière. Le dispositif 

a ainsi pour objectifs de contribuer à la formation et à la recherche dans ce domaine, mettant un accent 

particulier sur les élevages de palmipèdes gras (DGAL, 2016c). 

 

III. Description écologique et épidémiologie de l’avifaune sauvage locale  
a. Écologie des populations d’oiseaux sauvages du Sud-Ouest de la France 

La situation géographique de la région du Sud-Ouest de la France entre littoral Atlantique et piémont 

pyrénéen favorise différentes caractéristiques environnementales qui influencent l’écologie et 

l’épidémiologie de la population d’avifaune sauvage. Comme évoqué dans le paragraphe précédent, la 

localisation géographique favorise un climat humide, avec des précipitations fréquentes et un cumul 

abondant, qui viennent alimenter un réseau hydrique important descendant des Pyrénées et s’écoulant 

vers l’Adour et la Garonne (Figure 22). À ce réseau hydrographique de surface naturel s’ajoutent des 
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retenues d’eau artificielles formant des plans d’eau parfois très vastes, et qui permettent d’alimenter les 

cultures locales telles que le maïs qui a des besoins importants en eau durant la saison estivale moins 

pluvieuse. 

Figure 22 - Hydrographie et pluviométrie du Sud-Ouest de la France.  
À gauche : Réseau hydrographique  et photographie aérienne, issu de Géoportail (https://www.geoportail.gouv.fr/, 
2021).  
À droite : Moyenne sur 1981-2010 des cumuls annuels de pluviométrie, issu de Météo France 
(https://meteofrance.com/actualites-et-dossiers/magazine/meteo-questions/ou-et-quelle-periode-pleut-il-le-plus-
en-france-metropolitaine , 2021). 

Figure 23 - Sites du réseau de comptage Wetlands International dans le Sud-Ouest de la France, et leurs 
effectifs moyens d'oiseaux d'eau sur les mois de janvier 2016 à 2020.  
Issue de Schmaltz et al., 2020. 

Cet environnement humide complexe, tempéré par la douceur océanique, crée des conditions favorables 

pour de nombreuses espèces d’oiseaux aquatiques, qu’ils soient sédentaires ou migrateurs venant y 

passer la saison d’hivernage ou en halte migratoire. En effet, la région comprend de nombreux plans d’eau 

où les oiseaux aquatiques font l’objet de suivis par comptages hivernaux (Schmaltz et al., 2020), et dont 

quelques-uns sont classés comme sites d’importance internationale, selon la Convention de RAMSAR, 

(Figure 23). Cette avifaune est composée de diverses espèces d’Ansériformes (canards de surface et 

https://www.geoportail.gouv.fr/
https://meteofrance.com/actualites-et-dossiers/magazine/meteo-questions/ou-et-quelle-periode-pleut-il-le-plus-en-france-metropolitaine
https://meteofrance.com/actualites-et-dossiers/magazine/meteo-questions/ou-et-quelle-periode-pleut-il-le-plus-en-france-metropolitaine
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plongeurs, oies, cygnes), de Charadriiformes (goélands, mouettes, sternes, limicoles), de Suliformes 

(cormorans), de Pélécaniformes (hérons, aigrettes, ibis, spatules), ou encore de Gruiformes (grues 

cendrées Grus grus). Les sites classés RAMSAR sont particuliers pour leur taille globale de population 

hivernante d’avifaune aquatique (Réserve Nationale de Faune d'Arjuzanx dans les Landes), ou pour 

abriter plus de 1% de la population mondiale hivernante de grues cendrées (Arjuzanx, autres sites des 

Landes, Lac de Puydarrieux en Hautes-Pyrénées) ou de canards souchets Spatula clypeata (Réserve 

Naturelle Nationale du Marais d'Orx dans les Landes) (Schmaltz et al., 2020). 

Figure 24 - Axes et sites observatoires de migration de l'avifaune aquatique (Anatidés et Grues cendrées) 
en France.  
Issue de B.E.T. (https://bet-barussaud.fr/oiseaux-les-couloirs-de-migration-existent-ils/, 2017). 

Outre un environnement favorable à l’avifaune aquatique en particulier en hiver, la région se situe sur 

l’axe de migration aviaire ouest-européen, longeant le littoral océanique depuis la mer du Nord et la 

Manche, puis traversant les Pyrénées par le littoral ou par les cols de montagne (Figure 24). Mais il faut 

préciser que la France et en particulier le Sud-Ouest se trouvent plutôt en bordure de l’aire de répartition 

hivernale et en fin de parcours migratoire postnuptial pour les Ansériformes, qui arrivent souvent 

d’Europe du Nord-Est voire d’Asie centrale (Scott and Rose, 1996). La région voit donc ces oiseaux 

sauvages aquatiques arriver tardivement en automne et plus sporadiquement que d’autres pays 

européens comme les Pays-Bas, l’Allemagne ou le Danemark (Guillemain et al., 2021). De plus, ces 

populations d’Ansériformes réalisent des déplacements depuis les pays voisins, plutôt que directement 

depuis l’Europe de l’Est et l’Asie comme le font les canards bagués aux Pays-Bas par exemple (Figure 25). 

On voit notamment que des canards qui ont été capturés durant l’hiver aux Pays-Bas se retrouvent aussi 

parfois en France et dans le Sud-Ouest, démontrant que ces populations participent à des mouvements 

https://bet-barussaud.fr/oiseaux-les-couloirs-de-migration-existent-ils/
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régionaux intra-saisonniers au gré du climat et des ressources, qui ne sont pas négligeables au regard de 

l’épidémiologie des agents infectieux (Guillemain et al., 2021). 

Figure 25 - Sites de marquage et de contrôle (capture physique ou visuelle) de canards ayant été marqués 
ou observés en hiver aux Pays-Bas.  
Les couleurs des points de localisation représentent la saison à laquelle l’observation a été faite. À gauche, Canards 
siffleurs (Mareca penelope) réputés migrateurs de longue distance. À droite, Canards colverts (Anas platyrhynchos) 
à comportement migratoire variable. Issues de vogeltrekatlas.nl, 2021. 

À côté des migrations et hivernages importants de l’avifaune aquatique dans la région du Sud-Ouest de 

la France, les espèces terrestres tels que les Passériformes, les Columbiformes ou encore les rapaces s’y 

comptent abondamment. En effet, l’axe de migration ouest-européen est également suivi par les 

migrateurs terrestres, certains atteignant l’Espagne, l’Afrique du Nord voire les régions sub-sahariennes 

pour hiverner et n’étant que de passage à l’automne. D’autres hivernent dans le Sud-Ouest en provenance 

de sites de reproduction nordiques (Newton, 2007a). C’est le cas par exemple des Turdidés (grives et 

merles) qui nichent en Europe du Nord et Scandinavie, et dont les populations à l’automne (hivernantes 

ou migratrices) se superposent dans le Sud-Ouest de la France (Lahournat et al., 2021) (Figure 26). La 

ligne des Pyrénées joue peut-être un rôle dans l’adaptation des comportements migratoires, celle-ci 

formant une barrière naturelle (altitude et vents) sur le trajet descendant des migrateurs ouest-

européens (Alerstam and Ulfstrand, 1974; Cavina, 2014), tandis que les milieux naturels et agricoles du 

piémont ainsi que le climat y sont favorables à un séjour hivernal. Ainsi, les populations de Pigeon ramier 

(Columba palumbus) sont importantes en automne-hiver dans le Sud-Ouest en comparaison d’autres 

régions de France, cumulant les populations sédentaires croissantes (Fontaine et al., 2020) avec les 

hivernantes et migratrices transpyrénéennes (Hobson et al., 2009). De nombreuses autres espèces qui 

hivernent dans le Sud-Ouest de la France proviennent de régions nordiques de la France et au-delà, 

essentiellement des passereaux insectivores ou à alimentation mixte (Newton, 2007a) comme les 

rougegorges familiers (Erithacus rubecula) et autres Muscicapidés, les étourneaux sansonnets (Sturnus 

vulgaris), les bergeronnettes grises (Motacilla alba) et pipits (Anthus spp.), mais aussi des granivores tels 

que les pinsons (Fringilla sp.) et autres Fringillidés. Ces populations migratrices viennent selon les 

espèces remplacer ou se superposer aux populations sédentaires locales. 

https://vogeltrekatlas.nl/
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Figure 26 - Distribution spatiale des contrôles en France à l'automne de turdidés marqués dans divers 
autres pays européens.  
Estimation de l’aire géographique à 70%. Chaque pays d’origine (reproduction) des populations contrôlées est 
indiqué par une couleur distincte : BE - Belgique, CH – Suisse, CZ – Tchéquie, DE – Allemagne, PL – Pologne, NO – 
Norvège, SE – Suède, FI – Finlande, RU – Russie, NL – Pays-Bas. 
A- Merle noir Turdus merula ; B- Grive litorne Turdus pilaris ; C- Grive musicienne Turdus philomelos ; D- Grive 
mauvis Turdus iliacus ; E- Grive draine Turdus viscivorus. Issue et adaptée de Lahournat et al., 2021. 

On remarque cependant que malgré les suivis de migration et de populations aquatiques en hivernage, la 

dynamique annuelle et de long terme des populations d’avifaune du Sud-Ouest de la France est 

relativement méconnue en comparaison d’autres régions françaises. Notamment, la densité du réseau de 

naturalistes amateurs participant au partage de données de recensement d’oiseaux participatives, par 

exemple sur la base commune Faune-France (https://www.faune-france.org/), est faible dans la région 

(Figure 27a). Ainsi le Gers est 93ème sur 96 départements pour le nombre de contributeurs actifs (n=270), 

et 85ème sur 96 pour le nombre de contributions (n=172 190, soit 0,2% de la France) pour l’année 2021. 

On observe les mêmes tendances pour le programme national de suivi temporel des populations 

d’oiseaux communs (STOC), qui demande plus de compétences ornithologiques et reflète aussi le 

dynamisme associatif et professionnel de l’ornithologie locale pour recruter des participants (Fontaine 

et al., 2020) (Figure 27b). Ces faibles chiffres de contributions participatives sont aussi corrélés à la plus 

faible population dans ces zones essentiellement rurales, le Gers représentant par exemple 0,3% de la 

population française.  

 

 

https://www.faune-france.org/
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Figure 27 - Distribution des données ornithologiques participatives en France.  
a - Nombre relatif de contributions de tout type (données ponctuelles, listes exhaustives, programmes nationaux) 
dans le Gers en comparaison du reste de la France. Issue et adaptée de https://www.faune-france.org/ octobre 2021.  
b - Localisation des points de suivi du programme STOC couverts entre 2001 et 2019 (orange clair), et en 2019 
(orange foncé). Issue de Fontaine et al., 2020. 

Pourtant, le programme STOC a permis de montrer un fort déclin à l’échelle nationale des populations 

d’avifaune terrestre en milieu rural (-29,5% de 1990 à 2020), tandis que les espèces généralistes 

s’adaptent et prennent les niches écologiques vacantes (+19,4% de 1990 à 2020) (Fontaine et al., 2020). 

Le suivi de ces changements justifie donc aussi une couverture spatiale et temporelle d’autant plus 

détaillée des milieux ruraux, en particulier dans les régions négligées comme le Sud-Ouest. Dans les 

populations aquatiques également des changements écologiques sont en cours, avec un certain nombre 

d’espèces en déclin quand d’autres sont en expansion. Ainsi, le Héron Garde-bœufs (Bubulcus ibis) montre 

la plus forte augmentation de population d’oiseaux d’eau, croissante de 21% sur 2008-2020 (Schmaltz et 

al., 2020). Là encore, le manque de données spatio-temporelles (hors sites de comptage annuel) sur ces 

espèces limite la compréhension des changements en cours en termes de démographie, d’utilisation des 

milieux et donc de possibles interactions avec d’autres compartiments, domestiques notamment. 

 

b. Épidémiologie des agents infectieux de l’avifaune du Sud-Ouest de la France 

Concernant l’épidémiologie des agents infectieux de l’avifaune dans la région du Sud-Ouest de la France, 

elle est essentiellement étudiée en relation avec les maladies des élevages avicoles, en particulier 

l’influenza aviaire. Ainsi, une faible contamination par les VIAHP a été détectée par surveillance 

événementielle dans le réservoir de l’avifaune aquatique locale en comparaison d’autres régions 

européennes (Anses, 2021; EFSA et al., 2021a). En parallèle, le rôle épidémiologique de l’avifaune 

commensale a été étudié dans la région par le même dispositif de surveillance événementielle (SAGIR) et 

http://www.faune-france.org/
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par des programmes de surveillance active. En effet, le besoin d’étudier cette population observée 

abondamment sur les élevages de volailles s’est rapidement fait ressentir pour comprendre leur 

implication potentielle dans la circulation virale, et adapter les mesures de protection avant et après 

l’apparition de foyers. Les différentes hypothèses étudiées étaient que l’avifaune pourrait réaliser 

quelques déplacements infectieux biologiques ou mécaniques entre sites (élevage-élevage ou aquatique-

élevage) grâce à la densité spatiale des élevages en plein air de la région, voire qu’elle pourrait jouer un 

rôle de réservoir secondaire local et permettre l’entretien de la circulation virale au moins jusqu’au 

repeuplement des élevages assainis (Anses, 2016). Durant l’épidémie de VIAHP de 2015-2016, dont 

l’origine est l‘élevage (mutation d’un H5 FP en HP), des recherches virologiques ont ainsi été réalisées : 

(i) dans l’avifaune commensale capturée aux filets (600 passereaux) sur 37 élevages foyers ; (ii) dans 3 

colonies de hérons garde-bœufs de la région (138 fèces) ; (iii) dans les centres de sauvegarde de la faune 

sauvage de la région (9 rapaces et 1 cincle plongeur) ; (iv) ainsi que dans les corvidés piégés dans la région 

(23 individus) (Anses, 2016). Réalisés au mois de mai, alors que l’essentiel des élevages ont été infectés 

en décembre-janvier, ces prélèvements se sont révélés tous négatifs pour le sous-type H5. Étant donnée 

la durée d’excrétion virale limitée à quelques jours après l’infection chez les espèces ciblées, la fenêtre 

temporelle retardée par rapport aux foyers en élevage n’a donc pas permis de montrer de transmission 

à l’avifaune commensale. Si celle-ci avait eu lieu, l’étude a en tout cas montré une absence de maintien 

durable de l’infection dans les populations ciblées. Les tailles d’échantillons limitées sur chaque site ont 

aussi pu empêcher la détection de faibles prévalences locales. La surveillance événementielle renforcée 

durant la période à risque sur la zone Sud-Ouest n’a pas non plus permis d’identifier de cas sauvages 

parmi les oiseaux analysés (Le Bouquin et al., 2016). L’hiver suivant, c’est un H5N8 originaire de 

l’avifaune aquatique migratrice en provenance d’Asie centrale qui atteignait l’Europe. L’épidémiologie de 

ce VIAHP dans la faune sauvage s’est avérée bien différente en comparaison de l’épisode précédent, avec 

52 cas détectés par surveillance événementielle dans l’avifaune française, dont 27 dans le Sud-Ouest, 

d’espèces commensales (Passériformes, Columbiformes, rapaces, Hérons garde-bœufs) et aquatiques 

(canards, goélands) (Van De Wiele et al., 2017). Un programme de surveillance virologique active de 

l’avifaune commensale a été mis en place en urgence par tirs ciblés (324 individus) sur 29 foyers 

d’élevages immédiatement après dépeuplement (Van De Wiele et al., 2017), ainsi que sur une des 

précédentes colonies de hérons garde-bœufs servant de dortoir hivernal (127 fèces) (Phouratsamay, 

2018). Tous ces prélèvements se sont révélés négatifs pour les VIA, mais les espèces commensales ciblées 

par tirs (Columbiformes et Sturnidés, ainsi que Corvidés, Vanneaux et Hérons garde-bœufs) n’incluaient 

pas les petits Passériformes plus abondamment observés sur les élevages et capturés l’hiver précédent. 

Là encore, les effectifs prélevés sur chaque site ont pu limiter la sensibilité de détection pour de faibles 

prévalences virologiques. Pour ces deux hivers consécutifs, aucune analyse sérologique de l’avifaune n’a 

été réalisée, limitant aussi la fenêtre temporelle de détectabilité d’éventuelles infections. Il est donc 

nécessaire de compléter ces études épidémiologiques locales, en dehors et durant les épisodes 
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épidémiques à VIAHP, afin d’améliorer les connaissances sur la circulation de ces virus entre les élevages 

de volailles en plein air et leur avifaune commensale.  

Le Héron Garde-bœufs a été particulièrement ciblé par ces études locales car observé fréquemment par 

les éleveurs de volailles sur les parcours extérieurs à proximité des oiseaux domestiques, et souvent par 

groupes de dizaines voire centaines d’individus. Il est en outre de taille moyenne (300 g environ) et 

capable de voler rapidement sur de grandes distances, et affectionne particulièrement les élevages et les 

zones humides pour s’alimenter et se reposer. Il peut ainsi représenter un hôte relais idéal pour les VIA 

et autres agents infectieux des oiseaux aquatiques à l’interface entre élevages et réservoir naturel. Sa 

population est également en forte expansion depuis quelques années, avec une écologie encore 

méconnue dans la région. Ici comme ailleurs en Europe, l’espèce a donc été désignée comme potentiel 

hôte relais des VIA pour les élevages qu’il fallait cibler dans les études de surveillance infectieuse (Veen 

et al., 2007). Grâce à ce ciblage particulier, les prélèvements de fèces réalisés entre 2016 et 2017 sur 

colonies et dortoirs de la région pour la surveillance de VIA ont aussi permis une évaluation de leur niveau 

d’excrétion pour d’autres agents infectieux potentiellement présents en élevages (Phouratsamay, 2018). 

Les populations semblaient donc porteuses de MG à des prévalences variant entre 0% et 20,2% selon les 

sites et les périodes, ainsi que de Chlamydia sp. à des prévalences entre 3,3% et 8,1%. Sans identification 

plus précise, il est impossible de certifier que ces portages infectieux participent au rôle épidémiologique 

des hérons garde-bœufs autour des élevages. Cette étude donne cependant des pistes à poursuivre dans 

d’autres populations de la région ou sur une période de suivi plus longue, afin d’évaluer plus précisément 

ce possible rôle. Si aucun VIA n’y a été identifié, la durée d’excrétion brève et les faibles prévalences 

attendues en période non-épidémique expliquent sans doute ces résultats. On peut cependant se fonder 

sur la détection et l’identification de souches de chlamydia ou de mycoplasmes en tant que marqueurs 

dans cet hôte sauvage potentiel relais. Ainsi la détection de souches identiques à celles d’élevages ou 

identiques à celles d’espèces sauvages permettrait d’évaluer le niveau de contacts infectieux réalisés par 

cette espèce à l’occasion de ses visites sur les élevages ou sur les sites réservoirs aquatiques, 

respectivement. 

 

~~~  



 87 

Objectifs de travail 
 

Dans le contexte des changements agricoles et écologiques en cours, il devient essentiel de mieux 

appréhender les interfaces épidémiologiques entre avifaune et élevages avicoles. Ce besoin est 

particulièrement pressant dans le bassin de production de volailles du Sud-Ouest de la France après une 

succession de crises sanitaires dues à l’IAHP au cours des hivers 2015-2016, 2016-2017 puis 2020-2021. 

Les limites techniques et méthodologiques des études précédentes sur l’avifaune commensale des 

élevages avicoles de la région doivent aussi être dépassées afin de compléter les premières conclusions.  

Afin d’éclairer globalement le rôle épidémiologique de l’avifaune commensale vis-à-vis des agents 

infectieux des volailles, les questions que nous avons essayé d’explorer sont les suivantes : quelle 

population d’avifaune fréquente les élevages de volailles en plein air au fil des saisons ? Quelles sont les 

interactions écologiques pouvant favoriser les échanges infectieux à cette interface sauvage-domestique 

? Les interactions observées sont-elles efficaces pour les éventuels échanges infectieux ? 

Dans le but d’objectiver les occasions d’échanges infectieux entre les compartiments aviaires sauvage et 

domestique, il est nécessaire de commencer par une évaluation écologique de cette interface. En effet, les 

recherches d’agents infectieux sont fastidieuses et limitées en sensibilité de détection à l’échelle de 

populations très grandes que constitue l’avifaune commensale. Il est donc indispensable de cibler spatio-

temporellement et taxonomiquement les programmes de prélèvements biologiques, sur le principe d’une 

surveillance basée sur le risque. Les espèces les plus abondantes ou bien connues pour leur bonne 

réceptivité à certains agents infectieux sont alors des cibles préférentielles d’étude épidémiologique. La 

phase initiale de l’étude de l’interface est passée alors par le recensement des espèces aviaires présentes 

sur la zone d’étude, ceci à l’échelle géographique la plus restreinte possible pour tenir compte des 

spécificités d’habitat et de niche écologique, et sur différentes saisons étant données les potentielles 

variations de populations. Cet inventaire a permis d’évaluer les abondances des différentes espèces de 

l’avifaune au cours du temps autour du site d’étude. Afin de mieux caractériser le risque épidémiologique 

local représenté par les espèces les plus pertinentes (abondantes, réceptives…), l’étude de leurs 

déplacements entre sites a permis de mettre en évidence la possibilité d’un rôle de relais infectieux. Pour 

mieux préciser les modalités d’éventuels échanges infectieux, il était nécessaire de mener une étude plus 

détaillée des interactions comportementales entre populations à l’interface sauvage-domestique. Enfin, 

ces modalités objectivées ont pu être confrontées aux résultats d’une analyse du statut sanitaire vis-à-vis 

de quelques marqueurs infectieux des populations de chaque compartiment de l’interface. Cette 

comparaison a permis d’évaluer l’efficacité des interactions existantes pour les transmissions 

infectieuses d’un côté à l’autre de l’interface.  
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Ce travail a été mené dans le contexte particulier d’un élevage de canards mulards en plein air 

caractéristique du Sud-Ouest de la France, choisi comme modèle d’étude. Dans ce contexte, les objectifs 

du travail expérimental suivant sont donc : (i) d’établir par différentes méthodes comparées une 

description de la population d’oiseaux sauvages fréquentant ces élevages, permettant d’en caractériser 

les espèces commensales ; (ii) d’évaluer plus finement les interactions de cette communauté avec le 

compartiment domestique, à l’échelle d’un élevage mais aussi entre sites d’élevages et réservoirs 

aquatiques sauvages ; et enfin (iii) de caractériser le profil infectieux des compartiments de l’interface 

par différentes méthodes de prélèvement complémentaires, orientées sur les VIA ainsi que d’autres 

marqueurs d’échanges infectieux.  

Les résultats et conclusions présentés dans ce document devraient permettre de mieux appréhender les 

risques épidémiologiques que représentent les contacts directs et indirects avec l’avifaune commensale 

à travers le modèle des canards élevés en plein air, ceci pour éclairer les décisions de gestion et 

prévention sanitaires à l’échelle des élevages ou des filières. 

~~~ 
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~~~ 

 

Deuxième partie : Étude expérimentale 
 

 

~~~
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A. Étude écologique et comportementale de l’avifaune commensale 
autour d’un élevage avicole plein air 

I. Description de la population d’avifaune sauvage fréquentant un élevage 
avicole en plein air 

a. Introduction 

Dans le cadre de l’étude de l’interface épidémiologique entre l’avifaune commensale et un élevage avicole, 

il est essentiel de disposer d’une base de référence de la composition de la population sauvage 

fréquentant le site étudié. En effet, chaque espèce de la communauté se distingue des autres par son 

écologie, et donc par ses implications potentielles dans les circulations infectieuses. Comme évoqué 

précédemment, la région du Sud-Ouest français est particulière par sa situation géographique, ainsi que 

par son profil de milieux essentiellement ruraux dont la biodiversité aviaire est en forte tendance 

évolutive ces dernières décennies. La bonne connaissance des éventuels acteurs épidémiologiques locaux 

est donc un prérequis essentiel avant toute investigation plus ciblée les concernant. La caractérisation de 

la population d’avifaune permettra alors d’établir quelles sont les espèces sauvages commensales, c’est-

à-dire les espèces abondantes ou fréquentes sur le site car occupant une niche écologique adaptée aux 

élevages. Parmi celles-ci, on pourra aussi évaluer lesquelles sont les plus abondantes et quelles sont celles 

qui présentent a priori une bonne réceptivité à certains agents infectieux. Cette phase descriptive initiale 

passera ainsi par le recensement des espèces aviaires présentes sur la zone étudiée, ceci à l’échelle 

géographique la plus restreinte possible pour tenir compte des spécificités d’habitat et de niche 

écologique, et ce sur différentes saisons étant données les potentielles variations de populations. 

L’objectif de cette caractérisation écologique est de pouvoir ensuite mener une étude épidémiologique 

adaptée au contexte local. Grâce à l’usage de méthodes standard dont les résultats seront aisément 

comparables, la constitution d’une telle référence servirait aussi pour situer cette population en 

comparaison d’autres contextes : naturels ou anthropisés, autres élevages. Elle pourrait aussi permettre 

de situer l’état actuel de la population dans une perspective d’en suivre l’évolution dans le futur.  

 

b. Matériel et méthodes 

Choix et description du site d’étude 

Un élevage unique a été choisi pour cette étude afin de concentrer les efforts nécessaires à notre approche 

pluridisciplinaire. Celui-ci a été sélectionné comme représentatif du système de production de canards à 

foie gras, situé dans le sud du département du Gers et produisant sous appellation IGP « Canard à Foie 

Gras du Sud-Ouest ». L’attraction de l’avifaune y est a priori forte puisque cet élevage suit un programme 

d’agroforesterie (Bestman et al., 2018), qui a amené à y conserver ou planter des haies d’arbres fruitiers 

en périphérie de certains parcours des canards, ainsi que des essences à bois sur l’ensemble des parcours 

(Figure 28a). Outre ce contexte environnemental favorable à l’étude ornithologique de l’interface 



 91 

sauvage-domestique, l’élevage était aussi adapté à l’étude épidémiologique orientée sur les VIA puisqu’il 

s’intègre par ses multiples échanges dans le réseau de la filière foie gras du Sud-Ouest, et a été foyer 

d’IAHP durant l’épidémie de 2016/2017 (Figure 28b). Enfin, les derniers critères de choix portaient sur 

les facilités logistiques, très importantes à considérer pour notre étude de longue durée. L’élevage était 

ainsi situé à une distance raisonnable du laboratoire (1h30 de route) permettant d’y intervenir 

rapidement en cas de besoin et surtout de rapatrier rapidement les prélèvements biologiques 

fraîchement collectés pour une préservation optimale au laboratoire. De plus, les exploitants étaient très 

favorables à ces travaux de recherche, faisant preuve d’une grande ouverture d’esprit et facilitant dès que 

possible les protocoles mis en œuvre sur leur propriété, sans pour autant que leurs pratiques soient 

modifiées pour influencer d’une manière ou une autre l’étude. 

Figure 28 - Description et localisation du site d’étude.  
a – Photographie aérienne depuis le Nord de l’élevage (image Benjamin Vollot).  
b – Localisation du site d’étude comparée à la distribution des foyers d’IAHP de 2016 à 2021, ainsi qu’à la situation 

du laboratoire (figuré par le logo ). Fond de carte issu de la cartographie interactive des foyers HPAI de la 
Plateforme ESA, accessible sur https://shiny-public.anses.fr/shiny-vsi/ (novembre 2021). 
c  Vue aérienne et plan détaillé de l’élevage d’étude, montrant l’environnement et la présence d’autres oiseaux 
domestiques autour des zones d’élevage des canards. 

L’élevage est composé de deux bâtiments dits « canetonnières », destinés à la phase de démarrage des 

canetons de 1 à 21-28 jours, attenants chacun à un petit parcours (0,5 ha) (Figure 28c). Les lots démarrés 

sont ensuite répartis pour leur phase de croissance jusqu’à 14-16 semaines dans quatre bâtiments 

attenants chacun à deux grands parcours (1,5 ha), utilisés en rotation d’un lot à l’autre. Les phases 

suivantes d’engraissement et d’abattage-transformation se font sur le site, avec un croisement de lots au 

moment de l’entrée en engraissement : réception de lots extérieurs pour optimiser le remplissage de la 

salle, et surtout envoi de lots vers des sites d’engraissement extérieurs.  

https://shiny-public.anses.fr/shiny-vsi/
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Concernant l’environnement naturel du site qui pourrait influencer le profil des espèces sauvages 

présentes, l’élevage d’étude s’intègre à un paysage agricole de type polyculture et élevage comprenant 

diverses espèces animales (volailles, ruminants, équins essentiellement) ainsi que des cultures variées 

fourragères ou destinées à l’alimentation humaine. Ce paysage s’étend sur un relief collinaire en bas de 

piémont pyrénéen, caractérisé par une alternance de vallées agricoles et de reliefs boisés linéaires dans 

l’axe Nord-Sud. Ce relief favorise le drainage des eaux dans les rivières en fond de vallées, et les zones 

humides sont rares et peu étendues dans la région. Ainsi l’avifaune aquatique est relativement peu 

abondante, mais se concentre le long de ces rivières et surtout autour des réserves artificielles dispersées 

pour assurer les besoins en eau de l’agriculture. L’une des plus vastes à proximité du site d’étude (rayon 

de 20 km) est le lac de Puydarrieux, zone classée Natura 2 000 pour préserver l’habitat de 39 espèces 

d’oiseaux, et site d’importance internationale (convention de RAMSAR) pour sa population migratrice et 

hivernante de grues cendrées (Grus grus) représentant plus de 1% de la population continentale. Dans 

l’environnement proche de l’élevage, des points peuvent présenter une attractivité particulière pour 

l’avifaune ainsi qu’un possible risque infectieux. On note ainsi la présence de deux volières où sont gardés 

captifs des pigeons ramiers utilisés comme appelants pour la chasse, ainsi qu’une basse-cour d’une 

quinzaine de poules pondeuses, et quelques petits plans d’eau permanents dont l’un (au Nord-Ouest) de 

plus grande taille est utilisé comme réserve agricole (Figure 28c). 

 

Recensement de la population d’avifaune 

Les méthodes utilisées se sont donc principalement basées sur des outils classiques d’écologie, centrés 

sur le site d’étude. L’ensemble a été réalisé par Benjamin Vollot, ornithologue professionnel expérimenté, 

notamment en identification visuelle et auditive de toutes espèces de l’avifaune française, en suivis 

ornithologiques par les protocoles standardisés classiques, ainsi que dans les techniques de captures et 

manipulations. 

Dans un premier temps, des transects standardisés d’environ 2,5 km de long ont été parcourus à pieds 

sur l’élevage, couvrant l’ensemble des zones de vie des canards et des types d’habitats naturels (Figure 

29a). Ces transects ont été faits une fois par visite, en début de matinée ou fin d’après-midi et avant tout 

dérangement par d’autres protocoles de l’étude, afin d’optimiser les chances de détection d’un maximum 

d’espèces. À chaque réalisation du transect, l’ensemble des contacts visuels (confirmés aux jumelles) ou 

auditifs avec des oiseaux sauvages étaient notés (en vol ou à proximité du sol), pour finalement 

déterminer un effectif minimal. Lorsque des comportements permettaient de le préciser et en période de 

reproduction, l’indice de reproduction était aussi précisé. Celui-ci était défini selon la codification 

internationale à 16 niveaux établie par le European Bird Census Council (EBCC) (voir Annexe A). L’indice 

de reproduction le plus élevé (donc le plus certain) était conservé pour chaque espèce. En complément, 

afin de recenser l’avifaune nocturne à chaque visite, trois points d’observation ont été réalisés de nuit sur 



 93 

les différents types d’habitats naturels du site (Figure 29a). Ces points ont consisté en l’observation et 

l’écoute durant cinq minutes, en notant chaque espèce contactée et son effectif minimal. En début 

d’écoute, afin d’augmenter leur détection, une séquence de cris des six espèces de rapaces nocturnes 

potentiellement présentes dans la zone géographique a été diffusée en boucle à trois reprises : Chouette 

hulotte (Strix aluco), Chevêche d’Athéna (Athene noctua), Effraie des clochers (Tyto alba), Petit-duc scops 

(Otus scops), Hibou moyen-duc (Asio otus) et Grand-duc d’Europe (Bubo bubo). L’ensemble de ces 

protocoles d’observation ont été réalisés par Benjamin Vollot, ornithologue professionnel expérimenté 

dont les identifications sont donc jugées fiables. 

Figure 29 - Plan détaillé des protocoles de recensement ornithologiques sur l’élevage.  
a – Plan des transects matinaux et points d’écoute nocturnes.  
b – Configuration des parcours occupés par les canards et des filets japonais pour la session de captures d’octobre 
2019. 

En complément de ces protocoles d’observation, des sessions de captures de l’avifaune ont été mises en 

place dans le but de collecter des prélèvements biologiques et d’évaluer plus en détail la structure de leur 

population par CMR. La mise en place de cette méthode invasive sur des populations protégées par la 

réglementation a nécessité l’autorisation d’un programme personnel spécifique au projet auprès du 

CRBPO, et la compétence technique et scientifique de "bagueur généraliste" de Benjamin Vollot a été mise 

à contribution pour la réalisation des captures. Celles-ci ont été faites à l’aide de filets japonais tendus le 

long des haies en bordure ou sur les parcours, ciblant différents types d’habitats du site. Comme l’usage 

et donc la végétation et l’accès des parcours variaient au cours du temps au fil des rotations de lots, les 

filets ont été disposés en des emplacements différents à chaque session pour s’adapter à ces changements 

de contexte. Ces variations ont aussi permis de jouer sur l’effet de surprise en n’habituant pas les oiseaux 

à un même emplacement. La disposition des parcours occupés et des filets est illustrée par exemple pour 

la session d’octobre 2019 (Figure 29b). Ces sessions de captures duraient trois jours pour limiter le 

dérangement sur les populations locales, mais aussi afin de conserver un effet de surprise tout en 
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essayant de maximiser l’effectif capturé pour l’étude. Pour chaque individu capturé, une bague métallique 

d’identification individuelle par code alphanumérique fournie par le MNHN était posée à l’une des pattes. 

L’espèce, l’âge le plus précis possible, et le sexe si identifiable étaient notés. Des mesures biométriques 

étaient prises tant que possible, permettant d’évaluer l’état physiologique ou de caractériser la 

morphologie des individus : masse corporelle, état d’engraissement sous-cutané, stade de mue, longueurs 

de tarse ou d’aile, entre autres.  

Afin de compléter notamment à d’autres périodes de la journée les recensements visuels par transects 

standardisés, et en profitant à moindre effort du temps passé sur le site pour les captures ou d’autres 

besoins, les oiseaux vus et entendus depuis l’élevage (en vol ou à proximité du sol) par tous les 

intervenants durant chaque visite sur place ont été notés tant que possible. 

Les visites du site d’étude pour ce recensement ornithologique se sont réparties d’avril 2019 à novembre 

2020, en six sessions d’observations standardisées et huit sessions de captures, résultant en dix visites 

différentes permettant des observations opportunistes (Tableau 2). La répartition s’est faite selon les 

contraintes logistiques (disponibilités des intervenants, météo favorable aux captures) et administratives 

(restrictions Covid-19 ou IAHP par exemple), tout en couvrant les différentes saisons biologiques de 

l’avifaune que sont la reproduction et l’hivernage séparées par des périodes de transition ou de migration 

selon les espèces.  

Tableau 2 - Répartition temporelle des sessions de chaque protocole ayant servi à l’étude de la population 
d’avifaune.  
Les saisons biologiques globales sont indiquées par un code couleur : jaune pour la saison de reproduction, vert 
pour la saison d’hivernage, et les tons plus clairs pour les périodes de transition et éventuelles migrations précédant 
ces saisons. Les intervenants principaux sont indiqués par leurs initiales : Benjamin Vollot et Chloé Le Gall-Ladevèze. 

Numéro visite Année Mois Date début Date fin Protocole 
Intervenants 

principaux 

1 2019 Avril 09/04/2019  Transect B.V. – C.L.G.L 

2 2019 Mai 20/05/2019  Transect B.V. – C.L.G.L 

3 2019 Juillet 22/07/2019 25/07/2019 Captures B.V. – C.L.G.L 

4 2019 Août 26/08/2019 29/08/2019 Captures B.V. – C.L.G.L 

5 2019 Octobre 22/10/2019 26/10/2019 Captures B.V. – C.L.G.L 

6 2019 Novembre 24/11/2019 27/11/2019 Captures B.V. – C.L.G.L 

7 2020 Janvier 

27/01/2020 30/01/2020 Captures B.V. – C.L.G.L 

28/01/2020  Nocturnes B.V. 

31/01/2020  Transect B.V. 

8 2020 Février 

21/02/2020  Nocturnes B.V. 

22/02/2020 25/02/2020 Captures B.V. – C.L.G.L 

22/02/2020  Transect B.V. 

9 2020 Mai 

27/05/2020  Nocturnes B.V. 

28/05/2020  Transect B.V. 

28/05/2020 31/05/2020 Captures B.V. – C.L.G.L 

10 2020 Novembre 

10/11/2020  Nocturnes B.V. 

11/11/2020  Transect B.V. 

11/11/2020 14/11/2020 Captures B.V. – C.L.G.L 
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Analyse des données d’observation 

De par leur caractère quasiment instantané, pour chaque transect les effectifs recensés pour chaque 

espèce étaient le résultat de la somme des individus vus ou entendus. À ces effectifs ont été ajoutés ceux 

résultant des triplets de points nocturnes du même mois (même session). Ceux-ci étaient calculés comme 

l’effectif maximal sur les trois points pour chaque espèce, puisque le protocole pouvait induire une 

attraction des mêmes individus. Ces effectifs recensés par les méthodes standardisées ont été comparés 

de façon descriptive aux résultats des observations opportunistes durant les sessions de captures. Cette 

méthode étant plus étalée dans le temps, les effectifs par espèce pour chaque session de trois jours ont 

été calculés comme l’effectif maximal dénombré simultanément sur toute la session. La comparaison des 

résultats standardisés et opportunistes a été réalisée en calculant pour chaque protocole les quartiles des 

effectifs par session où l’espèce était présente. À ces distributions d’effectifs ont été associées des 

indications sur la probabilité de reproduction de l’espèce sur ou à proximité du site d’étude d’après les 

comportements observés : nidification possible si des mâles chanteurs sont entendus, et nidification 

probable ou certaine si des comportements de couples, des nids occupés ou des poussins sont observés 

par exemple (voir Annexe A).  

Les effectifs issus de chaque protocole d’observation ont servi à calculer pour chaque session des valeurs 

de richesse spécifique (nombre d’espèces), ainsi que des indices de diversité : indices de Shannon (H) et 

Simpson (D) (diversité spécifique pondérée par la fréquence) convertis en nombres effectifs d’espèces 

(Jost, 2006), et indice de Piélou (J) (équirépartition) basé sur l’indice de Shannon (Pielou, 1966). Ces 

indices ont été calculés comme suit à l’aide de la librairie ‘vegan’ sur R version 4.0.5 (R Core Team, 2019) 

:  

H = exp⁡(−∑ 𝒑𝒊 ln𝒑𝒊

𝑺

𝑖=1
) (Shannon); 

D = 
1

∑ 𝒑𝒊²
𝑺

𝑖=1

 (Simpson); 

J =⁡ 
ln𝑯

ln 𝑺
 (Piélou) ; 

avec 𝒑𝒊 la proportion d’individus appartenant à l’espèce i, et S la richesse spécifique (nombre d’espèces), 

de sorte que ∑ 𝑝𝑖
𝑆
𝑖=1  = 1. Selon les définitions utilisées, l’indice de Shannon représente l’entropie dans la 

population échantillonnée, c’est-à-dire l’incertitude d’identifier l’espèce d’un individu tiré aléatoirement 

dans la population. L’indice de Simpson exprime la diversité également, mais représente la probabilité 

que deux individus tirés aléatoirement dans la population appartiennent à la même espèce. Cet indice est 

moins sensible que celui de Shannon aux espèces rares dans la population échantillonnée, ce qui le rend 

plus adapté à comparer des populations entre différents contextes (habitats, saisons) (Jost, 2006). 
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L’indice de Piélou, complémentaire des indices de diversité, représente l’équitabilité des abondances 

d’espèces, c’est-à-dire l’homogénéité de distribution des individus entre les différentes espèces (Jost, 

2006; Pielou, 1966). 

 

Analyse des données de captures-recaptures 

Les captures et marquages individuels ont permis de calculer les mêmes richesses spécifiques et indices 

de biodiversité par session que décrits pour les protocoles d’observation.  

 

c. Résultats 

Analyse des données d’observation 

Les observations opportunistes sur les 10 visites d’avril 2019 à novembre 2020 ont permis de détecter 

99 espèces d’oiseaux, tandis que les observations standardisées sur 6 sessions de transects et points 

nocturnes ont permis de n’en détecter que 67 parmi les 99 précédentes. Dans les deux protocoles, 

certaines espèces ont été détectées seulement à une occasion, tandis que d’autres l’ont été plusieurs fois 

voire systématiquement comme les moineaux domestiques (Passer domesticus), moineaux friquets (P. 

montanus) ou bergeronnettes grises (Motacilla alba) (Figure 30). Parmi les espèces notées autour de 

l’élevage, 18 ont présenté des indices de reproduction locale probable à certaine, auxquelles s’ajoutent 

32 espèces ayant des indices de reproduction possible (mâles chanteurs sur le site) (Figure 30). La 

plupart de celles-ci se retrouvent sans surprise en tête des fréquences d’observation au fil des visites. 

Pour les 67 espèces communes aux deux protocoles, ces fréquences sont globalement concordantes. En 

termes d’effectifs par session, la plupart des espèces ont été dénombrées à moins de six individus 

simultanés et même le plus souvent moins de deux, les observations opportunistes, non exhaustives, 

tendant à réduire ces dénombrements (médianes globales de deux sur les transects et un sur les 

opportunistes, troisièmes quartiles de six et trois respectivement) (Figure 30). En revanche, les 

observations opportunistes ont permis de détecter certains très gros effectifs absents lors des transects 

pour certaines espèces grégaires. On peut citer en particulier les pigeons ramiers (Columba palumbus) 

avec des groupes de 500 et 2 000 individus durant l’hiver 2020 tandis que le maximum dénombré par les 

transects était de 2 pour cette espèce, ou bien pour les hérons garde-bœufs (Bubulcus ibis) jusqu’à 400 

individus observés ce même hiver quand au plus 18 ont été observés simultanément sur les transects. 

Les vanneaux huppés (Vanellus vanellus) ainsi que les grues cendrées (Grus grus) ont été eux absents des 

transects, mais dénombrés jusqu’à 100 et 24 individus par les observations opportunistes.  

Les indices de biodiversité calculés à partir des deux protocoles d’observation ont également montré des 

différences. On retrouve ainsi que les observations opportunistes fournissent des valeurs de richesse 

spécifique par visite, systématiquement plus élevées pour ce type de protocole (34 à 57 espèces, contre 
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28 à 38 sur les transects et points nocturnes) (Figure 31a,b). Les indices de diversité spécifique de 

Shannon et de Simpson ont été concordants et globalement plus élevés sur les observations 

opportunistes, sauf durant l’hiver 2019-2020 où les grands groupes de quelques espèces citées plus haut 

ont fortement abaissé ces indices (Figure 31d,e). Enfin, l’équitabilité de Piélou a été en moyenne similaire 

entre les deux types de protocoles, autour de 0,7 à 0,8, sauf à nouveau pour les mêmes raisons durant 

l’hiver 2019-2020 où cet indice calculé à partir des observations opportunistes a chuté, révélant la 

répartition très hétérogène des abondances selon les espèces (Figure 31g,h).  

 

Analyse des données de captures-recaptures 

Les captures aux filets réalisées sur huit sessions de juillet 2019 à novembre 2020 ont permis d’identifier 

59 espèces d’oiseaux, essentiellement de l’ordre des Passériformes qui est majoritairement ciblé par cette 

méthode (Figure 32). Les effectifs capturés par session de trois jours ont varié de 141 (février 2020) à 

265 (août 2019) avec une moyenne à 207 captures, ce qui a résulté en un total de 1465 individus capturés 

et 1719 captures. En effet, 178 captures correspondaient à des recaptures d’individus précédemment 

capturés (soit environ 10% de recaptures), auxquelles se sont ajoutées 65 recaptures intra-session, ainsi 

que 11 morts (soit 0,64% pour un seuil d’acceptabilité estimé à 0,2% par le CRBPO). Parmi ces morts, 

cinq étaient liées au stress ou à une prédation au filet, et six étaient imputables au prélèvement sanguin, 

qui a donc été évité sur les pinsons des arbres (quatre morts) à partir de janvier 2020. Le pourcentage de 

recaptures inter-session était variable selon les espèces, nul pour les espèces migratrices ou capturées 

en très faibles effectifs, et s’élevant jusqu’à 64% pour les grimpereaux des jardins (Certhia brachydactyla) 

suivis par les moineaux friquets (25%) (Figure 32). Les effectifs capturés par sessions ont été assez 

variables, montant jusqu’à 61 pour les moineaux domestiques en août 2019 (Figure 32). Ainsi la 

distribution des espèces au fil des saisons n’était pas homogène, certaines étant capturées à chaque 

session (moineaux domestiques et friquets, rougegorges, pinsons des arbres, mésanges bleues - Cyanistes 

caeruleus et mésanges charbonnières - Parus major) et d’autres seulement en passage migratoire 

(gobemouches noirs - Ficedula hypoleuca, pouillots fitis - Phylloscopus trochilus, rousserolles effarvattes 

- Acrocephalus scirpaceus), ou bien durant l’hiver (pipits - Anthus spp., grives mauvis - Turdus iliacus, 

grosbecs - Coccothraustes coccothraustes, bécassines des marais – Gallinago gallinago) ou durant la saison 

de reproduction (rossignols - Luscinia megarhynchos, roitelets - Regulus sp., fauvettes des jardins - Sylvia 

borin et fauvettes grisettes - Sylvia communis). Cette distribution temporelle des espèces capturées 

résulte en une richesse spécifique sur les sessions variant de 21 (janvier 2020) à 32 espèces (août 2019), 

soit légèrement inférieure à celle issue des observations standardisées (Figure 31a,c). En revanche, les 

indices de diversité de Shannon et Simpson, ainsi que l’indice d’équitabilité de Piélou, étaient similaires 

entre captures et observations standardisées (Figure 31d,f,g,i), révélant l’abondance plutôt homogène 

des espèces capturées.  



 
98 

  



 
99 

Figure 30 - Distribution des effectifs des espèces de l’avifaune sur l’élevage, par protocole d’observation.  
Pour chaque espèce, les effectifs minimums, maximums, ainsi que les quartiles (premier, médiane et troisième) sur l’ensemble des sessions standardisées ou visites 
sont représentés. La probabilité de reproduction locale d’après les indices observés est indiquée à gauche du nom de chaque espèce. 
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Figure 31 - Evolution temporelle de la richesse spécifique et des indices de diversité sur l’élevage selon le protocole d’inventaire. 

Les saisons biologiques de reproduction (jaune) et d’hivernage (vert) sont indiquées. Les valeurs calculées sont les richesses spécifiques (a, b, 
c), les indices de diversité de Shannon et Simpson (d, e, f), et les indices d’équitabilité de Piélou (g, h, i). 
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Figure 32 - Distribution des effectifs par session des espèces de l’avifaune capturées sur l’élevage.  
Pour chaque espèce, les effectifs minimums, maximums, ainsi que les quartiles (premier, médiane et troisième) sur 
l’ensemble des sessions de captures sont représentés. Le pourcentage d’individus recapturés d’une session à une 
autre au moins une fois est indiqué par les points oranges. 
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d. Discussions  

Les deux modes de recensement par observation de l’avifaune semblent complémentaires pour évaluer 

la fréquentation de l’élevage : les protocoles standardisés pour un dénombrement plus précis de toutes 

les espèces présentes à un instant donné, et les observations opportunistes pour une détection plus 

exhaustive d’espèces visiteuses ponctuelles mais remarquables par leur taille ou leur nombre. Cette 

variabilité de sensibilité et représentativité des résultats des méthodes d’inventaires est connue de la 

communauté scientifique (Johnson, 2008). En ne prenant en compte que les protocoles standardisés de 

transects et points d’écoute nocturnes qui sont utilisés classiquement pour établir ces indices de 

diversité, il est possible de comparer les valeurs de l’élevage avec d’autres sites. L’indice de Simpson est 

alors le plus approprié car moins sensible aux espèces rares dont la présence va être la plus susceptible 

de varier selon le type de milieu considéré (Jost, 2006), mais certains auteurs ne donnent que l’indice de 

Shannon sur leurs études. Ainsi, en comparaison de diverses régions agricoles françaises en saison de 

reproduction, les valeurs de diversités spécifiques sur l’élevage de canards se situent dans le groupe des 

paysages agricoles de plus grande diversité ornithologique (Jeliazkov et al., 2016). En comparaison de 

milieux périphériques à la ville de Rennes en 1995-1996 (Clergeau et al., 1998), la richesse spécifique sur 

l’élevage est plus importante quelle que soit la saison (28 à 38 espèces contre 14 à 26), mais les indices 

de diversité sont légèrement inférieurs à ceux des zones périphériques résidentielles ou agricoles au 

printemps (D=7,6-9,4 contre D=10,4-11,3), et légèrement supérieurs en hiver (D=10,5-12,1 contre 

D=8,5-9,5). Avec l’érosion générale de la diversité ornithologique (Fontaine et al., 2020) survenue depuis 

l’époque de cette étude bretonne (Clergeau et al., 1998), il est toutefois probable que ces valeurs de 

biodiversité soient devenues inférieures. L’élevage de canards étudié ici par un protocole d’observations 

standardisées durant presque deux années consécutives semble donc héberger une diversité d’espèces 

de l’avifaune sauvage assez remarquable en comparaison de sites agricoles et périurbains. La variation 

saisonnière de la richesse spécifique et des indices de diversité est particulièrement visible à partir des 

observations standardisées. Ces valeurs sont ainsi plus élevées durant les saisons d’hivernage que de 

reproduction, ce qui peut suggérer deux hypothèses non exclusives l’une de l’autre. La première serait la 

confirmation que le site étudié est favorable à diverses espèces durant l’hiver qui immigrent à l’automne 

depuis les régions nordiques de l’Europe grâce aux conditions climatiques et géographiques évoquées 

précédemment (Écologie des populations d’oiseaux sauvages du Sud-Ouest de la France - p 79). La 

deuxième serait liée à un biais d’observation facilitée en saison hivernale, du fait de l’absence de feuillage 

ainsi que de la moindre discrétion des oiseaux qui sont moins vulnérables et plus mobiles pour trouver 

des ressources alimentaires qu’en période de reproduction. En particulier, les hérons, vanneaux, grues, 

goélands et mouettes cités plus haut ont été essentiellement observés en saison hivernale, ce qui pourrait 

représenter un risque d’introduction infectieuse accru étant donné leur écologie aquatique, leur taille 

moyenne à grande et leur réceptivité connue pour les agents affectant les canards (VIA, coronavirus, 

avulavirus notamment). 



 103 

Les résultats d’inventaires par captures ont montré une moindre richesse spécifique mais une diversité 

similaire en comparaison des observations standardisées. Ceci reflète sans doute le biais spécifique lié à 

la méthode de capture aux filets, qui cible plutôt les espèces de petite taille, à proximité du sol et plutôt 

autour des haies et bâtiments où elles ont leur activité (FAO, 2007; Whitman et al., 1997). Cette méthode 

a ainsi permis de détecter quelques espèces discrètes qui n’avaient pas été détectées par les protocoles 

d’observation (Fauvette des jardins, Hippolais polyglotte - Hippolais polyglotta, Pouillot fitis, Rousserolle 

effarvatte, Gobemouche gris - Muscicapa striata et Torcol fourmilier - Jynx torquilla), alors que les espèces 

plus grandes ou volant à des altitudes plus élevées (par exemple hérons, rapaces, goélands) n’ont pas pu 

être capturées. Un biais induisant une réduction de la probabilité de captures a aussi été observé 

(moindres effectifs en comparaison des observations, moindre proportion de recaptures) pour les 

espèces de milieux ouverts ou les plus adaptées aux activités humaines (bergeronnettes grises, moineaux, 

étourneaux sansonnets) qui se montrent agiles à éviter les filets et apprennent rapidement leur 

emplacement. L’orientation de l’effort de capture en direction de ces espèces nécessite donc des 

adaptations particulières de méthodes pour tenter de les surprendre, ce qui ne fonctionne généralement 

que quelques heures : ouverture des filets tôt à l’aube ou tard au crépuscule, en des dispositions 

complexes et proches de zones de concentration, attractions auditives par des enregistrements de cris et 

chants, entre autres. D’autres espèces au contraire se montrent très faciles à capturer par les filets 

japonais, comme les rougegorges, les accenteurs mouchets (Prunella modularis) ou les merles noirs 

(Turdus merula) dont les proportions de recaptures sur une même session de trois jours étaient les plus 

élevées parmi les espèces dont les effectifs étaient supérieurs à 25 individus (au-delà de 25% des 

individus).  

En complément des évaluations de richesse et diversité spécifiques par les captures, il a été tenté 

d’estimer les tailles de populations pour les espèces les plus communes. Ce travail a fait l’objet du stage 

de Master 1 Gestion Intégrée des Maladies Animales Tropicales de Gauthier Vercher durant le premier 

bimestre de 2021. Pour ce faire, les historiques individuels de marquage-recapture pour les espèces ou 

groupes d’espèces les plus abondamment capturés ont été utilisés pour calculer l’estimateur de Chapman 

à deux sources (Chapman, 1951). Ces estimations devant se baser sur des populations fermées, il fallait 

initialement sélectionner des sessions de captures proches dans le temps (un à deux mois, pour faire 

l’hypothèse d’une absence d’émigration ou immigration d’individus) et dont la distribution des espèces 

était similaire. L’évaluation de cette similarité a été faite par calcul de l’indice de dissimilarité de Bray-

Curtis (Bray and Curtis, 1957). Cependant, les résultats des estimations de tailles de populations, 

présentés ici à titre informatif (Figure 33), ont paru très irréalistes en surestimant grandement celles-ci. 

Il est fort probable que ce soit dû aux hypothèses de population fermées, nécessaires à l’estimateur utilisé 

et qui étaient trop éloignées de la réalité sur le site étudié et entre sessions (répartitions d’abondances 

similaires à 68% au plus entre sessions espacées d’un mois). Le temps limité pour réaliser ces analyses 
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n’a pas permis de pousser celles-ci plus loin pour trouver des solutions d’adaptation. Il est aussi probable 

que les effectifs capturés par espèce et par session aient été trop faibles pour obtenir des recaptures en 

nombre suffisant d’une session à la suivante. Le protocole de captures n’était donc pas adapté à cette 

estimation, car initialement prévu pour recenser et prélever des matières biologiques sur l’avifaune 

présente, ciblant en particulier les moineaux et bergeronnettes (Étude épidémiologique longitudinale de 

différents agents infectieux aviaires dans les compartiments sauvage et domestique autour d’un élevage 

avicole plein air - p 157). 

Figure 33 - Estimation des tailles de populations pour chaque paire de sessions de captures considérée.  
Les barres verticales indiquent les intervalles de confiance à 95%. PASD : Passer domesticus ; SYL : parvordre 
Sylviida (fauvettes, rousserolles, hippolais) ; MUS : Muscicapidés (rougegorges, rougequeues, gobemouches, 
rossignols, tariers) ; MOT : Motacilla spp. (bergeronnettes) ; PASM : Passer montanus ; PIC : Picidés (pics, torcols) ; 
TUR : Turdus spp. (merles, grives) ; PAR : Paridés (mésanges) ; FRI : Fringillidés (pinsons, grosbecs, chardonnerets, 
verdiers, linottes) ; CER : Certhioidés (grimpereaux, troglodytes, sittelles) ; AEG : Aegithaloidés (orites, pouillots) ; 
PRU : Prunella modularis. 

Malgré les biais cités plus haut, la méthode de captures au filet apporte donc des résultats différents et 

complémentaires des méthodes d’inventaire par observation. En effet, elle cible plus particulièrement les 

espèces actives à proximité du sol qui représentent une part importante de la population commensale 

des élevages qui nous intéresse dans le cadre d’études épidémiologiques. Certaines espèces cryptiques 

ont ainsi pu être détectées sur le site grâce à cette méthode (Whitman et al., 1997). En outre, elle permet 

de caractériser plus finement la population présente grâce à l’identification des âges ou des états 

physiologiques, et elle peut permettre l’usage de méthodes de marquage-recapture pour estimer les 

tailles de populations en orientant le protocole dans ce but. Il faut en revanche citer le caractère fastidieux 

et très technique de cette méthode, nécessitant l’investissement de temps prolongé d’une à deux 

personnes minimum compétentes pour la technique de capture et manipulation ainsi que pour 

l’identification ornithologique et physiologique. Le recensement par captures ne se justifie donc 

quasiment qu’en études de moyen à long terme produisant des données répétées et en quantités 

exploitables statistiquement, c’est-à-dire qu’un investissement de temps important doit y être consacré 

pour que la méthode soit exploitable de façon fiable (FAO, 2007; Whitman et al., 1997). L’accès physique 
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à des oiseaux sauvages sains qui pourront servir à la collecte d’échantillons biologiques en justifie 

également le choix pour les études épidémiologiques (FAO, 2007), mais toujours en complément des 

observations ornithologiques qui serviront à mieux cibler et adapter les captures aux espèces présentes. 

L’analyse et la comparaison des résultats issus des différentes méthodes de recensement ornithologique 

permet de souligner quelques points généraux. Tout d’abord, l’élevage de canards étudié ici semble très 

propice à l’avifaune commensale. Le site comporte en effet une richesse spécifique et des indices de 

diversité relativement élevés en toutes saisons en comparaison de paysages similaires agricoles ou 

périurbains (Clergeau et al., 1998; Jeliazkov et al., 2016). Ce phénomène peut être sans doute expliqué 

par différentes caractéristiques du site étudié. Comme évoqué précédemment, la localisation 

géographique du Sud-Ouest de la France est favorable à des passages d’espèces migratrices sur leur 

couloir de migration, et le piémont pyrénéen de climat doux et humide offre des conditions favorables 

d’hivernage et de reproduction. Le paysage environnant est aussi favorable à une diversité d’espèces 

d’habitats variés, grâce à une agriculture de petites surfaces en polyculture et élevages alternant avec du 

boisement (Chiatante et al., 2021). La composition du site lui-même semble aussi très propice à diverses 

espèces, de par les bâtiments nombreux et notamment les plus anciens conservés (cavités et abris 

hébergeant des nids de moineaux ou hirondelles notamment), de par l’activité d’élevage et de cultures 

végétales (alimentation pour insectivores et granivores), et de par la présence de végétation variée et 

dense notamment en ornement autour des habitations ou sur l’élevage dans le cadre de la conduite en 

agroforesterie (abris et repos, alimentation par les fruits et insectes, nidification) (Bestman et al., 2018; 

Mupepele et al., 2021). Il serait alors intéressant de comparer ces résultats à d’autres types d’élevages de 

la même région afin d’identifier des caractéristiques propres à chacun qui favoriseraient ou non 

l’avifaune dans ce contexte. 

Deuxièmement, le profil des espèces identifiées sur l’élevage met en évidence la présence de nombreuses 

espèces menacées à moyen ou long terme. En particulier, ce site héberge des populations reproductrices 

de Moineau friquet et Moineau domestique, espèces particulièrement en déclin en France et en Europe 

qu’il convient donc de préserver. Les populations de Moineau friquet et domestique ont perdu 

respectivement 29,7 millions et 246,7 millions d’individus entre 1980 et 2017 en Europe (Burns et al., 

2021), soit un déclin de populations respectives de 60,2% et 4,6% entre 2001 et 2019 en France 

(Fontaine et al., 2020). Le Moineau friquet a ainsi un statut « en danger » sur la Liste Rouge nationale de 

l’UICN (UICN France et al., 2016). Les populations nicheuses d’Hirondelle rustique et surtout d’Hirondelle 

de fenêtre sur le site doivent aussi être préservées, celles-ci étant classées « quasi menacées » sur la Liste 

Rouge nationale de l’UICN (UICN France et al., 2016) et montrant un déclin en France sur 2001-2019 de 

25,3% et 23,3% respectivement (Fontaine et al., 2020). Parmi les espèces les plus fréquemment 

observées sur le site, le Rougegorge familier est aussi en déclin en France (9,2% sur 2001-2019), ainsi 

que le Pic vert (10,4%), le Pouillot véloce (11%) et le Troglodyte mignon (20%). En revanche, la 
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Bergeronnette grise très abondante montre une relative stabilité de sa population à l’échelle française. 

Avec l’érosion actuelle de la diversité ornithologique en France et en Europe, en particulier en milieu 

rural (Burns et al., 2021; Fontaine et al., 2020), il semble donc primordial de conserver ce type de site 

favorable à la biodiversité globale. Cette préservation globale semble d’autant plus importante dans le 

contexte d’une prévention intégrée des circulations infectieuses à l’interface sauvage-domestique. En 

effet, la chute de diversité des espèces de milieux ruraux se fait en faveur d’espèces généralistes qui 

occupent leur niche écologique par opportunisme, comme les étourneaux sansonnets, les hérons garde-

bœufs ou certains corvidés (Fontaine et al., 2020). Or ces espèces généralistes ont souvent un mode de 

vie grégaire et seront plus facilement mobiles entre sites, ce qui peut donc faciliter leur contribution aux 

échanges et diffusions d’agents infectieux à l’interface sauvage-domestique (Caron et al., 2015). La chute 

de diversité spécifique pourrait ainsi contribuer à atténuer un éventuel effet de dilution pour certains 

agents infectieux, dans une situation où les hôtes restants y seraient aussi plus réceptifs et donc 

amplifieraient leur circulation, ce d’autant plus en contexte de contraintes écologiques globales (Morand 

and Lajaunie, 2018a, 2018b). 

Les espèces recensées sur le site sont très majoritairement des Passériformes, Columbiformes, 

Piciformes et quelques rapaces Accipitriformes, Strigiformes ou Falconiformes. Grâce à l’usage de 

méthodes classiques d’observations standardisées dont les résultats sont aisément comparables à 

d’autres études, il est possible de situer la population par rapport à d’autres contextes géographiques. 

Notamment, des études réalisées en élevages avicoles dans d’autres régions européennes et françaises 

diffèrent dans la répartition des espèces d’avifaune (Gotteland et al., 2009; Lubac et al., 2012; Veen et al., 

2007). Si les Passériformes y sont toujours majoritaires avec notamment la présence fréquente et 

abondante des Moineaux domestiques, en revanche les Corvidés, Sturnidés et Columbidés y sont aussi 

parmi les espèces majoritaires mais pas les bergeronnettes grises. L’élevage du Gers étudié comme 

modèle ici semble donc différer en particulier par son profil d’espèces plus riche, et par la présence 

abondante des bergeronnettes grises. Comme dans les autres élevages européens où l’avifaune a été 

recensée, quelques espèces d’autres ordres et notamment aquatiques ont également pu être observées, 

plus ponctuellement mais parfois en groupes importants : hérons garde-bœufs, vanneaux huppés, grues 

cendrées, grands cormorans, hérons cendrés, bécassines des marais, goélands et mouettes. Il faut aussi 

noter la présence occasionnelle d’espèces aquatiques (canards colverts en particulier, mais aussi 

foulques macroules, grèbes castagneux ou gallinules poules d’eau) dans la petite réserve d’eau en amont 

Nord de l’élevage (Figure 28c). À l’exception des hérons et bécassines qui étaient parfois observés sur les 

parcours des canards (occupés ou non), les espèces aquatiques étaient uniquement observées en vol de 

passage au-dessus ou à côté de l’élevage. Mais ces espèces représentent un risque potentiellement accru 

pour les transmissions infectieuses, par leur taille (charges infectieuses excrétées), leur comportement 

grégaire, et souvent leur capacité de déplacement sur de grandes distances permettant d’établir des 
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connexions avec d’autres élevages ou avec des zones humides réservoirs naturels pour les agents 

infectieux adaptés aux canards d’élevage. Leur présence ne doit donc pas être négligée dans le cadre d’une 

étude épidémiologique de l’interface sauvage-domestique locale. 

La vaste diversité des groupes taxonomiques présents sur l’élevage implique aussi une diversité de traits 

d’histoire de vie et donc d’usages du milieu. Par cette diversité que l’on constate dépendante du contexte 

local, l’implication de chaque espèce dans les échanges infectieux au sein de la communauté aviaire et en 

particulier à l’interface sauvage-domestique peut varier. Le recensement de l’avifaune présente 

localement est donc une première étape essentielle à la connaissance des éventuels protagonistes de 

l’épidémiologie locale, bien qu’il soit souvent omis dans les études épidémiologiques (Caron et al., 2015). 

Ainsi, les espèces commensales les plus fréquemment et abondamment observées doivent être ciblées en 

priorité pour leur possible rôle épidémiologique vis-à-vis d’agents pathogènes aviaires. En effet, 

l’abondance et la fréquence sont des premiers facteurs de risque pour la participation à une éventuelle 

circulation infectieuse locale puisqu’elles accroissent l’exposition de et par l’espèce (Caron et al., 2015). 

Les différentes méthodes de recensement appliquées au modèle de l’élevage d’étude ont alors permis de 

mettre en évidence les espèces les plus abondantes et donc les plus à risque d’être impliquées dans les 

échanges infectieux à l’interface. Ainsi l’analyse de la distribution des observations permet notamment 

de sélectionner pour cette présomption de risque les deux espèces de moineaux, les bergeronnettes 

grises, les rougegorges familiers (Erithacus rubecula), les pinsons des arbres (Fringilla coelebs), les 

tourterelles turques (Streptopelia decaocto), les étourneaux sansonnets (Sturnus vulgaris), et 

éventuellement les hirondelles de fenêtre (Delichron urbicum) et rustiques (Hirundo rustica) présentes 

uniquement en saison de reproduction. Le rôle des hérons garde-bœufs dans ce contexte local reste à 

préciser également car leur observation est relativement ponctuelle et centrée sur la saison hivernale, 

mais parfois en très grands groupes de plusieurs centaines, et l’espèce a une affinité reconnue pour les 

environnements agricoles et les zones humides. En tenant compte du biais de capture, l’analyse de la 

distribution des effectifs capturés conforte la liste des espèces commensales d’intérêt identifiées par les 

protocoles d’observation. On peut cependant y ajouter les fauvettes à tête noire (Sylvia atricapilla), les 

pouillots véloces (Phylloscopus collybita) et les merles noirs. 
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II. Analyse des contacts et interactions entre la communauté d’hôtes 
aviaires autour de canards élevés en plein air 

a. Introduction 

L’abondance d’une espèce au niveau de l’interface permet d’établir son caractère commensal et son 

intérêt épidémiologique a priori, qui permettront donc une première priorisation de l’investigation 

épidémiologique dans sa direction (Veen et al., 2007). Mais l’abondance d’une espèce sur ou à proximité 

de l’élevage à quelques instants donnés (lors des observations) n’indique pas directement la proximité 

ou l’intensité des contacts de celle-ci avec l’élevage. En particulier, il n’est pas indiqué que l’espèce en 

question est présente sur les parcours des canards domestiques, ou qu’elle participe à des contacts 

potentiellement infectieux par voies directes ou indirectes avec les canards. Comme les espèces 

abondantes identifiées par la première phase d’inventaire sont encore nombreuses et de traits d’histoire 

de vie variés (granivores ou insectivores, terrestres ou arboricoles, sédentaires ou migrateurs…), il est 

nécessaire de mieux cibler l’étude épidémiologique suivante sur les espèces les plus proches des canards. 

En effet, la variété de leurs modes de vie implique aussi des techniques de captures et prélèvements 

différentes si on veut étudier leurs agents infectieux. Les contacts entre avifaune et canards de l’élevage 

devront donc être caractérisés par une seconde phase d’étude écologique plus détaillée (Caron et al., 

2015, 2014; Scott et al., 2018). Afin de mieux préciser quelles espèces de l’avifaune commensale peuvent 

participer à ces contacts, l’objectif ici était donc d’établir leur répartition à proximité directe des canards 

ou de leur environnement et de caractériser de possibles interactions. La précision fine de cette 

répartition spatiale et temporelle en lien avec celle des canards, ainsi que le détail des comportements 

individuels devraient alors permettre d’identifier plus finement les espèces commensales d’intérêt 

épidémiologique dans ce contexte. L’analyse de leurs interactions dans le réseau d’hôtes servira ensuite 

à évaluer et quantifier les occasions de contacts, et donc les potentielles voies de passage direct ou 

indirect pour des agents infectieux, en particulier entre les compartiments sauvage et domestique de 

l’interface. Le suivi longitudinal sur une année complète et sous différentes conditions 

environnementales permettra aussi de caractériser les conditions les plus favorables à la visite des 

espèces commensales d’intérêt auprès des canards. 

 

b. Matériel et méthodes du travail de terrain 

Le recensement de l’avifaune commensale et de ses comportements autour des canards de l’élevage 

d’étude s’est basé sur des observations réalisées entre l’été 2020 et l’été 2021. Le protocole impliquait 

des visites de deux jours une fois par mois, qui ont été faites dans le cadre d’une thèse d’exercice 

vétérinaire (Toulouse 2023) par Pierre Fiévet que j’ai co-encadrée (mise au point du protocole et 

méthodes d’analyses). La mise en place du protocole s’est faite progressivement pour arriver à affiner et 

adapter celui-ci aux contraintes et au contexte de l’élevage. Pierre était déjà initié à l’identification 
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visuelle ornithologique, et a suivi en préparation des séances de perfectionnement sur l’élevage avec 

l’aide de Benjamin Vollot pour s’adapter au mieux aux espèces locales. L’adaptation du protocole a aussi 

impliqué l’optimisation de la méthode d’enregistrement des informations en direct pour fluidifier les 

observations, par des fiches de relevés spécifiques ainsi que des enregistrements vocaux, ensuite 

retranscrits en tableur numérique. 

À chaque visite de deux jours, trois parcours extérieurs étaient préalablement sélectionnés 

(aléatoirement si plusieurs) parmi trois catégories d’occupation par les lots de canards : un parcours vide 

depuis au moins deux semaines, un parcours occupé depuis au moins deux semaines, et un parcours 

ayant subi un changement récent d’occupation dans les deux dernières semaines, ceci afin de distinguer 

l’effet de la présence des canards de celui de leur dégradation environnementale, sur la fréquentation des 

oiseaux sauvages. Sur les deux jours de présence, les trois parcours ainsi sélectionnés ont été visités en 

alternance à raison de quatre sessions d’observation par jour : une démarrant 30 min après le lever du 

jour, une en milieu de matinée solaire, une en milieu d’après-midi solaire, puis à la dernière heure avant 

le coucher de soleil. L’observateur se positionnait sur des points définis pour chaque parcours et horaire, 

lui permettant de visualiser un angle maximal comprenant le bâtiment d’élevage sans déranger les 

activités des oiseaux, et tout en n’étant pas gêné par la direction de la lumière du soleil. Après cinq 

minutes d’attente discrète, permettant aux oiseaux sauvages de reprendre une activité normale, la 

session d’observation commençait. Celle-ci consistait en 30 balayages continus aux jumelles de 

l’ensemble de la surface visible du parcours et de l’entrée du bâtiment pour enregistrer en instantané le 

comportement et la localisation (notamment la proximité avec les canards) de chaque oiseau sauvage 

présent sur une projection verticale d’environ 5 m du parcours ou du bâtiment.  

 

c. Publications scientifiques 

L’article scientifique suivant, accepté en mai 2022 par la revue Scientific Reports, expose le détail de la 

méthodologie des phases d’observations individuelles, ainsi que de la suite des analyses à partir des 

données générées, et discute des résultats obtenus. 

Ces travaux ont également fait l’objet de communications en congrès : 

 une présentation de poster à la conférence 69th WDA / 14th EWDA - Joint Virtual Conference du 31 

août au 02 septembre 2021 (Le Gall-Ladevèze, 2021a) (Annexe B). 

 une présentation orale associée à un article aux 14èmes Journées de la Recherche Avicole et palmipèdes 

à foie Gras, les 09 & 10 mars 2022 à Tours (Le Gall-Ladevèze, 2022) (Annexe E).  
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Abstract 

The role of commensal birds in the epidemiology of pathogens in poultry farms remains unclear. Our 

study aimed to identify potential key species for interactions with domestic ducks on one free-range duck 

farm in southwest France. Methods combined direct individual observations on duck outdoor foraging 

areas, network analysis, and general linear mixed models of abundances. Results showed a wide diversity 

of wild bird species visiting foraging areas, heavily dominated in frequency by White wagtails (Motacilla 

alba) and Sparrows (Passer domesticus and Passer montanus). These also were the only species seen 

entering duck premises or perching on drinkers in the presence of ducks. Moreover, White wagtails were 

the species most frequently observed on the ground and in close proximity to ducks. Network analysis 

suggested the role of White wagtails and Sparrows in linking ducks to other wild birds on the farm. The 

abundance of White wagtails was positively associated with open vegetation, with the presence of ducks 

and particularly in the afternoon, while the abundance of Sparrows was positively associated only with 

the fall-winter season. By precisely characterising interactions, the study was able to identify few wild 

bird species which should be prioritized in infectious investigations at the interface with poultry. 
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Introduction 

Commensal wild birds are species that live permanently or temporarily near human activities, benefitting 

from food and shelter resources 1. Such as the ubiquitous House Sparrow (Passer domesticus), they can 

be present in all types of human-made environments, ranging from town-centres to isolated farms 1–4. 

Depending on the human activities considered, commensalism involves different profiles of species, 

according to their life history traits making them adapted to the specific resources from which they 

benefit and to the specific hazards that threaten them 3,5. In poultry farms, and particularly free-range 

farms, the frequent presence of commensal wild birds alongside domestic poultry has raised concerns 

about possible transmission of pathogens such as avian influenza viruses (AIV) between wild and 

domestic bird communities 6,7. While the main reservoir hosts for these viruses are waterbirds 

(Anseriformes and Charadriiformes) 8,9, common commensal species such as Sparrows, Starlings and 

Pigeons have also been shown to be susceptible to AIV in experimental conditions 10–15. Commensal birds 

could thus play a role in AIV transmission at the wild-domestic bird interface. Although previous 

surveillance studies have shown that commensal birds were less susceptible to AIV infection in 

comparison with waterbirds 8, their mobile behaviour and frequent presence on poultry farms make 

them suitable candidates as bridge hosts, i.e. hosts providing a link through which AIV could be 

transmitted between poultry farms and with other wild bird populations 16.  

Southwest France is a poultry production region with a high density and diversity of species and breeding 

systems. Free-range systems such as traditional foie gras duck farms are particularly abundant in the 

region 17. Free-range farming systems automatically increase the likelihood of contacts at the wild-

domestic bird interface, especially for the slow growing foie gras ducks which live for at least 11 weeks 

with unlimited access to outdoor foraging areas. This exposure was recently called into question as the 

region, in particular its duck sector, was deeply affected by recurrent HPAI waves in the past few years 

18–21. Preventive contact-restriction measures have been consequently enforced on poultry farms to 

reduce the risk of direct and indirect AIV transmission at the wild-domestic bird interface. These 

measures are mainly based on covering drinkers and feeders, and food and litter storages, generally 

repelling the presence of wildlife on farms, and confining flocks during high-risk periods of AIV 

introduction 22. However, these measures remain costly and sometimes inconsistent with traditional 

free-range production systems 23,24. Their efficiency also has not yet been assessed as no quantitative data 

are available on wild bird visits and contacts with free-range poultry in southwest France 24. 

Nevertheless, few publications have broadly described wild bird visiting patterns on poultry farms in the 

southwest and other regions in France 25–27. The results show variations of wild bird communities 

between regions and seasons, with overall few to no visits of waterbirds and maximal abundances on 

farms for Sparrows (Passer domesticus), Finches (Fringilla spp.), Pigeons and Doves (Columbidae), 

Starlings (Sturnus vulgaris) and Magpies and Jackdaws (Corvidae). However, knowledge gaps remain with 
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regard to an accurate quantification and characterisation of interspecies (wild-wild and wild-domestic) 

interactions involving commensal wild birds through their biological seasons. Moreover, it is very likely 

that declining rural avian biodiversity due to decades of agroecosystem changes 28,29 has had an impact 

on interactions at the wild-domestic bird interface. Indeed, declining farmland specialist species may 

have left more space to thrive around poultry farms for the generalist commensal species that are better 

adapted to more homogenised agricultural landscapes 29,30. 

The present study aims to identify potential key commensal wild bird species in the avian host 

community that are in contact with domestic ducks. We do so by studying one typical duck farm in 

southwest France, combining direct individual observations, general linear mixed models of abundances, 

and network analysis. Specifically, the study focused on (i) describing wild bird species and their 

interactions with domestic ducks, (ii) analysing the network of wild bird species co-occurrence with 

domestic ducks, and (iii) investigating the environmental factors influencing wild bird species 

abundance. 

Methods 

Study site 

The study site is a typical duck farm in the department of Gers, southwest France, which was affected by 

HPAI during the 2016-2017 winter epizooty (Figure 1.a). The surroundings of the farm are an undulating 

landscape of small mixed crop and stock farms with woods on hills (Figure 1.b). Although not a wetland 

area, many artificial water dams of various sizes are dispersed in the surroundings for agricultural use. 

The farm breeds mule ducks under the ‘Canard à Foie Gras du Sud-Ouest’ label, which requires at least 

14 weeks of unlimited outdoor access. The farm is composed of two small 0.5 ha outdoor foraging areas 

for ducklings (one day to one month of age), and eight large 1.5 ha foraging areas for growing ducks (one 

month to 14-16 weeks of age) (Figure 1.c). Like an increasing number of poultry farms in the region, an 

agroforestry program is implemented on the farm, so trees for wood are planted on all outdoor foraging 

areas, and hedges of fruit trees are planted around some of the areas (Figure 1.b and 1.c).  
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Figure 1. Environment of the study farm. a. Geographic location of the farm (red circle) compared to locations 
of outbreaks and cases in poultry (purple) and wild birds (red) of highly pathogenic avian influenza (HPAI) 
from October 2016 to February 2022. Base map is the interactive HPAI map from Plateforme ESA accessible 
on https://shiny-public.anses.fr/shiny-vsi/ (April 2022). b. North aerial view of the farm (drone photography 
taken by the authors). c. Map of the farm showing the natural environment surrounding duck foraging areas. 
Unlabelled buildings are private houses that are not part of the farm. Observation points are marked on each 
studied area by type of surrounding environment (shape) and time of day (colour), with their field of view 
indicated as lines delimitating the angle connected by curved line (circle when a point is used for two areas). 
The map is produced using QGIS 78 version 3.6.1-Noosa, with a base map from Google, Image © 2022 
CNES/Airbus, Maxar Technologies. 

Field observations of wild birds 

From July 2020 to June 2021, standardised observations of wild birds were implemented on the farm’s 

outdoor foraging areas. An average of 8.7 (median of 8) observation sessions (each lasting one hour) 

were conducted each month four weeks apart (except in February and May due to the regulatory 

stamping out and cleaning for HPAI that took place on the farm) over two consecutive days. Generally, 

four sessions were distributed evenly over the day: half an hour after sunrise, mid-morning, mid-

afternoon, and one hour before sunset. In total, 87 observation sessions were carried out during 20 days 

distributed over 10 months (see description in Supplementary Table S1). For each month, three of the 10 

https://shiny-public.anses.fr/shiny-vsi/
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foraging areas were randomly selected to meet the following criteria: one with ducks present on it, one 

with no ducks for at least two weeks, and one with a recent change in use (installation or removal of 

ducks in the preceding two weeks). The three selected areas were then visited on an alternating basis 

over the two days of observation, so that each had at least one morning and one afternoon observation 

when possible, or at least two different times of day (see details in Supplementary Table S1). The same 

observation points were used for each foraging area, with only a regular adaptation to the direction of 

sunlight between morning and afternoon (Figure 1.c). Due to regulatory restrictions on duck movements 

between farms and on outdoor access during the high-risk period of HPAI introduction in the winter of 

2020-2021, no area with a recent change in use was present in January 2021, and no area with presence 

of ducks in March, April and June 2021 (see Supplementary Table S1). Each observation session was 

conducted by the same person and consisted of 30 continuous left-to-right screenings of the area using 

binoculars to record individual observations of each wild bird present on a vertical projection of up to 10 

meters of the area including fences. For each bird, the following information was recorded (see details in 

Supplementary Table S2): species, behaviour and direct environment (location, type of perch or ground, 

proximity of less than 1m from a domestic duck). If a bird could not be identified to the species level, all 

birds of the same genus or family were grouped together in the database. The observer also recorded the 

following environmental information: date, time, weather, presence and number of domestic ducks. 

Description of wild bird population diversity and behaviours 

For each observation session, the maximum number of individuals observed per species during a single 

screening (i.e. at the same time) was recorded. This number was used as an estimation of the minimum 

number of individuals per species and per session. All sessions of the same month were then grouped 

together to calculate the monthly means of minimum number of individuals per species on the farm. The 

Shannon and Simpson diversity indices, and Piélou evenness index 31,32 were calculated based on the 

monthly means rounded to the upper integer, using the “diversity” function of the “vegan” package on R 

software version 4.0.5 33. The three indices were defined by the following formulae: 

H = exp⁡(−∑ 𝑝𝑖 ln 𝑝𝑖

𝑆

𝑖=1
) (Shannon); 

D = 1/∑ 𝑝𝑖²
𝑆

𝑖=1
 (Simpson); 

J =⁡ 
ln𝐻

ln 𝑆
 (Piélou) 

where 𝑝𝑖 is the proportion of individual birds in the species i, and S is the species richness (number of 

species), so that ∑ 𝑝𝑖
𝑆
𝑖=1  = 1. According to these definitions, the Shannon index represents the entropy in 

the population, i.e. the uncertainty in identifying the species of a random individual in the population. 
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The Simpson index represents the diversity, i.e. the probability for two random individuals to belong to 

the same species. This second diversity index is less sensitive to rare species than the first one, so it is 

more suitable to compare populations from different contexts 31. The Piélou index represents the 

equitability of species abundances, that is the evenness of distribution of individuals among the different 

species 31,32. 

The data subset of observations in presence of ducks on the area (for either more than two weeks or 

recently introduced, counting for 34 out of the 87 sessions) were used to quantify behaviours allowing 

contacts (direct or indirect) between wild birds and domestic ducks. Recordings of whether each wild 

bird was at a distance of less than one meter from a duck were used to assess direct contacts 34, including 

droplet emissions (allowing airborne viral transmissions based on approximate droplet emission 

distance 35 and virus infectivity in droplets 36) or even physical contacts. Indirect contacts via biological 

matter (allowing indirect viral transmissions such as faeces, surfaces, water, or airborne particles) were 

assessed via recordings of bird locations on duck foraging areas, in particular around aggregation spots, 

such as duck premises, feeders, drinkers, and on trampled wet ground. The cumulative numbers of 

individuals showing each type of interaction with ducks (direct or indirect), or each type of behaviour 

(entering premises, on the ground or perched) were then compared between species or group of species.  

Network of between-species co-occurrences 

To analyse the co-occurrence patterns (as a proxy for indirect contacts) between wild bird species and 

domestic ducks, data of observations on the 87 sessions with or without ducks on the area were used. An 

undirected weighted network was built, considering bird species (wild bird species or groups of species, 

and domestic ducks) as nodes, and two different bird species recorded during the same observation 

session (i.e., co-occurrence) as an edge. Edges were then weighted by the frequency at which a given pair 

of bird species was recorded. Each node was characterised by its degree, representing the number of 

other nodes (i.e., species) connected to it. Communities of more densely connected species 37 were 

defined by a walktrap algorithm based on a random walk through the edges 38 using the 

“cluster_walktrap” function of “igraph” package 39, with a four-step walk selected as giving the most 

synthetic and biologically accurate result 38. The network analysis was conducted using the “igraph” 

package 39 on R software version 4.0.5 33. 

Influence of environmental factors on wild species abundance 

Environmental factors influencing the abundance of commensal wild birds on foraging areas were 

investigated, focusing on the species most at risk for interactions at the wild-domestic interface. To do 

so, counts of the most abundant species in presence of ducks were analysed according to environmental 

variables. Species selected for the analysis were the most frequently observed in presence of ducks, i.e. 

present on more than 25% of sessions with ducks in the area: White wagtails and Sparrows. This ensured 
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also to exclude species with observation counts too low for analysis, i.e. too low for models to converge 

or to be interpretable. The following explanatory categorical variables were considered: time of day 

(morning or afternoon), weather (sun, clouds, or rain), season (spring-summer or fall-winter), type of 

surrounding vegetation of the area (woods and hedges, or open field) and presence of ducks on the area 

(either absent, or present in the last two weeks). All further statistical work was conducted using R 

software version 4.0.5 33. As univariate distribution of abundances for both species showed no significant 

effect of weather (p-values over 0.7 for Kruskal-Wallis rank sum tests), this variable was excluded from 

model selections. Association between pairs of categorical explanatory variables was examined using chi-

squared tests, considered significant if their p-value was greater than 0.05. The strength of this 

association was estimated by Pearson’s Phi using “phi” function from package “effectsize” 40, and 

considered too large to keep both variables if their value was greater than 0.5 41. Since species’ counts 

showed a negative binomial distribution, and to account for groups of sessions from the same two-day 

visits of each month, general linear mixed-effects models using a log link negative binomial error 

distribution were used with the month as the random variable, using the “glmer.nb” function from “lme4” 

package 42,43. Variable selection within the multivariate analysis was based on automated selection based 

on AIC using the function “dredge” from package “MuMIn” 44, starting from a full model with all 

interactions between explanatory variables. Among minimal ranked models in a range of two units above 

the lowest AIC, the most parsimonious one was selected as the final model. The regression coefficients 

for the final model were expressed as odds ratios (OR) with 95% confidence intervals (CI), and its 

goodness of fit was estimated by the trigamma conditional R² 45 using the “rsquared” function from 

package “piecewiseSEM” 46,47. 

Results 

Description of wild bird population diversity and behaviours 

A total of 42 wild bird species were observed on foraging areas of the farm during the 87 observation 

sessions and exactly 2,000 individual observations (species-behaviour-environment); the vast majority 

belonged to the order Passeriformes. The most frequently observed species was White wagtail (Motacilla 

alba, MOTALB) in 84% of the total number of sessions, House and Tree Sparrows (Passer domesticus and 

P. montanus, PAS spp) in 79% of sessions, and Common Chaffinch (Fringilla coelebs, FRICOE) in 28% of 

sessions, while other species were observed on less than 25% of sessions. The minimal number of 

individuals (i.e. maximum observed at the same time) varied with species, and ranged up to 44 

individuals for European Goldfinch (Carduelis carduelis, CARLIS). Resulting monthly means of minimum 

species group sizes ranged from 1 to 29.3, with a few increases in the number of gregarious species (Table 

1). 
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Table 1. Monthly mean (+- standard deviation) of minimum number of individuals per species, listed in descending order of cumulative means. The darker the cell, the higher 
the mean. National population status of each species is taken from UICN France (2016) 68, indicated as breeding (B), wintering (W), migrant (M). A combination of statuses is 
indicated if different populations are present along the year, and figured in bold if the population is consistently evaluated and significant for the species according to UICN’s 
criteria.   

Species Code Status Jul. Aug. Sep. Oct. Nov. Dec. Jan. Feb. Mar. Apr. May Jun. 

Passer domesticus  & P. montanus PAS spp B 4.3 +-3.5 4 +-2.1 11.9 +-14.5 12.2 +-7.5 5 +-4.8 16.6 +-13.6 7.1 +-4   5.8 +-2.7 3.4 +-1.9   3.5 +-2.3 

Carduelis carduelis CARLIS B-W-M         24 +-16.6 14 +-18.4 1   29.3 +-18.2 4   1 

Motacilla alba MOTALB B-W 3.7 +-2.9 3.1 +-1.7 9 +-9 5.3 +-2.4 5.4 +-2 5.2 +-3.7 2.7 +-1.2   2.3 +-1 2.6 +-1   1.9 +-0.6 

Aegithalos caudatus AEGCAU B 2 +-1.4   4   6.5 +-0.7 7     2 +-0       

Emberiza spp EMB spp B-W-M 1       11 +-12.7   1.7 +-0.6   1.5 +-0.7     1 +-0 

Columba palumbus COLBUS B-W-M   1 1       14     1.7 +-0.6     

Cyanistes caeruleus PARCAE B 1   3 2.5 +-0.7 1.5 +-0.7 2 2   2 1.5 +-0.7   1 

Fringilla coelebs FRICOE B-W-M     1 1 2 +-1.4 4.4 +-4.5 2.8 +-2.9   2.3 +-1.5 1 +-0   1.3 +-0.5 

Streptopelia decaocto STRCTO B-M 1.2 +-0.5 1 1.3 +-0.6 6 2 1     2 +-0 1 +-0     

Sturnus vulgaris STUVUL B-W-M 1.5 +-1   1 2   2.5 +-2.1     2     5 +-2.8 

Anthus spp ANT spp B-W-M         2 7 2.5 +-2.1   1 1     

Phylloscopus collybita PHYCOL B-W-M     1.3 +-0.6 1 3 3.8 +-2.3 1   2 1     

Phoenicurus ochruros PHOOCH B-W-M 1.6 +-0.9 3 1.8 +-1 1 1 1     1 1.4 +-0.6   1 +-0 

Picidae PIC spp B-W 1 +-0 1.5 +-0.7 1.5 +-0.7   1 1 2   1 1 +-0   1 

Erithacus rubecula ERIRUB B-W-M   1 1 3 +-1.7 1.3 +-0.6 1.3 +-0.5 1   2       

Turdus merula TURMER B-W-M 2 +-1.7   1 1 1.5 +-0.7 1 +-0     1 +-0 1.3 +-0.6   1 +-0 

Saxicola rubicola SAXTOR B-W-M 2   1 1           3   2.5 +-0.7 

Parus major PARMAJ B-M     1.5 +-0.7 1.5 +-0.7 1 2 +-1.4 1   1 +-0 1     

Garrulus glandarius GARGLA B-W 2 +-2 2 +-1.4 1 +-0 2 +-0                 

Corvus corone CORONE B-W           2 3         1 

Chloris chloris CARCHL B-W-M 2                 3     

Elanus caeruleus ELACAE B       1.5 +-0.7     1     2 +-0     

Sylvia atricapilla SYLATR B-W-M     1 +-0           1.5 +-0.7 1   1 

Sitta europea SITEUR B   1 +-0 1.3 +-0.6 1 1               

Certhia brachydactyla CERBRA B 1 1 +-0     1               

Luscinia megarhynchos LUSMEG B-M 1 1 +-0 1                   

Motacilla cinerea MOTCIN B-W 1 +-0 1               1     

Upupa epops UPUEPO B-W 1 +-0 1               1     

Columba livia COLLIV B 2                       

Ficedula hypoleuca FICUCA B-M     1 +-0   1               

Ardea cinerea ARDCIN B-W-M   1                     

Buteo buteo BUTBUT B-W-M                       1 

Cuculus canorus CUCCAN B-M   1                     

Pica pica PICPIC B                 1 +-0       

Sylvia communis SYLCOM B-M                   1     
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The monthly number of wild bird species ranged from 14 to 20 (Figure 2). The diversity indices of 

Simpson (D) and Shannon (H) and the evenness index of Piélou (J) (Figure 2) showed similar patterns, 

with highest values in April (D=15.4, H=17.4, J=0.95) and July (D=13.8, H=15.8, J=0.95), then dropping 

during fall and winter down to the lowest values in March (D=4.1, H=8.3, J=0.73).  

Figure 2. Monthly observed bird diversity indices on duck foraging areas. 

Using data of observations in presence of ducks, the direct environment of individual birds were analysed 

to quantify behaviours allowing potential direct or indirect interactions between wild birds and domestic 

ducks. Nine of the 23 species (8 of the 22 groups of species) observed in the presence of domestic ducks 

were recorded at least once at less than one meter from ducks (Figure 3.a). The frequency of these direct 

contacts represented 131 observations in the 953 total observations with presence of ducks (13.7%), 

implying a cumulative count of 294 individuals out of the 2,446 cumulative individual birds. The vast 

majority of direct contacts implied MOTALB with 106 observations of 245 individuals, accounting for 

83% of all birds showing direct contact with ducks and for 23% of all interactions with ducks shown by 

the species (Figure 3.a). This was followed by PAS spp, with 14 observations of 32 individuals, accounting 

for 11% of birds in direct contact with ducks and for 3% of interactions with ducks by the species (Figure 

3.a). This was followed by Turdus merula TURMER and Garrulus glandarius GARGLA with each one 5 

individuals (each one accounting for 1.7% of birds in direct contact, and respectively 19% and 36% of 

interactions by each species), followed by Aegithalos caudatus AEGCAU (3 individuals, 1.0% of birds in 

direct contact and 100% of interactions by the species), Streptopelia decaocto STRCTO (2 individuals, 

0.7% of birds in direct contact and 40% of interactions by the species), and Sturnus vulgaris STUVUL and 

Phoenicurus ochruros PHOOCH (each one with 1 individual, 0.3% of birds in direct contact, and 

respectively 50% and 4% of interactions by each species) (Figure 3.a). Recordings of bird behaviour and 
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locations on foraging areas revealed situations of proximity between wild birds and duck aggregation 

areas such as feeders, drinkers or inside duck premises (Figure 3.b). These observations (41 out of 953, 

implying a cumulative count of 70 individuals) implied only 3 species: MOTALB (25 observations of 32 

individuals), PAS spp (15 observations of 37 individuals) and STRCTO (1 observation of one individual 

on a drinker). Only MOTALB and PAS spp were observed flying into duck premises, by 3 and 28 

individuals (on 3 and 9 occasions), respectively (Figure 3.b). Contrary to other species, MOTALB were 

most of the time observed on the ground of duck foraging areas, on 272 observations (52% of 523 for the 

species) implying a cumulative number of 623 individuals out of 1,079 (58%). Of these, 114 observations 

of 243 individuals (22%) were precisely on wet ground trampled by ducks (Figure 3.b). 

Figure 3. Distribution of cumulative numbers of individuals by species or species group involved in different 
types of interactions with domestic ducks over 953 observations of 2,446 cumulative individuals in total. a. 
Distribution by proximity with ducks, considering a direct interaction as a distance to ducks closer than one 
meter (indirect otherwise). b. Distribution by type of behaviour in the two most abundant species groups 
compared to all others.  
Species names are coded as follows: AEGCAU: Aegithalos caudatus; ANT spp: Anthus spp.; CARLIS: Carduelis 
carduelis; CORONE: Corvus corone; ELACAE: Elanus caeruleus; EMB spp: Emberiza spp.; ERIRUB: Erithacus 
rubecula; FICUCA: Ficedula hypoleuca; FRICOE: Fringilla coelebs; GARGLA: Garrulus glandarius; LUSMEG: 
Luscinia megarhynchos; MOTALB: Motacilla alba; MOTCIN: Motacilla cinerea; PARMAJ: Parus major; PAS spp.: 
Passer domesticus & P. montanus; PHOOCH: Phoenicurus ochruros; PHYCOL: Phylloscopus collybita; PIC spp.: 
Picidae; SAXTOR: Saxicola rubicola; STRCTO: Streptopelia decaocto; STUVUL: Sturnus vulgaris; TURMER: 
Turdus merula. 
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Network of between-species co-occurrences 

The undirected weighted network of between-species co-occurrences on the farm over one year was 

analysed. The network consisted of 36 nodes, one for domestic ducks and the other 35 for wild bird 

species (including 4 groups of species and 31 individual species) (Figure 4). Nodes were connected by 

323 edges representing the aggregation of 1217 observed co-occurrences of species pairs on the 87 

selected observation sessions. Frequencies of co-occurrences (i.e., weight of edges) were very 

heterogeneous, with MOTALB and PAS spp paired on 74% of sessions as these species were observed on 

85% and 80% of sessions, respectively. In contrast, other pairs of wild species were observed on less 

than 25% of all observation sessions. In presence of ducks on the area (34 observation sessions), only 

two species were co-occurring with ducks on more than 25% of sessions: MOTALB (94% of sessions) and 

PAS spp (85% of sessions). The two species were paired on 82% of sessions in presence of ducks. Other 

high frequencies of co-occurrences involved MOTALB with PHOOCH (23% of sessions), MOTALB or PAS 

spp with FRICOE (both 22% of sessions), and PAS spp with PHOOCH (21% of sessions). All other species’ 

pairs were observed on less than 19% of sessions. Degrees (i.e., number of paired species) were also 

heterogeneous, from MOTALB co-occurring with all other species and showing the highest degree of 35, 

to ARDCIN and CUCCAN that were rarely observed and both showing a degree of 2. PAS spp showed the 

second highest degree of 34, followed by FRICOE and PHOOCH with a lower degree of 28. As ducks were 

not present with all observed wild bird species, they showed a degree of 22. The walktrap algorithm 

identified three communities (numbered from one to three), including 12, 17, and 4 nodes, respectively 

(Figure 4). Three species were not grouped with others by the algorithm. The three communities were 

representative of habitat preference of birds. Community 1 included domestic ducks and wild bird 

species of either wood or open land that were the most connected to ducks and their most-frequently 

visiting species. Communities 2 and 3 were composed of wild bird species living preferentially in woods 

or in open lands, respectively.  
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Figure 4. Undirected weighted network based on 87 observation sessions on duck foraging areas, leading to 
1761 individual observations of 36 species or groups of species. Nodes are each species (or group), edges are 
observed interactions (co-occurrence) between two species. Nodes are coloured and shaped by community 
and sized by degree (number of contact-species), and arranged to show the most connexions as possible. 
Interactions with ducks are highlighted in green. Edge thickness is relative to their weight, i.e. their relative 
frequency in the total number of observation sessions. 
Species names are coded as follows: Ducks: Domestic ducks; AEGCAU: Aegithalos caudatus; ANT spp: Anthus 
spp.;ARDCIN: Ardea cinerea; BUTBUT: Buteo buteo; CARCHL: Chloris chloris; CARLIS: Carduelis carduelis; 
CERBRA: Certhia brachydactyla; COLBUS: Columba palumbus; COLLIV: Columba livia; CORONE: Corvus corone; 
CUCCAN: Cuculus canorus; ELACAE: Elanus caeruleus; EMB spp: Emberiza spp.; ERIRUB: Erithacus rubecula; 
FICUCA: Ficedula hypoleuca; FRICOE: Fringilla coelebs; GARGLA: Garrulus glandarius; LUSMEG: Luscinia 
megarhynchos; MOTALB: Motacilla alba; MOTCIN: Motacilla cinerea; PARCAE: Cyanistes caeruleus; PARMAJ: 
Parus major; PAS spp.: Passer domesticus & P. montanus; PHOOCH: Phoenicurus ochruros; PHYCOL: 
Phylloscopus collybita; PIC spp.: Picidae; PICPIC: Pica pica; SAXTOR: Saxicola rubicola; SITEUR: Sitta europea; 
STRCTO: Streptopelia decaocto; STUVUL: Sturnus vulgaris; SYLATR: Sylvia atricapilla; SYLCOM: Sylvia 
communis; TURMER: Turdus merula; UPUEPO: Upupa epops. 
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Influence of environmental factors on wild species abundance 

The abundances of MOTALB (present in 84% of observation sessions) and PAS spp (79%) were 

statistically analysed in relation with environmental factors. Presence of ducks was moderately and 

significantly associated with season, with more observation sessions without ducks in spring-summer 

season (X²=7.69, p=5.55e-03, phi=0.32). Presence of ducks was also significantly associated with 

surrounding vegetation, with a weaker association, due to more observation sessions without ducks in 

wooded-hedged areas (X²=4.49, p=3.40e-02, phi=0.25). Results of the general linear mixed-effects model 

(Table 2) showed that the number of MOTALB was positively and significantly associated with open areas 

in comparison with wooded-hedged areas (OR=1.82, 95% confidence interval (CI): 1.33-2.48, p=1.60e-

04). The effect of time of day alone was weak and not significant, but it was stronger and significant in 

interaction with duck presence, with more abundance of MOTALB on the afternoon with ducks on the 

area in comparison with the morning or without ducks (OR=2.00, 95% CI: 1.06-3.77, p=3.26e-02). 

Abundance of MOTALB was also positively and significantly associated with the presence of ducks on the 

area (OR=2.01, 95% CI: 1.27-3.17, p= 2.71e-03). The fitted model explained 52.3% of data variance 

according to the trigamma conditional R². As for PAS spp, the general linear mixed-effects model showed 

that counts were only positively and significantly associated with fall-winter in comparison with spring-

summer (OR=2.60, 95% CI: 1.64-4.17, p=5.64e-05) (Table 2). The fitted model was much less predictive 

with 9.8% of explained variance according to the trigamma conditional R². 
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Table 2. Results of the negative binomial general linear mixed-effects models for White wagtails and Sparrows on duck foraging areas. For each species, counts per session 
are the response variable, and effects of explanatory environmental variables according to the minimal fitted model are detailed. For both species, the full model from which 
the AIC is given used the formula Logit(counts)=Vegetation*Season*Time of day*Duck presence with the Month as random effect. 

Species Environmental variables Cumulative 
counts OR Confidence interval 

[2.5% - 97.5%] p-value  Conditionnal 
R²  

AIC of fitted 
model (AIC of 

full model) 

White 

wagtails 

(MOTALB) 

Vegetation Wooded 
Open 

103 
191 

reference 
1.82 1.33 -  2.48 1.60e-04 *** 

0.523 347.4 (360.0) 
Time of day Morning 

Afternoon 
105 
189 

reference 
0.97 0.57 -  1.63 8.98e-01  

Duck presence Absent 
Present 

68 
226 

reference 
2.01 1.27 -  3.17 2.71e-03 ** 

Duck presence 
:Time of day 

Absent or morning 
Present on the afternoon 

132 
162 

reference 
2.00 1.06 -  3.77 3.26e-02 * 

Sparrows 

(PAS spp) Season Spring-Summer 
Fall-Winter 

165 
309 

reference 
2.60 1.64 - 4.17 5.64e-05 *** 0.098 472.0 (488.7) 
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Discussion 

Detailed counts and individual observations of wild birds visiting outdoor foraging areas of a typical free-

range duck farm made it possible to characterise the species diversity of the avian commensal population 

visiting duck facilities, as well as to quantify different types of direct and indirect interactions with duck 

flocks. This study of wild bird interactions with free-range poultry is to our knowledge the most detailed 

one after few previous studies 48–52, with the combination of year-long series of data, species-level 

identification and individual behaviour quantification. The originality of this study lies in the multi-

species contact network analysis applied to the context of a wildlife-livestock interface 53, in addition with 

the focus on a free-range duck farm that represents a specific but least-studied type of poultry production. 

The farm studied is not directly connected to any wetland or littoral areas, which makes it theoretically 

unattractive for wild aquatic birds such as Anseriformes, Charadriiformes or Ardeidae that are 

considered as main reservoirs for AIV 8,9. Indeed, results showed that the vast majority of visiting wild 

birds were non-aquatic species (except for one Grey heron, Ardea cinerea). Most of them were passerines, 

which allowed to specifically focus this study on terrestrial non-aquatic avian communities of such farm 

environments. The observed species richness and diversity on foraging areas is slightly lower than 

periurban areas of France twenty years ago 54, or comparable to most types of agricultural lands in France 

29. However, the actual diversity of the farm is certainly greater than what was observed in this study, as 

farm areas outside duck foraging areas were specifically excluded, and only visual counts were applied. 

Indeed, the surrounding vegetation (woods, riparian vegetation, hedges) and habitats (various crops, 

duck premises, barns, old houses and gardens) of the whole farm are attractive for a vast diversity of wild 

birds throughout the year, as suggested by a study in the Netherlands 48 and as seen on visits for other 

purposes and on nest captures on the study farm (20 to 30 species, H=36.6-54.6, unpublished data). 

Interestingly, the profile of bird species observed on our study farm was quite different from other 

studies. Columbidae, Corvidae and Sturnidae were observed on less than 21% of observation sessions, 

and mostly in small numbers, while they composed a large part of observations in studies on other world 

regions and were thus identified as important species 7,27,49,51,52. This difference in visiting bird species 

highlights the importance of studying wild-domestic bird interface in each environmental context of 

interest. Thus, infectious risk analyses can be focused on species that are the most abundant and in close 

interaction with domestic birds, such as White wagtails and Sparrows in the context of this study.  

Co-occurrence and behaviour analyses together revealed the key role of White wagtails and House and 

Tree sparrows in the multi-species interaction network surrounding free-range domestic ducks. These 

three species were by far the most frequent and abundant species either when ducks were present or 

not, all year long, and with a resulting high number of species in indirect contact (co-occurring in the 

same area). It appears that White wagtails and Sparrows can play a role as a link (at least by indirect 

contacts on duck foraging areas) between ducks and other wild birds that may less frequently visit ducks, 
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thus intensifying the global connection between the wild and domestic compartments of the local 

interface. The three species, and to a lesser extent other species of the duck-centred community (number 

1), seem to intensify local connections between communities of birds that are usually observed in distinct 

habitats such as woods or open lands. Moreover, White wagtails were observed in co-occurrence with 

the only aquatic bird (Grey heron) observed during this study on an area with no ducks on it. As White 

wagtails are very mobile and omnipresent on the farm, it is highly probable that on the same day (or few 

surrounding days if considering AIV incubation similar to Sparrows 10–13) the same individuals went in 

direct or indirect contact with other species of wild or domestic birds of the farm. White wagtails may 

then help connect domestic ducks and the community of commensal birds of the farm to more distant 

and less frequent species that may be more susceptible to infections. Such epidemiological connection 

between White wagtails and European starlings, another commensal bird species of poultry farms, has 

already been suggested by a previous study in the same region 55. In addition to their abundance, White 

wagtails and Sparrows showed bold behaviours towards ducks and their facilities, frequently 

approaching ducks at a close distance, perching on their drinkers and feeders, flying into their premises, 

and foraging on trampled grounds rich in duck faeces. The one-meter distance chosen here was an 

estimation of potential direct airborne transmission via droplets applied to various respiratory infectious 

agents, including AIV 34. It was based on approximate droplet emission distance 35 and virus infectivity in 

droplets 36. Although observations of wild birds in close proximity to ducks were overall infrequent, they 

constituted the only evidence of possible direct infectious transmission between wild birds and ducks, as 

physical contacts were never observed in this study, and have rarely been observed on poultry farms in 

other studies 49,52. In addition to direct contact occasions, the presence of White wagtails and Sparrows 

on drinkers, feeders, inside duck premises or on wet trampled ground made indirect transmission of 

potential infectious agents from and to ducks highly possible. This risk has to be further evaluated for 

these particular species of wild birds. While Sparrows are commonly observed in most other studies of 

poultry farms 7,25,27,52, and are known for their susceptibility to AIV infection 10–13, they are sedentary and 

probably purely commensal hosts that may only transmit infectious agents at a very local scale. White 

wagtails are rarely considered in epidemiological studies around poultry farms 6,52,56,57; however, the 

species is much more mobile than Sparrows, both on a daily basis 58 and seasonally, with partial 

migratory behaviour and winter aggregations in the region of this study 59. Besides farms, the species is 

detected in a large diversity of habitats, and it is particularly attracted by wetlands, foraging on open 

areas along river or lake banks where wild aquatic birds can be present (data from French  Breeding  Bird  

Survey 60). White wagtails are thus excellent candidates as bridge hosts 16 for pathogens shared between 

domestic ducks and water birds, such as AIV, as suggested in a previous multi-site study 7. This role on 

the study farm, which serves as a model of farms in southwest France, needs to be further evaluated 

through local ecological and epidemiological studies. 
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Analysis of environmental factors favouring abundance of Sparrows showed a higher concentration of 

birds during the fall and winter seasons. Either by population increase (young birds of the year from the 

local breeding population), or by aggregation on foraging areas rather than other environments, this 

element certainly increases their role in intensifying local connections between communities of birds. 

This intensification of connections is of particular concern for future epidemiological studies as it 

happens at a time of year when persistence of infectious agents in the environment is favoured by low 

temperatures and high humidity 61–63, and when highly pathogenic AIV are regularly at risk of being 

introduced in poultry farms of the region by migratory water birds 19,64. At the scale of the study farm, 

Sparrows seemed to have no preference in terms of weather, time of day or surrounding vegetation. This 

reveals their constant presence under all conditions around duck areas, probably due to their granivore 

feeding behaviour associated with their sedentary behaviour around farm buildings where they build 

colony shelters. In contrast, White wagtails were slightly more abundant in the afternoon and 

consistently more abundant when ducks were present or on areas that were not surrounded by hedges 

or woods. The species therefore seems to require more specific types of environments than Sparrows, 

and probably also chooses the best time of day to forage on duck areas when arthropods are more active. 

Indeed, most of the time they were observed on the ground hunting for arthropods that are numerous 

around duck manure and litter 65. Again, further ecological studies have to be carried out in the region to 

find out what other sites are visited by White wagtails when they are not observed on the farm. However, 

duck presence and open-vegetation areas showed a weak positive association that might increase the 

effect of one variable or the other in the model. Moreover, duck presence showed a moderate positive 

association with fall-winter season, which also needs to be taken into account in conclusions. Therefore, 

abundance of White wagtail may be positively influenced by fall-winter season in parallel with duck 

presence, and abundance of Sparrows may be positively influenced by duck presence in parallel with fall-

winter season.  

Practices of the studied farm are very likely representative of most regions of southwest France, thus 

allowing to extrapolate a good part of the conclusions, provided that local bird communities are similar. 

In particular, the farm has been applying daily preventive measures that are recommended by sanitary 

authorities for several years: covering feeders and drinkers, repelling wildlife on the farm with electric 

fences and rodent poisoning, checking for and removing dead domestic ducks every day. However, it 

should be noted that from January 2021 the presence of ducks in the outdoor areas was disturbed as the 

farm was under regulatory restrictions due to regional control measures for the HPAI H5N8 epizooty that 

occurred in the winter of 2020-2021. Consequently, no recent introduction or removal of ducks happened 

on the farm in January, then preventive culling in February (no observation) led to the absence of ducks 

during the months which followed in the spring of 2021, allowing vegetation to grow on all foraging areas. 

These changes in surface use and activity on the farm may have impacted the presence of commensal 
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birds. This idea seems to be supported by the lowest diversity and evenness indices in March, as 

abundances were dominated by few species (mostly groups of CARLIS, and few MOTALB and PAS spp) 

that comply with the cleaning activities that were occurring on most parts of the farm. With growing 

vegetation and less activity during spring, these changes possibly reverted in favour of less farm-

dependent species along with the ascending migratory visitors, making the diversity indices rise in April. 

As the aim of this study was to describe commensal birds, the observation protocol had to focus on 

foraging areas only. If observation biases hid some elusive or hardly identifiable species, these could be 

considered as occasional or distant visitors rather than truly commensal. It is certain that the most 

important species targeted in terms of numbers and duck-centred behaviours were certainly not missed 

by the protocol implemented in this study, although the sanitary disturbances described above might 

have lowered their numbers in the spring of 2021. However, in order to be more exhaustive regarding 

bird species that visit the farm, a study at night time could be useful as domestic ducks have access to 

foraging areas during the night and nocturnal birds (owls and snipes for instance) were detected on some 

occasions during visits for other purposes. To detect a broader range of species and complete the 

assessment of targets for future studies, the observation method implemented in this study could then 

be complemented by other methods like nocturnal cameras 49,52 or identification of bird DNA 

accumulated in environmental samples on domestic duck areas 66. These methods could provide large 

benefits and should be considered in further research.  

In a context of declining farmland bird populations in France and Europe 28,67, it is interesting to highlight 

the presence of particularly threatened species in our study site. According to evaluation of French 

breeding bird populations 67,68, two of the species observed on foraging areas of the farm are declining 

steeply and are classified as endangered on the national IUCN Red List: Emberiza schoeniclus (-50% 2001-

2019 decline), and Passer montanus (-60%). Five other species also are declining steeply but continue to 

be classified as vulnerable on this list: Anthus pratensis (-66%), Chloris chloris (-50%), Carduelis carduelis 

(-31%), Dryobates minor (-31%), and Emberiza citrinella (-54%). It therefore appears important to 

preserve in particular the consequent nesting population of Passer montanus thriving on this farm thanks 

to shelters in old buildings and rich sources of food brought by diverse agricultural activities and natural 

habitats. 

The overwhelming presence of White wagtails and Sparrows observed throughout the year on the farm, 

and their frequent and close proximity with domestic ducks, raises questions concerning the efficacy of 

contact-restricting measures. Indeed, the ability of these commensal species to adapt to complex 

environments driven by human activities makes them virtually impossible to strictly keep away from 

free-range poultry farms. In addition, in traditional free-range systems such as the one studied here, 

sustainable measures have to preserve the freedom of domestic ducks as much as possible, but also 

preserve endangered farmland birds by having as little unwanted impact as possible. Some wildlife-
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preventing systems with variable efficacy and costs are being tested on poultry farms and other 

agricultural facilities 57,69: nets, laser 70, balloons, kites 71, propane canons, and scaring alarm calls 72. While 

they may keep the most fearful and larger species away (particularly aquatic birds), the boldest ones 

might still eventually find a way to access the attractive places on farms where animals live, either by 

habituation 70 or by taking advantage of inherent flaws or defects in the system. To avoid habituation, 

costly strict wildlife-prevention measures should be used for short periods of time and when absolutely 

needed. Moreover, most contact-restriction measures are aimed at preventing poultry from being 

infected by wildlife, even though it has been proven to be a minor introduction risk in previous HPAI 

epizooties 17,73. Contact-restriction measures often do not consider the environmental transmission risk 

from poultry to wildlife, but waste water, feathers, dust and aerosols coming from thousands of infected 

birds on a farm can represent a massive contamination source for commensal wild birds living in the 

same environment 74–76. After characterising what and how wild-domestic interactions occur and 

identifying a few species that could represent ecological bridges, it is necessary to assess whether these 

bridges are epidemiologically functional as well 77. In a second phase, considered commensal species have 

to be characterised with regard to their infectious susceptibility and excretion capacity for the pathogen 

of interest, such as HPAI. Effectively infected commensal wild birds could then spread the infectious agent 

to other farms, or to a wild maintenance host. Without complete knowledge of the bridge host potential 

of every commensal species for every infectious agent, and as a precautionary measure, overall 

biosecurity measures on poultry farms stay useful and need to consist of multiple complementary 

measures. They should prevent wild birds from coming into contact with poultry or their facilities, but 

also poultry-contaminated materials (litter, manure, waste water, dust) from being accessible to wild 

birds and vice versa (natural watercourse or water body, water run-off, litter and feeding materials). It is 

of first importance to take into account all possible dispersion pathways to limit the risk of spillover and 

spillback events between wild and domestic birds, in particular for highly transmissible, rapidly evolving 

and devastating agents such as HPAI.  
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Supplementary information 

 

Table S1 - Distribution of the 87 observation sessions by month, time of day and presence of duck flock 

in the area. From January 2021, the presence of ducks in the outdoor areas was disturbed as the farm was 

under regulatory restrictions due to regional control measures for the highly pathogenic avian influenza 

H5N8 epizooty. a First months of observation consisted of more sessions to optimise the logistic of 

recording data and distribution of observation times. b Due to logistical needs in October and November 

2020, the two sessions in absence of ducks were on early and late morning with no session in the 

afternoon for this type of area. c Total number of sessions in presence or recent change of duck flocks, 

that were grouped as a unique level of explanatory variable in the analysis of wild bird abundances. 

  Duck flock in the area 
Number of sessions by 

month and time Month Time Presence Recent change Absence 

July 2020 AM 3 1 3 7 a 

 PM 4 3 1 8 a 

August 2020 AM 1 2 3 6 a 

 PM 3 1 2 6 a 

September 2020 AM 1 1 2 4 

 PM 1 2 1 4 

October 2020 AM 1 1 2 b 4 

 PM 2 1 -  3 

November 2020 AM 1 1 2 b 4 

 PM 1 1 -  2 

December 2020 AM 1 2 1 4 

 PM 1 2 1 4 

January 2021 AM 2 - 2 4 

 PM 2  - 1 3 

March 2021 AM  -   - 4 4 

 PM  -  - 4 4 

April 2021 AM  -  - 4 4 

 PM  -  - 4 4 

June 2021 AM  -  - 4 4 

 PM  -  - 4 4 

Number of sessions by duck 
flock presence in the area 

24 18 45 87 

42 c   
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Table S2 – Description of recorded information during observation sessions 

 Variable Levels 

General data 

for the 

observation 

session 

Observation 

point 

Indication of one of the 11 points, as showed on 

Figure 1 

Date Date of observation session 

Time Starting time of observation session 

Presence of 

ducks 

Absent for more than two weeks, present for more 

than two weeks, absent for less than two weeks, 

present for less than two weeks 

Weather Sun, clouds, rain 

Individual bird 

data 

Screening 
Rank of screening over the area when the bird is 

detected 

Species Identification of species or species group of the bird  

Number 

Number of birds of the same species, on the same 

environment, and with the same behaviour that are 

present during the same screening 

Behaviour 

Perched on tree, perched on roof, perched on fence, 

perched on feeder, perched on drinker, on wet 

ground, on dry ground, flying into premises 

Proximity to 

ducks 

Whether or not at least one duck is present at less 

than one meter 

Comments and 

details 

Possible comments to report any problem, any 

change of environment during the session (like 

human presence) or to provide details that might 

help further data analysis 
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d. Conclusion 

L’observation directe de la fréquentation et des interactions de l’avifaune avec les canards et leurs 

parcours a mis en évidence une forte variabilité parmi les espèces sauvages des niveaux de proximité 

avec les canards. Il a en effet été possible de caractériser lesquelles des espèces commensales recensées 

précédemment étaient effectivement présentes sur les parcours extérieurs des canards, en tout cas pour 

les plus abondantes et intensément proches durant la journée. La diversité des niches écologiques 

occupées au fil des saisons par les espèces commensales de l’élevage s’est en effet traduite en des usages 

variés des habitats naturels du site. L’analyse des abondances, du réseau de contacts, et des 

comportements propices aux échanges infectieux mettent tous en évidence le rôle central des moineaux 

domestiques et friquets et bergeronnettes grises. Ces trois espèces sont en effet les plus abondantes et ce 

tout au long de l’année avec peu d’effets des conditions environnementales, si ce n’est une apparente 

attraction vis-à-vis de la présence des canards et des zones de végétation ouverte concernant les 

bergeronnettes. Leur abondance et leur présence fréquente à proximité directe des canards et de leurs 

zones d’agrégation (boisson, aliment, sortie du bâtiment, intérieur du bâtiment) font de ces espèces les 

protagonistes les plus probables d’éventuels échanges infectieux à l’interface sauvage-domestique. Elles 

pourraient constituer également un lien direct entre les canards et d’autres espèces de la communauté 

sauvage plus distantes sur l’élevage. En outre, les bergeronnettes grises ont une écologie plus mobile que 

les moineaux sédentaires, avec en particulier un attrait pour les élevages et zones humides (Davies, 1976) 

qui en feraient des hôtes relais idéaux pour les agents infectieux des canards (Caron et al., 2015). La 

majorité des autres espèces étaient plus distantes des canards, soit temporellement en visitant les 

parcours non occupés, soit spatialement en fréquentant la périphérie des parcours occupés. Ceci peut 

s’expliquer par la densité et la hauteur de la végétation herbacée plus importantes en dehors des zones 

dégradées par les canards, fournissant un couvert, des perchoirs et une alimentation en graines ou 

insectes nécessaires à diverses espèces comme les Muscicapidés (rougegorges, rougequeues, tariers) ou 

Fringillidés (pinsons, verdiers, chardonnerets, linottes) abondants sur l’élevage. Certaines espèces sont 

aussi essentiellement présentes autour de la végétation ligneuse que constituent les haies et arbres 

entourant les parcours, comme par exemple les rougegorges, rossignols, mésanges, fauvettes, pics, ou 

merles. Cependant, le couvert offert par les haies est aussi profitable aux canards domestiques qui s’y 

reposent fréquemment, ce pourquoi quelques contacts directs (moins d’un mètre de distance) avec des 

espèces de périphérie ont aussi pu être objectivés : merles, geai ou mésange à longue-queue. Il ressort 

donc de ces observations d’interactions qu’il est nécessaire de cibler plus particulièrement l’étude 

épidémiologique sur les moineaux et bergeronnettes grises. Mais étant donnés les contacts occasionnels 

auxquels peuvent participer les espèces plus distantes mais abondantes, toute opportunité d’obtenir une 

information supplémentaire sur celles-ci doit être saisie. Toutefois, le protocole d’observation directe 

impliquait des biais qui ont pu amener certaines espèces farouches à éviter la présence de l’observateur 

ou qui ont pu amener à manquer un passage bref et en dehors des périodes d’observation. Ainsi, les 
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groupes d’espèces aquatiques précédemment recensés sur et autour de l’élevage ont pu être sous-

observés sur les parcours. Au regard du risque infectieux qu’ils représentent pour les canards de 

l’élevage, il semble nécessaire de les cibler également dans la mesure du possible lors de l’étude 

épidémiologique suivante. Une évaluation du statut infectieux des espèces en contact des canards paraît 

essentielle en complément de l’évaluation de risque que leur écologie implique a priori. En effet, les plus 

téméraires et intensément liées aux parcours des canards (moineaux, bergeronnettes) sont aussi celles 

qui ont présenté le plus d’habileté à éviter les captures (Analyse des données de captures-recaptures - p 

97), et donc présenteront probablement le plus de facilité à contourner des mesures d’éloignement 

préventives. Si on voulait empêcher ces espèces d’entrer en contact avec les canards ou leur 

environnement et ce à tout moment il serait ainsi nécessaire de mettre en place des mesures très strictes 

telles que des filets denses et d’appliquer diverses mesures complémentaires comme les cris ou canons 

effaroucheurs, ou encore des lasers, entre autres (Conover and Perito, 1981; Elbers and Gonzales, 2021; 

Seamans and Gosser, 2016; Shriner et al., 2016). De telles mesures auraient aussi un impact négatif 

évident pour l’accès aux ressources de ce site qui semble d’intérêt majeur aux différentes saisons 

biologiques pour les espèces recensées, et en particulier pour les spécialistes de milieux agricoles en 

déclin (Burns et al., 2021; Fontaine et al., 2020). En outre, une application intensive et étendue de ces 

mesures semble contraignante et peu compatible avec le fonctionnement d’un élevage extensif en plein 

air tel que celui étudié ici, donc leur utilité doit être justifiée par des données infectieuses robustes sur 

les espèces concernées. Si la réceptivité des espèces aquatiques aux VIA et autres agents infectieux 

adaptés aux canards d’élevage est connue et importante (Munster et al., 2007; Olsen et al., 2006; 

Szymańska-Czerwińska et al., 2017; Wille and Holmes, 2020a), ce n’est généralement pas le cas pour 

l’avifaune terrestre commensale dont la réceptivité reste relativement méconnue et souvent moindre 

(Caron et al., 2017; Krawiec et al., 2015; Shriner and Root, 2020; Wille and Holmes, 2020a). Il semble 

donc a priori primordial d’éviter les contacts avec les quelques espèces aquatiques mises en évidence aux 

alentours et sur l’élevage, et celles-ci semblent heureusement plus farouches donc faciles à éloigner par 

des mesures d’effarouchement en cas de besoin (Elbers and Gonzales, 2021). En revanche, la 

méconnaissance de l’épidémiologie des agents infectieux dans l’avifaune commensale demande des 

investigations dans ce contexte, en particulier pour les bergeronnettes grises plus rarement considérées 

que les moineaux (Forrest et al., 2010; Nemeth et al., 2010; Shriner and Root, 2020; Veen et al., 2007). 
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B. Étude des agents infectieux à l’interface entre avifaune sauvage et 
élevages avicoles 

Après avoir précisé par recensement et caractérisation des interactions les espèces commensales les plus 

à même d’être impliquées dans des échanges infectieux à l’interface sauvage-domestique, il convient donc 

d’évaluer l’efficacité des contacts pour les transmissions infectieuses. Pour ce faire, le profil infectieux de 

l’avifaune doit être caractérisé et comparé à celui du compartiment domestique. Les espèces à cibler pour 

optimiser le temps et le coût de l’étude épidémiologique sont alors celles précédemment identifiées 

comme participant à la majorité des interactions à l’interface : moineaux domestiques et friquets ainsi 

que bergeronnettes grises en priorité, suivis par les pinsons des arbres, rougegorges familiers, merles 

noirs et tourterelles turques, ainsi que les hérons garde-bœufs. Afin d’accroître les chances de mettre en 

évidence des échanges infectieux, l’approche pour cette étude a été de rechercher des marqueurs 

infectieux des différentes voies de transmission directes et indirectes. Une première étude a étudié la 

distribution d’un mycoplasme inconnu mais proche d’une espèce pathogène des volailles au sein de 

différentes populations à l’interface sauvage-domestique autour du Gers. Le potentiel de marqueur de 

transmissions et de risque pathogène de cette bactérie circulant dans l’avifaune commensale a ainsi été 

évalué. En deuxième phase sur l’élevage de canards étudié précédemment, des recherches infectieuses 

ont été faites sur les différents compartiments de l’interface sauvage-domestique. Les agents recherchés 

devant constituer des marqueurs de transmission, leur sélection a été basée sur les critères suivants 

évoqués précédemment : (i) spectre d’hôte large comprenant au moins les canards et certains 

Passériformes avec des prévalences identiques voire supérieures à celles des VIA, (ii) durée de 

persistance de plusieurs jours à semaines chez l’hôte ou dans l’environnement, et enfin (iii) possibilité 

technique de les détecter rapidement puis de les typer finement. Des recherches de chlamydia, 

coronavirus et avulavirus ont donc été réalisées en plus des VIA, et ce sur une diversité de types de 

prélèvements dans l’avifaune, les canards et l’environnement de l’élevage étudié.  

 

I. Identification et description d’un nouveau mycoplasme circulant dans la 
communauté aviaire commensale des élevages 

a. Introduction 

Si l’avifaune commensale des élevages avicoles est fréquemment suspectée de jouer un rôle dans la 

circulation et la diffusion locales d’agents infectieux vers et entre ces élevages (Veen et al., 2007), ce rôle 

épidémiologique n’a jamais pu être avéré pour les VIA même autour de foyers d’IAHP (Caron et al., 2017; 

Shriner et al., 2016; Shriner and Root, 2020). Cependant les études épidémiologiques sur l’avifaune 

terrestre sont plus difficiles techniquement et donc moins nombreuses et souvent limitées en capacité de 

détection virale (Caron et al., 2017). Ainsi, seul le lien avec la proximité d’avifaune aquatique est à ce jour 

mis en évidence pour les échanges infectieux entre compartiments sauvages et domestiques 

(Karunakaran et al., 1983; Velkers et al., 2020; Yang et al., 2019). Dans le Sud-Ouest de la France dont les 
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élevages de volailles ont été particulièrement affectés par les épidémies d’IAHP des dernières années, le 

rôle épidémiologique de l’avifaune commensale a été particulièrement incriminé notamment pour les 

VIAHP. En effet, la région comporte de nombreux élevages en plein air exposés à l’avifaune, mais 

relativement peu de proximités connues avec l’avifaune aquatique migratrice en comparaison d’autres 

bassins de production français comme la Dombes ou la Vendée. L’avifaune terrestre aurait donc pu 

prendre le relais entre les réservoirs naturels et les élevages dans cette région, voire maintenir et 

contribuer à la circulation autour des élevages (Van De Wiele et al., 2017). Afin d’investiguer ce rôle 

localement, des enquêtes épidémiologiques sur l’avifaune commensale à proximité de foyers d’IAHP en 

élevages du Sud-Ouest ont été réalisées durant l’hiver 2016-2017. Aucun VIA n’a été détecté sur les 324 

oiseaux sauvages prélevés (Van De Wiele et al., 2017). Ceux-ci appartenaient aux huit espèces suivantes 

(par ordre décroissant d’effectif) : Tourterelle turque, Étourneau sansonnet, Pigeon biset (Columba livia), 

Héron garde-bœufs, Vanneau huppé, Pigeon ramier, Corneille noire (Corvus corone) et Pie bavarde (Pica 

pica). Dans ce contexte de crise sanitaire, les VIA ont été recherchés en premier lieu pour répondre 

rapidement et simplement à des questions sur la possibilité d’échanges viraux depuis ou vers les 

élevages, ou d’une maintenance de circulation virale postérieure à un « spillover » dans le compartiment 

sauvage commensal. Cependant, les limites de détection de la recherche virale directe ont été 

précédemment évoquées pour ces espèces non réservoirs moins sensibles à l’infection. A posteriori, afin 

d’investiguer plus largement les possibilités d’échanges infectieux de ces espèces avec les élevages 

alentours, des recherches directes ont été faites ciblant des agents pathogènes communs en élevages de 

volailles et plus robustes que les VIA (durée et quantité d’excrétion). En particulier, la recherche par qPCR 

de Mycoplasma gallisepticum a montré une forte proportion d’individus positifs dans la population 

d’étourneaux sansonnets de cet échantillon, et strictement sur écouvillons cloacaux, ce qui semblait 

inhabituel pour cette bactérie à tropisme préférentiellement respiratoire. Des investigations 

supplémentaires pour caractériser la phylogénie, la distribution d’hôtes et la pathogénicité de cette 

souche étaient alors nécessaires pour déterminer si cet agent infectieux pouvait être un potentiel 

marqueur d’échanges à l’interface sauvage-domestique. En outre, la circulation d’une souche 

potentiellement pathogène ou proche génétiquement de souches pathogènes dans l’avifaune 

commensale autour des élevages pourrait représenter un risque important pour les introductions ou 

émergences infectieuses.  

 

b. Publications scientifiques 

Ces travaux sont présentés et discutés dans l’article scientifique suivant, publié en novembre 2021 dans 

la revue Transboundary and Emerging Diseases (Le Gall-Ladevèze et al., 2021). Ils ont également fait 

l’objet d’une présentation de poster à la conférence 69th WDA / 14th EWDA - Joint Virtual Conference du 

31 août au 02 septembre 2021 (Le Gall-Ladevèze, 2021b) (Annexe C). 
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c. Conclusion 

Cette première étude microbiologique et épidémiologique a évalué la diffusion d’un mycoplasme inconnu 

et apparemment non pathogène à l’interface sauvage-domestique autour du Gers. Cette nouvelle espèce 

de bactérie est proche d’une espèce pathogène répandue chez les volailles galliformes, et sa prévalence 

d’excrétion fécale élevée chez les étourneaux sansonnets commensaux des élevages de la région suggère 

une pression infectieuse importante dans l’environnement des volailles. Connaissant la capacité 

d’échanges de gènes horizontaux de certains mycoplasmes (Citti et al., 2020, 2018), des coinfections avec 

son proche parent MG (détecté dans les volailles de basses-cours de la région) pourraient éventuellement 

mener à des changements de pathogénicité ou de tropisme de l’une ou l’autre espèce. Bien qu’aucune 

détection de ce mycoplasme n’ait été obtenue dans les élevages commerciaux ou familiaux de la région 

étudiée, suggérant une relative spécificité d’hôte, un individu de bergeronnette grise sympatrique des 

étourneaux a présenté une légère excrétion fécale également. Ce résultat laisse supposer que des 

échanges infectieux sont au moins possibles entre espèces de l’avifaune commensale des élevages. Il est 

donc aussi très probable que certains agents infectieux moins spécifiques d’hôtes puissent de la même 

manière être échangés avec les volailles élevées en plein air exposées à l’avifaune. La recherche de MG et 

des espèces apparentées parmi les nombreuses espèces aviaires domestiques et sauvages étudiées a en 

outre révélé la présence d’autres souches non identifiées mais distinctes de MG et du nouveau 

mycoplasme, chez les étourneaux, hérons garde-bœufs et volailles de basse-cour. Les circulations 

infectieuses à l’interface avifaune-élevages menant à d’éventuels transferts de gènes ainsi qu’à de 

possibles faux positifs pour la détection MG par les protocoles courants pourraient donc aussi impliquer 

d’autres souches de mycoplasmes. Cependant, parmi les nombreuses espèces aviaires étudiées le 

tropisme d’hôte du nouveau mycoplasme décrit semble centré sur les étourneaux, ce qui n’en fait pas un 

très bon marqueur de transmissions à l’interface avifaune-élevages dans le contexte général de notre 

étude.  
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II. Étude épidémiologique longitudinale de différents agents infectieux 
aviaires dans les compartiments sauvage et domestique autour d’un 
élevage avicole plein air 

a. Introduction 

Dans la suite de l’étude de l’interface sauvage-domestique sur l’élevage de canards du Gers, l’efficacité 

des interactions et contacts objectivés pour former de potentielles voies de transmission infectieuses 

devait être vérifiée par l’étude comparée des portages infectieux (Caron et al., 2015, 2014). Les études 

ornithologiques par recensement des populations et caractérisation des interactions ont permis 

d’identifier quelques espèces d’intérêt épidémiologique particulier qui devaient donc être a priori ciblées 

pour les prélèvements biologiques. Cependant, les prélèvements de passereaux étant réalisés sur des 

individus capturés par la méthode de filets japonais présentée précédemment, toutes les espèces 

incidemment capturées par cette méthode peu sélective mais fastidieuse (FAO, 2007; Whitman et al., 

1997) ont pu être prélevées. Il était en effet important d’optimiser le temps investi pour les captures et 

la disponibilité d’un grand nombre d’individus d’espèces variées pour collecter des prélèvements qui 

permettraient d’évaluer plus largement le profil infectieux de la communauté d’avifaune commensale de 

l’élevage. Afin de cibler les hérons garde-bœufs difficilement capturables mais grégaires, la méthode 

choisie pour un moindre temps et un moindre coût supplémentaires a été la collecte de fèces fraîches en 

zone de repos (Coombe et al., 2021; Torrontegi et al., 2019). Ce profil infectieux du compartiment sauvage 

a été ensuite comparé à celui des canards de l’élevage, ainsi qu’à l’environnement des parcours, afin 

d’identifier d’éventuelles similitudes de souches microbiologiques entre ces compartiments suggérant 

l’existence d’échanges infectieux directs ou par l’environnement. L’épidémiologie des VIA étant la 

motivation initiale de cette étude, ceux-ci ont été recherchés en priorité, par détection directe (RT-qPCR) 

pour évaluer l’excrétion ou le portage et ainsi la capacité de transmission. Les infections à VIA ont aussi 

été recherchées dans l’avifaune par détection indirecte (sérologie) afin de cibler une fenêtre temporelle 

d’infection plus large pour ces virus brièvement excrétés chez ces espèces non réservoirs. Pour 

augmenter les chances de détecter les éventuelles transmissions, la recherche a été ciblée en complément 

sur d’autres agents infectieux plus robustes que les VIA en termes de durée, de charge excrétée et de 

prévalence. En plus de cette recherche multi-ciblée d’agents infectieux, les chances de détection ont été 

optimisées par l’usage de divers types de prélèvements complémentaires, à la fois chez les hôtes sauvages 

(écouvillons cloacaux et oropharyngés, fèces, sérum) et chez les canards domestiques (écouvillons 

cloacaux et oropharyngés), ainsi que dans l’environnement des parcours constituant la zone d’interface 

directe (eaux et boues de surface, chiffonnettes). 
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b. Matériel et méthodes 

Prélèvements biologiques sur l’avifaune commensale 

Les prélèvements ciblés sur les espèces commensales de l’élevage se sont déroulés de juillet 2019 à mars 

2021, en 11 sessions de 3 jours en moyenne. Les oiseaux ont été capturés par la méthode de filets japonais 

décrite précédemment, positionnés le long des haies et bâtiments (ciblant les moineaux, pinsons, 

rougegorges, merles), ainsi qu’en milieu ouvert (ciblant les bergeronnettes grises) (Figure 29b). Les 

tourterelles turques étaient aussi partiellement ciblées par ces filets, mais leur activité plus en hauteur 

dans les grands arbres a obligé à tester d’autres techniques de capture : agrainage (grains de maïs et 

tournesol le long des filets) pour qu’elles s’approchent des filets et système de cage en V agrainée (Figure 

34).  

Figure 34 - Illustration de la cage en V utilisée pour cibler les tourterelles turques.  
La cage est positionnée en milieu ouvert à la vue des oiseaux, le sol est couvert de grains de maïs et tournesol. Les 
oiseaux attirés par ces grains pourront entrer par l’ouverture du toit en V, et seront piégés dedans au moment de 
ressortir. En phase de test le temps que les oiseaux s’y habituent la porte était maintenue ouverte pour ne pas les 
piéger. 

Ce système de cage ayant montré une efficacité nulle sur les quelques mois d’utilisation, et les tourterelles 

n’étant pas prioritaires dans les espèces cibles, il a été décidé de se concentrer uniquement sur les 

captures au filet par la suite (Figure 35). Les oiseaux étaient ainsi capturés en continu du lever au coucher 

du soleil, et durant les trois jours de sessions, hors météo pluvieuse ou venteuse (risques de mortalité ou 

blessure). Les filets étaient relevés toutes les 30 min, et les individus capturés ramenés dans des sacs 

individuels en tissu opaque à la station de travail, disposée en position centrale selon les emplacements 

des filets. À la station, les oiseaux étaient identifiés et mesurés, et ils étaient marqués individuellement 

par une bague métallique du MNHN (Figure 35) permettant de ne pas prélever deux fois un individu 

recapturé au cours d’une même session, et permettant une traçabilité du statut infectieux des individus 

lors de recaptures successives. Ensuite, des prélèvements d’écouvillons oropharyngés et cloacaux étaient 

réalisés, ainsi qu’un prélèvement sanguin de 100 µL sur les individus d’au moins 11 g en bon état 

physiologique (soit moins de 10% du volume sanguin) (Figure 35). Ce volume minimal était nécessaire 

pour obtenir au moins 20 µL de sérum pour réaliser les tests sérologiques ultérieurs. Les petites espèces 

(typiquement les pouillots, roitelets, mésanges à longue-queue) ou celles montrant des signes importants 
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de stress à la manipulation (pinsons) n’ont donc pas eu de prélèvements sanguins. Les prélèvements 

cloacaux ont aussi été parfois remplacés pour les espèces trop petites ou en période de reproduction 

(protubérance cloacale, œuf proche du cloaque) par une méthode alternative de collecte de fientes. Les 

oiseaux étaient alors laissés 10 min au calme dans un sac en papier dont le fond était couvert d’une 

surface en plastique à usage unique ainsi que d’une grille évitant l’étalement des fientes au fond (Figure 

35). Les individus prélevés étaient ensuite immédiatement relâchés, ou bien après un repos en sac en 

tissu de 5 à 10 min si du sang avait été prélevé pour surveiller leur rétablissement et assurer un relâcher 

en bonne santé. 

En complément de l’avifaune capturée, et pour obtenir des prélèvements des hérons garde-bœufs non 

ciblés par les captures aux filets, une méthode alternative de collecte de fèces a été mise en place. En effet, 

un groupe de plusieurs centaines d’individus était observé régulièrement mais brièvement sur l’élevage 

au lever du jour en hiver (variablement selon les conditions climatiques entre octobre et février). 

L’observation de leur provenance le matin et le soir ainsi que les discussions avec les exploitants de 

l’élevage ont permis d’identifier le dortoir où le groupe se rassemblait durant les mois d’hiver, sur un îlot 

d’étang privé à 2 km de l’élevage. À chaque visite suivante et si le dortoir était occupé, une bâche propre 

a donc été disposée au sol sur l’îlot, sur laquelle les fientes fraîches individualisées étaient collectées le 

lendemain matin à l’aide d’écouvillons (Figure 35).  

Figure 35 - Illustration des méthodes de prélèvement sur l’avifaune commensale de l’élevage d’étude. 
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Chaque écouvillon, qu’il soit oropharyngé, cloacal ou de fiente, était immédiatement repris dans 300 µL 

de tampon phosphaté stérile (PBS 1X) en microtube, puis mis sur glace (froid positif en glacière puis 

réfrigérateur). Ils étaient conservés ainsi au plus trois jours jusqu’à arriver au laboratoire, où ils étaient 

traités immédiatement ou bien conservés à -80 °C avant traitement au plus quelques semaines plus tard. 

Les prélèvements sanguins étaient immédiatement versés en microtube stérile sec, et laissés entre 15 et 

25 °C stables et verticaux le temps de coaguler 3 à 4 heures. Les tubes de sang coagulé étaient ensuite 

conservés sur glace jusqu’ à la séparation des sérums au laboratoire, au plus trois jours après. Les sérums 

transférés étaient ensuite conservés à -20 °C jusqu’à leur analyse quelques jours à quelques mois plus 

tard.  

Prélèvements de l’environnement des parcours 

En complément des prélèvements issus de l’avifaune, des prélèvements environnementaux sur 

l’ensemble des parcours extérieurs occupés par des canards ont été réalisés à la fin de chaque session de 

captures. L’accès aux parcours se faisait en respectant les protocoles de biosécurité de l’élevage, et une 

paire de gants à usage unique était utilisée pour chaque parcours différent. Sur chacun d’eux, un mélange 

de 50 mL d’eau provenant des flaques (accessibles aux canards) et de trois abreuvoirs étaient collectés à 

l’aide d’un tube en plastique stérile, et une chiffonnette (compresse stérile humidifiée) était frottée sur 

l’ensemble des surfaces sèches peu souillées comme les toits des mangeoires (utilisées pour distribuer le 

grit), ou les bordures des abreuvoirs (Figure 36). Celle-ci était ensuite placée en pot stérile avec 20 mL 

de PBS 1X. Les prélèvements environnementaux étaient conservés sur glace jusqu’à leur utilisation au 

laboratoire. Un prétraitement leur était alors appliqué afin d’extraire une première fraction des 

particules minérales et organiques pouvant affecter mécaniquement et chimiquement la conservation 

des acides nucléiques et inhiber les réactions de PCR. Cette étape permettait aussi de concentrer les ARN 

et ADN d’intérêt dans des volumes restreints à quelques centaines de microlitres. Ainsi, les chiffonnettes 

reprises une nuit au froid positif sous agitation douce dans leur PBS étaient pressées avec des gants 

stériles dans leur pot individuel afin d’en extraire un maximum de liquide chargé en matière organique. 

Ces liquides de chiffonnettes et les prélèvements d’eaux bien homogénéisés ont ensuite été soumis à une 

étape de séparation chimique des acides nucléiques et des particules solides par saturation des 

surnageants d’eaux ou de chiffonnettes en sels phosphatés : NaHPO4 et Na2HPO4 à 1,97 g/L et 14,7 g/L 

respectivement (Taberlet et al., 2012). Les liquides ont alors été homogénéisés au froid positif durant 15 

à 30 min, avant d’être centrifugés (4 000 rpm pendant 5 min) pour séparer les particules solides des 

molécules d’ADN et ARN en suspension dans le surnageant. Ces surnageants saturés en sels ont alors été 

filtrés à l’aide de filtres stériles à membrane en PES de pores de 0,22 µm, par aspiration sous vide (Figure 

36). La membrane ainsi concentrée en matériel biologique a ensuite été coupée en deux de façon stérile, 

et chaque demi-membrane placée dans un tube à billes en céramique avec 1 mL de PBS pour être broyée 

(Figure 36). Après une brève centrifugation (3 000 rpm pendant 1 min), 500µL de surnageant de broyat 
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a été extrait pour être traité et analysé. La mise au point de cette méthode de prétraitement pour 

s’adapter aux types de prélèvements étudiés est développée plus loin dans un paragraphe spécifique 

(Détection moléculaire des espèces sauvages dans l’environnement extérieur d’un élevage avicole plein air - 

p 213). 

Figure 36 - Illustration des méthodes de collecte et prétraitement des prélèvements environnementaux sur 
l’élevage d’étude. 

 

Prélèvements des canards mulards de l’élevage 

Enfin, les canards domestiques de l’élevage ont été prélevés en complément de l’avifaune et de 

l’environnement. Les lots en fin de croissance prêts à partir en engraissement devant être soumis à des 

prélèvements pour autocontrôle libératoire des VIAFP (DGAL, 2021a, 2018), les écouvillons cloacaux et 

trachéaux sur 20 individus par lot ont été parfois dupliqués par le vétérinaire sanitaire afin de nous en 

faire parvenir. Ceux-ci étaient conservés secs à -20°C quelques semaines avant d’être récupérés puis 

reconditionnés au laboratoire comme ceux de l’avifaune en PBS 1X. 

 

c. Publications scientifiques 

La suite et les détails des méthodes de traitement et d’analyses microbiologiques, les méthodes 

d’analyses épidémiologiques, ainsi que les résultats de ces travaux sont présentés et discutés dans 

l’article scientifique suivant, prévu pour être soumis dans les semaines à venir à la revue Science of the 

Total Environment. 

Les premiers résultats ont également fait l’objet de communications en conférences : 

 une présentation de poster en ligne à la conférence 18th Ecology and Evolution of Infectious 

Diseases (online) meeting du 14 au 17 juin 2021 (Le Gall-Ladevèze, 2021c) (Annexe D).  

 une présentation orale associée à un article aux 14èmes Journées de la Recherche Avicole et 

palmipèdes à foie Gras, les 09 & 10 mars 2022 à Tours (Le Gall-Ladevèze, 2022) (Annexe E).   
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Abstract 

Recent outbreaks of highly pathogenic avian influenza in Europe have questioned the epidemiological 

role of commensal wild birds around free-range poultry farms. The aim of this study was to assess 

prevalence and dynamics of avian influenza viruses and other common infectious agents in commensal 

wild birds, and to evaluate possible transmission events at the wild-domestic interface. For this purpose, 

a longitudinal surveillance study was implemented around a free-range duck farm in southwest France. 

From 2019 through 2021, commensal wild birds were captured and sampled for blood and oral and 

cloacal swabs on the farm. In addition, fresh feces from flocks of cattle egrets visiting the farm were 

collected. In parallel, domestic ducks were sampled by tracheal and cloacal swabs, and environmental 

samples were collected in outdoor foraging areas of the duck farm. Shedding of avian influenza viruses, 

avulaviruses, coronaviruses and chlamydia were tested by broad spectrum PCR, and immunity against 

avian influenza and Newcastle disease (avulavirus) were tested by ELISA serology. Over 1936 swabs and 

910 sera, 25 wild birds were found seropositive for avian influenza (2.75%) and 9 by PCR (0.46%), with 

no significant temporal trend. Beside, ducks and their environment showed conjointly frequent influenza 

infection (39% of tested flocks), mostly identified as H6 subtype, while positive wild birds were all 

negative for this subtype. As expected, prevalence values were lower for avulaviruses, with four 

seropositive wild birds (0.44%), and no molecular detection in wild birds, ducks and their environment. 

No detection of coronaviruses was obtained in wild birds, while ducks and their environment were 

repeatedly found infected with Duck coronavirus 2714 (29% of flocks). Finally, nine wild birds were 

found to shed chlamydia (0.46%), with four identified as avian Chlamydia abortus, while ducks and their 
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environment were often found infected with classical duck strain of C. psittaci (47% of flocks). In the end, 

detections and identifications of infectious agents in wild birds seemed unrelated to those of domestic 

ducks despite heavy excretion loads from these flocks in the environment. This study overall suggests a 

very low transmissibility of avian infectious agents at the wild-domestic interface in this context, and 

highlights the limited contribution of commensal wild birds in comparison with free-range poultry to the 

global microbiological pressure on avian communities. 

 

1. Introduction 

The past decades have seen increasing emergence, re-emergence and spread of animal pathogenic 

infectious agents, mainly viruses and bacteria (Cleaveland et al., 2007; K. E. Jones et al., 2008; Morens & 

Fauci, 2020). These changes in diseases ecology can be attributed to human activities, particularly 

agricultural practices and environment modifications that favour contacts between hosts, especially 

wildlife and livestock (Cleaveland et al., 2001; Engering et al., 2013; B. A. Jones et al., 2013; Morand, 2020; 

Plowright et al., 2008). Among emerging agents, Avian Influenza viruses (AIV) present zoonotic and 

highly pathogenic strains (HPAIV) with broad capacities of mutation and reassortment enabling shifts in 

host range and pathogenicity (Swayne, 2008). Natural reservoirs of AIV are water birds (Anseriformes, 

Charadriiformes) (Munster & Fouchier, 2009), including numerous long-distance migrants that can host 

and spread viral strains between continents (Gaidet et al., 2010; Mine et al., 2019; Munster et al., 2007; 

The Global Consortium for H5N8 and Related Influenza Viruses, 2016). 

Southwest France, in particular its duck production sector, was deeply affected by three highly 

pathogenic avian influenza (HPAI) epizooty in the last years (EFSA et al., 2017, 2021; Le Bouquin et al., 

2016). The region is rich in free-range farms breeding Anseriformes (ducks and geese) and Galliformes 

(chicken, guinea fowls, quails). This type of production has been showed to be a risk factor for HPAI 

introduction in some contexts, probably mainly due to increased exposure to wild birds (Bergervoet et 

al., 2019; Bouwstra et al., 2017; Central Veterinary Institute, Wageningen University et al., 2017; Koch & 

Elbers, 2006; Velkers et al., 2020). As few contacts with wild waterfowl are recorded in poultry farms of 

the region, the role of commensal birds in HPAIV transmissions was investigated around farm outbreaks 

in southwest France (Anses, 2016; Van De Wiele et al., 2017). Indeed, the susceptibility of non-aquatic 

commensal birds for AIV and other pathogenic agents of poultry has been evidenced (Brown et al., 2009; 

Burt et al., 2018; Dhondt et al., 2008; Ley et al., 2016; Nemeth et al., 2010). They could then play a role in 

the epidemiology of AIV or other avian infectious agents, if not as reservoirs (Caron et al., 2017; Slusher 

et al., 2014) as local maintenance population or as bridge hosts between farms and wetlands (Caron et 

al., 2015). 
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Beside AIV, other infectious agents follow similar transmission routes and can be shared by the same 

interactions at the wild-domestic interface. As the focus of this study was free-range ducks, viral and 

bacterial agents that are commonly hosted by wild or domestic ducks were studied in parallel with AIV. 

The host range of these infectious agents had also to include both ducks and terrestrial commensal birds. 

Among viruses sharing epidemiological and ecological similarities with AIV (Ramírez-Martínez et al., 

2018; Wille et al., 2015), viruses of the Avulavirinae sub-family (including Newcastle disease virus) 

present various genotypes that are detected in a very broad range of bird species and at the wild-

domestic interface (Cardenas Garcia et al., 2013; Dimitrov et al., 2016; Hirschinger et al., 2020; 

Karamendin et al., 2020; Kim et al., 2012). Similarly, viruses of the Orthocoronavirinae sub-family 

belonging to the Gammacoronavirus (including Infectious bronchitis virus) and Deltacoronavirus genera 

can also infect a wide diversity of birds and can be found at the wild-domestic interface (Cavanagh, 2005; 

Pauly et al., 2019; Rahman et al., 2021; Wille & Holmes, 2020; Woo et al., 2012). In addition with the two 

viral taxa, bacteria of the genus Chlamydia are similarly broadly distributed in species and geography, 

with high asymptomatic prevalence values of Chlamydia psittaci in wild and domestic ducks (Kaleta & 

Taday, 2003; Krawiec et al., 2015; Soon et al., 2021; Vorimore et al., 2015).  

The aim of this study was to assess temporal prevalence variations and evaluate possible transmission 

events of infectious agents that can circulate at the wild-domestic interface on a duck farm in southwest 

France: AIV, avulaviruses, coronaviruses and chlamydia. The longitudinal surveillance study focused on 

commensal wild birds, duck flocks and the environment of their outdoor foraging areas. To improve 

detection of transmission routes followed by infectious agents at the wild-domestic interface, multiple 

types of samples were collected from each compartment of the interface. 

2. Methods 

2.1. Study site  

The study was implemented on a typical duck farm in the department of Gers, southwest France. The 

surroundings of the farm are an undulating landscape of small mixed crop and stock farms with woods 

on hills. Although not a wetland area, many artificial water dams of various sizes are dispersed in the 

surroundings for agricultural use. The farm breeds mule ducks under the ‘Canard à Foie Gras du Sud-

Ouest’ label, which requires at least 14 weeks of unlimited outdoor access. The farm is composed of two 

small 0.5 ha outdoor foraging areas for ducklings (one day to one month of age), and eight large 1.5 ha 

foraging areas for growing ducks (one month to 14-16 weeks of age). Like an increasing number of 

poultry farms in the region, an agroforestry program is implemented on the farm, so trees for wood are 

planted on all outdoor foraging areas, and hedges of fruit trees are planted around some of the areas. 

2.2. Sample collection 
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2.2.1. Sampling of wild birds 

From July 2019 to March 2021, 11 sessions of 3 days of mist-net captures targeting small to medium-

sized wild species were performed around outdoor areas of the farm. Each captured bird was banded 

with a coded metal ring of the Muséum National d’Histoire Naturelle (MNHN), Paris, France for individual 

identification. A quick visual clinical examination was performed, and swabs (oropharyngeal and cloacal) 

were collected, in addition with 100µL of blood for healthy birds above 11g (i.e. less than 10% of their 

blood volume). Captures and manipulations were performed following good veterinary practices with 

the help of a professional bird-bander, and the protocol was subjected to a mandatory authorization by 

the MNHN. Swabs were stored in microtubes with 300µL of sterile 1% phosphate-buffered saline (PBS) 

and kept at +4°C before being frozen at -80°C when received at the laboratory (at most 3 days after 

sampling). Blood was stored in sterile microtubes 1-3h at +20°C into an isolated box, then kept at +4°C 

before serum was extracted when received at the laboratory (at most 3 days later).  

Cattle egrets (Bubulcus ibis) which were observed on the farm (around 200 birds) in winter were sampled 

on five occasions during the winters 2019-2020 and 2020-2021 on their resting site located 2km away 

on a small pond. During the day, when they were away for foraging, a large disinfected plastic surface 

was installed under their roosts and on the following morning individual fresh feces produced during the 

night were collected using sterile swabs. Those were stored in the same way as previously described for 

cloacal swabs. 

2.2.2. Sampling of duck flocks 

As part of French regulatory AIV surveillance, 20 ducks of each flock at 10 weeks of age were randomly 

selected for swab samplings (tracheal and cloacal) by the sanitary veterinarian of the farm (DGAL, 2016). 

On five occasions between April 2019 and July 2020, duplicates of these dry swabs were collected and 

directly sent frozen to -20°C to the laboratory. On reception, they were stored in microtubes with 300µL 

of sterile 1X PBS and frozen at -80°C. 

2.2.3. Sampling of environment 

At the occasion of wild bird captures, from October 2019 to December 2020, environmental samples were 

collected on duck outdoor foraging areas, in the presence of ducks. For each area, 50mL of surface water 

were sampled in a sterile tube by sampling several water puddles of the whole surface of the area (40mL) 

and 10mL from 2 to 3 open-air drinkers. In addition, dry horizontal surfaces apparently free from duck 

feces and where wild birds can be seen perching or walking, were sampled using sterile wipes of gauze 

moistened with sterile 1X PBS. Most of the time, these surfaces were metallic roofs of feeders, completed 

when possible (i.e. when not too covered by duck feces) by the concrete border of the duck house. After 

sampling, wipes were rolled into sterile plastic tubes with 20mL sterile 1X PBS. On each time 
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environmental samples were collected, negative controls containing only sampling material and PBS 

were produced. Environmental samples were stored at +4°C in the field, then frozen to -80°C in the 

laboratory. 

2.3. Infectious agent detection and identification 

2.3.1. Environmental samples preparation 

Wipes into PBS were shaken at 45 movements per min (mpm) overnight at 6°C to dissolve solid organic 

particles. They were then firmly squeezed to extract the most liquid as possible. Water samples were 

gently centrifuged to separate larger soil particles at 1,500 rotations per min (rpm) for 2 min. 

In order to separate extracellular DNA from particles of soil and organic matter that may inhibit PCR 

reactions, supernatant of water samples (50mL), as well as 20mL volumes of wipes’ supernatants were 

mixed with saturated phosphate salts (Taberlet et al., 2012). NaH2PO4 and Na2HPO4 were added in each 

sample to 1.97g/L and 14.7g/L concentrations, respectively, then shaken at 65mpm for 15-30min at 6°C. 

Tubes were then centrifuged at 4,000rpm for 5min at 4°C to separate particles from suspended genetic 

material. Whole volumes of supernatant were then filtered using individual sterile 0.22µm PES vacuum 

filters (Corning, New York, USA). Each filter membrane was detached from its frame, cut in halves in 

sterile conditions to be folded into 2mL multi-size ceramic bead tubes (CKMix50-R from Bertin Corp., 

Rockville, Maryland, USA) with 1mL sterile 1X PBS. Bead tubes were vortexed with a Precellys®24 

instrument (Bertin Corp., Rockville, Maryland, USA) for 3 sessions of 30s at 5,500mpm to grind filter 

membranes and separate genetic materials. They were then centrifuged for 1min at 3,000rpm. 

2.3.2. Nucleic acid extractions 

Both RNA and DNA extractions from swabs were performed from 150 µL of their supernatant using 

NucleoMag Pathogen kit (Macherey-Nagel, Dueren, Germany) on a KingFisher Flex robot (Thermo Fisher 

Scientific Inc., Waltham, Massachusetts, USA), following the manufacturer’s instructions. For extraction 

and subsequent analyses, all of the samples were pooled by species or family, sample type (oral, tracheal 

or cloacal), and time of sampling (5 samples in each pool whenever possible, or from 1 to 6 samples). 

Nucleic acid extractions from environmental samples followed the same protocol, and were performed 

from pools of samples of the same time and outdoor area (water and wipes). Negative extraction controls 

were processed alongside each series of extractions. All extracted nucleic acids were then stored at -80°C 

until analyses. 

2.3.3. Optimization of broad range real-time PCR protocols  

To screen swabs, feces and environmental samples for avulaviruses, coronaviruses and chlamydia, broad 

range one-step RT-qPCR and qPCR were adapted for primer pairs that were previously described in the 
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literature (Chamings et al., 2018; Ehricht et al., 2006; Tong et al., 2008). To be able to differentiate a wide 

diversity of strains, protocols were optimized for SYBR Green technology on a LightCycler 96 

thermocycler (Roche, Basel, Switzerland). Optimization process for the three groups of infectious agents 

are detailed in Appendix 1. 

2.3.4. Molecular screening and identification of infectious agents 

AIV 

One-step RT-qPCR for AIV targeted M gene following a SYBR Green protocol with M52C/M253R primers 

(Croville et al., 2018). Reactions were processed on duplicate samples as detailed in Appendix 1 Table S1. 

For each RT-qPCR run, quantification and sensitivity were assessed by ten-fold dilutions of a plasmid 

construct including the target sequence, from 10 to 104 sequence copies/µL. Because low viral loads were 

expected on healthy small birds or environmental samples, positive results were considered as showing 

cycle threshold (Ct) values under 37 cycles (around 10 RNA copies/µL) and a visible melting temperature 

peak on a 1°C range around positive controls (84.5°C). Other results with a visible fluorescence over 37 

cycles or a melting temperature outside of this range were considered suspect. When a pool of swabs was 

positive, corresponding individual samples were analyzed following the same protocol to obtain 

individual status.  

Positive and suspect samples for the M gene RT-qPCR were submitted to a conventional one-step RT-PCR 

using Bm-HA-1/Bm-NS-890R primers targeting the whole hemagglutinin (HA) sequence of AIV 

(Hoffmann et al., 2001), as detailed in Appendix 1 Table S1 (Identification run 1). Products were observed 

on an agarose gel electrophoresis, and size of bands compared to those of positive controls. If expected-

size bands (1800bp) appeared, they were excised and purified using a QIAquick gel extraction kit (Qiagen, 

Venlo, the Netherlands) following manufacturer’s instruction, then sequenced by Sanger technology for 

typing of the HA sequence. Because expected viral loads were very low, if no band appeared the gel was 

excised on the expected size and purified, to be submitted to a second run of semi-nested PCR as detailed 

in Appendix 1 Table S1 (Identification run 2). Products were then observed on an agarose gel 

electrophoresis, and expected-size bands excised and purified for Sanger sequencing of the HA sequence. 

Resulting sequences were visualized using BioEdit version 7.0.5.3 (Hall,2011) compared to all AIV 

database using BLAST online tool (Altschul et al., 1990).  

If after the two HA identification runs no amplification or no sequence was obtained, a H6 specific one-

step RT-qPCR was ran to check at least for this subtype, because it was identified by Sanger sequencing 

in duck samples. The primer pair designed and used was H6-928/H6-1251, and the protocol as detailed 

in Appendix 1 Table S1 (Identification run 3). Positive samples were considered as showing a Ct below 

37 cycles and melting temperature peak in a 1°C range from positive plasmid control (82.5°C).  
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In duck flocks sampled for regulatory AIV surveillance, the standard process of identification was 

followed by departmental laboratory and National Reference Laboratory (NRL) for AIV at Anses, 

Ploufragan, France (DGAL, 2016). M gene positive flocks were submitted to a specific RT-qPCR for both 

H5 and H7 subtypes. Then positive samples for this second test were sequenced for precise HA and NA 

subtype identification. 

Avulaviruses 

The adapted one-step RT-qPCR protocol targeting all avulaviruses with AVU-RUB-F1/AVU-RUB-R 

primers (Tong et al., 2008) was applied to all samples in duplicate as detailed in Appendix 1 Table S1. On 

each run, quantification and sensitivity were assessed by a plasmid range from 10 to 104 copies/µL. 

Because the primers showed a high self-complementarity on RT-qPCR runs that interfered with 

amplification curves (no Ct above 23), positive results were considered as showing in priority a visible 

melting temperature peak on a 1°C range around positive controls (82°C for NDV class II, 84°C for NDV 

class I). Other results with a visible fluorescence and a melting temperature outside of this range were 

considered suspect. When a pool of swabs was positive, corresponding individual samples were analyzed 

following the same protocol to obtain individual status.  

Positive and suspect samples for L gene were confirmed by a second run of semi-nested conventional 

PCR with primers AVU-RUB-F2/AVU-RUB-R (Tong et al., 2008), as detailed in Appendix 1 Table S1. 

Products were then observed on an agarose gel electrophoresis, and size of bands compared to those of 

positive controls. If expected-size bands (200bp) appeared, they were excised and purified as described 

above, then sequenced by Sanger technology for typing of the variable L gene sequence. Resulting 

sequences were compared to all Avulaviruses database using BLAST online tool (Altschul et al., 1990). 

Coronaviruses 

The adapted one-step RT-qPCR protocol targeting all coronaviruses with AC-CoV-F/AC-CoV-R primers 

(Chamings et al., 2018) was applied to all samples in duplicate as detailed in Appendix 1 Table S1. On 

each run, quantification and sensitivity were assessed by a plasmid range from 10 to 104 copies/µL. 

Because low viral loads were expected on healthy small birds or environmental samples, positive results 

were considered as showing Ct values under 37 cycles (around 10 RNA copies/µL) and a visible melting 

temperature peak on a 2°C range around positive controls (80-82°C for SARS-CoV-2 plasmid, 81.5°C for 

vaccinal IBV) to cover a broad range of possible strains. Other results with a visible fluorescence over 37 

cycles or a melting temperature outside of this range were considered suspect. When a pool of swabs was 

positive, corresponding individual samples were analyzed following the same protocol to obtain 

individual status.  

Positive and suspect samples for the polymerase gene were confirmed by a second run of semi-nested 

conventional PCR with the same primers, as detailed in Appendix 1 Table S1. Products were then 
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observed on an agarose gel electrophoresis, and size of bands compared to those of positive controls. If 

expected-size bands (600bp) appeared, they were excised and purified as described above, then 

sequenced by Sanger technology for typing of the variable polymerase sequence. Resulting sequences 

were compared to all Coronaviruses database using BLAST online tool (Altschul et al., 1990). 

Chlamydia 

The adapted qPCR protocol targeting all chlamydia with Ch23S-F/Ch23S-R primers (Ehricht et al., 2006) 

was applied to all samples in duplicate as detailed in Appendix 1 Table S1. On each run, quantification 

and sensitivity of each run were assessed by a plasmid range from 10 to 103 copies/µL. Samples were 

tested in duplicate. Because low bacterial loads were expected on healthy small birds or environmental 

samples, positive results were considered as showing Ct values under 40 cycles (around 1 DNA copy/µL) 

and a visible melting temperature peak on a 2°C range around positive controls (81°C) to cover a broad 

range of possible strains. Other results with a visible fluorescence over 40 cycles or a melting temperature 

outside of this range were considered suspect. When a pool of swabs was positive, corresponding 

individual samples were analyzed following the same protocol to obtain individual status. 

Positive and suspect products from the qPCR were confirmed on an agarose gel electrophoresis, and size 

of bands compared to those of positive controls. If expected-size bands (180bp) appeared, specific qPCR 

for C. psittaci and C. abortus were conducted on positive samples in the NRL for chlamydia at Anses, 

Maisons-Alfort, France. Samples identified as C. psittaci were then subjected to a high resolution melting 

(HRM) qPCR for broad genotyping, doubled with Sanger sequencing of their ompA gene. Samples 

identified as C. abortus were genotyped on their plasmid sequence and by multi-locus sequence typing 

(MLST) on seven targets, as described in previous studies (Szymańska-Czerwińska et al., 2017). 

2.3.5. Serologies for AIV and NDV 

For serum preparation, blood tubes were centrifuged at 5,000rpm for 5min at +4°C to separate serum 

from cell clot. ELISA serologies for AIV and NDV were performed on 10µL of sera using respectively ID 

Screen® Influenza A Antibody Competition Multi-species (FLUACA) kit and ID Screen® Newcastle 

Disease Competition (NDVC) kit (Innovative Diagnostics, Grabels, France) following manufacturer’s 

instructions. Samples were considered positive when the competition percentage was below 50% for 

FLUACA or 70% for NDVC, that is when suspect or positive according to manufacturer, because those kits 

are not initially optimized for wild birds (Pérez-Ramírez et al., 2010). After the two serological 

screenings, if enough serum remained from AIV seropositive samples, they were tested for H5 subtype 

with the ID Screen® Influenza H5 Antibody Competition (FLUACH5) kit (Innovative Diagnostics, Grabels, 

France). For this specific ELISA, sera were diluted in distilled water to 0.35 to normalize all dilutions with 

the lowest remaining serum volume. Samples were considered positive when the competition percentage 

was below 60% (positive or suspect according to manufacturer). 
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 2.4. Epidemiological and statistical analysis 

Because some pools from wild birds could not have a positive individual linked to them, and as all positive 

individuals were the only ones of their pool, all positive pools were approximated to one positive 

individual. An individual wild bird was then considered positive when either the cloacal or oropharyngeal 

swab was positive. For duck flocks and environmental samples, as the number of samples was 

irrespective of the size of the flock (20 ducks, or 50mL of water and a wipe), results were analyzed 

considering flocks as units instead of individuals. A duck flock was then considered positive when either 

one cloacal or oropharyngeal swab, or the environmental sample was positive. 

Observed prevalence values were corrected for estimated sensitivity (Se) and specificity (Sp) of 

diagnostic tests used. Influenza A ELISA kit was characterized following manufacturer’s documentation 

as well as a previous publication on various species of wild birds (Pérez-Ramírez et al., 2010). Its Se was 

then estimated to be 0.9 and its Sp 0.9 in the wild birds sampled for the present study. As no 

manufacturer’s documentation was available for NDV ELISA kit, its characteristics were extracted from a 

publication on various wild birds (Hirschinger et al., 2021). Its Se was then estimated to be 1 and Sp 0.97. 

For qPCR and RT-qPCR tests, as they were made most of the time on both oropharyngeal and cloacal 

swabs of the same individual bird (increasing Se), with a strict confirmation of results, and with a low 

detection threshold on duplicates, it was considered that they reached 0.99 for Se and 1 for Sp. Estimation 

of true PCR prevalence and confidence intervals were calculated for each time of sampling using Epitools 

“Estimated true prevalence” online tool (Sergeant, 2018), following methods from Rogan & Gladen 

(1978) and Reiczigel et al. (2010) respectively. For serological prevalence, only a Wilson confidence 

interval on apparent prevalence was calculated following methods from Brown et al. (2001), as the 

estimation of true prevalence was not adapted to low numbers. Resulting prevalence values were 

numerically compared using R software version 4.0.5 (R Core Team, 2019), and differences between 

groups of wild birds and between times of sampling were statistically evaluated using chi-square tests 

with a p-value for significance lower than 0.05. 
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3. Results 

3.1. Sample collection 

3.1.1. Sampling of wild birds 

Between July 2019 and March 2021, 11 capture sessions on the farm lasted in general 3 consecutive days 

and resulted in collecting an average of 157 birds by session, with a median of 184, a minimum of 10 (due 

to a shorter visit of 24h) and a maximum of 256 (Table 1). In total, 1731 wild birds were captured and 

swabbed by oropharyngeal and cloacal routes. Blood was collected on 910 of them. Captured birds 

represented 62 species of 24 families and 10 orders (Table 2). 

In addition to live-bird swabs, a total of 205 cattle egret feces were collected under night roosts. These 

samplings were distributed on five occasions: October and November 2019, December 2020 and twice in 

February 2021 (Table 1). An average of 41 feces were collected on each time point, with a median of 30, 

a minimum of 25 and a maximum of 70. 

3.1.2. Sampling of duck flocks 

On ten occasions between April 2019 and July 2020, a total of 240 ducks from 12 flocks were swabbed 

by tracheal and cloacal routes (Table 1). 

3.1.3. Sampling of environment 

Environmental samples on duck outdoor areas were collected on seven occasions simultaneously with 

wild bird captures, between October 2019 and December 2020 (Table 1). A total of 22 areas were 

sampled, corresponding to 16 different flocks from which 5 were also sampled by swabs. 
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Table 1 - Distribution of sampling and positive results by time and type of sample. Stars next to some duck flocks indicate that only results of regulatory 
AIV surveillance were available. Flocks are identified by letters, and figured in bold when sampled several times either by swabs or environmental 
samples. 

Year Month Week 
Swabs 

from wild 
birds 

Positive 
ones 

Feces from 
cattle 
egrets 

Positive 
ones 

Blood 
from wild 

birds 

Positive 
ones 

Duck 
flocks 

sampled 

Duck 
areas 

sampled 

Identification 
of flocks 
sampled 

Positive ones 

2019 

April 17       1  A  

June 
23       1 *  B  
24       2 *  C; D 2 AIV 

July 30 184 
1 AIV 

1 chlamydia 
        

August 35 256 
2 AIV 

2 chlamydia 
  121 2 AIV     

September 
37       1 *  E  
39       1 *  F  

October 43 240 
1 AIV 

3 chlamydia 
30  142 4 AIV  4 G; H; I; J 1 coronavirus (H) 

November 
45       1  G 1 coronavirus 
48 184 2 AIV 30  75   2 K; L  

December 52       1  K 
1 AIV 

1 chlamydia 
1 coronavirus 

2020 

January 5 225 2 AIV   112 1 AIV  2 M; N 
2 AIV 

2 chlamydia 

February 
8       2  M; N 

2 AIV 
1 chlamydia (M) 

9 141 2 chlamydia   88 
1 AIV 
1 NDV 

 4 M; N; O; P 
1 AIV (M) 

1 chlamydia (O) 

May 
19       1 *  Q  
22 168    140 4 AIV  2 Q; R  

July 28       1  S  

November 46 225 1 chlamydia   147 6 AIV  4 T; U; V; W 
2 AIV (T; U) 

2 chlamydia (T; U) 
2 coronavirus (T; V) 

December 51 47  70  40 
3 AIV 
2 NDV 

 4 T; U; V; W 
3 AIV (T; V; W) 

4 chlamydia 

2021 
February 

6   25        

9 51  50 1 AIV 40 3 AIV     

March 12 10    5      
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Table 2 - Description of sampled wild birds by taxonomic group. Passeriformes groups established from Oliveros et al. (2019). All samples are from 

captured birds, except feces from roosting cattle egrets Bubulcus ibis as precised by “(+ 205 feces)” on the corresponding line. 

Order Family 
Group 
code 

Species in the group 
(by decreasing numbers) 

Number of swabs 
(for PCR) 

Number of sera 
(for ELISA) 

Passeriformes 
Sylviidae; Acrocephalidae; 
Alaudidae 

SYL 
Sylvia atricapilla; Sylvia borin; Sylvia communis; Acrocephalus scirpaceus; Hippolais 
polyglotta; Lullula arborea 

169 76 

 Aegithalidae; Phylloscopidae AEG Phylloscopus collybita; Aegithalos caudatus; Phylloscopus trochilus 142 0 

 Certhiidae; Sittidae; 
Troglodytidae 

CER Certhia brachydactyla; Sitta europea; Troglodytes troglodytes 37 7 

 Corvidae; Oriolidae COR Garrulus glandarius; Oriolus oriolus; Pica pica 6 3 

 Emberizidae EMB Emberiza cirlus ; Emberiza schoeniclus 19 9 

 Fringillidae FRI 
Fringilla coelebs; Carduelis carduelis; Chloris chloris; Coccothraustes coccothraustes; 
Fringilla montifringilla; Linaria cannabina; Serinus serinus 

186 45 

 Hirundinidae HIR Hirundo rustica; Delichon urbicum 3 1 

 Motacillidae ANT Anthus pratensis; Anthus spinoletta; Anthus trivialis 33 22 

  MOT Motacilla alba; Motacilla cinerea 91 58 

 Muscicapidae MUS 
Erithacus rubecula; Ficedula hypoleuca; Phoenicurus ochruros; Luscinia 
megarhynchos; Phoenicurus phoenicurus; Saxicola rubicola; Muscicapa striata 

289 159 

 Paridae PAR Cyanistes caeruleus; Parus major; Periparus ater 133 37 

 Passeridae PASD Passer domesticus 199 173 

  PASM Passer montanus 206 156 

 Prunellidae PRU Prunella modularis 35 30 

 Regulidae REG Regulus ignicapilla; Regulus regulus 9 0 
 Sturnidae STU Sturnus vulgaris 19 11 

 Turdidae TUR Turdus merula; Turdus philomelos; Turdus iliacus 117 100 

Pelecaniformes Ardeidae BUB Bubulcus ibis 1 (+ 205 feces) 1 

Accipitriformes Accipitridae ACC Accipiter nisus 4 4 

Bucerotiformes Upupidae UPU Upupa epops 1 1 

Charadriiformes Scolopacidae CHA Gallinago gallinago; Larus michahellis 4 3 

Columbiformes Columbidae STR Streptopelia decaocto 2 0 

Coraciiformes Alcedinidae ALC Alcedo atthis 3 1 

Galliformes Phasianidae GAL Phasianus colchicus 1 0 

Piciformes Picidae PIC Picus viridis; Dendrocopos major; Jynx torquilla 21 12 

Strigiformes Strigidae STRI Asio otus 1 1 
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3.2. Molecular detection and identification of infectious agents 

3.2.1. AIV 

Overall, M gene were detected in 9 individual (or pooled) wild birds in a total of 1936 individual samples 

(0.46%) (Table 3). One was from cattle egret feces in February 2021, the eight others were from swabs 

of captured passerines (Table 1). Those consisted of two Sylvia atricapilla oropharynx (in July 2019 and 

January 2020), two Passer domesticus oropharynx (in August and November 2019), one Motacilla alba 

cloaca (in October 2019), one Anthus sp. cloaca (in November 2019), one Fringilla sp. oropharynx (in 

January 2020), and one Muscicapidae cloaca (in August 2019) (Table 1 and Appendix 2). Viral loads in 

positive wild bird samples (individuals or pools) resulted in mean Ct values of 34.5. Sequencing and 

identification of the HA gene from samples of captured passerines was attempted with no success, and 

all were also negative on the specific H6 RT-qPCR (Appendix 2). The positive cattle egret feces resulted 

in a 1085bp H5 sequence with no pattern of high pathogenicity (no polybasic sequence in the cleavage 

site) and the highest identity of 98.14% with the strain A/mallard/Saskatchewan/17/1981(H5N2) 

(accession number CY178647) on GenBank database. ELISA serologies for AIV from 910 captured 

passerines detected 24 individuals with antibodies, one being positive on two consecutive months. 

Infected birds were five Sylvia atricapilla (one in August 2019, two in October 2019, and two in May 

2020), five Motacilla alba (one in October 2019, three in December 2020, and one in February 2021), 

three Turdus philomelos (in October 2019, and May and November 2020), three Prunella modularis (two 

in November 2020 and one in February 2021), two Passer montanus (same individual in January and 

February 2020), two Luscinia megarhynchos (in August 2019 and May 2020), two Erithacus rubecula (in 

November 2020), then one Ficedula hypoleuca (August 2019), one Passer domesticus (November 2020) 

and one Accipiter nisus (February 2021) (Table 1 and Appendix 2). Antibody levels resulted in 

competition percentages between 9.37 and 49.24 (mean of 31.96), and none of them was positive for H5-

specific antibodies. 

In duck swabs and environment combined, 9 flocks in 23 were detected positive for M gene RT-qPCR 

(39.1%) (Table 3). Two were detected from unknown type of swabs for regulatory surveillance in June 

2019 and were identified by the NRL as H7N3 (low pathogenic). The other seven positive flocks had more 

complete data: cloacal swabs from one flock in December 2019, environment then swabs (cloacal and 

unknown type) and environment again from two flocks in January to February 2020 (weeks 5 to 9), and 

environment from one flock in November (week 46) then three other flocks in December 2020 (week 51) 

(Table 1 and Appendix 2). In the end, swabs were positive for five flocks (two in June 2019, one in 

December 2019, and two in February 2020) and environment for six flocks (two then one in January-

February 2020, one in November 2020 and three in December 2020), with two flocks showing positive 

results in both types of sample (Table 1). Viral loads from all duck samples resulted in lower Ct values 
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than in wild birds, and slightly higher in environmental samples compared to swabs (respective mean Ct 

of 33.3 and 32.9). H6 subtype was identified either by sequencing or specific RT-qPCR in all seven M gene 

positive flocks (Appendix 2). The closest H6 sequence in GenBank database for all duck flock sequences 

(two from swabs and two from environment) was from the strain A/mallard 

duck/Georgia/7/2015(H6N1) (accession number MF694213) isolated in central Eurasia, with over 98% 

identity on 610 to 670bp. One positive swab from one of the two flocks in January-February 2020 also 

resulted in a different HA sequence (554bp and poor quality) identified as H11 with 91.3% identity to 

the strain A/Anas platyrhynchos/Belgium/195_7/2018(H11N9) (accession number MT406953) from 

north-western Europe. 

3.2.2. Avulaviruses 

None of the samples from the 1936 wild birds and the 17 duck flocks (swabs or environment) were 

positive for avulaviruses RT-qPCR (Table 1 and Table 3). On the 910 blood samples from wild birds, 4 

were seropositive on NDV ELISA, with competition percentages between 41.4% and 69.6% (mean of 

58%) (Appendix 2). Two samples were from the same individual, a Turdus merula (in January and 

February 2020), the two others were one Anthus pratensis and one Motacilla alba (both in December 

2020) (Table 1 and Appendix 2).  

3.2.3. Coronaviruses 

Among the 1936 wild birds’ swabs, none was positive for the coronaviruses RT-qPCR (Table 3). However, 

5 of the 17 duck flocks were detected positive (29.4%) (Table 3): environment from one in October 2019 

(week 43), cloacal swabs from one in November 2019 (week 45), cloacal swabs from one in December 

2019 (week 52), then environment from two in November 2020 (week 46) (Table 1 and Appendix 2). In 

the end, swabs were positive for two flocks (cloacal ones only, in November and December 2019), and 

environment was positive for three flocks (in October 2019 and November 2020), with no flock showing 

both types of positive sample (Table 1). Mean Ct values were 35.7 in swabs and 37.3 in the environment. 

All swabs and the environmental sample from October 2019 were successfully sequenced on 550-600bp 

of the coronavirus polymerase gene and all were similar and identified as duck coronavirus 2714 

(gammacoronavirus), with 94-95% identity to strains from wild anatidae (for instance GenBank 

accession number MK204411) and duck coronavirus isolate DK/GD/27/2014 (accession number 

NC_048214). 

3.2.4. Chlamydia 

Nine wild birds in 1936 showed positive results (individual or pool) for the chlamydia qPCR (0.46%) 

(Table 3). Three were from the superfamily Aegithaloidea, all on oropharyngeal samples (in August 2019, 

February 2020 and November 2020) and one on cloaca in addition (in August 2019); two were from birds 
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of the Sylviida parvorder cloaca (in August 2019) and oropharynx (in October 2019); two were from 

Motacilla alba cloaca and oropharynx (both in October 2019); one was from Passer montanus oropharynx 

(in July 2019); and one was from Fringilla coelebs cloaca (in February 2020) (Table 1 and Appendix 2). 

Bacterial loads in these samples resulted in Ct values between 27 and 40 (mean of 36) (Appendix 2). 

Identifications by MLST sequencing at the NRL were successful on four birds, which were showed to carry 

two different strains of avian Chlamydia abortus: one in two individuals of Phylloscopus collybita from 

August 2019 and November 2020, and another one in a Sylvia communis from August 2019 and in a 

Fringilla coelebs from February 2020 (Appendix 3). In domestic ducks, 8 out of 17 flocks were detected 

positive by qPCR (47.1%) (Table 3): oropharyngeal and cloacal swabs from one flock in December 2019 

(week 52), environment then cloacal swabs from one flock in January-February 2020 (weeks 5 and 8), 

environment from another flock in January 2020 (week 5), environment from one flock in February 2020 

(week 9), and environment from two then four flocks in November-December 2020 (weeks 46 and 51) 

(Table 1 and Appendix 2). In the end, oropharyngeal or cloacal swabs were positive for two flocks (in 

December 2019 and February 2020), and environment was positive for seven flocks (in January, 

February and November-December 2020), with one flock showing positive results in both types of 

sample (Table 1). Bacterial loads in environmental samples and swabs were similar with mean Ct values 

of 34 and 33.8 respectively. All positive swabs were successfully identified at the NRL as C. psittaci strains 

of duck genotype (strain GR9 of genotype C) (Appendix 3). Positive environmental samples from January, 

February and December 2020 were also all identified as the same strain of C. psittaci. In addition, C. 

abortus of unidentified strains were detected in three flocks during November-December 2020, with one 

of them being also positive for C. psittaci (Appendix 2). 
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Table 3 – Overall observed prevalence percentage for each group of species sampled. Groups are as defined in Table 2. The Wilson 95% confidence 

interval (CI) is given between brackets. Duck prevalence is calculated at the flock level, i.e. duck swabs or outdoor area of the same flock. Sample size 

of duck flocks is larger for AIV screening because of regulatory testing, as precised between brackets. 

Group of 
species 

Sample 
size PCR 
(birds or 

flocks) 

PCR positive birds or 
flocks 

Prevalence percentage 

(Wilson 95% CI) 
Sample 

size 
ELISA 

(birds) 

ELISA 
positive 

birds 

Prevalence percentage 

(Wilson 95% CI) 

AIV Avu CoV Chlam AIV 

Avulaviruses 
(Avu) 

Coronaviruses 
(CoV) 

Chlamydia 
(Chlam) AIV Avu AIV Avu 

MUS 289 1 0 0 0 0.35 (0 - 2) 0.00 (0 - 1) 0.00 (0 - 1) 0.00 (0 - 1) 159 5 0 3.14 (1 - 7) 0.00 (0 - 2) 

BUB 206 1 0 0 0 0.49 (0 - 3) 0.00 (0 - 2) 0.00 (0 - 2) 0.00 (0 - 2) 1 0 0 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 

PASM 206 0 0 0 1 0.00 (0 - 2) 0.00 (0 - 2) 0.00 (0 - 2) 0.49 (0 - 3) 156 2 0 1.28 (0 - 5) 0.00 (0 - 2) 

PASD 199 2 0 0 0 1.01 (0 - 4) 0.00 (0 - 2) 0.00 (0 - 2) 0.00 (0 - 2) 173 1 0 0.58 (0 - 3) 0.00 (0 - 2) 

FRI 186 1 0 0 1 0.54 (0 - 3) 0.00 (0 - 2) 0.00 (0 - 2) 0.54 (0 - 3) 45 0 0 0.0 (0 - 8) 0.0 (0 - 8) 

SYL 169 2 0 0 2 1.18 (0 - 4) 0.00 (0 - 2) 0.00 (0 - 2) 1.18 (0 - 4) 76 5 0 6.6 (3 - 14) 0.0 (0 - 5) 

AEG 142 0 0 0 3 0.00 (0 - 3) 0.00 (0 - 3) 0.00 (0 - 3) 2.11 (1 - 6) 0 - - - - 

PAR 133 0 0 0 0 0.00 (0 - 3) 0.00 (0 - 3) 0.00 (0 - 3) 0.00 (0 - 3) 37 0 0 0.0 (0 - 9) 0.0 (0 - 9) 

TUR 117 0 0 0 0 0.00 (0 - 3) 0.00 (0 - 3) 0.00 (0 - 3) 0.00 (0 - 3) 100 3 2 3.0 (1 - 8) 2.00 (1 - 7) 

MOT 91 1 0 0 2 1.1 (0 - 6) 0.0 (0 - 4) 0.0 (0 - 4) 2.2 (1 - 8) 58 5 1 8.6 (4 - 19) 1.7 (0 - 9) 

CER 37 0 0 0 0 0.0 (0 - 9) 0.0 (0 - 9) 0.0 (0 - 9) 0.0 (0 - 9) 7 0 0 0 (0 - 35) 0 (0 - 35) 

PRU 35 0 0 0 0 0.0 (0 - 10) 0.0 (0 - 10) 0.0 (0 - 10) 0.0 (0 - 10) 30 3 0 10.0 (3 - 26) 0.0 (0 - 11) 

ANT 33 1 0 0 0 3.0 (1 - 15) 0.0 (0 - 10) 0.0 (0 - 10) 0.0 (0 - 10) 22 0 1 0.0 (0 - 15) 4.5 (1 - 22) 

PIC 21 0 0 0 0 0.0 (0 - 15) 0.0 (0 - 15) 0.0 (0 - 15) 0.0 (0 - 15) 12 0 0 0 (0 - 24) 0 (0 - 24) 

EMB 19 0 0 0 0 0 (0 - 17) 0 (0 - 17) 0 (0 - 17) 0 (0 - 17) 9 0 0 0 (0 - 30) 0 (0 - 30) 

STU 19 0 0 0 0 0 (0 - 17) 0 (0 - 17) 0 (0 - 17) 0 (0 - 17) 11 0 0 0 (0 - 26) 0 (0 - 26) 

REG 9 0 0 0 0 0 (0 - 30) 0 (0 - 30) 0 (0 - 30) 0 (0 - 30) 0 - - - - 

COR 6 0 0 0 0 0 (0 - 39) 0 (0 - 39) 0 (0 - 39) 0 (0 - 39) 3 0 0 0 (0 - 56) 0 (0 - 56) 

ACC 4 0 0 0 0 0 (0 - 49) 0 (0 - 49) 0 (0 - 49) 0 (0 - 49) 4 1 0 25 (5 - 70) 0 (0 - 49) 

CHA 4 0 0 0 0 0 (0 - 49) 0 (0 - 49) 0 (0 - 49) 0 (0 - 49) 3 0 0 0 (0 - 56) 0 (0 - 56) 

ALC 3 0 0 0 0 0 (0 - 56) 0 (0 - 56) 0 (0 - 56) 0 (0 - 56) 1 0 0 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 

HIR 3 0 0 0 0 0 (0 - 56) 0 (0 - 56) 0 (0 - 56) 0 (0 - 56) 1 0 0 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 

STR 2 0 0 0 0 0 (0 - 66) 0 (0 - 66) 0 (0 - 66) 0 (0 - 66) 0 - - - - 
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Group of 
species 

Sample 
size PCR 

(birds or 
flocks) 

PCR positive birds or 
flocks 

Prevalence percentage 

(Wilson 95% CI) 
Sample 

size 
ELISA 

(birds) 

ELISA 
positive 

birds 

Prevalence percentage 

(Wilson 95% CI) 

AIV Avu CoV Chlam AIV 
Avulaviruses 

(Avu) 
Coronaviruses 

(CoV) 
Chlamydia 

(Chlam) AIV Avu AIV Avu 

GAL 1 0 0 0 0 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 0 - - - - 

STRI 1 0 0 0 0 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 1 0 0 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 

UPU 1 0 0 0 0 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 1 0 0 0 (0 - 79) 0 (0 - 79) 

All wild 
birds 

1936 9 0 0 9 
0.46 

(0.2 - 0.9) 

0.00 

(0.0 - 0.2) 

0.00 

(0.0 - 0.2) 

0.46 

(0.2 - 0.9) 
910 25 4 

2.75 

(1.9 - 4.0) 

0.44 

(0.2 - 1.1) 

Duck flocks 
17  

(23 AIV) 
9 0 5 8 

39 

(22 - 59) 

0 

(0 - 18) 

29 

(13 - 53) 

47 

(26 - 69) 
- - - - 
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3.3. Epidemiological and statistical analysis 

Over the whole time of study, AIV were detected in 0.46% (95% CI: 0.2-0.9) of wild birds (Table 

3). AIV were detected in seven groups of wild bird species, and intra-group prevalence values 

ranged from 0.35% (95% CI: 0-2) in Muscicapidae family, up to 3.0% (95% CI: 1-15) in Anthus 

genus (Table 3). As for serology in wild birds, overall 2.75% (95% CI: 1.9-4.0) of wild birds were 

seropositive for AIV. AIV antibodies were detected in eight groups of species with seroprevalence 

values that ranged from 0.58% (95% CI: 0-3) in Passer domesticus, up to 25% in Accipiter nisus 

(95% CI: 5-70) (Table 3). Considering all wild bird species along time, apparent prevalence values 

of AIV in swabs and feces were up to a maximum of 1.0% (95% CI: 0.17-5.40) in February 2021, 

which corresponded to corrected prevalence values up to a maximum of 1.0% (95% CI: 0.05-5.45) 

(Figure 1). Seroprevalence for AIV was up to a maximum of 7.5% (95% CI: 4.92-12.36) both in 

December 2020 and February 2021 (Figure 1). No Avulavirus (Figure 2) or coronavirus were 

detected in wild birds, which corresponded to overall 95% CI of 0.0-0.2% (Table 3). Overall, 0.44% 

(95% CI: 0.2-1.1) of wild birds were seropositive for NDV (Table 3). Antibodies for NDV were 

detected in three groups, with seroprevalence values between 1.7% (95% CI: 0-9) in Motacilla 

genus and 4.5% (95% CI: 1-22) in Anthus genus (Table 3). Seroprevalences for NDV were up to a 

maximum of 5% (95% CI: 1.38-16.5) in December 2020 (Figure 2). Overall, chlamydia were 

detected in 0.46% (95% CI: 0.2-0.9) of wild birds (Table 3). Chlamydia were detected in five 

groups with prevalence values ranging from 0.49% (95% CI: 0-3) in Passer montanus, to 2.2% 

(95% CI: 1-8) in Motacilla genus (Table 3). Considering all wild bird species along time, apparent 

prevalence values of chlamydia in swabs and feces were up to a maximum of 1.4% (95% CI: 0.63-

7.91) in February 2020, which corresponded to corrected prevalence values up to a maximum of 

2.3% (95% CI: 0.63-7.99) (Figure 4). Overall, positive wild birds by PCR or ELISA for any infectious 

agent belonged to 12 species groups out of the 26 groups in total. In all 12 groups, only the genus 

Motacilla was found positive for both AIV (1.1%, 95% CI: 0-6), chlamydia (2.2%, 95% CI: 1-8), AIV 

antibodies (8.6%, 95% CI: 4-19) and NDV antibodies (1.7%, 95% CI: 0-9) (Table 3). 

Overall, AIV were detected in 39% (95% CI: 22-59) of duck flocks (Table 3). No avulavirus were 

detected (95% CI: 0-18%), but 29% (95% CI: 13-53) were detected to carry coronaviruses, and 

47% (95% CI: 26-69) to carry chlamydia (Table 3). Through time, environmental samples (that 

were collected simultaneously on all areas contrary to swabs only on older flocks) showed up to 

100% (2 in 2) positive flocks for AIV in January 2020 (Figure 1). They also showed up to 50% (2 

in 4) positive flocks for coronaviruses in November 2020 (Figure 3) and 100% (2 in 2, and 4 in 4) 

for chlamydia in February and December 2020 respectively (Figure 4).  

Chi-squared tests calculated on prevalence values over time in wild birds or duck flocks showed 

no significant differences (p-values over 0.05), except for NDV seroprevalence (X²=23.5, p=5.2e-
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3) which was higher in December 2020 (5%, 95% CI: 1.4-16.5) compared to other times of 

sampling Chi-squared tests calculated on prevalence values by groups of species showed 

significant differences between wild birds and duck flocks on PCR prevalence values of AIV 

(X²=379.5, p<10-10), coronaviruses (X²=570.9, p<10-10) and chlamydia (X²=435.5, p<10-10), duck 

flocks showing higher prevalence values compared to any wild bird group and those alone 

showing no significant difference between them. Seroprevalence values were statistically similar 

between wild bird groups for NDV, but they showed slightly significant differences in some groups 

for AIV (X²=33.7, p=0.038) with Passer domesticus presenting significantly lower seroprevalence 

(0.58%, 95% CI: 0-3) compared to Accipiter nisus (25%, 95% CI: 5-70), Prunella modularis (10.0%, 

95% CI: 3-26), Motacilla genus (8.6%, 95% CI: 4-19), or Sylviida parvorder (6.6%, 95% CI: 3-14). 

Figure 1 – Evolution of Avian influenza virus detections in wild birds (above) and duck flocks 

(below) along time. PCR prevalence is showed as corrected prevalence with test characteristics, 

and ELISA prevalence is showed as apparent prevalence. Error bars figure 95% confidence 

intervals of prevalence.  
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Figure 2 – Evolution of Avulavirus and NDV detections in wild birds along time (duck flocks were 

all negative). PCR prevalence is showed as corrected prevalence with test characteristics, and 

ELISA prevalence is showed as apparent prevalence. Error bars figure 95% confidence intervals 

of prevalence. 

 

Figure 3 – Evolution of Coronavirus detections in duck flocks along time (wild birds were all 

negative). 
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Figure 4 – Evolution of Chlamydiaceae detections in wild birds (above) and duck flocks (below) 

along time. PCR prevalence is showed as corrected prevalence with test characteristics. Error bars 

figure 95% confidence intervals of prevalence. 

 

4. Discussion 

The present surveillance study brings original knowledge on various levels. It is firstly based on 

longitudinal data over more than a year on a very local scale, with mostly individualized results, 

which helps to better understand infection dynamics in studied populations. Other but few studies 

implemented comparable methods, for instance in domestic duck flocks for chlamydia (Hulin et 

al., 2016; Vorimore et al., 2015), in wild swans for AIV (Hill et al., 2019), or in various peridomestic 

birds for NDV (Hirschinger et al., 2021). Secondly, the present study is located on a poultry farm 

and looks at all compartments of the epidemiological interface, that is domestic ducks, wild birds 

and their shared environment. To our knowledge, the triad is never studied in a real-life setting, 

where at most two compartments are investigated (i.e. Germeraad et al., 2020; Hirschinger et al., 

2020; Shriner et al., 2016), but it has been studied in experimental conditions (Ellis et al., 2021; 

Forrest et al., 2010). Thirdly, the present study enlightens the asymptomatic epidemiology of a 
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least-studied population and context, that is commensal birds of a free-range duck farm in Europe. 

Indeed, most longitudinal studies in wild birds focus on natural settings or on waterfowl hosts 

(Arenas et al., 1990; J. D. Brown et al., 2010; Hill et al., 2019; Lewis et al., 2013; Napp et al., 2017; 

Onuma et al., 2017; Torrontegi et al., 2019). Very few focus on commensal birds around farms that 

are not closely related to coasts or wetlands (Guimarães et al., 2016; Hirschinger et al., 2020; 

Shriner et al., 2016). 

Observed prevalence levels in domestic ducks and wild birds during the time of this study were 

globally consistent with results from other teams on similar species in a non-epidemic context. 

Indeed, AIV were often detected by molecular tests at very low or even negative prevalence levels 

in passerines and other non-aquatic birds (Caron et al., 2017; Hirschinger et al., 2020; Slusher et 

al., 2014), while antibodies most of the time show slightly higher prevalence levels (Arenas et al., 

1990; Hirschinger et al., 2020; Pérez-Ramírez et al., 2010; Slusher et al., 2014) but are also 

sometimes negative (Brown et al., 2010). Prevalence results which were almost completely 

negative for NDV and avulaviruses were also expected, because France commercial poultry is free 

of NDV (Huneau-Salaün et al., 2020), and Passeriformes mainly sampled in this study are not 

commonly found positive in comparison with Anseriformes and Columbiformes (Hirschinger et 

al., 2020; Napp et al., 2017; Pedersen et al., 2016). As for coronaviruses, the gamma genus is widely 

distributed in waterfowl (Anseriformes and Charadriiformes mostly) with various strains (de 

Sales Lima et al., 2015; Wille & Holmes, 2020), which correlates with observed results on duck 

flocks in this study. In contrast, Passeriformes are generally least infected and rather with strains 

of the delta genus (Wille & Holmes, 2020; Woo et al., 2009). Finally, chlamydia detections were 

consistent with previous studies in free-range ducks from France that showed common infection 

by Chlamydia psittaci of flocks with high intra-flock levels of prevalence (Hulin et al., 2016; 

Vorimore et al., 2015). In wild birds, C. psittaci are more widely found in waterfowl or 

Columbiformes than in passerines as we observed in the present study (Krawiec et al., 2015; 

Szymańska-Czerwińska et al., 2017), and avian C. abortus may be present in relatively high 

prevalence levels in both waterfowl and passerines (Szymańska-Czerwińska et al., 2017). As C. 

abortus was also detected at one time in the environment of ducks but never in their swabs, it is 

interesting then not to have detected transmissions of chlamydia between ducks and commensal 

birds in this study. However, this fact has to be considered with the limitation that not all detected 

strains were successfully identified and that not all flocks were sampled by both swabs and 

environment. 

Temporal patterns of AIV in wild birds and duck flocks did not show statistically significant 

variations. However, the absence of significance was certainly due to the relatively small size of 

samples at each time, and to the small numbers of positive birds or flocks. However, as the 
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duration of capture samplings was limited to 3 days to avoid disturbance on wild birds (protected 

species) and sample degradation, only an increase in frequency of captures could have improved 

sample size for wild birds. Moreover, the evaluation of sensitivity carried out for each time of wild 

bird sampling gave good confidence that no epidemic trend was missed, with a detectable 

threshold of population prevalence generally below 3% for molecular testing and 8% for 

serological testing (Appendix 4). It appears also that slight trends in AIV detections were not 

correlated between ducks and wild birds, even with serological testing that allows longer 

detection times than viral testing (few weeks rather than few days) in these poorly susceptible 

species (J. D. Brown et al., 2010; Criado et al., 2021; Ellis et al., 2021; Forrest et al., 2010; Hill et al., 

2019). These non-matching prevalence patterns add to differences in identifications of AIV strains 

between wild and domestic birds. No AIV from wild birds could be identified precisely by isolation 

and sequencing, which is an ongoing issue in terrestrial wild bird studies due to low quantities of 

biological material available on small and healthy birds (Caron et al., 2017; Munster et al., 2007). 

However, at least H6 subtype was excluded by specific RT-qPCR. As this subtype was the most 

frequently identified in ducks and their environment, its transmission to wild birds does not seem 

to be important (lower than estimated detection thresholds in wild birds). With low levels of viral 

and serological prevalence detected in commensal birds sampled on the studied duck farm, their 

role as maintenance hosts for AIV seems excluded as evidenced before (Caron et al., 2017). But 

sporadic transmissions to wild birds of poultry strains of AIV are still not excluded by our study 

design (limited sample by species and time, limited detection sensitivity of tests), even more for 

highly pathogenic ones that could be more infectious to non-reservoir hosts in a similar context 

(Forrest et al., 2010; Nemeth et al., 2010). Such sporadic transmissions could be sufficient for 

mobile commensal birds to spread AIV from one farm to another or to any other susceptible 

population by individual movements during the few days of excretion. Our study then comforts 

the conceptual role of bridge hosts that commensal wild birds play for AIV (Caron et al., 2015).  

Our study added evidence to technical difficulties in characterizing AIV circulation in terrestrial 

birds. Using captures that target heathy individuals of mostly small species, detection of AIV result 

in very low prevalence and very low viral loads in samples. This makes their direct detection from 

swabs difficult even around acute farm outbreaks (Shriner et al., 2016; Van De Wiele et al., 2017). 

In addition, low viral loads in small material quantities of samples lead to frequent issues in 

confirmation and identification when detection was possible (Munster et al., 2007). So as to 

improve sensitivity of AIV surveillance studies, alternative and complementary methods can be 

used, such as sampling of various materials (Blagodatski et al., 2021; Coombe et al., 2021), or 

serological testing (Brown et al., 2010). However, results still rarely allow to assess transmission 

pathway and direction at the wild-domestic interface (Germeraad et al., 2020; Karunakaran et al., 

1983; Shriner et al., 2016; Verhagen et al., 2015). To tackle these issues in characterizing AIV 
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transmissions at the interface between domestic ducks and commensal birds, the study of the 

three other infectious agents was also considered as a way to complete lack of evidence on 

infectious transmission routes. To our knowledge, the simultaneous study of other agents as 

transmission markers for AIV is innovative at the wild-domestic interface. The choice of such 

markers was made following few main requirements. They had firstly to be present in at least one 

side of the interface, and with detectable prevalence levels in duration of excretion and infectious 

load considering possibilities of sampling size. Secondly, they had to be able to cross species 

barrier at least between populations studied. Thirdly, as transmissions were to be evidenced, they 

had to be rapidly detectable with existing screening methods, then precisely identifiable at the 

strain level. In addition, surveillance of infectious agents with possible pathogenicity would bring 

results of sanitary interest beside comparative transmission of AIV. Among infectious agents of 

veterinary interest in poultry, some present the cited characteristics in the context of a duck farm. 

Some viruses have been showed by metagenomics to share epidemiological and ecological 

similarities with AIV in wild ducks, such as the Avulavirinae and Orthocoronavirinae sub-families 

(Ramírez-Martínez et al., 2018; Wille et al., 2015). In the first taxa, Newcastle disease virus (NDV) 

can infect broad range of hosts and have important economic impacts (Dimitrov et al., 2016). More 

widely, viruses of the Avulavirinae sub-family present various genotypes that are detected in a 

very broad range of bird species (Cardenas Garcia et al., 2013; Dimitrov et al., 2016; Hirschinger 

et al., 2020; Karamendin et al., 2020; Kim et al., 2012), which makes this group an interesting 

transmission marker at the wild-domestic bird interface. As a second marker, the 

Orthocoronavirinae sub-family can also infect wide diversity of birds and present a worldwide 

distribution (Rahman et al., 2021; Wille & Holmes, 2020). In particular, two of its genera are 

known to infect birds: Gammacoronaviruses (including infectious bronchitis virus, duck 

coronavirus 2714 and various other strains) and Deltacoronaviruses (Cavanagh, 2005; 

Domańska-Blicharz et al., 2021; Wille & Holmes, 2020; Woo et al., 2012). Wild and domestic ducks 

are asymptomatic carriers of coronaviruses and are involved in possible cross-species 

transmissions, which makes those viruses interesting to study at the wild-domestic interface (Liu 

et al., 2005; Miłek & Blicharz-Domańska, 2018; Pauly et al., 2019; Zhuang et al., 2015). In addition 

to avulaviruses and coronaviruses, bacteria of the Chlamydiaceae family are broadly distributed 

in species and geography (Kaleta & Taday, 2003; Krawiec et al., 2015; Soon et al., 2021), with high 

asymptomatic prevalence of C. psittaci in wild and domestic ducks (Soon et al., 2021; Vorimore et 

al., 2015). In our study, although avulaviruses were not detected in ducks or wild birds by RT-

qPCR, and coronaviruses were not detected in wild birds, chlamydia showed similar prevalence 

patterns to AIV. Strain identifications were more successful and complete for chlamydia than for 

AIV, which suggests that this bacterial taxon is a good choice as a transmission marker at the 

studied wild-domestic interface. However, similarly to AIV, chlamydia strain identifications were 
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inconsistent between the two compartments. Indeed, only one classical duck strain GR9 of 

Chlamydia psittaci was identified in duck swabs, while commensal birds hosted avian C. abortus 

of various strains.  

Regarding screening for AIV and chlamydia, both cloacal and oropharyngeal swabs gave positive 

results, which showed that both respiratory and digestive tracts are involved in the replication 

and have to be considered in the diagnostic process. As wild bird samplings are often constrained 

in numbers, it seems essential to sample both tracts when possible to optimize the human and 

financial efforts invested for captures. This point was underlined before in AIV surveillance 

studies (Caron et al., 2017; Gaidet et al., 2012; Lewis et al., 2013). Beside samples on captured wild 

birds, the present study relied on fecal sampling of cattle egrets. This approach was promoted and 

used by other researchers for surveillance studies (Coombe et al., 2021; Lee et al., 2010; 

Torrontegi et al., 2019), and it seems a valuable method for wildlife surveillance regarding the 

least field effort and regulatory constraints it requires compared to the amount of additional data 

it brings. However, if the suspected species from which a fecal sample originates can be confirmed 

by molecular techniques (Lee et al., 2010), this sampling method does not allow individual 

identification and follow up of birds infected. On the same idea of alternative least-effort sampling 

to complete and increase sample sizes, environmental water and wipes were collected on the farm 

on outdoor areas were ducks were present. The nature of these samples seemed to allow a good 

estimation of infectious shedding at the scale of each flock, as molecular detection and 

identification were most of the time similar in swabs and environment from flocks with both types 

of samplings a few weeks apart. In particular, water from puddles on trampled grounds close to 

duck houses and drinkers may have helped these detections, as showed for low pathogenic AIV in 

a study on free-range layers (Germeraad et al., 2020). Moreover, these samples bring a picture of 

the possibility of infectious transmission from indirect contacts between ducks and commensal 

birds landing on outdoor areas. As duck flocks represent a concentration of thousands of large 

birds that live for several weeks on these areas, duck infectious agents are certainly widely 

dominant as was observed in this study. It seems then that microbiological contamination 

produced by free-range ducks in the environment is important, which would very likely expose 

wild birds to infectious agents of ducks. This suggests that free-range poultry are certainly major 

participants in microbiological pressure on avian communities, at least on a local scale. 

Taking into account all infectious agents studied, it seems that general contamination of duck 

flocks and of their outdoor environment at one time (for instance with AIV and chlamydia during 

winter 2019-2020 and fall 2020) did not have a significant impact on the infection of commensal 

wild birds repeatedly observed in contact with those two compartments. This impact was at least 

not visible in healthy birds that were captured in this study, and sick or dead birds were never 
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observed on the study site. All these observations comfort the “bridge host” concept brought 

earlier by several researchers for AIV (Caron et al., 2015; Ellis et al., 2021; Forrest et al., 2010), 

and suggest the extension of this concept to other infectious agents transmitted by the same 

routes. Indeed, commensal birds from the duck farm were sporadically found infected and seemed 

poorly susceptible to duck infectious agents and conversely, at least to the four that were studied 

here. This might be due to the consequent taxonomical distance that separates ducks (order 

Anseriformes) and Passeriformes that constituted the most part of the sampled species. 

Moreover, it should be noted that no chlamydia, no coronavirus and only one AIV were detected 

in the large number of cattle egrets (order Pelecaniformes) and few snipes (order 

Charadriiformes) that were sampled in this study. Those groups are closer relatives to ducks and 

are also commonly considered as reservoirs for AIV, coronaviruses and C. psittaci (El-Jakee et al., 

2014; Kaleta & Taday, 2003; Olsen et al., 2006; Wille & Holmes, 2020). These species were also 

observed in large numbers (tens of snipes, to hundreds of cattle egrets) on outdoor areas of the 

farm on some occasions, and sometimes in close proximity with contaminated flocks and surfaces. 

Results from these species then add to the conclusion of a null or anecdotal transmission of 

infectious agents circulating endemically at the interface between commensal birds and domestic 

ducks, at least in the studied context.  
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Appendix 1  

Optimization process and final protocols for molecular detection of avian influenza 

viruses, avulaviruses, coronaviruses and chlamydia. 

I. Design and optimization of molecular detection tests 

To screen swabs, feces and environmental samples for avulaviruses, coronaviruses and 

chlamydia, broad range one-step RT-qPCR and qPCR were adapted for primer pairs that were 

previously described in the literature. To be able to differentiate a wide diversity of strains, 

protocols were optimized for SYBR Green technology on a LightCycler 96 thermocycler (Roche, 

Basel, Switzerland). 

I.A. Avulaviruses 

To screen for potentially unidentified avulaviruses, a one-step RT-qPCR was adapted from a 

previously described protocol with AVU-RUB-F1 (5’-GGT TAT CCT CAT TTI TTY GAR TGG ATH CA-

3’) and AVU-RUB-R (5’-GCA ATT GCT TGA TTI TCI CCY TGN AC-3’) primers targeting 200bp of the 

L gene of Avulavirinae and Rubulavirinae subfamilies (Tong et al., 2008). Reactions were 

processed on a LightCycler 96 thermocycler (Roche, Basel, Switzerland) by using iTaq Universal 

SYBR green One-Step kit (Biorad, Hercules, CA, USA) following manufacturer’s instructions with 

few modifications described below. Two dilutions of extracted RNA of a cultivated and identified 

NDV class II virus from a clinical case available at the laboratory were tested, on different 

annealing temperatures at 45, 50, 55 or 60°C. The highest sensitivity was obtained with an 

annealing temperature of 55°C, which was then selected for further analyses. The reaction mix 

used for subsequent analyses then consisted of 2µL of sample RNA, 0.6µL of each 10µM primer 

(final concentration 0.6µM), 5µL of 2X iTaq reaction mix, 0.125µL of iScript reverse transcriptase, 

completed with 1.675µL of PCR-grade water for a total reaction volume of 10µL. The thermocycler 

program consisted of a first 10 min pre-incubation step at 50°C, followed by 1min at 95°c, then 40 

amplification cycles including one 95°C step for 15 s, one 55°C annealing step for 15s, and one 

60°C step for 1min. A final melting analysis step was then added following manufacturer’s 

instructions. As a quantification control, a plasmid construct was synthetized by GenScript Biotech 

(Leiden, the Netherlands) including the target L gene sequence from Avian avulavirus 1 isolate 

duck/U.S./119535-1/2001 retrieved on GenBank (accession number AY626266.1) and adapted 

for few nucleotides to match the primers’ sequences. The selected RT-qPCR protocol was tested 

on the previous NDV class II dilutions and on this plasmid on a dilution range from 10 to 105 

copies/µL to validate its sensitivity (Figure S1), estimated around 102 RNA copies/µL. 

I.B. Coronaviruses 

To screen for potentially unidentified coronaviruses, a one-step RT-qPCR was adapted from a 

previously described protocol with AC-CoV-F (5’-GGT TGG GAT TAT CCW AAR TGT G-3’) and AC-

CoV-R (5’-TGY TGT GAR CAA AAY TCR TG-3’) primers targeting 600bp of the polymerase gene of 

all coronaviruses (Chamings et al., 2018). Reactions were processed on the same machine with 

the same one-step RT-qPCR kit described for avulaviruses. A first optimization was conducted for 

annealing temperature on 1/10 dilutions of SARS-CoV-2 RNA (betacoronavirus) and vaccine H52 

infectious bronchitis virus (IBV) RNA (gammacoronavirus). The highest sensitivity and least 

primer self-complementarity was obtained with an annealing temperature of 50°C, which was 

then selected for further analyses. The reaction mix used for subsequent analyses was the same 

as for avulaviruses. The thermocycler program was similar to the one for avulaviruses, with an 
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annealing step at 50°C instead of 55°C. As a quantification control, a plasmid construct including 

the target sequence from SARS-CoV-2 was built with StrataClone PCR Cloning Kit (Agilent 

technologies, Inc., Santa Clara, CA, USA) following manufacturer’s instructions. The selected RT-

qPCR protocol was tested on two dilutions of the previous H52 IBV RNA and on this plasmid on a 

dilution range from 10 to 106 copies/µL to validate its sensitivity (Figure S1), estimated around 

10 RNA copies/µL. 

I.C. Chlamydia 

A previously described protocol for pan-chlamydia qPCR using Ch23S-F (5'-CTG AAA CCA GTA 

GCT TAT AAG CGG T-3') and Ch23S-R (5'-ACC TCG CCG TTT AAC TTA ACT CC-3') primers targeting 

a portion of the 23S rDNA (Ehricht et al., 2006) was adapted for SYBR Green technology. Reactions 

were processed on the same machine as described above, by using LightCycler SYBR Green I 

Master reaction mix (Roche, Basel, Switzerland) and following manufacturer’s instructions. The 

reaction mix consisted of 2µL of extracted DNA solution, with 0.4µL of each 10µM primer (final 

concentration of 0.2µM), 10µL of SYBR Green I Master, and completed with 7.2µL of PCR-grade 

water for a total reaction volume of 20µL. The thermocycler program consisted of a first 5 min 

pre-incubation step at 95°C, followed by 45 amplification cycles including 10 s at 95°C, 15s at 55°C 

and 15s at 72°C. A final melting analysis step was then added following manufacturer’s 

instructions. As a quantification control, a plasmid construct including the target sequence from a 

cultivated Chlamydia psittaci was built with StrataClone PCR Cloning Kit (Agilent technologies, 

Inc., Santa Clara, CA, USA) following manufacturer’s instructions. The selected qPCR protocol was 

tested on this plasmid on a dilution range from 10 to 106 copies/µL to validate its sensitivity 

(Figure S1), estimated around 1 DNA copy/µL. 

 

II. Final protocols used in the study for molecular detection and 
identification of studied infectious agents 

All reactions of (RT)qPCR were processed on a LightCycler 96 thermocycler (Roche, Basel, 

Switzerland), and conventional (RT)PCR were processed on a peqSTAR thermocycler (Avantor, 

Radnor, Pennsylvania, USA), following protocols described in Table S1. 
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Figure S1 - Profiles of SYBR Green (RT)qPCR results for sensitivity validation runs on (A) 

Avulavirus-Rubulavirus L gene target sequence (AVU-RUB-F1/AVU-RUB-R), (B) Coronavirus 

polymerase gene target sequence (AC-CoV-F/AC-CoV-R) and (C) Chlamydia spp. 23S rDNA target 

sequence (Ch23S-F/Ch23S-R).  

For each figure, amplification curves on the left and melting peaks on the right. Red curves are 

from the negative controls. Other curves represent: (A) ten-fold dilutions (10 to 105 copies/µL) of 

control plasmid with a NDV class I insert (in blue), and two dilutions of RNA from a cultivated NDV 

class II (in green); (B) ten-fold dilutions (10 to 106 copies/µL) of control plasmid with a SARS-

CoV-2 insert (in blue) and two dilutions of RNA from a cultivated vaccinal infectious bronchitis 

virus (in green); and (C) ten-fold dilutions (1 to 103, and 105 copies/µL) of control plasmid with a 

Chlamydia psittaci insert (in blue), and three duck swab samples that were consecutively 

sequenced as GR9 strain of C. psittaci (in green).  

Thermocycling programs were ran on a LightCycler 96 thermocycler (Roche, Basel, Switzerland) 

following protocols described in Table S1.  
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Table S1 – Description of (RT)-qPCR reagents and programs used for molecular screening and identification of infectious agents in the study. 

Target agent Aim of PCR 

Target sequence 

(length) Primer pair name Primer pair sequence (5'-3') Primer reference 

Avian Influenza 

Viruses (AIV) 
Detection M gene (240bp) 

M52C CTT CTA ACC GAG GTC GAA ACG (Croville et al., 2018; 

Fouchier et al., 2000) M253R AGG GCA TTT TGG ACA AAK CGT CTA 

 Reaction kit iTaq Universal SYBR green One-Step kit (Biorad, Hercules, CA, USA) 

 Reagent mix 
2µL RNA - 0.5µL of each 10µM primer - 5µL of 2X iTaq reaction mix - 0.125µL of iScript reverse transcriptase - 1.875µL of 

PCR-grade water /10µL total 

 Thermocycling program 10min at 50°C - 1min at 95°c - 40x(15s at 95°C - 1min at 60°C) - melting analysis following manufacturer’s instructions 

 
Expected detection threshold 

(genetic copies/µL) 
10    

AIV 
Identification - run 1  

(Sanger sequencing) 
HA gene (∼1800bp) 

Bm-HA-1 TAT TCG TCT CAG GGA GCA AAA GCA GGG G 
(Hoffmann et al., 2001) 

Bm-NS-890R  ATA TCG TCT CGT ATT AGT AGA AAC AAG GGT GTT TT 

 Reaction kit QIAGEN OneStep RT-PCR kit (Qiagen, Venlo, the Netherlands)  

 Reagent mix 
2µL RNA - 1.5µL of each 10µM primer - 5µL of QIAGEN OneStep RT-PCR Buffer (5X) - 1µL of 10mM dNTP mix - 1µL of 

QIAGEN OneStep RT-PCR Enzyme Mix - 13µL of PCR-grade water /25µL total 

 Thermocycling program 
30min at 50°C - 15min at 95°c - 5x(30s at 95°C - 30s at 56°C - 1min at 72°C) -  30x(30s at 95°C - 30s at 54°C - 1min at 72°C) - 

5x(30s at 95°C - 30s at 52°C - 1min at 72°C) - 5 min at 72°C 

 
Expected detection threshold 

(genetic copies/µL) 
-    

AIV 
Identification - run 2  

(Sanger sequencing) 
HA gene (∼1800bp) 

Bm-HA-1 TAT TCG TCT CAG GGA GCA AAA GCA GGG G 
(Hoffmann et al., 2001) 

Bm-NS-890R  ATA TCG TCT CGT ATT AGT AGA AAC AAG GGT GTT TT 

 Reaction kit KAPA Taq PCR kit (Kapa Biosystems, Wilmington, Massachusetts, USA)  

 Reagent mix 
2µL run 1 purified 1800bp products - 2µL of each 10µM primer - 2.5µL of KAPA Taq Buffer A (10X) - 0.5µL of 10mM dNTP 

mix - 0.1µL of KAPA Taq DNA Polymerase (5U/µL) - 15.9µL of PCR-grade water /25µL total 

 Thermocycling program 3min at 95°c - 40x(30s at 95°C - 30s at 53°C - 1.5min at 72°C) - 1 min at 72°C 

 
Expected detection threshold 

(genetic copies/µL) 
-    
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Table S1 – Continued 

Target agent Aim of PCR 

Target sequence 

(length) Primer pair name Primer pair sequence (5'-3') Primer reference 

AIV - H6 Identification - run 3 HA gene (240bp) 
H6-928  CCA CAT GCC AGA CTA TTG CAG G 

This study 
H6-1251  CGA CAG CTT CGA ATT GTG TGT TC 

 Reaction kit iTaq Universal SYBR green One-Step kit (Biorad, Hercules, CA, USA) 

 Reagent mix 
2µL RNA - 0.5µL of each 10µM primer - 5µL of 2X iTaq reaction mix - 0.125µL of iScript reverse transcriptase - 1.875µL of 

PCR-grade water /10µL total 

 Thermocycling program 10min at 50°C - 1min at 95°c - 40x(15s at 95°C - 1min at 60°C) - melting analysis following manufacturer’s instructions 

 
Expected detection threshold 

(genetic copies/µL) 
10    

Avulaviruses Detection L gene (200bp) 
AVU-RUB-F1  GGT TAT CCT CAT TTI TTY GAR TGG ATH CA 

(Tong et al., 2008) 
AVU-RUB-R GCA ATT GCT TGA TTI TCI CCY TGN AC 

 Reaction kit iTaq Universal SYBR green One-Step kit (Biorad, Hercules, CA, USA) 

 Reagent mix 
2µL RNA - 0.6µL of each 10µM primer - 5µL of 2X iTaq reaction mix - 0.125µL of iScript reverse transcriptase - 1.675µL of 

PCR-grade water /10µL total 

 Thermocycling program 
10min at 50°C - 1min at 95°c - 40x(15s at 95°C - 15s at 55°C - 1min at 60°C) - melting analysis following manufacturer’s 

instructions 

 
Expected detection threshold 

(genetic copies/µL) 
10²    

Avulaviruses 
Identification  

(Sanger sequencing) 
L gene (200bp) 

AVU-RUB-F2  ACA CTC TAT GTI GGI GAI CCN TTY AAY CC 
(Tong et al., 2008) 

AVU-RUB-R GCA ATT GCT TGA TTI TCI CCY TGN AC 

 Reaction kit KAPA Taq PCR kit (Kapa Biosystems, Wilmington, Massachusetts, USA)  

 Reagent mix 
2µL purified detection run products - 1.5µL of each 10µM primer - 2.5µL of KAPA Taq Buffer A (10X) - 0.5µL of 10mM dNTP 

mix - 0.1µL of KAPA Taq DNA Polymerase (5U/µL) - 11.9µL of PCR-grade water /20µL total 

 Thermocycling program 3min at 95°c - 40x(30s at 95°C - 30s at 53°C - 1.5min at 72°C) - 1 min at 72°C 

 
Expected detection threshold 

(genetic copies/µL) 
-    
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Table S1 – Continued 

 

Target agent Aim of PCR 

Target sequence 

(length) Primer pair name Primer pair sequence (5'-3') Primer reference 

Coronaviruses Detection 
polymerase gene 

(600bp) 

AC-CoV-F GGT TGG GAT TAT CCW AAR TGT G 
(Chamings et al., 2018) 

AC-CoV-R TGY TGT GAR CAA AAY TCR TG 

 Reaction kit iTaq Universal SYBR green One-Step kit (Biorad, Hercules, CA, USA) 

 Reagent mix 
2µL RNA - 0.6µL of each 10µM primer - 5µL of 2X iTaq reaction mix - 0.125µL of iScript reverse transcriptase - 1.675µL of 

PCR-grade water /10µL total 

 Thermocycling program 
10min at 50°C - 1min at 95°c - 40x(15s at 95°C - 15s at 50°C - 1min at 60°C) - melting analysis following manufacturer’s 

instructions 

 
Expected detection threshold 

(genetic copies/µL) 
10    

Coronaviruses 
Identification  

(Sanger sequencing) 

polymerase gene 

(600bp) 

AC-CoV-F GGT TGG GAT TAT CCW AAR TGT G 
(Chamings et al., 2018) 

AC-CoV-R TGY TGT GAR CAA AAY TCR TG 

 Reaction kit KAPA Taq PCR kit (Kapa Biosystems, Wilmington, Massachusetts, USA)  

 Reagent mix 
2µL purified detection run products - 1.5µL of each 10µM primer - 2.5µL of KAPA Taq Buffer A (10X) - 0.5µL of 10mM dNTP 

mix - 0.1µL of KAPA Taq DNA Polymerase (5U/µL) - 16.9µL of PCR-grade water /25µL total 

 Thermocycling program 3min at 95°c - 40x(30s at 95°C - 30s at 53°C - 1.5min at 72°C) - 1 min at 72°C 

 
Expected detection threshold 

(genetic copies/µL) 
-    

Chlamydia Detection 23S rDNA (180bp) 
Ch23S-F CTG AAA CCA GTA GCT TAT AAG CGG T 

(Ehricht et al., 2006) 
Ch23S-R ACC TCG CCG TTT AAC TTA ACT CC 

 Reaction kit LightCycler SYBR Green I Master reaction mix (Roche, Basel, Switzerland)  

 Reagent mix 2µL DNA - 0.4µL of each 10µM primer - 10µL of SYBR Green I Master - 7.2µL of PCR-grade water /20µL total 

 Thermocycling program 5min at 95°c - 45x(10s at 95°C - 15s at 55°C - 15s at 72°C) - melting analysis following manufacturer’s instructions 

 
Expected detection threshold 

(genetic copies/µL) 
1    
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Appendix 2  
Table S2 – Description of positive samples for all four infectious agents. 

Infectious agent 
detected 

Month (week) and year of 
sampling Sample type 

Wild bird group (species if 
known) or duck flock 
identification (based on those of 
Table 1) 
(small letters and colors refer to 
same wild bird or flock) 

Positive detection test and 
its result  
(Ct for PCR, competition 
percentage for ELISA) 

Infectious agent identifiaction 
(identified by sequence  
or specific test or Reference 
Laboratory (RL)) 

AIV June (24) 2019 Duck flock (regulatory) C; D PCR H7N3 (RL) 

 July (30) 2019 Wild (oropharyngeal) SYL (Sylvia atricapilla) PCR (33.54) - 

 August (35) 2019 Wild (cloacal) MUS PCR (33.65) - 

 August (35) 2019 Wild (oropharyngeal) PASD (Passer domesticus) PCR (36.98) - 

 August (35) 2019 Wild (blood) SYL (Sylvia atricapilla) ELISA (46.67%) - 

 August (35) 2019 Wild (blood) MUS (Luscinia megarhynchos) ELISA (22.98%) - 

 August (35) 2019 Wild (blood) MUS (Ficedula hypoleuca) ELISA (43.92%) - 

 October (43) 2019 Wild (cloacal) MOT (Motacilla alba) i PCR (33.04) - 

 October (43) 2019 Wild (blood) MOT (Motacilla alba) ELISA (33.43%) - 

 October (43) 2019 Wild (blood) SYL (Sylvia atricapilla) ELISA (49.24%) - 

 October (43) 2019 Wild (blood) SYL (Sylvia atricapilla) ELISA (29.09%) - 

 October (43) 2019 Wild (blood) TUR (Turdus philomelos) ELISA (48.14%) - 

 November (48) 2019 Wild (cloacal) ANT (Anthus sp.) PCR (34) - 

 November (48) 2019 Wild (oropharyngeal) PASD (Passer domesticus) PCR (33.36) - 

 December (52) 2019 Duck flock (cloacal) K PCR (34.31) H6 (sequence) 

 January (05) 2020 Environment M PCR (32.86) - 

 January (05) 2020 Environment N PCR (33.95) H6 (PCR) 

 January (05) 2020 Wild (oropharyngeal) SYL (Sylvia atricapilla) PCR (35.48) - 

 January (05) 2020 Wild (oropharyngeal) FRI (Fringilla sp.) PCR (36.17) - 

 January (05) 2020 Wild (blood) PASM (Passer montanus) e ELISA (39.89%) - 

 February (08) 2020 Duck flock (cloacal) M PCR (32.42) H6 + H11 (sequence) 

 February (08) 2020 Duck flock (regulatory) N PCR not H5 or H7 (RL) 

 February (09) 2020 Environment M PCR (32.98) H6 (PCR) 

 February (09) 2020 Wild (blood) PASM (Passer montanus) e ELISA (42.10%) - 

 May (22) 2020 Wild (blood) MUS (Luscinia megarhynchos) ELISA (10.18%) - 

 May (22) 2020 Wild (blood) SYL (Sylvia atricapilla) ELISA (38.53%) - 
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Infectious agent 
detected 

Month (week) and year of 
sampling Sample type 

Wild bird group (species if 
known) or duck flock 
identification (based on those of 
Table 1) 
(small letters and colors refer to 
same wild bird or flock) 

Positive detection test and 
its result  
(Ct for PCR, competition 
percentage for ELISA) 

Infectious agent identifiaction 
(identified by sequence  
or specific test or Reference 
Laboratory (RL)) 

 May (22) 2020 Wild (blood) SYL (Sylvia atricapilla) ELISA (43.04%) - 

 May (22) 2020 Wild (blood) TUR (Turdus philomelos) ELISA (30.10%) - 

 November (46) 2020 Environment T PCR (31.81) H6 (sequence) 

 November (46) 2020 Environment U PCR (34.04) H6 (sequence) 

 November (46) 2020 Wild (blood) MUS (Erithacus rubecula) ELISA (38.45%) - 

 November (46) 2020 Wild (blood) MUS (Erithacus rubecula) ELISA (36.44%) - 

 November (46) 2020 Wild (blood) PASD (Passer domesticus) ELISA (46.96%) - 

 November (46) 2020 Wild (blood) PRU (Prunella modularis) ELISA (32.37%) - 

 November (46) 2020 Wild (blood) PRU (Prunella modularis) ELISA (26.78%) - 

 November (46) 2020 Wild (blood) TUR (Turdus philomelos) ELISA (45.85%) - 

 December (51) 2020 Environment T PCR (34.84) H6 (PCR) 

 December (51) 2020 Environment V PCR (35.16) H6 (PCR) 

 December (51) 2020 Environment W PCR (31.03) H6 (PCR) 

 December (51) 2020 Wild (blood) MOT (Motacilla alba) ELISA (10.22%) - 

 December (51) 2020 Wild (blood) MOT (Motacilla alba) ELISA (10.05%) - 

 December (51) 2020 Wild (blood) MOT (Motacilla alba) ELISA (9.37%) - 

 February (09) 2021 Wild (feces) BUB (Bubulcus ibis) PCR (35.5) H5 low pathogenic (sequence) 

 February (09) 2021 Wild (blood) ACC (Accipiter nisus) ELISA (10.54%) - 

 February (09) 2021 Wild (blood) MOT (Motacilla alba) ELISA (15.81%) - 

  February (09) 2021 Wild (blood) PRU (Prunella modularis) ELISA (38.84%) - 

Avulaviruses January (05) 2020 Wild (blood) TUR (Turdus merula) f ELISA (69.59%) - 

 February (09) 2020 Wild (blood) TUR (Turdus merula) f ELISA (56.02%) - 

 December (51) 2020 Wild (blood) ANT (Anthus pratensis) ELISA (41.38%) - 

  December (51) 2020 Wild (blood) MOT (Motacilla alba) ELISA (65.53%) - 

Coronaviruses October (43) 2019 Environment H PCR (33.3) Duck igacovirus (sequence) 

 November (45) 2019 Duck flock (cloacal) G PCR (31.83) Duck igacovirus (sequence) 

 December (52) 2019 Duck flock (cloacal) K PCR (38.28) Duck igacovirus (sequence) 

 November (46) 2020 Environment T PCR (-) - 

  November (46) 2020 Environment V PCR (38.52) - 
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Infectious agent 
detected 

Month (week) and year of 
sampling Sample type 

Wild bird group (species if 
known) or duck flock 
identification (based on those of 
Table 1) 
(small letters and colors refer to 
same wild bird or flock) 

Positive detection test and 
its result  
(Ct for PCR, competition 
percentage for ELISA) 

Infectious agent identifiaction 
(identified by sequence  
or specific test or Reference 
Laboratory (RL)) 

Chlamydia July (30) 2019 Wild (oropharyngeal) PASM (Passer montanus)  PCR (37) - 

 August (35) 2019 Wild (oropharyngeal & cloacal) AEG (Phylloscopus sp.) PCR (35.34) C. abortus avian strain 1(RL) 

 August (35) 2019 Wild (cloacal) SYL (Sylvia communis) PCR (27) C. abortus avian strain 2(RL) 

 October (43) 2019 Wild (cloacal) MOT (Motacilla alba) i PCR (40) - 

 October (43) 2019 Wild (oropharyngeal) MOT (Motacilla alba) PCR (39.9) - 

 October (43) 2019 Wild (oropharyngeal) SYL (Sylvia atricapilla) PCR (37.25) - 

 
December (52) 2019 

Duck flock (oropharyngeal & 
cloacal) 

K PCR (32.66) C. psittaci GR9 (sequence & RL) 

 January (05) 2020 Environment M PCR (34.79) C. psittaci NI 

 January (05) 2020 Environment N PCR (33.81) C. psittaci GR9 (RL) 

 February (08) 2020 Duck flock (cloacal) M PCR (35.32) C. psittaci GR9 (sequence & RL) 

 February (09) 2020 Environment O PCR (29.72) C. psittaci GR9 (RL) 

 February (09) 2020 Wild (oropharyngeal) AEG PCR (37.9) - 

 February (09) 2020 Wild (cloacal) FRI (Fringilla coelebs) PCR (35.5) C. abortus avian strain 2 (sequence)  

 November (46) 2020 Environment T PCR (32.92) C. abortus avian NI (RL) 

 November (46) 2020 Environment U PCR (35.74) C. abortus avian NI (RL) 

 November (46) 2020 Wild (oropharyngeal) AEG (Phylloscopus collybita) PCR (34.81) C. abortus avian strain 1(RL) 

 December (51) 2020 Environment T PCR (36.59) C. abortus avian NI (RL) 

 December (51) 2020 Environment U PCR (34.59) C. psittaci GR9 (RL) 

 December (51) 2020 Environment V PCR (33.47) C. psittaci GR9 (RL) 

 December (51) 2020 Environment W PCR (34.41) C. abortus avian NI (RL) 
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Appendix 3 

Figure S2 – Phylogenetic tree of concatenated sequences (3100 bp) of seven MLST housekeeping gene fragments 

(enoA, fumC, gatA, gidA, hemN, hlfX, and oppA) for chlamydia strains identified in this study (in red) and 

established Chlamydiaceae species. Sequence types (ST) are given between brackets.  
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Appendix 4  

Table S3 – Population sensitivity for each time of wild bird sampling. For each sample size, sensitivity 

calculation is based for each test on its estimated individual sensitivity (PCR 0.99, ELISA 0.9) and 

specificity (PCR 1, ELISA 0.9), with a confidence level of 95%. 

Year Month Week Swabs 

Feces  
(cattle 
egrets) 

Sample size 
swabs/feces 

Population 
sensitivity PCR 

Sample size 
blood  

Population 
sensitivity 

ELISA 

2019 July 30 184   184 1.60%  0 -  
 August 35 256   256 1.20% 121 2.70% 
 October 43 240 30 270 1.10% 142 2.30% 
 November 48 184 30 214 1.40% 75 4.4% 

2020 January 5 225   225 1.30% 112 2.90% 
 February 9 141   141 2.10% 88 3.7% 
 May 22 168   168 1.80% 140 2.40% 
 November 46 225   225 1.30% 147 2.20% 
 December 51 47 70 117 2.60% 40 8.0% 

2021 
February 

6   25 25 11.4%  0  - 
 9 51 50 101 3.00% 40 8.0% 
 March 12 10   10 26% 5 50% 
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d. Discussions 

L’étude de surveillance longitudinale présentée ici autour de l’interface entre avifaune et élevage de 

canards comporte des approches originales pour ce type de contexte et sur différents plans. Il s’agit en 

effet d’un suivi infectieux à une échelle très réduite et sur près d’un an et demi, qui a donc permis 

d’évaluer les dynamiques infectieuses dans les populations étudiées. Peu d’études sont basées sur ce type 

de suivi « micro-épidémiologique » détaillé d’hôtes aviaires, mais on peut citer par exemple une étude du 

portage de chlamydia sur des lots de canards (Hulin et al., 2016; Vorimore et al., 2015), une étude 

s’intéressant aux  VIA chez des cygnes sauvages (Hill et al., 2019) et une étude portant sur les NDV chez 

diverses espèces commensales d’un élevage (Hirschinger et al., 2021). Le suivi en parallèle des différents 

compartiments de l’interface dans le contexte d’un élevage avicole est aussi une originalité. La triade 

avifaune, volailles, environnement est en effet rarement entièrement considérée en conditions réelles, où 

au plus deux des compartiments ont été étudiés en parallèle (Germeraad et al., 2020; Hirschinger et al., 

2020; Shriner et al., 2016). Cette triade a pourtant été étudiée en conditions expérimentales (Ellis et al., 

2021; Forrest et al., 2010) et présente un intérêt certain pour la caractérisation des échanges infectieux 

à l’interface avifaune-élevages. Enfin, l’originalité réside aussi dans l’étude épidémiologique de la 

population d’avifaune commensale autour d’un élevage avicole, qui est rarement considérée en 

comparaison d’autres populations d’avifaune (notamment aquatique) (Arenas et al., 1990; Brown et al., 

2010; Hill et al., 2019; Lewis et al., 2013; Napp et al., 2017; Onuma et al., 2017; Torrontegi et al., 2019). 

Très peu d’études concernent donc l’avifaune commensale d’élevages avicoles n’ayant pas de liens 

proches avec des littoraux ou zones humides, et celles-ci ont en outre été réalisées dans d’autres 

contextes géographiques et d’élevage (Guimarães et al., 2016; Hirschinger et al., 2020; Shriner et al., 

2016). 

Les prévalences observées sur les différentes espèces sauvages et domestiques étudiées ici 

correspondent aux valeurs attendues dans ces populations en contexte non épidémique. En effet, les 

prévalences de VIA déjà détectées chez les passereaux et autres espèces terrestres sont faibles à nulles 

avec des sous-types variés (Caron et al., 2017; Hirschinger et al., 2020; Slusher et al., 2014), tandis que 

les séroprévalences sont légèrement plus élevées (Arenas et al., 1990; Hirschinger et al., 2020; Pérez-

Ramírez et al., 2010; Slusher et al., 2014). Dans le compartiment domestique, les canards gras en Europe 

sont aussi fréquemment porteurs de VIAFP et notamment de sous-types H6 et H11 comme ceux identifiés 

dans cette étude (Cherbonnel et al., 2007; Marinova‐Petkova et al., 2016). Les résultats de détection 

moléculaire et sérologique d’avulavirus et NDV sont aussi attendus, puisque le secteur de volailles 

commerciales en France est officiellement indemne de NDV (Huneau-Salaün et al., 2020) et que les 

Passériformes majoritaires dans les prélèvements sont rarement infectés par ces virus contrairement aux 

Ansériformes ou Columbiformes (Hirschinger et al., 2020; Napp et al., 2017; Pedersen et al., 2016). 

Cependant, quelques lots de canards gras en France ont parfois pu être trouvés fortuitement porteurs de 

NDV faiblement pathogènes (Cherbonnel et al., 2007), ce qui n’a pas été le cas ici. Concernant les 
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coronavirus, le genre Gammacoronavirus est le plus largement répandu dans l’avifaune aquatique avec 

une grande diversité de souches et des prévalences parfois élevées (de Sales Lima et al., 2015; Wille and 

Holmes, 2020b), ce qui se rapproche des résultats observés ici chez les canards domestiques. En revanche 

l’avifaune terrestre est plus rarement infectée et plutôt avec des Deltacoronavirus (Wille and Holmes, 

2020b; Woo et al., 2009), ce qui étaye l’absence de détection de coronavirus faite dans l’avifaune 

commensale ici. Enfin concernant les chlamydia, l’excrétion fréquente et à de fortes prévalences intra-lot 

de C. psittaci chez des canards gras français a déjà été montrée (Hulin et al., 2016; Vorimore et al., 2015), 

comme dans l’étude présente. Dans l’avifaune, les Passériformes sont de façon attendue plus rarement 

porteurs de C. psittaci en comparaison d’autres ordres, mais peuvent présenter aussi bien que l’avifaune 

aquatique des prévalences élevées de C. abortus (Krawiec et al., 2015; Szymańska-Czerwińska et al., 

2017). Comme cette dernière espèce a été aussi détectée dans un des prélèvements environnementaux, 

il est alors surprenant de ne pas l’avoir identifiée dans les écouvillons de canards, ce qui aurait pu 

indiquer des échanges avec l’avifaune commensale. Cela doit toutefois être interprété en considérant que 

tous les lots de canards n’ont pas fait l’objet de recherche de chlamydia en même temps que les 

prélèvements environnementaux, et que tous les chlamydias détectés n’ont pas pu être identifiés.  

L’étude présentée ici a donc mis en évidence des prévalences et typages d’agents infectieux distincts entre 

les compartiments de l’interface sauvage-domestique. De façon similaire, les évolutions temporelles des 

niveaux de prévalence dans l’avifaune et dans les lots de canards ont semblé distinctes. En particulier 

pour les VIA, les prévalences et charges virales parfois élevées chez les canards ainsi que dans leur 

environnement n’ont pas semblé induire de variation significative des prévalences chez l’avifaune 

commensale. Et les quelques VIA identifiés chez les canards n’ont pas été détectés (sous-type H6) dans 

l’avifaune. L’absence d’identification des VIA dans l’avifaune limite les conclusions quant aux potentielles 

transmissions depuis ou vers les canards, et semble liée à des difficultés techniques relatives aux 

méthodes de détection employées. En effet, l’infection virale sur des espèces peu sensibles, 

asymptomatiques et de petite taille produit des faibles charges virales dans les prélèvements ainsi qu’une 

brève fenêtre temporelle d’excrétion (Caron et al., 2017; Slusher et al., 2014). À méthodes de prélèvement 

et d’analyse identiques, les détections moléculaires de VIA sont donc plus rares et les typages plus 

compliqués (charges plus faibles) que dans les hôtes réservoirs sauvages ou domestiques (Munster et al., 

2007; Slusher et al., 2014). Ces limites intrinsèques à l’étude de l’avifaune terrestre engendrent des 

difficultés particulières pour établir avec certitude leur rôle épidémiologique vis-à-vis des VIA. Elles sont 

en outre renforcées par les contraintes techniques à l’obtention des prélèvements (par captures en 

général) qui ont été aussi observées dans l’étude présentée ici, limitant la taille d’échantillon et orientant 

le type d’espèces ciblées (FAO, 2007; Whitman et al., 1997). Cependant, l’analyse de sensibilité réalisée 

sur la population totale de l’avifaune a montré que les seuils de prévalence détectables à plus de 95% de 

confiance avec les tailles d’échantillons obtenues étaient inférieurs à 3% en PCR et 8% en sérologie. Un 

éventuel épisode épidémique dans l’avifaune commensale pour l’un des agents infectieux étudiés aurait 
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donc été certainement détecté. Cela conforte aussi les faibles niveaux de prévalence virologique et 

sérologique observés dans l’avifaune. Prenant tous ces éléments en compte dans un contexte endémique, 

le rôle de l’avifaune commensale dans les épisodes d’IAHP en élevages semble donc mineur. Il est plutôt 

probable que ces espèces soient responsables d’introductions de VIA très sporadiquement en élevages, 

jouant alors potentiellement le rôle d’hôtes relais très irréguliers. Ces évènements sporadiques seraient 

donc difficilement détectables même avec les tailles d’échantillon présentées ici, du fait de la courte durée 

d’excrétion et de la sensibilité imparfaite des méthodes de détection. Les niveaux faibles de prévalence 

sérologique pour les VIA indiquent d’ailleurs une absence probable de maintien et même de circulation 

virale au sein de ces populations d’avifaune commensale. 

Comme évoqué précédemment, il est possible que la sensibilité de détection des VIA par les méthodes 

utilisées dans cette étude soit partiellement limitantes pour une détection fine des transmissions virales 

à l’échelle des populations échantillonnées. En effet, le nombre important d’échantillons prélevés en un 

court laps de temps (une session de trois jours de captures) a nécessité d’appliquer des méthodes de 

criblage adaptées pour optimiser le temps et le coût des analyses. Ces méthodes impliquaient notamment 

de conserver les prélèvements en solution isotonique sur glace (+4 °C) le temps des sessions de capture, 

afin de les grouper une fois au laboratoire par lots de cinq individus avant de congeler les prélèvements 

et leurs descendants (ARN purifiés) à -80 °C. Ce type de protocole est cependant nécessaire pour éviter 

les congélations successives d’échantillons individuels très dégradantes pour l’ARN (OIE, 2021b; 

Spackman et al., 2013), et serait théoriquement adapté (même jusqu’à 10 individus groupés) pour les 

études de criblage de VIA sans altérer outre mesure la sensibilité de détection (Fereidouni et al., 2012; 

OIE, 2021b; Spackman et al., 2013). La méthode de détection du gène M de VIA par RT-qPCR employée 

pourrait alors être en cause dans la limitation de sensibilité, mais il est communément admis que celle-ci 

est la plus sensible connue et qu’elle fait référence mondialement (Croville et al., 2018; Fouchier et al., 

2000; OIE, 2021b). Pour conforter la qualité des méthodes de prélèvement et d’analyse, il faut rappeler 

en outre qu’elles ont été similaires pour les prélèvements issus des canards ou de l’environnement, qui 

ont révélé des charges et prévalences infectieuses bien supérieures. Il y a donc certainement bien une 

différence effective des profils infectieux entre compartiments et il est alors probable que les éventuelles 

limites de sensibilité dans l’avifaune commensale étudiée soient essentiellement dues aux facteurs 

intrinsèques à l’épidémiologie des VIA dans ces espèces (prévalence, charge et durée d’excrétion faibles) 

(Caron et al., 2017; Munster et al., 2007). Cela expliquerait aussi l’absence de détection de VIA dans 

l’avifaune commensale même en contexte d’épidémie d’IAHP dans les élevages environnants (Shriner et 

al., 2016; Van De Wiele et al., 2017). 

Les VIA étant donc très difficiles à étudier finement dans la population d’avifaune commensale, l’approche 

présentée dans cette étude se proposait d’utiliser divers moyens pour accroître les probabilités de 

détection d’échanges infectieux. La collecte de prélèvements de natures variées directement sur les 

individus ou bien dans leur environnement a été déjà un premier pilier pour renforcer la robustesse des 
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recherches de VIA (Blagodatski et al., 2021). En effet, cette approche a d’abord permis de cumuler pour 

chaque individu les chances de détection d’une excrétion oropharyngée ou cloacale, jugée plus sensible 

pour la recherche VIA (Caron et al., 2017). Les prélèvements sanguins sur l’avifaune ont aussi permis 

d’étendre la fenêtre de détection des infections de VIA, de quelques jours en recherche virale (RT-PCR) à 

quelques semaines à mois en sérologie (Bosco-Lauth et al., 2019; Brown et al., 2009; Ellis et al., 2021; 

Nemeth et al., 2010). Enfin, les prélèvements de fèces de hérons garde-bœufs ont permis d’étendre la 

taille d’échantillon pour cette espèce qui s’est avérée comme dans d’autres études difficile à capturer en 

grands nombres (Caron et al., 2014). Un deuxième pilier pour accroître la robustesse des détections 

d’échanges infectieux entre compartiments de l’interface a été l’étude d’autres agents infectieux viraux et 

bactériens en tant que marqueurs de voies de transmission. Ces agents (avulavirus, coronavirus et 

chlamydia) sont en effet transmis par des voies comparables aux VIA, et présentent comme ceux-ci un 

spectre d’hôtes large (incluant en particulier les Anatidés), mais des prévalences et des persistances 

(d’excrétion et environnementale) généralement supérieures (Dimitrov et al., 2016; Kaleta and Taday, 

2003; Wille and Holmes, 2020a). Les méthodes de biologie moléculaire actuelles permettent aussi de les 

détecter et de les identifier de manière fine afin de caractériser d’éventuelles similarités de souches entre 

compartiments, suggérant des voies d’échanges infectieux dont les VIAHP pourraient aussi 

occasionnellement bénéficier. Parmi ces marqueurs, les coronavirus et avulavirus n’ont été détectés que 

dans l’un des compartiments de l’interface étudiée, et se sont donc avérés non pertinents pour révéler 

des échanges infectieux. Au contraire, les chlamydias ont été détectés dans les deux populations de 

l’interface ainsi que dans l’environnement. Comme pour les VIA, les identifications moléculaires de 

chlamydia (par PCR HRM ou séquençage de produits de PCR) ont été souvent limitées par les faibles 

charges infectieuses dans l’avifaune et l’environnement, ne permettant pas de mettre en évidence des 

similarités de souches communes avec les canards. Ce genre bactérien semble donc prometteur pour une 

étude en tant que marqueur infectieux à l’interface avifaune-élevage, mais comme pour les VIA les 

méthodes d’identification ont encore besoin d’être améliorées lors de faibles charges bactériennes 

comme celles que présentent l’avifaune ou l’environnement.  

L’environnement extérieur des lots de canards a montré globalement un profil de détection et 

d’identification infectieuses similaire à celui des écouvillons trachéaux et cloacaux réalisés sur les 

canards. Seul un des parcours a présenté une souche non identifiée de C. abortus, espèce non détectée 

dans les écouvillons de canards, mais aucun écouvillon n’a été prélevé dans le lot occupant ce parcours 

pour confirmer que la bactérie provenait ou non de canards excréteurs. Ainsi, les prélèvements 

environnementaux réalisés en de multiples points au niveau des zones les plus fréquentées par les 

canards ont semblé représenter un bon moyen d’obtenir une image assez fidèle du profil infectieux des 

lots de canards. Outre la validation de ce moyen de prélèvement complémentaire pour accroître à 

moindre coût et temps la taille d’échantillon par rapport aux écouvillons sur les canards, cette approche 

a permis aussi de caractériser la contamination infectieuse de l’environnement extérieur partagé par les 
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canards et l’avifaune commensale. Ainsi, tout agent infectieux identifié dans les flaques ou les surfaces 

des parcours, qu’il provienne d’un hôte excréteur sauvage ou domestique, a des chances d’infecter les 

canards ou l’avifaune commensale particulièrement exposés à ces zones (Germeraad et al., 2020). Que ce 

soit par absence effective de transmissions ou du fait des limitations précédemment évoquées (dans 

l’identification des souches en particulier), ce type d’évènement n’a cependant pas pu être mis en 

évidence dans cette étude. Les prélèvements n’ayant pas été réalisés à extérieures des parcours, il n’est 

pas possible d’étendre la constatation de la contamination environnementale due à l’élevage au-delà des 

parcours. Mais la grande surface des parcours et l’intensité des contacts de l’avifaune qui a été objectivée 

lors de l’étude écologique des interfaces de cette étude suffisent à suggérer le potentiel risque infectieux 

que représente l’élevage pour l’avifaune commensale réceptive. Il est donc très probable qu’en cas 

d’infection par des VIA et notamment des VIAHP chez des canards d’élevage maintenus en extérieur, la 

pression infectieuse extérieure expose fortement l’avifaune commensale. C’est ensuite les capacités de 

déplacement de ces espèces qui en feront ou non de bons hôtes relais vers d’autres populations aviaires 

(sauvages ou domestiques) dans leur courte durée d’excrétion virale (ou de survie) (Caron et al., 2015). 

Finalement, malgré les limites évoquées précédemment, certains agents infectieux ont été détectés par 

voie directe (RT-PCR, PCR) ou indirecte (ELISA) sur l’avifaune commensale de l’élevage, et y compris sur 

des espèces ciblées suite à l’étude des contacts avec l’élevage (moineaux, bergeronnettes, pinsons). Cette 

population est donc capable d’héberger et excréter des agents infectieux auxquels les volailles d’élevage 

sont aussi réceptives (voire potentiellement sensibles). L’avifaune commensale représente donc une 

population d’hôtes d’intérêt, mais participant à des échanges infectieux semble-t-il plutôt sporadiques et 

diffus au regard de l’intensité de leur exposition par les contacts avec l’élevage. Si aucune majoration 

significative de prévalence n’a été observée ici chez les espèces cibles, et ce même lorsque les canards et 

leur environnement étaient fortement chargés (VIAFP, chlamydia), le contexte d’une épidémie de VIAHP 

chez les canards non confinés (situation que la réglementation sanitaire française permet d’éviter 

actuellement) pourrait représenter une épidémiologie tout autre dans l’avifaune du fait de la forte 

infectiosité de ces virus. Ainsi, après avoir précédemment identifié le rôle central de la Bergeronnette 

grise dans le réseau d’interactions entre les canards de l’élevage et l’avifaune, et après avoir détecté des 

portages de VIA (ARN et anticorps), de NDV (anticorps) et de chlamydia (ADN) dans cette espèce, des 

investigations plus détaillées pour évaluer son potentiel rôle d’hôte relais dans ce contexte semblent 

nécessaires.  
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C. Modalités de contacts et d’échanges entre avifaune sauvage et 
élevages avicoles 

Les méthodes d’observations et de captures mises en place sur l’élevage d’étude ont permis de 

caractériser la population d’avifaune commensale et ses interactions avec les canards élevés en plein air. 

Ces études écologiques ont alors permis de cibler pour l’étude infectieuse les espèces d’intérêt 

épidémiologique. Elles ont aussi permis a posteriori d’analyser les résultats de l’étude infectieuse par 

rapport aux interactions objectivées. La complémentarité des deux phases d’étude est donc essentielle. 

Cependant, il semble nécessaire d’apporter des informations supplémentaires pour mieux évaluer les 

liens épidémiologiques que constitue l’avifaune commensale de l’élevage. Ainsi, des approches par des 

techniques alternatives ont été développées, visant pour l’une à détecter de manière plus exhaustive les 

espèces de l’avifaune visitant les parcours à proximité des canards, et pour l’autre à caractériser les 

déplacements individuels de bergeronnettes grises depuis l’élevage. Ces approches ont été développées 

en fin de thèse pour répondre à des questions et à des limites posées par les précédentes méthodes. Cette 

partie vise donc principalement à présenter les développements méthodologiques, les résultats 

préliminaires et les perspectives à l’échelle de l’élevage d’étude et d’une application plus généralisée à 

des études d’interfaces avifaune-élevages. 

 

I. Détection moléculaire des espèces sauvages dans l’environnement 
extérieur d’un élevage avicole plein air 

a. Introduction 

Si certaines méthodes de prélèvements biologiques utilisées pour ce projet permettent de réduire 

efficacement le temps du travail de terrain (prélèvements environnementaux ou de fèces), les méthodes 

décrites d’études écologiques classiques par observations ou captures sont très chronophages pour 

arriver à des données statistiquement exploitables. D’autres inconvénients de ces méthodes évoqués 

précédemment en limitent l’usage généralisé : personnel compétent en identifications ornithologiques et 

captures mobilisé toute la durée de l’étude sur le terrain, matériel coûteux et spécifique, dérangement 

provoqué par la présence des observateurs ou manipulateurs, biais d’observation ou de captures pour 

certaines espèces ou à certaines périodes de l’année, contrainte réglementaire pour obtenir l’autorisation 

de capturer. Outre ces biais de détection qu’il est possible d’atténuer partiellement, ces méthodes 

d’inventaire se déroulent à instant donné et peuvent donc aussi manquer des espèces présentes à une 

autre période (nuit, autre journée que celle de la visite sur le site…). Ainsi, les prélèvements 

environnementaux réalisés sur le site pour rechercher des agents infectieux ont aussi été exploités pour 

rechercher des espèces aviaires présentes sur les parcours des canards et potentiellement hôtes des 

agents infectieux identifiés. En effet, ces techniques de « métabarcoding » sur l’ADNe se développent 

depuis quelques années avec la démocratisation progressive des biotechnologies de séquençage à haut 

débit (Taberlet et al., 2018) . Cependant, la nouveauté de ces méthodes et le vaste champs d’applications 
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fait que les protocoles ne sont pas encore standardisés pour un type de prélèvement et une analyse 

donnée, ce d’autant plus dans le contexte rarement abordé d’un élevage (Lijtmaer et al., 2012; Taberlet 

et al., 2018). Un gros travail préalable de mise au point méthodologique est donc nécessaire avant toute 

application. Le principe du métabarcoding est dans notre contexte d’aller amplifier spécifiquement par 

PCR une ou des séquences marqueurs spécifiques des oiseaux (les « codes-barres ») dans les 

prélèvements environnementaux. Le séquençage à haut débit des codes-barres amplifiés, contenant une 

portion de séquence variable entre espèces, permet alors d’identifier les différentes espèces aviaires 

ayant déposé leur ADN lors d’un passage dans les parcours (voir Détection moléculaire de l’avifaune - p 

63). Les avantages de cette méthode appliquée en élevage sont divers, elle permet notamment : 

l’objectivation des hôtes ou de leurs excrétions physiquement présents au lieu de prélèvement (contacts 

directs et indirects), la détection parallèle des hôtes et des agents infectieux dans un même prélèvement, 

l’accumulation temporelle d’informations jusqu’à quelques semaines dans un prélèvement, 

l’affranchissement en grande partie des compétences ornithologiques de terrain pour recenser les 

espèces présentes. Quelques inconvénients existent cependant avec cette méthode qu’il convient de 

contourner ou minimiser. Le premier est lié au contexte d’élevage avicole : les canards domestiques 

(hôtes aviaires également) sont bien plus abondants que l’avifaune et leur ADN risque de saturer les 

réactions d’amplification et de séquençage (Huggins et al., 2020; Taberlet et al., 2018; Vestheim and 

Jarman, 2008). Ensuite, selon la séquence ciblée, les bases de données de référence permettant 

l’identification ne sont pas encore complètes ce qui peut réduire la précision taxonomique (Lijtmaer et 

al., 2012; Taberlet et al., 2018). De ce fait il est nécessaire d’analyser les résultats avec un regard critique 

quant à la réelle distribution géographique et temporelle des espèces identifiées par leurs séquences, 

voire de confronter ces données moléculaires à quelques visites complémentaires de recensement 

ornithologique de terrain. Enfin, les protocoles de laboratoire et d’analyse bioinformatique des données 

de séquençage sont complexes et les résultats sensibles à la qualité du processus qui doit être adapté à la 

matrice initiale et aux questions de recherche, ce qui nécessite alors des compétences particulières dans 

ces domaines. Le matériel de laboratoire (consommables et machines) relativement spécifique à ces 

méthodes de biologie moléculaire de pointe est de moins en moins coûteux mais reste aussi réservé à un 

nombre restreint de laboratoires qui en ont un usage régulier, constituant souvent des plateformes 

partagées de biotechnologies à l’échelle régionale. Le contexte d’un élevage avicole, les matrices 

complexes utilisées d’eaux et chiffonnettes de surfaces, le besoin de détecter de la façon la plus exhaustive 

possible des séquences minoritaires, ainsi que la nécessité d’analyser le plus rapidement et finement 

possible un nombre important d’échantillons constituent des contraintes spécifiques à notre projet dont 

il fallait d’abord tenir compte pour mettre au point un protocole de métabarcoding adapté. Les premières 

étapes du processus menant à l’amplification des séquences codes-barres étant essentielles dans la 

qualité du séquençage et de l’analyse ultérieurs, et étant aussi les plus dépendants du contexte et de la 

matrice considérés, il était important de commencer par se focaliser sur le développement de ces 
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méthodes. Ces travaux de mise au point méthodologique ont été essentiellement réalisés dans le cadre 

de la thèse d’exercice vétérinaire de François Aubin soutenue à Toulouse en 2020 (Aubin, 2020). 

L’application des protocoles ainsi établis aux prélèvements environnementaux de l’élevage d’étude a été 

réalisée, et l’optimisation est toujours en cours, au moment de la rédaction du manuscrit, sur la seconde 

phase de séquençage à haut débit des échantillons préparés. La partie suivante présente donc 

essentiellement le développement de la méthode plutôt que son application finale pour compléter l’étude 

de l’interface. 

 

b. Matériel et méthodes 

Optimisation du protocole d’amplification des séquences 

La première partie du travail d’optimisation a porté sur le protocole d’amplification par PCR, et 

notamment le choix des séquences codes-barres ciblées. Pour ce faire, des matrices simples et riches en 

ADN cible ont été utilisées afin de s’affranchir des difficultés liées à un traitement préparatoire sous-

optimal. Des prélèvements de muscles ont donc été collectés sur une sélection de quelques espèces 

d’oiseaux de différents ordres taxonomiques communément présents sur l’élevage d’étude du Gers : 

merle noir pour les Passériformes, tourterelle turque et pigeon biset pour les Columbiformes, et buse 

variable pour les Accipitriformes. En plus de ceux-ci, un prélèvement a été fait sur une perruche (conure 

de Molina, Pyrrhura molinae) afin de disposer d’un témoin positif exotique permettant de distinguer une 

contamination interne lors du séquençage. Ces individus sont tous des animaux morts dans le cadre de 

l’activité clinique du centre de soins de la faune sauvage de l’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse 

(ENVT). Les échantillons individuels de muscle ont été traités simplement par broyage de 25 mg en tubes 

à billes céramiques, puis avec le kit de purification d’ADN One-4-All Genomic DNA Miniprep (Bio Basic 

Inc., Markham, Canada) suivant les recommandations du fabricant pour les tissus frais. L’ADN ainsi 

extrait et purifié a été ensuite amplifié par différents protocoles de PCR conventionnelles décrits dans la 

littérature pour des applications de barcoding sur les oiseaux, ciblant le gène de la Cytochrome Oxydase 

I (COI) de l’ADN mitochondrial (Tableau 3). L’avantage de cette cible moléculaire est la disponibilité d’une 

vaste base de données de séquences de référence en ligne sur GenBank, constituée et progressivement 

enrichie à partir de spécimens de muséums (projet du consortium International Barcode of Life (IBOL) 

notamment), et permettant une identification rapide et précise des séquences amplifiées par 

comparaison avec ces références. 
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Tableau 3 - Description des amorces considérées pour amplifier les codes-barres par PCR conventionnelle. 

Amorce Séquence (5'-3') 
Type 

d’amorce 

Taille du 
produit 

(pb) 
Gène 
ciblé 

Source 
amorces 

Source 
protocole 

BirdF1 TTCTCCAACCACAAAGACATTGGCAC Sens (S) 
700 COI 

Hebert et 
al., 2004 

Cheung et al., 
2009 BirdR1 ACGTGGGAGATAATTCCAAATCCTG 

anti-sens 
(AS) 

LTyr TGTAAAAAGGWCTACAGCCTAACGC S externe 

700 COI Tavares 
and 

Baker, 
2008 

Cheung et al., 
2009 

(hybridation 
50 °C) 

COI907aH2 GTRGCNGAYGTRAARTATGCTCG AS externe 

COIaRt AACAAACCACAAAGATATCGG S interne 
670 interne 

Cheung et al., 
2009 COI748Ht TGGGARATAATTCCRAAGCCTGG AS interne 

PasserF1 CCAACCACAAAGACATCGGAACC S 
650 COI Lohman et al., 2009 

PasserR1 GTAAACTTCTGGGTGACCAAAGAATC AS 

 

Les protocoles de PCR ont été réalisés en suivant ceux décrits dans les publications d’origine (Tableau 3) 

à l’aide du kit KAPA Taq (Kapa Biosystems, Inc., Wilmington, Massachusetts, USA), utilisé selon les 

recommandations du constructeur pour 23 µL de mélange de réactifs (dont 1 µL de chaque amorce à 10 

µM) et 2 µL de solution d’ADN matrice. Les produits de PCR ont été visualisés par électrophorèse sur gel 

d’agarose, et les bandes de taille attendue découpées avant d’être purifiées à l’aide d’un kit Qiagen Gel 

Extraction (Qiagen, Venlo, Pays-Bas). Une PCR nichée avec les amorces COIaRt / COI748Ht a été faite de 

façon similaire au protocole décrit (Tableau 3) à partir des produits de première PCR réalisée avec LTyr 

/ COI907aH2. Les produits étant originaires d’une unique espèce chacun et pour vérifier leur qualité, ils 

ont été simplement séquencés par une méthode Sanger (rapide et très fidèle) par un laboratoire 

prestataire. Ces séquences ont été visualisées sur le logiciel BioEdit (Hall, 2011) pour attester de leur 

qualité, et ont été confrontées à la base de données en ligne GenBank afin de confirmer leur résolution 

d’identification. Étant donnée la complétude de la base de données de référence pour ces cibles de 

séquençage, et la longueur importante des séquences analysées, l’espèce d’origine de chaque 

prélèvement a été identifiée si la séquence analysée était identique au moins à 98% à la séquence de 

référence. Si plusieurs espèces correspondaient au critère, celle avec la similarité de séquence la plus 

élevée a été sélectionnée. Si encore plusieurs espèces correspondaient au critère, les aires de distribution 

géographique des espèces étaient comparées à la région d’origine du prélèvement. 

Dans un second temps, différents protocoles d’amplification par qPCR ont été évalués sur les mêmes 

échantillons de muscles, ceci dans le but de simplifier, d’accélérer et de rendre plus sûre vis-à-vis des 

contaminations croisées (PCR nichée) la phase d’amplification de codes-barres. Comme des produits plus 

courts sont nécessaires pour ce type de méthode, il a été opté pour des couples d’amorces ciblant des 

portions de gènes mitochondriaux très courtes (Tableau 4), mais théoriquement hautement spécifiques 

des oiseaux et résolutives taxonomiquement (Taberlet et al., 2018). L’avantage aussi de l’amplification 

de courts fragments en comparaison des précédents était qu’un ADN d’avantage dégradé (donc 
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fragmenté) pouvait être encore détecté, allongeant ainsi le délai de détectabilité des espèces après leur 

passage. 

Tableau 4 - Description des amorces considérées pour amplifier les codes-barres par PCR en temps réel. 

Amorce Séquence (5'-3') 
Type 

d’amorce 

Taille du 
produit 

(pb) 
Gène 
ciblé 

Source 
amorces 

Aves01 F GATTAGATACCCCACTATGC Sens (S) 
90 

ADNr 
12S 

Epp et al., 
2012 Aves01 R GTTTTAAGCGTTTGTGCTCG anti-sens (AS) 

Aves02 F GAAAATGTAGCCCATTTCTTCC S 
120 

ADNr 
12S Taberlet et 

al., 2018 

Aves02 R CATACCGCCGTCGCCAG AS 

Aves03 F TATGATAAAGTGAACATAGAGG S 
70 

ARNt 
ile-gln Aves03 R GGTTCGATTCCTACTTTTCTA AS 

 

Les protocoles de qPCR ont été adaptés à partir du kit LightCycler SYBR Green I Master (Roche, Basel, 

Suisse) utilisé selon le protocole du fabricant, en modulant les concentrations en amorces, les nombres 

de cycles thermiques et les températures d’hybridation pour atteindre la meilleure sensibilité et la 

meilleure quantité finale de produits. La taille et la pureté de ces produits de qPCR ont été visualisées par 

électrophorèse sur gel d’agarose, et les bandes de taille attendue découpées et purifiées avant d’être 

soumises à des séquençages Sanger de la même façon que précédemment. La qualité et la résolution 

taxonomique des séquences obtenues ont alors été évaluées comme décrit précédemment, mais avec un 

seuil d’identification à 95% étant donné la courte taille des séquences obtenues et la moindre richesse de 

la base de données de référence pour ces cibles de séquençage.  

 

Optimisation du protocole de purification des ADN environnementaux 

Une fois les protocoles d’amplification optimisés pour les PCR conventionnelle et en temps réel, les 

protocoles pour les phases préalables de purification des ADNe ont été évalués. Cette évaluation portait 

notamment sur la capacité à extraire ou neutraliser les inhibiteurs de PCR fécaux, majoritairement 

présents dans des prélèvements d’eaux de surface ou de chiffonnettes en élevage. Pour ce faire, des 

prélèvements de fèces fraîches ont été récoltées au centre de soins de la faune sauvage de l’ENVT dans 

des cages de tourterelles turques. Ces prélèvements ont ensuite été dilués et homogénéisés dans de l’eau 

distillée par dilutions décimales de 500 à 0,05 µg/mL, et 100 µL de chaque dilution étaient traités en 

parallèle par deux kits commerciaux d’extraction et purification d’ADN selon les recommandations des 

fabricants : One-4-All Genomic DNA Miniprep (Bio Basic Inc., Markham, Canada) relativement polyvalent, 

et QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit (Qiagen, Venlo, Pays-Bas) spécifiquement développé pour les 

échantillons fécaux et permettant d’éliminer leurs inhibiteurs de PCR. Le protocole optimal 

précédemment identifié d’amplification par PCR conventionnelle a alors été appliqué à ces échantillons 

purifiés en duplicatas, et les limites de détection comparées entre les deux kits. Celui permettant 

d’amplifier les matrices fécales les plus diluées serait ensuite choisi pour la suite de la mise en œuvre de 

la méthode.  
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Optimisation du protocole de prétraitement des échantillons 

Une fois les protocoles d’amplification et de purification d’ADN optimisés, le protocole pour la phase 

préalable de concentration et purification des prélèvements environnementaux a été mis au point. Afin 

de concentrer l’ADNe en quelques microlitres depuis des prélèvements de plusieurs dizaines de 

millilitres, il a été choisi de filtrer ceux-ci. En effet, la filtration par pores de 0,2 µm semble une bonne 

méthode pour concentrer l’ADNe libre (après lyse des cellules l’abritant) ou cellulaire (Majaneva et al., 

2018). Comme ces filtres sont très fins et risquent de rapidement se boucher par les grosses particules 

solides des prélèvements, il était nécessaire d’optimiser la proportion d’ADNe libre en solution par 

rapport à celui qui était fixé à ces particules, celles-ci devant être évacuées avant la filtration. Des 

reconstitutions artificielles des matrices complexes qu’il fallait traiter sur l’élevage d’étude ont alors été 

réalisées, mêlant de la boue (2 g de sol de sous-bois riche en humus et 50 mL d’eau distillée) avec des 

fèces de tourterelle turque (250 mg), menant à une concentration de 5 mg/mL de fèces. Ces mélanges ont 

été homogénéisés par agitation douce durant une nuit en froid positif. Afin de séparer l’ADNe des 

particules solides auxquelles il peut s’adsorber par sa charge ionique négative, l’ajout d’un mélange de 

sels phosphatés en saturation à la solution a été évalué. Ceci élève le pH autour de 8 et ajoute une grande 

quantité de cations libérant l’ADNe adsorbé. Ces sels ont été ajoutés en concentration de 1,96 g/L de 

NaH2PO4 et 14,7 g/L de Na2HPO4 (Taberlet et al., 2012). Le mélange était alors homogénéisé par agitation 

en froid positif durant 15 à 30 min. Les solutions salées ou non étaient alors centrifugées à 4 000 rpm 

pendant 5 min pour décanter les particules solides, avant d’en filtrer le surnageant résultant. Pour ce 

faire, ce dernier était versé sur des filtres stériles à membrane en PES de 0,22 µm de diamètre de pores, 

reliés à un système d’aspiration par pompe à vide électrique. Lorsque la membrane du filtre semblait 

sèche (tout le liquide était passé à travers), l’aspiration était stoppée, le filtrat conservé et la membrane 

détachée du système à l’aide d’une lame de scalpel stérile. Elle était alors coupée en deux moitiés de façon 

stérile, chacune placée dans un tube de broyage à billes en céramique avec 1 mL de tampon phosphaté 

stérile (PBS 1X). Les tubes à billes étaient agités vivement pour broyer les membranes de filtres à l’aide 

d’un appareil Precellys (Bertin Technologies, Montigny-le-Bretonneux, France), puis centrifugés 

rapidement (6 000 rpm, 1 min) afin d’en extraire le surnageant. Afin de comparer les fractions d’ADNe 

filtrées, 100µL de ce dernier surnageant de membrane ou du filtrat (après passage sur membrane de 0,22 

µm) étaient alors traités en parallèle à l’aide du kit d’extraction et purification d’ADN selon la méthode 

précédemment optimisée. Les échantillons résultants ont ensuite été soumis à des PCR en temps réel 

pour plus de rapidité et de précision dans la comparaison des quantifications, selon le protocole 

d’amplification par qPCR établi au préalable. En résumé, ont été comparés pour ces mélanges boue-fèces : 

les fractions de membrane et de filtrat ainsi que le surnageant initial sans saturation en sels, et les 

fractions de membranes avec ou sans saturation en sels (Figure 37). 
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Figure 37 - Schéma du processus de prétraitement des prélèvements environnementaux. 

 

c. Résultats  

Optimisation du protocole d’amplification des séquences 

Les trois protocoles de PCR conventionnelles évalués sur des échantillons de muscles ont montré des 

efficacités variables. Ces variations étaient d’abord en nombre d’amplicons générés et apprécié sur gel 

d’électrophorèse, selon l’espèce et le couple d’amorces utilisé : la tourterelle turque et le merle noir 

n’étaient respectivement pas et peu détectés avec les amorces PasserF1-PasserR1 (Figure 38). Ensuite, 

la comparaison de la qualité et de la résolution taxonomique des séquences produites a semblé montrer 

des résultats similaires entre les amorces LTyr-COI907aH2 et BirdF1-BirdR1, permettant d’identifier 

avec plus de 99% de similarité les espèces concernées et seulement celles-ci. Finalement, la plus grande 

taille de produit obtenue avec LTyr-COI907aH2, permettant l’identification même avec des séquençages 

occasionnellement incomplets, et la possibilité d’accroître encore la sensibilité par un protocole en PCR 

nichée ont orienté la suite des travaux vers l’utilisation de celles-ci.  
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Figure 38 - Résultats sur gel d’agarose des PCR conventionnelles sur échantillons de muscles de quatre 
espèces, avec les trois couples d’amorces ciblant le gène COI des oiseaux. 

En ce qui concerne les protocoles de qPCR évalués par la suite sur la base des amorces ciblant de courtes 

portions d’ADN mitochondrial, la variation des températures d’hybridation a semblé avoir peu d’effet sur 

le résultat à partir de muscle de perruche (Figure 39). Les amorces Aves03 ont été écartées du fait d’une 

très courte taille de produit amplifié difficile à distinguer des dimères d’amorces dans le produit final, et 

d’une variabilité dans le nombre d’amplicons générés apprécié par la courbe de fluorescence en fin de 

réaction (Figure 39a). La principale différence entre les amorces Aves02 et Aves03 était la sensibilité de 

détection moindre des premières, confirmée par la suite avec les échantillons de muscles des autres 

espèces témoins. Cependant, la taille plus grande de la séquence obtenue avec les amorces Aves02 ainsi 

que sa meilleure résolution taxonomique en comparaison de Aves01 et Aves03 (Taberlet et al., 2018) 

nous ont conduits à orienter le développement de protocole à partir de ces amorces, en l’adaptant pour 

accroître la sensibilité de la réaction. Ainsi un protocole dit en « touchdown » plus sensible a été mis en 

place, sur un nombre de cycles important, et en augmentant la concentration en amorces dans la réaction. 

La résolution taxonomique sur les quatre espèces témoins communes sur l’élevage d’étude était bonne 

avec les amorces Aves02, identifiant avec plus de 96% d’identité ces espèces ou bien des espèces proches 

taxonomiquement mais souvent distantes en terme de distribution géographique. La Buse variable était 

par exemple confondue avec d’autres espèces du genre Buteo : la Buse pattue (Buteo lagopus), la Buse 

féroce (Buteo rufinus), la Buse de l’Himalaya (Buteo refectus) ou la Buse du Japon (Buteo japonicus). Ces 

espèces étant exceptionnelles voire absentes dans la région étudiée, la déduction de l’identification de 

séquence est simple.  
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Figure 39 - Résultats des essais de température d’hybridation sur les qPCR ciblant de courtes séquences 
d’ADNmt des oiseaux.  
a – Résultats de la qPCR en temps réel sur échantillon de muscle de perruche : en haut courbes d’amplification, en 
bas courbes de fusion. Les différentes courbes correspondent pour chaque paire d’amorces à des températures 
d’hybridation de 50 à 60 °C incrémentées par pas de 2 °C.  
b – Visualisation sur gel d’agarose des produits de la qPCR. 

Les protocoles de PCR conventionnelle et qPCR finalement utilisés sont ceux décrits en Tableau 5.  

Tableau 5 - Protocoles de PCR et qPCR adaptés pour l’amplification spécifique des séquences codes-barres 
d’oiseaux. 

Protocole 
et amorces 

Kit de PCR 
Mélange de réactifs (par puits) Conditions thermiques 

Réactifs 
Volume 
(µL) Température (°C) Durée Cycles 

PCR  
LTyr -
COI907aH2  

KAPA Taq  Eau  
KAPA Taq Buffer A (10X) 

dNTP (10mM) 
amorce LTyr (10µM)  

amorce COI907aH2 (10µM)  
KAPA Taq DNA pol (5U/µL) 

ADN matrice 

17,9 
2,5 
0,5 
1 
1 
0,1 
2 

95 
----- 
95 
50 
72 
----- 
72 

5min 
----- 
30s 
30s 
1min 
----- 
1min 

1 
----- 
 
45 
 
----- 
1 

PCR nichée 
COIaRt -
COI748Ht 

KAPA Taq  Eau  
KAPA Taq Buffer A (10X) 

dNTP (10mM) 
amorce COIaRt (10µM)  

amorce COI748Ht (10µM)  
KAPA Taq DNA pol (5U/µL) 

Produits LTyr-COI907aH2 

17,9 
2,5 
0,5 
1 
1 
0,1 
2 

95 
----- 
95 
55 
72 
----- 
72 

5min 
----- 
30s 
30s 
1min 
----- 
1min 

1 
----- 
 
35 
 
----- 
1 

qPCR 
Aves02 F -
Aves02 R 

LightCycler 
SYBR 
Green I 
Master  

Eau 
Master mix 

amorce Aves02 F (10µM) 
amorce Aves02 R (10µM) 

ADN matrice 

8 
12,5 
1 
1 
2,5 

95 
----- 
95 
60 
72 
----- 
95 
-0,5°C/cycle 
72 

5min 
----- 
10s 
15s 
15s 
----- 
10s 
15s 
15s 

1 
----- 
 
5 
 
----- 
 
30 
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----- 
95 
45 
72 
----- 
95 
65 
+0,2°C/s jusqu'à 97 
----- 
37 

----- 
10s 
15s 
15s 
----- 
10s 
1min 
~ 3 min 
----- 
30s 

----- 
 
10 
 
----- 
 
1 
 
----- 
1 

 

Optimisation du protocole de purification des ADN environnementaux 

La comparaison des résultats de PCR après extraction et purification de l’ADN par deux kits commerciaux 

a montré des différences entre eux. À partir des mêmes dilutions de fèces de tourterelle turque en 

solution aqueuse, le kit One-4-All Genomic DNA Miniprep (Bio Basic Inc., Markham, Canada) a semblé 

résulter en une plus grande sensibilité de PCR que le kit QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit (Qiagen, Venlo, 

Pays-Bas) (Figure 40). Les dilutions à 1/1000ème étaient en effet détectées par le premier kit, tandis que 

le second n’a détecté que les dilutions jusqu’au 1/100ème. Etant donné en outre le coût financier plus 

abordable du kit One-4-All Genomic DNA Miniprep, il a donc été choisi de l’utiliser pour la suite de l’étude 

portant sur les matrices de mélanges de boue et matières fécales. 

Figure 40 - Résultats comparés des PCR nichées ciblant le gène COI à partir d’ADN fécal de tourterelle extrait 
et purifié par deux kits commerciaux.  
a – Résultats du kit QIAamp Fast DNA Stool Mini Kit (Qiagen, Venlo, Pays-Bas).  
b – Résultats du kit One-4-All Genomic DNA Miniprep (Bio Basic Inc., Markham, Canada). Les témoins positifs sont 
de l’ADN de muscle de tourterelle turque, les dilutions de la matrice initiale (fèces en eau distillée) soumise aux kits 
sont indiquées en tête des puits. 

 

Optimisation du protocole de prétraitement des échantillons 

L’intérêt de la filtration pour concentrer l’ADN d’un échantillon de grand volume a été évaluée à partir de 

matrice complexe mêlant boue et fèces. La comparaison des quantités d’ADN dans les fractions préfiltrées 

ainsi que dans la membrane du filtre et dans le filtrat a été faite par qPCR (amorces Aves02 

précédemment sélectionnées) et en duplicatas. Ces résultats ont montré une quantité plus importante 

d’ADN cible dans la fraction issue de la membrane de filtre broyée (Ct moyen de 26,6) en comparaison 

du surnageant initial (Ct moyen de 34,3) suivi du filtrat (Ct moyen de 34,8) (Figure 41a,b). Ensuite, la 
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comparaison du pré-enrichissement par saturation en sels phosphatés de la solution mélange de boue et 

fèces a montré une efficacité certaine sur l’accroissement de détection en ADN dans la membrane du 

filtre, avec un gain de deux cycles d’amplification (Figure 41c). 

Finalement, ces résultats ont donc mené au choix du protocole complet pour traiter les prélèvements 

environnementaux des parcours d’élevage : pré-enrichissement initial des prélèvements par saturation 

en sels phosphatés, puis concentration par filtration du surnageant, suivie d’une extraction à l’aide du kit 

One-4-All Genomic DNA Miniprep à partir de la membrane du filtre (Figure 37). 

Figure 41 - Résultats de qPCR évaluant l’efficacité des protocoles de préparation par filtration et saturation 
en sels phosphatés.  
a – Courbes de fluorescence et de fusion comparant les différentes fractions filtrées (Ct membrane : 26,4 ; Ct filtrat 
: 35,7) à partir du surnageant (Ct : 34,3) d’un mélange boue-fèces en dilution unique. Les couleurs identiques entre 
la courbe de fluorescence et de fusion correspondent à un même échantillon, indiqué à côté des courbes de 
fluorescence. 
b – Courbes de fluorescence comparant les fractions filtrées à partir de trois dilutions décimales de fèces (nulle à 
1/100ème, chacune en duplicata) dans un mélange de boue artificielle. Le Ct moyen sur la membrane en dilution 
initiale est 26,7, et sur le filtrat de 34,4.  
c – Courbes de fluorescence comparant les extraits de membranes de filtration, précédés ou non par une étape de 
saturation en sels phosphatés de la solution boue-fèces, celle-ci en deux dilutions décimales (nulle et 1/10ème, 
chacune en duplicata). Le Ct moyen sans sels en dilution initiale est de 26,7, et celui avec sels de 24,8. 

 

d. Discussions 

La mise au point du processus complet de préparation des prélèvements avant séquençage, depuis l’étape 

de concentration jusqu’à l’amplification, a ainsi permis d’éprouver le matériel et d’adapter les protocoles 

au contexte et aux besoins particuliers de l’étude. Ainsi, le résultat inattendu d’une moindre efficacité du 

kit de purification spécifique pour fèces a permis de s’orienter vers un kit polyvalent, moins onéreux et 

plus simple d’utilisation pour la suite de l’étude. Ce résultat contre-intuitif peut être expliqué par une 

moindre concentration des ADN dans l’éluat purifié par le protocole du kit spécifique pour fèces en 

comparaison du kit polyvalent, tandis que théoriquement ce premier élimine ou désactive mieux les 

inhibiteurs de PCR présents dans les fèces. Si le protocole proposé par le fabricant du kit spécifique pour 
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fèces qui a été suivi aurait pu être encore adapté pour optimiser le résultat, cela montre en tout cas qu’un 

kit polyvalent peut être suffisant pour les objectifs visés, du moins en nombre de séquences produites qui 

a été notre critère principal d’évaluation. Il sera toutefois possible par la suite de revenir à ce kit 

spécifique en optimisant le protocole pour la quantité d’ADN purifiée si la qualité des séquences issues 

de l’analyse de « métabarcoding » paraît dégradée par d’éventuels inhibiteurs de PCR. Ainsi, le protocole 

de concentration et purification des ADNe issus des prélèvements de boue sur les parcours de l’élevage 

de canards étudié semble au point pour identifier les espèces aviaires. Après purification des ADNe, les 

séquences produites en qPCR avec les amorces Aves02, ou bien en PCR avec les amorces LTyr-COI907aH2 

permettront d’identifier avec une bonne résolution les espèces susceptibles de fréquenter l’élevage 

d’étude, même si les espèces les plus proches taxonomiquement (au sein d’un même genre) pourraient 

être confondues moléculairement. Leur proximité taxonomique (et donc écologique et épidémiologique) 

ne devrait cependant pas limiter les conclusions quant à l’étude de l’interface avec les canards 

domestiques. À la différence des inventaires effectués par observations ou par captures, le recensement 

par « métabarcoding » a cependant le défaut de ne pas être quantitatif (Leempoel et al., 2020; Mercaldo-

Allen et al., 2021; Taberlet et al., 2018). Les méthodes précédentes restent donc complémentaires au 

moins ponctuellement pour caractériser quantitativement la population d’avifaune du site et ainsi classer 

les espèces représentant a priori un risque infectieux selon leur abondance. 

Pour une application de la méthode au site d’étude, l’analyse des séquences produites sera faite par 

« métabarcoding » et non plus par séquençage Sanger. Cela nécessite une méthode de séquençage à haut 

débit permettant d’identifier en parallèle toutes les séquences d’un même mélange initial, et même 

théoriquement les plus rares à condition d’obtenir une profondeur de séquençage importante. Ces 

méthodes complexes demandent une adaptation fine de chaque étape selon le produit initial (taille des 

fragments, quantité, qualité) et selon les besoins d’information. Il est très probable en particulier que le 

mélange d’ADNe des prélèvements de boue sur parcours soit majoritairement dominé par les séquences 

de canards domestiques qui ne nous intéressent pas mais qui pourraient limiter l’identification de 

séquences d’oiseaux rares (Vestheim and Jarman, 2008). Cette limitation s’effectue principalement dès 

l’étape d’amplification par (q)PCR, les réactifs étant consommés prioritairement par les séquences les 

plus abondantes. Il est alors possible de développer des oligonucléotides bloquant spécifiquement 

l’hybridation des amorces d’amplification sur les séquences d’une espèce donnée (Huggins et al., 2020; 

Kumari et al., 2019; Vestheim and Jarman, 2008). Ce blocage de l’espèce dominante permet ainsi de 

révéler une plus grande richesse taxonomique et notamment des espèces les plus rares dans l’échantillon. 

Ainsi, si à la suite des premiers séquençages il s’avère que les identifications d’autres espèces sont peu 

fréquentes malgré l’objectivation de leur présence par les observations visuelles précédemment décrites, 

il sera envisagé de développer cette approche de blocage d’amplification de l’ADN des canards. Un autre 

moyen d’accroître l’exhaustivité des séquençages est d’effectuer les étapes depuis la concentration 

jusqu’à l’amplification en duplicatas. Cela permet en effet de redistribuer à chaque étape et pour chaque 
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échantillon descendant la répartition du sous-échantillon de séquences issu du prélèvement initial, 

favorisant ainsi la probabilité de sélectionner à l’une des étapes quelques séquences rares (Leempoel et 

al., 2020; Taberlet et al., 2018).  

 

 

II. Étude des déplacements individuels de bergeronnettes grises (Motacilla 
alba) à partir d’un élevage avicole plein air 

a. Introduction 

Dans l’étude d’interface épidémiologique entre avifaune commensale et élevages, les premières 

approches écologiques permettent de cibler des espèces a priori d’intérêt épidémiologique par leur 

abondance et leur écologie proche des animaux domestiques. Ces espèces ciblées pourront alors faire 

l’objet de prélèvements afin de détecter d’éventuelles similarités de souches d’agents infectieux avec le 

compartiment domestique, attestant ou non de l’efficacité des contacts précédemment objectivés pour 

les échanges infectieux (Caron et al., 2015, 2014). Dans le cas où des échanges sont révélés pour au moins 

une espèce commensale non sédentaire, il est alors important d’étudier sa capacité à faire le lien entre 

sites proches (zones humides, élevages) par les déplacements individuels. On peut ainsi véritablement 

évaluer et objectiver le potentiel d’hôte relais de l’espèce pour les agents infectieux en élevage, et cela 

permet aussi de mieux comprendre l’écologie locale de l’espèce pour appréhender voire prévenir le 

risque infectieux qu’elle représente (Cappelle et al., 2011; Caron et al., 2015). Dans le contexte de notre 

étude, après avoir identifié le rôle central de la Bergeronnette grise dans le réseau d’interactions entre 

les canards d’élevage et l’avifaune, et après avoir détecté des portages de VIA, de NDV et de chlamydia 

dans cette espèce, il semblait nécessaire d’explorer d’avantage ses déplacements entre sites proches. En 

effet, outre les élevages où les insectes sont nombreux pour son alimentation (Stoffolano and Geden, 

1987), la Bergeronnette grise est connue pour son affinité pour les berges de cours ou plans d’eau (d’où 

lui vient d’ailleurs le nom de bergeronnette) (Snow et al., 1998). L’espèce est aussi capable de 

déplacements quotidiens ou saisonniers de plusieurs kilomètres, certaines populations étant migratrices 

entre le Nord de l’Europe (Scandinavie, Grande-Bretagne, Pays-Bas) et le Sud de l’Europe (France, 

Péninsule Ibérique) voire jusqu’à l’Afrique du Nord (Davies, 1976). Ainsi, les populations hivernantes 

mêlant individus sédentaires et migrateurs dans le Sud-Ouest de la France sont relativement plus 

importantes qu’en saison estivale, et regroupées autour de points d’intérêt plus rares du fait de la 

moindre abondance en insectes. Ces points d’intérêt peuvent être les sites de dortoir la nuit, les sites de 

rassemblement post- ou pré-dortoir où elles se toilettent et socialisent au lever et au coucher du soleil, et 

tous les sites d’alimentation où persistent les insectes : élevages et bordures de zones humides en 

particulier en hiver. Ces différents sites parfois distants de plusieurs kilomètres localement sont alors 

visités en alternance quotidienne, créant ainsi un lien écologique aviaire entre élevages et avec les zones 
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humides. Les éventuels agents infectieux d’un site pourraient alors circuler vers les autres sites par 

l’intermédiaire des groupes de bergeronnettes grises, hôtes relais mécaniques ou biologiques (Caron et 

al., 2015). Sur l’élevage d’étude, le suivi ornithologique régulier et à toutes les saisons a permis d’identifier 

des usages variables du site entre saisons : couples nicheurs et leurs jeunes durant la saison de 

reproduction, usage alimentaire des parcours toute l’année avec une concentration particulière en saison 

hivernale, rassemblements de post- et pré-dortoir sur les toits de hangars en saison hivernale. Le site 

semble donc d’intérêt particulier pour l’espèce, mais les abondances fluctuantes entre saisons et entre 

heures de la journée indiquent que ces populations fréquentent d’autres sites en parallèle. Il était donc 

essentiel d’essayer d’identifier les sites connectés depuis l’élevage d’étude par les bergeronnettes grises, 

ceci pour comprendre leur rôle épidémiologique entre sites. Cette phase de l’étude arrivant en dernier 

plan pour compléter les résultats précédemment présentés, le suivi des déplacements individuels de 

bergeronnettes grises est toujours en cours au moment de la rédaction du manuscrit. La partie suivante 

présente donc essentiellement le développement de la méthode et quelques résultats préliminaires des 

suivis télémétriques réalisés. 

 

b. Matériel et méthodes 

Au regard de la petite taille de la Bergeronnette grise, entre 17 et 30 g de masse corporelle environ, le 

choix des technologies de télémétrie individuelle était restreint. Celle-ci devait aussi répondre aux 

besoins de l’étude : détection possible à plusieurs centaines de mètres au moins, précision de localisation 

d’au moins quelques mètres, maximum quelques dizaines de mètres, rapidité de détection sur les sites 

d’intérêt voire entre sites, rapidité de récolte des informations de localisation et d’identification 

individuelle, et durée de fonctionnement de plusieurs mois. Les émetteurs satellite (GPS en particulier) 

auraient comblé l’ensemble de ces besoins, mais leur poids encore trop important à ce jour n’a pas permis 

leur usage dans ce contexte. En effet, il est généralement recommandé pour limiter l’impact éthique de 

l’équipement sur l’individu porteur que ce premier ne dépasse pas 3% du poids du corps, soit 0,5 g pour 

un individu de 17 g ou 0,9 g pour un individu de 30 g. Le choix de matériel s’est donc porté sur des 

émetteurs VHF de 0,62 g, le modèle nanotag NTQB2-3-2 (Lotek, Newmarket, Canada) (Figure 42a), qui 

permet d’équiper des individus d’au moins 21 g. Le fonctionnement de ces émetteurs en fréquence fixe 

mais avec un code d’identification unique à chacun lors de l’émission (toutes les 13 s) permet en une 

seule recherche d’identifier tous les émetteurs détectables à proximité, faisant gagner un temps précieux 

sur le terrain au regard du caractère relativement fastidieux des recherches de localisations VHF (FAO, 

2007). Dix-huit individus capturés sur l’élevage d’étude ont été équipés d’émetteurs, soit huit en fin 

d’hiver (février et mars) 2021, et douze à l’automne (novembre et décembre) suivant. À un rythme d’une 

émission toutes les 13 secondes, l’espérance de longévité des émetteurs est de 224 jours. S’inscrivant 

dans le prolongement des captures effectuées pour l’inventaire et les prélèvements de l’avifaune, 

l’ensemble des captures et manipulations ont été réalisées sous l’autorisation du CRBPO et avec l’aide de 
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Benjamin Vollot, bagueur généraliste expérimenté. Les individus capturés ont été équipés de bague 

métallique du MNHN, puis pesés et évalués afin d’assurer leur bonne santé et leur capacité à supporter 

l’équipement, notamment l’absence de mue en cours sur les plumes caudales. L’attachement du dispositif 

aux oiseaux s’est fait en effet par collage à la base des plumes rectrices centrales. En bref, après avoir été 

activé l’émetteur a été intégré à l’aide de colle forte entre deux épaisseurs de ruban adhésif pour accroître 

la surface de contact (Figure 42b), puis ce montage a été collé à la base de trois plumes rectrices centrales 

à l’aide de colle forte (Figure 42c). Après avoir assuré la bonne tenue de la colle, l’oiseau était alors 

relâché, et dès que possible suivi en visuel (sauf si trop éloigné de zones accessibles) pour s’assurer de sa 

bonne récupération et de son comportement normal.  

Figure 42 - Description du matériel et de la méthode d’équipement et de suivi télémétrique des 
bergeronnettes grises.  
a – Balise émettrice brute de modèle nanotag NTQB2-3-2 (Lotek, Newmarket, Canada).  
b – Balise émettrice adaptée avec du ruban adhésif augmentant la surface.  
c – Balise émettrice installée sur l’oiseau à la base des trois rectrices caudales centrales.  
d – Dispositif de réception des ondes VHF émises par les balises : antenne omnidirectionnelle installée sur le toit 
d’un hangar en point haut de l’élevage, reliée à un récepteur fixe enregistrant en continu les données des individus 
présents sur l’élevage.  
e – Dispositif de réception des ondes VHF émises par les balises : antenne directionnelle manuportée reliée à un 
récepteur mobile pour les recherches de balises hors du site d’élevage. 

Une fois les premiers individus équipés, leur suivi a été assuré par deux méthodes complémentaires. La 

première a consisté en une détection continue et omnidirectionnelle depuis un toit de hangar en point 

haut de l’élevage (Figure 42d). Une antenne fixe a été installée sur ce toit, reliée à un récepteur allumé en 

continu et enregistrant l’ensemble des détections faites à la fréquence unique choisie pour l’ensemble des 

émetteurs. Chaque donnée enregistrée a consisté en un identifiant de balise, la date et l’heure précises 

(minutes et secondes), ainsi que la force du signal et le gain du récepteur (permettant d’évaluer 
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approximativement la distance de détection). Ces données ont été récoltées à l’occasion de chaque visite 

sur le site et rassemblées dans un tableur numérique. Grâce à des tests de sensibilité et de calibration de 

l’appareil réalisés au préalable, il était certain qu’un identifiant détecté par le récepteur correspondait à 

une localisation sur l’ensemble de la surface de l’élevage mais pas dans les champs ou les jardins 

particuliers à proximité, ceci à cause de l’opacité vis-à-vis des ondes émises de la végétation entourant 

l’élevage. La deuxième méthode de suivi a complété la station fixe pour les sites extérieurs à l’élevage. 

Elle a consisté en un récepteur mobile à lecture directe (sans enregistrement), relié à une antenne 

omnidirectionnelle à fixer sur un toit de véhicule, ou bien à une antenne directionnelle dite Yagi (Figure 

42e) manuportée. Des calibrations préalables de ces dispositifs mobiles ont permis d’évaluer leur 

distance de détection en fonction du type de milieu (ouvert ou végétalisé) : jusqu’à 500 m en milieu 

ouvert, mais interrompue par la végétation boisée. Ainsi, les individus marqués ont été recherchés en 

véhicule par transects routiers à l’aide de l’antenne omnidirectionnelle dans un rayon de 20 km autour 

de l’élevage (estimation de la distance maximale de dispersion journalière d’un individu). Les circuits se 

sont concentrés sur les sites d’intérêt pour l’espèce (plans d’eau, cours d’eau, élevages, habitations), mais 

toute détection entre ces sites a aussi été notée, associée à l’identifiant individuel de la balise. Afin de 

préciser la localisation des individus détectés avec l’antenne omnidirectionnelle, l’émetteur a été alors 

connecté à l’antenne Yagi et la position précisée par bi- ou triangulation selon l’accessibilité du lieu et le 

type de végétation bloquant ou non les ondes. Ces recherches mobiles ont été réalisées par Benjamin 

Vollot et Chloé Le Gall-Ladevèze en alternance avec des étudiants vétérinaires volontaires (et 

préalablement formés à la technique) au moment de la pose des émetteurs, puis de façon hebdomadaire 

durant deux mois, puis au moins tous les mois. L’enregistrement des transects parcourus a été fait par un 

appareil GPS de randonnée sous forme de fichiers GPX retranscrits en cartographie à l’aide du logiciel 

QGIS version 3.6, ce qui a permis d’alterner entre régions de la zone d’étude pour couvrir l’ensemble de 

la surface entourant l’élevage. Les données de localisation par le récepteur fixe ou mobile ont été enfin 

condensées et transmises à la plateforme en ligne Movebank (https://www.movebank.org/). 

 

c. Premiers résultats 

Les résultats de suivi sur les huit premiers individus, marqués en février et mars 2021, seront présentés 

ici. Sept étaient dans leur premier hiver et un seul individu femelle était plus âgé (identifiant 15). Six 

d’entre eux étaient des femelles et deux des mâles. Sur les trois premiers mois de suivi du 20 février 

jusqu’au 20 mai (90 jours), dont 22 premiers jours avec seulement trois individus équipés, un grand 

nombre (plus de 244 000) de détections ont été faites sur la station fixe. Ce nombre a varié de 143 pour 

l’identifiant 14 à 226 313 pour l’identifiant 15. En effet, cet individu (femelle adulte) était présent tous 

les jours sur l’élevage et durant toute la nuit et la journée à partir du moment où il a été équipé, sans 

doute parce que nichant sur le site (Figure 43a). Afin de mieux visualiser les autres comportements, le 

numéro 15 a été masqué sur les figures (Figure 43b,c), montrant des fréquentations plus anecdotiques 

https://www.movebank.org/
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mais régulières de l’élevage par les autres individus. Trois d’entre eux ont également été détectés à 

l’extérieur mais à moins de 2 km de l’élevage d’étude, tous en début de suivi (Figure 43b). Ainsi, l’individu 

numéro 17 (jeune femelle) a été repérée quatre fois sur trois jours différents, dont deux jours où elle avait 

été aussi détectée par la station fixe de l’élevage. Elle était dans le secteur Nord de l’élevage d’étude, soit 

à proximité du dortoir de hérons soit près du village (Figure 44). L’individu numéro 16 (jeune femelle) a 

été repérée une fois et à côté du numéro 17 près du village, le jour de son équipement sur l’élevage (Figure 

44). L’individu 12 (jeune mâle) a été détecté de nuit donc très probablement en dortoir, à proximité 

d’habitations isolées, le soir suivant son équipement. Le lendemain, il était présent sur l’élevage d’étude 

ainsi que détecté le soir à proximité d’un autre élevage de volailles (Figure 44).  

Figure 43 - Détections des émetteurs VHF de bergeronnettes grises par le récepteur fixe sur l’élevage et le 
récepteur mobile hors de l’élevage entre le 20 février et le 20 mai 2021.  
Les bandes verticales bleutées indiquent les jours de recherches mobiles par transects routiers.  
a – Tous individus détectés par la station fixe à partir du jour de leur équipement.  
b – Détections fixes et mobiles des individus, sauf le numéro 15 présent constamment sur l’élevage.  
c – Grossissement en axe Y de la précédente figure permettant de visualiser les détections plus rares au printemps. 
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Figure 44 - Cartographie des détections d’émetteurs VHF de bergeronnettes grises hors de l’élevage d’étude 
du 20 février au 20 mai 2021.  
Les localisations des balises détectées sont indiquées par les carrés roses. 

Après le 27 mars, les détections ont été beaucoup plus rares pour les individus autres que le numéro 15, 

mais tout de même persistantes pour certains d’entre eux (Figure 43). Cela suggère que ces oiseaux ont 

toujours été présents dans la zone d’étude mais beaucoup plus mobiles et moins fixés autour de l’élevage. 

Les nombreux transects routiers effectués durant cette même période dans un rayon de 20 km en se 

concentrant sur la périphérie de l’élevage et les points d’intérêt de l’espèce n’ont pourtant pas permis de 

les détecter.  

 

d. Discussions 

Sur la période de fin d’hiver et de reproduction étudiée dans cette phase préliminaire, de nombreuses 

détections des balises à horaires variés par la station fixe sur l’élevage ont semblé indiquer une bonne 

mobilité des individus équipés, que l’on peut juger normale. Cela conforte donc les observations faites au 

relâcher des oiseaux, permettant d’affirmer que l’équipement ne provoque probablement pas de 

dérangement à court ou moyen terme sur le comportement individuel des bergeronnettes grises et en 

particulier sur les déplacements. Tandis que de nombreuses détections ont été faites sur l’élevage jusqu’à 

la fin du suivi, seulement trois individus ont également été détectés à l’extérieur. Ces détections ont été 

faites à moins de 2 km de l’élevage, et toutes en début de suivi, donc probablement avant la dispersion ou 

la migration plus distante : tous ces individus étaient dans leur première année donc possiblement plus 

tardifs à partir vers leur site de reproduction (Newton, 2007a). Bien que peu nombreuses, ces quelques 
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détections d’individus alternant entre l’élevage d’étude et l’extérieur constituent des preuves que les 

bergeronnettes grises, observées au plus près des canards et de leur environnement en plein air, 

pourraient disperser ou introduire d’éventuels agents infectieux entre sites, au moins les sites proches 

jusqu’à 2 km. Les sites visités pouvant être d’autres élevages de volailles ou des zones humides 

fréquentées par l’avifaune aquatique (ici les berges de la rivière ou de l’étang dortoir de hérons), les 

échanges infectieux potentiels sont d’autant plus importants à considérer. 

Le suivi présenté ici n’a porté que sur la période de fin d’hivernage et de reproduction, et il sera alors 

important de comparer ces comportements avec ceux des individus équipés en automne et suivis durant 

toute la période d’hivernage suivante. Cette période est en effet importante pour la circulation infectieuse 

en élevage d’après les résultats de suivi infectieux sur le site étudié et les dates d’introduction de VIAHP 

dans la filière lors des précédents hivers d’épidémies (Anses, 2021). À cette pression infectieuse générale 

en hiver s’ajoute un risque épidémiologique potentiellement plus important représenté par les 

bergeronnettes grises vers ou depuis le site d’étude. En effet, l’espèce montre un comportement grégaire 

plus dense durant l’hiver avec des agrégations particulières sur l’élevage. Les déplacements locaux 

quotidiens sont aussi potentiellement plus importants à cette saison, notamment par les individus non 

territoriaux (Davies, 1976), pour rechercher des ressources à l’instar des Anatidés (Guillemain et al., 

2021). Tous ces comportements de l’espèce sont encore méconnus et d’autant plus dans la région d’étude, 

donc nécessitent de poursuivre les suivis télémétriques en cours. Outre les bergeronnettes grises, il 

semble nécessaire d’éclairer plus amplement les déplacements individuels des hérons garde-bœufs sur 

la zone étudiée. En effet, ceux-ci sont un autre potentiel hôte relais pour les agents infectieux des canards 

(affection pour les élevages et les zones humides), mais avec une capacité de déplacement journalier 

probablement plus importante qui permettrait de connecter des sites plus distants. Leur taille plus 

importante permettrait aussi de les équiper de matériel plus facile à suivre en continu et à des distances 

illimitées, de type GPS, ce qui fournirait des informations plus complètes sur leurs déplacements. En 

revanche, l’espèce est plus délicate à capturer, nécessitant des méthodes différentes de celle du filet 

japonais et des adaptations spécifiques pour limiter le dérangement et les blessures (FAO, 2007). 

 

 

~~~ 
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Le travail pluridisciplinaire présenté ici pour étudier l’interface entre avifaune commensale et élevages 

de volailles en plein air a permis de répondre à plusieurs objectifs présentés en introduction et 

représentés par la Figure 45. Il a aussi soulevé des perspectives de développements à poursuivre, tant à 

l’échelle de l’élevage de canards du Gers choisi comme modèle d’étude qu’à l’échelle d’autres contextes 

d’intérêt. 

Figure 45 - Schéma final de l'épidémiologie des virus influenza à l'interface entre avifaune et élevages de 
volailles en plein air.  
En orange les hypothèses explorées et caractérisées par le travail de cette thèse (voir la suggestion de celles-ci en 
Figure 3), en rouge les voies de circulation et de transmission virale connues et non considérées dans ce travail.  

 

La phase initiale d’inventaire ornithologique par trois méthodes (observations standardisées, 

observations opportunistes et captures) centrées sur l’élevage d’étude a mis en évidence une grande 

richesse de plus d’une centaine d’espèces différentes. Les abondances de l’avifaune varient au fil des 

saisons biologiques, le site hébergeant divers profils d’espèces commensales : sédentaires (par exemple 

Moineaux domestique et friquet), estivales strictes (par exemple Rossignol philomèle et Hirondelles), 

hivernales strictes (par exemple Pipits farlouse et spioncelle ou Bécassine des marais), migratrices 

strictes (par exemple Gobemouche noir ou Rousserolle effarvatte), ou encore semi-migratrices avec une 

sur-abondance hivernale (par exemple Pinson des arbres ou Bergeronnette grise). La comparaison des 

indices de diversité avec d’autres contextes agricoles (Jeliazkov et al., 2016) ou péri-urbains (Clergeau et 

al., 1998) permet aussi de conclure à une importante diversité ornithologique du site à toutes saisons. La 

conduite de cet élevage en agroforesterie (Bestman et al., 2018; Mupepele et al., 2021) dans un paysage 

agricole régional diversifié (Chiatante et al., 2021; Jeliazkov et al., 2016) n’y est certainement pas 

étrangère, et le site offre certainement des ressources alimentaires et d’habitat variées convenant à des 

espèces commensales de niches écologiques variées, tant généralistes que spécialistes des milieux 

agricoles. Quelques espèces d’avifaune aquatique pouvant faire le lien avec des réservoirs naturels de VIA 



 234 

ont également été observées sur le site, parfois en groupes de plusieurs centaines mais de façon bien plus 

ponctuelle. Cette quasi-absence d’hôtes classiquement considérés à risque infectieux pour les canards 

d’élevage conforte le choix de l’élevage d’étude pour mieux caractériser l’interface avec l’avifaune 

commensale terrestre indépendamment des littoraux ou zones humides. La présence d’oiseaux 

aquatiques malgré la géographie terrestre du site étudié suggère cependant que le risque d’introduction 

de VIA par les réservoirs naturels en élevages avicoles n’est jamais nul quel que soit le contexte. Parmi 

l’avifaune commensale, la présence parfois en abondance d’espèces en déclin en Europe et en France 

(Burns et al., 2021; Fontaine et al., 2020) tend à recommander une préservation de ces espèces et 

notamment sur ce type de site de grand intérêt écologique apparent. La présence sur un élevage avicole 

en plein air d’une population d’avifaune diversifiée et en faveur d’espèces spécialistes plutôt que d’une 

population pauvre où les niches écologiques sont comblées par des espèces généralistes pourrait aussi 

favoriser la résilience sanitaire, par effet de dilution des agents infectieux dans une communauté d’hôtes 

peu réceptifs (Morand and Lajaunie, 2018a, 2018b). Cependant, l’évaluation plus précise des rôles 

épidémiologiques de l’avifaune commensale vis-à-vis des agents infectieux aviaires est nécessaire pour 

prendre aussi en compte dans les moyens de préservation locale le potentiel risque sanitaire qu’elle 

représenterait au cours d’épidémies majeures comme celles d’IAHP.  

L’inventaire ornithologique réalisé autour du site ne permettant pas de caractériser avec certitude les 

niveaux de contacts de l’avifaune avec l’élevage, des observations individuelles localisées aux zones de 

vie des canards domestiques ont ensuite été menées. Ces observations directes tenant compte de 

différents facteurs temporels et environnementaux ont permis de mieux caractériser les modalités fines 

d’interactions permettant d’éventuels échanges infectieux à l’interface avifaune-élevage. Des espèces 

initialement recensées en abondance ont ainsi pu être écartées du réseau des contacts majeurs, orientant 

ainsi l’étude d’interface vers quelques espèces clés au comportement commensal le plus marqué. Celles-

ci sont en effet impliquées dans des interactions fréquentes et très proches avec les canards domestiques. 

L’élevage de canards ici choisi comme modèle voit donc les interactions de son avifaune commensale 

dominées massivement par les Moineaux domestique et friquet ainsi que par la Bergeronnette grise. Si 

les moineaux sont couramment recensés en élevages (Gotteland et al., 2009; Lubac et al., 2012; Veen et 

al., 2007) et parmi les passereaux les plus étudiés pour leur potentiel rôle épidémiologique vis-à-vis des 

VIA autour des élevages (Brown et al., 2009; Forrest et al., 2010; Gutiérrez et al., 2011; Nemeth et al., 

2010), ce n’est à l’heure actuelle pas le cas des bergeronnettes (Shriner and Root, 2020). Celles-ci ont en 

outre une écologie très différente de celle des moineaux, ce qui a aussi été confirmé sur ce site. Le 

comportement migratoire partiel et les déplacements potentiels des bergeronnettes grises vers d’autres 

sites d’intérêt épidémiologique en font une espèce de choix comme possible hôte relais (Caron et al., 

2015, 2014). Les rares informations épidémiologiques sur l’espèce vis-à-vis des VIA ou d’autres agents 

infectieux ont alors justifié l’attention qui leur a été portée dans la suite des travaux présentés. 
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La comparaison des méthodes d’inventaire a aussi mis en évidence la complémentarité de leurs forces et 

limites pour caractériser de façon représentative la population d’avifaune commensale ou non du site. 

Ainsi, si les observations opportunistes se sont révélées plus exhaustives et ont permis de mettre à profit 

le temps passé sur le site, la quantification des effectifs a semblé plus précise par les protocoles 

d’observations standardisées ou de captures. Les observations directes des contacts et comportements 

individuels de l’avifaune sur les parcours extérieurs de l’élevage ont aussi permis de compléter les 

méthodes d’inventaires précédentes, fournissant une information plus détaillée et localisée aux zones 

d’intérêt spécifique pour l’étude de l’interface avifaune-élevage. En revanche, des biais de 

représentativité de ces méthodes d’inventaire ont été aussi supposés ou vérifiés, en particulier au 

détriment d’espèces plus farouches, cryptiques ou nocturnes. C’est dans le but de combler ce biais qu’a 

été envisagé le développement d’une méthode d’inventaire par métabarcoding ciblant l’ADNe des oiseaux 

(Taberlet et al., 2018) sur les prélèvements environnementaux collectés également à des fins d’analyses 

microbiologiques. Cette méthode sensible mais complexe et non standardisée, en particulier pour le type 

de prélèvement original envisagé dans ce contexte, a nécessité un long travail de mise au point au niveau 

de chaque étape du processus qui reste à finaliser. Une fois que la mise au point sera terminée, elle semble 

cependant très prometteuse pour s’affranchir de multiples contraintes techniques et administratives 

inhérentes aux méthodes habituelles de caractérisation écologique par observations ou captures. Le 

métabarcoding de l’ADNe des oiseaux permettrait en effet la réalisation d’un inventaire non quantitatif 

de l’avifaune cumulant plusieurs jours plutôt qu’en instantané (Deiner et al., 2017; Taberlet et al., 2018), 

sous simple condition d’accès aux zones d’intérêt pour la collecte des prélèvements. L’application de la 

méthode pourrait ainsi être envisagée à une échelle spatio-temporelle plus large pour caractériser et 

comparer par exemple les interfaces avifaune-élevages de différents sites, en s’affranchissant 

partiellement d’une expertise ornithologique locale. La comparaison d’autres types de sites avec l’élevage 

de canards étudié ici comme modèle semble en effet nécessaire pour évaluer de façon robuste l’impact 

de différents facteurs environnementaux sur les populations d’avifaune commensale et leurs modalités 

de contact avec les volailles. 

Afin d’évaluer l’efficacité pour les échanges infectieux des abondances et contacts de l’avifaune objectivés 

précédemment, une étude longitudinale des profils infectieux à l’interface avifaune-élevage a été ensuite 

menée. Cette étude a été ciblée sur les espèces sauvages précédemment identifiées pour leur forte 

abondance ou intensité de contact avec l’élevage, impliquant a priori un fort intérêt épidémiologique. Les 

bergeronnettes grises et moineaux ont donc été ciblés en priorité par les captures pour prélèvements, 

ainsi que les hérons garde-bœufs par récolte de leurs fèces fraîches, mais toutes espèces capturées ont 

aussi été prélevées afin de mettre à profit le temps passé sur le terrain pour évaluer plus largement les 

profils infectieux de l’avifaune commensale méconnue. Les VIA ont été la cible principale des analyses, 

mais leur faible prévalence attendue dans l’avifaune ciblée saine, peu réceptive et de petite taille (Caron 
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et al., 2017; Olsen et al., 2006) a conduit à optimiser les prélèvements pour accroître les chances de 

détection virale et sérologique. En complément de l’avifaune, les compartiments domestique et 

environnemental de l’interface ont été prélevés afin d’identifier des similarités de souches indiquant de 

possibles partages infectieux par voies directe ou indirecte. Pour encore optimiser les probabilités de 

détection de telles voies de transmission virales, des agents infectieux plus robustes que les VIA ont été 

envisagés comme marqueurs d’échanges infectieux et recherchés dans la triade de compartiments à 

l’interface avifaune-élevage.  

Une étude préliminaire a évalué le rôle potentiel de la bactérie MG comme tel marqueur dans différentes 

populations aviaires sauvages et domestiques de la région d’étude. Il s’est avéré que MG ne constitue pas 

un bon marqueur car présent uniquement dans les prélèvements de quelques volailles de basses-cours 

du Gers. Mais une nouvelle espèce de mycoplasme proche et confondue par les tests de diagnostic 

moléculaire communément utilisés a été détectée, puis caractérisée génétiquement et 

épidémiologiquement dans ces populations. Seule l’avifaune s’est révélée porteuse, mais un tropisme 

strictement cloacal et asymptomatique chez un grand nombre d’étourneaux sansonnets commensaux des 

élevages de volailles suggère une possibilité de contamination environnementale à laquelle une 

bergeronnette grise s’est révélée exposée. Cette étude a donc mis en évidence l’existence de flux 

infectieux méconnus parmi le réseau de contacts entre hôtes de l’avifaune commensale. Cela suggère 

aussi une pression infectieuse exercée par l’avifaune commensale, pouvant représenter un réservoir de 

gènes pour des agents infectieux et un risque de « spillover » vers les élevages de volailles en plein air.  

Par la suite, d’autres marqueurs d’échanges infectieux plus pertinents dans le contexte de notre modèle 

de l’élevage de canards du Gers ont alors été sélectionnés et recherchés dans les prélèvements collectés. 

Des méthodes de recherche moléculaire à large spectre ont donc été développées à partir de protocoles 

décrits dans la littérature pour cibler : la sous-famille des Avulavirinae (dont uniquement les NDV par 

sérologie), la sous-famille des Orthocoronavirinae, et la famille des Chlamydiaceae. De la même façon que 

pour les VIA, les souches détectées ont ensuite été identifiées afin de caractériser des similarités entre 

compartiments indiquant de possibles partages infectieux à l’interface. Seuls les VIA et chlamydia ont été 

détectés dans chacun des compartiments de l’interface, ces derniers constituant donc a priori de bons 

marqueurs pour étudier l’interface épidémiologique considérée. Les identifications des souches de VIA 

et chlamydia ont cependant fréquemment buté sur les limites techniques inhérentes à l’avifaune 

commensale (Munster et al., 2007; Slusher et al., 2014) : faibles prévalences donc peu d’échantillons 

positifs, charges infectieuses très faibles à la limite des capacités de détection pourtant élevées des tests 

utilisés. Il a donc été souvent impossible d’isoler ou de séquencer finement les souches de VIA ou 

chlamydia détectées dans l’avifaune, hormis trois nouvelles souches de C. abortus aviaires (Krawiec et al., 

2015; Szymańska-Czerwińska et al., 2017) parmi les neuf passereaux positifs aux Chlamydiaceae. Au 

contraire, les souches issues des canards ou de leur environnement ont été la plupart du temps identifiées 
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et correspondaient à des souches habituellement identifiées dans ce type d’élevages : VIA faiblement 

pathogènes de sous-types H6, H7 et H11 (Cherbonnel et al., 2007; Marinova‐Petkova et al., 2016), 

Chlamydia psittaci de souche GR9 (Hulin et al., 2016; Vorimore et al., 2015). Les échantillons positifs par 

(RT)qPCR restant non identifiés et non isolés, en particulier dans l’avifaune, maintiennent donc le flou 

sur l’effectivité des échanges infectieux entre compartiments de l’interface. L’avifaune commensale a en 

effet présenté des portages de VIA (ARN et anticorps), de NDV (anticorps) et de chlamydia (ADN), ce qui 

en fait probablement des hôtes susceptibles et capables de contribuer à la circulation de ces agents 

infectieux à l’interface avec l’élevage. Malgré les limites évoquées, les identifications obtenues sont 

cependant toutes différentes entre l’avifaune et l’élevage, et les prévalences toujours faibles dans 

l’avifaune commensale et en particulier dans les espèces ayant des interactions intenses. Ces faits 

suggèrent donc tout de même une absence de maintien par l’avifaune commensale et une transmission 

minime (non épidémique au moins) des agents infectieux étudiés à l’interface, pourtant parfois détectés 

abondamment et de façon prolongée dans le compartiment domestique et dans l’environnement partagé. 

L’étude ne s’est cependant pas déroulée de manière contemporaine à une circulation locale de VIAHP. De 

tels virus hautement infectieux pourraient en effet présenter un profil différent de transmission à 

l’interface entre avifaune commensale et élevage, notamment via les contacts objectivés avec certaines 

espèces sauvages.  

Les difficultés rencontrées dans la détection et l’identification des agents infectieux de l’avifaune 

commensale malgré les tailles d’échantillon importantes et la multiplication des modes de prélèvement 

et d’analyse laissent penser que l’étude microbiologique de cette population requiert des méthodes 

encore davantage sensibles et résolutives taxonomiquement que les (RT)qPCR utilisées. L’approche 

métagénomique sans a priori explorant l’ensemble du microbiome ou du virome, en cours de 

démocratisation, pourrait être une solution à ce type de limites (Jahan et al., 2021; Ma et al., 2020; Wille 

et al., 2019). Le coût encore onéreux et la complexité technique de ce type d’analyse pourraient cependant 

la réserver à une phase préalable d’identification de marqueurs infectieux pertinents à l’interface, qu’une 

deuxième phase d’analyse ciblée étendue à l’ensemble des échantillons permettrait alors de mieux 

caractériser entre espèces et au cours du temps à la façon de l’étude présentée ici.  

La prise en compte originale pour ce type de contexte des prélèvements environnementaux a permis 

d’informer sur les contaminations infectieuses de l’environnement auxquelles les canards domestiques 

ou l’avifaune observée fréquemment dans les zones échantillonnées pouvaient être exposés. Les souches 

identifiées étaient sans surprise les mêmes que celles des canards présents en permanence et par milliers 

sur ces zones, montrant aussi l’importance de la charge microbiologique environnementale que peut 

produire un élevage en plein air et à laquelle est exposée l’avifaune commensale. La récolte de ces 

prélèvements a été simple et rapide, et a demandé peu de contraintes techniques hormis celles inhérentes 

à la biosécurité lors de l’accès aux zones de vie des animaux d’élevage. Aussi, la mise à profit de ces mêmes 
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prélèvements environnementaux pour l’analyse, en cours de développement, de métabarcoding sur 

l’ADNe permettra de profiter du même processus relativement fastidieux de prétraitement, avant 

purification et analyse des acides nucléiques pour des agents infectieux et des hôtes aviaires. L’analyse 

des prélèvements environnementaux a donc aussi l’avantage de fournir une information semblable mais 

plus complète que celle obtenue par observation des contacts individuels entre l’avifaune et les canards. 

En effet, la présence d’ADNe des hôtes ainsi que d’acides nucléiques d’agents infectieux serait ainsi 

localisée précisément (c’est-à-dire au niveau des zones échantillonnées) et informerait sur la potentielle 

contamination infectieuse environnementale par les espèces hôtes identifiées. Bien que les phases 

analytiques de biologie moléculaire (amplification et séquençage) soient encore délicates et onéreuses, 

la possibilité d’analyser simultanément de multiples échantillons permettrait de réduire le temps et le 

coût de traitement. L’application de la méthode de métabarcoding couplée à l’analyse microbiologique 

sur les prélèvements environnementaux pourrait ainsi être envisagée à une échelle spatio-temporelle 

plus large. Il serait notamment intéressant d’utiliser cette approche pour caractériser et comparer les 

interfaces avifaune-élevages de différents sites, en s’affranchissant partiellement d’une expertise 

ornithologique locale. On pourrait ainsi explorer l’interface avec d’autres conduites d’élevage 

(agroforesterie ou non, plein air ou non), d’autres espèces de volailles, ou d’autres contextes climatiques 

et géographiques (proximité de littoraux ou zones humides, densités en élevages avicoles, paysage 

agricole, proximité du couloir migratoire). Cette comparaison d’autres types de sites avec l’élevage de 

canards étudié ici comme modèle semble en effet nécessaire pour évaluer l’impact des différents facteurs 

évoqués sur les contacts des populations d’avifaune avec les volailles et sur les expositions infectieuses 

associées. Dans la même idée de récolter rapidement et pour un effort et une expertise de terrain 

moindres des prélèvements, une approche plus individuelle de prélèvement environnemental de 

l’avifaune par leurs fèces pourrait être associée, comme nous l’avons présenté ici sur les hérons garde-

bœufs. Réalisée rapidement après le dépôt des fèces, cette récolte est jugée aussi fiable qu’un écouvillon 

cloacal tout en étant non invasive pour la population sauvage et évitant les contraintes techniques et 

administratives liées à leur capture (Coombe et al., 2021; Latorre-Margalef et al., 2016; Torrontegi et al., 

2019). En se concentrant sur des zones d’agrégation de l’avifaune ciblée plus riches en fèces (dortoir, 

perchoirs, aires d’alimentation), un grand nombre de prélèvements peuvent ainsi être récoltés en peu de 

temps. Certaines de ces zones peuvent même être superposées avec les zones de vie des volailles 

d’élevage ce qui fournit alors une information sur de possibles contaminations environnementales par 

l’avifaune : contrebas des bordures de toits et autres perchoirs, matériel utilisé comme perchoir, sol des 

parcours en général. En cas de doute sur l’espèce de provenance des fèces, un séquençage rapide de la 

cible de barcoding de l’échantillon permet alors d’en identifier l’espèce précise (Torrontegi et al., 2019). 

L’étude présentée ici a d’abord mis en évidence le rôle central des bergeronnettes grises dans le réseau 

de contacts connectant les canards de l’élevage d’étude avec l’ensemble de la communauté d’hôtes 
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aviaires, puis a permis de détecter chez cette espèce trois des agents infectieux (ou anticorps spécifiques) 

recherchés et pouvant être partagés avec les canards : VIA, NDV, chlamydia. Cette espèce très mobile et 

attirée par les élevages et les zones humides constitue donc effectivement un potentiel hôte relais entre 

l’élevage et les autres sites voisins d’intérêt épidémiologique (Caron et al., 2015, 2014). Une étude de 

suivi des déplacements individuels des bergeronnettes grises par télémétrie a donc été initiée afin de 

caractériser leurs comportements de déplacement et mettre en évidence d’éventuelles connexions inter-

sites. La méthode employée par technologie VHF se montre fastidieuse et détecte assez peu les oiseaux 

lorsqu’ils ne sont pas concentrés sur l’élevage, mais elle semble à ce jour la seule adaptée à cette petite 

espèce et pour répondre à des besoins de localisation aussi précise. Les premiers mois de suivi présentés 

ici en période de migration prénuptiale puis reproduction ont tout de même déjà mis en évidence des 

connexions espacées de quelques heures entre l’élevage d’étude et un autre élevage de volailles proche, 

ainsi qu’avec les abords des cours et plans d’eau voisins. Des individus non localisés à l’extérieur de 

l’élevage sont aussi détectés en alternance sur celui-ci, suggérant des déplacements quotidiens entre 

sites. Le suivi devra se prolonger durant l’hiver suivant pour comparer les déplacements entre saisons 

biologiques et avec des pressions infectieuses généralement différentes (élévation du niveau de risque 

pour l’IAHP dès l’automne 2021). Les premières connexions individuelles objectivées permettent déjà de 

confirmer le rôle potentiel d’hôte relais des bergeronnettes grises sur le site étudié. Si l’espèce s’est 

avérée peu porteuse des agents infectieux étudiés hors contexte épidémique, son rôle de potentiel relais 

infectieux doit être pris en compte dans la gestion locale des mesures préventives d’épidémies, en 

particulier d’IAHP. L’extension de l’étude d’interface à d’autres élevages de la filière avicole du Sud-Ouest 

devrait permettre aussi d’évaluer plus largement la distribution de cet hôte commensal des élevages.  

En parallèle des bergeronnettes grises, les hérons garde-bœufs ont été ciblés lors de l’étude comme 

potentiels hôtes relais d’après leur écologie et leur abondance sur l’élevage de canards durant l’hiver en 

particulier. L’espèce difficile à capturer a donc été seulement prélevée par récolte de fèces, dont 

seulement une a présenté une faible charge de VIA faiblement pathogène. La quasi absence de détections 

microbiologiques dans cette population étudiée contraste avec les résultats d’études précédentes, 

réalisées avec les mêmes méthodes dans la même région, qui ont montré des prévalences élevées de 

chlamydia et de mycoplasmes (Phouratsamay, 2018). L’échantillon ici limité à un groupe connecté à 

l’élevage et durant quelques semaines de l’hiver a pu réduire les chances de détections si des agents 

infectieux étaient excrétés à d’autres périodes de l’année ou à bas bruit. Les hérons garde-bœufs sont 

généralement jugés comme de bons hôtes relais potentiels, de par leur écologie mobile entre élevages et 

zones humides et leur réceptivité infectieuse plus proche de celle des volailles (Caron et al., 2014; Veen 

et al., 2007). De la même façon que les bergeronnettes grises, l’étude de leur déplacements individuels 

autour de l’élevage de canards permettrait de mieux objectiver ce potentiel rôle de relais, en particulier 

dans cette région où l’écologie de l’espèce, en expansion, est relativement méconnue. Grâce à une taille 
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plus importante que les bergeronnettes grises, les mouvements de hérons garde-bœufs pourraient ainsi 

être suivi de façon précise, quasi instantanée et illimitée en distance par des technologies GPS. 

Finalement, l’étude menée sur l’élevage de canards en plein air du Gers choisi comme modèle a mis en 

évidence des interactions et des profils infectieux de l’avifaune commensale des élevages suggérant 

différents rôles épidémiologiques selon les espèces. Parmi les espèces étudiées, appartenant 

essentiellement à l’avifaune terrestre ainsi que quelques-unes plus aquatiques (hérons garde-bœufs, 

bécassines des marais), aucune ne semble jouer un rôle d’hôte de maintenance pour des agents infectieux 

présents chez les volailles. Cependant, la détection de souches communes entre espèces commensales 

(mycoplasme d’étourneau, C. abortus) a révélé l’efficacité du réseau de contacts entre espèces 

sympatriques pour les échanges infectieux. Ce réseau est intensément connecté au compartiment 

domestique via les bergeronnettes grises et moineaux domestiques et friquets, mais les transmissions 

infectieuses à l’interface semblent très sporadiques (voire absentes car non objectivées) dans le contexte 

étudié. Ces interactions directes et indirectes entre avifaune et canards pourraient cependant s’avérer 

plus efficaces pour des agents plus infectieux tels que les VIAHP. Cela justifie les mesures réglementaires 

actuelles de restriction préventive des contacts en élevages, renforcées en région et période à risque 

d’IAHP (DGAL, 2021a). Par leur abondance en élevages, leur écologie mobile et leur réceptivité au moins 

ponctuelle aux agents infectieux des volailles, les bergeronnettes grises et les hérons garde-bœufs 

pourraient aussi représenter des hôtes relais locaux permettant la connexion écologique entre sites 

d’intérêt (élevages et zones humides). Une prévention plus particulière des contacts avec ces espèces, du 

moins en période à risque d’IAHP, semble donc primordiale. 

Les mesures de lutte préventive contre l’avifaune sur les exploitations agricoles peuvent être de natures 

très variées (Aubin, 1990; Conover and Perito, 1981; Elbers and Gonzales, 2021; Seamans and Gosser, 

2016; Shriner et al., 2016) et visent généralement à éviter un risque immédiat sanitaire ou productif 

(dégâts dans les semis ou stocks de grains). Certains dépeuplements par piégeages ou tirs sont même 

parfois organisés pour des espèces dites anciennement « nuisibles » et aujourd’hui « susceptibles 

d'occasionner des dégâts » (ESOD) telles que les Corvidés, pour éviter la menace immédiate sur les 

productions (Jiguet, 2020). Le maillage géographique de sites couverts par de telles mesures pourrait 

alors contribuer à menacer les espèces spécialistes de milieux agricoles qui dépendent de ces habitats 

spécifiques. À l’inverse, les espèces généralistes se satisferont d’habitats voisins (Guetté et al., 2017) voire 

esquiveront les mesures par habituation (Elbers and Gonzales, 2021; Lubac et al., 2012; Seamans and 

Gosser, 2016). En effet, les espèces au comportement commensal le plus marqué sont aussi celles qui 

vivent généralement au plus près des activités humaines (Anderson, 2006; Guetté et al., 2017; Veen et al., 

2007), montrant alors une grande habileté et intelligence à contourner les contraintes environnantes 

comme on a pu l’observer avec les filets de capture durant cette étude. De plus, la mise en place de 

mesures d’éloignement de l’avifaune est une contrainte technique et financière supplémentaire pour les 
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exploitants agricoles, et semble parfois incompatible avec les systèmes d’élevage extensifs en plein air. 

Ceci est d’autant plus vrai qu’on vise à éloigner des espèces d’oiseaux commensales qui tenteront en 

permanence de profiter de toute faille du système, et dans toutes dimensions de l’espace. Quant aux 

dépeuplements localisés, leur efficacité est jugée nulle à moyen ou long terme pour éloigner les espèces 

ciblées d’un site ou réduire le risque sanitaire qu’elles représentent (Jiguet, 2020; Prentice et al., 2019). 

Des agents infectieux tels que les VIA dont le réservoir naturel ne peut pas être éradiqué et constitue une 

pression infectieuse permanente nécessitent donc de contrôler les transmissions infectieuses à 

l’interface sauvage-domestique (Gortazar et al., 2015; Gortázar et al., 2007). Une adaptation des mesures 

d’éloignement de l’avifaune sur les élevages doit donc être considérée de façon raisonnée pour garantir 

une efficacité minimale sur un risque objectif, tout en limitant les contraintes pour les systèmes de 

production concernés. Dans le contexte qui nous intéresse de la prévention des transmissions de VIAHP 

à l’interface avifaune-élevages, cette adaptation pourra notamment être faite en ciblant le plus finement 

les zones à risque (volailles, aliment, litière, matériel, chemins d’accès) et la période à risque (foyers 

d’IAHP, abondance d’espèces hôtes) (Lubac et al., 2012), afin d’éviter l’habituation tout en réduisant 

l’impact zootechnique et économique, et en permettant de maintenir l’accès aux populations d’avifaune 

sauvage à des ressources et habitats spécifiques. Bien que contraires aux exigences des productions de 

volailles sous SIQO et des pratiques durables d’élevage en plein air, la claustration momentanée des 

volailles en plein air en période à risque paraît alors le moyen le plus raisonnable d’éviter les contacts 

directs et indirects avec l’avifaune (Central Veterinary Institute, Wageningen University et al., 2017; 

Wageningen Bioveterinary Research and Elbers, 2021). La meilleure connaissance globale de l’écologie 

et de l’épidémiologie de l’avifaune dans les milieux agricoles variés est aussi nécessaire pour maintenir 

des mesures de restriction des contacts adaptées au contexte, et l’étude présentée ici ainsi que ses 

perspectives futures y contribuent en partie. 

Au-delà de l’éloignement de l’avifaune en élevages, les mesures de prévention des transmissions 

infectieuses à l’interface devraient aussi veiller à limiter la contamination microbiologique 

environnementale que les élevages en plein air produisent. Cette contamination a été mise en évidence 

par l’étude présentée ici, et d’autres travaux scientifiques en ont avéré l’extension par ruissèlement dans 

les sols et le système hydrique (Dufour et al., 2012; Mawdsley et al., 1995). Une limitation de cette 

contamination pourrait alors limiter l’exposition de l’avifaune aux agents infectieux des volailles, 

réduisant ainsi le risque de formation de réservoirs secondaires ou de relais entre sites par les espèces 

mobiles. Si les risques de contamination environnementale ne peuvent certainement pas être totalement 

anéantis, ils peuvent en revanche être réduits au maximum par quelques mesures raisonnées sur le 

moyen à long terme. On peut citer par exemple l’implantation géographique des sites d’élevages à l’écart 

de zones de diversité aviaire (zones humides ou littoraux en particulier) (Velkers et al., 2020), ou encore 

l’adaptation de la configuration des structures d’élevage évitant les risques d’écoulements d’eau et les 
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vents dominants vers et depuis les animaux, et enfin et surtout par l’application la plus rigoureuse 

possible des mesures de biosécurité permanentes. Des failles dans ces mesures quotidiennes ont en effet 

été identifiées comme facteurs majeurs pour le risque de transmission infectieuse entre élevages voire 

avec l’avifaune (Guinat et al., 2020a; Ssematimba et al., 2013). À défaut de disposer d’installations 

optimales préalablement à un épisode d’IAHP, là encore seule la claustration en bâtiment dont le 

ruissellement d’eau ne s’épandrait pas directement dans l’environnement pourrait permettre de réduire 

immédiatement une contamination environnementale par un élevage infecté.  

Outre la contamination environnementale, de fortes prévalences ont été observées parmi les lots de 

canards pour Chlamydia psittaci, qui est zoonotique (Laroucau et al., 2009; Vorimore et al., 2015), ou pour 

des VIAFP réservoirs de gènes pour l’émergence de souches potentiellement zoonotiques (Beerens et al., 

2017; Gilbert et al., 2017). La moindre pathogénicité de ces agents chez les canards peut avoir un effet 

négatif sur la surveillance et la prévention sanitaire, puisqu’elle masque les circulations infectieuses 

parfois massives dans et entre les lots. L’élevage de grands lots de canards en plein air puis en salles 

d’engraissement confinées favorise en outre les transmissions avec d’autres espèces animales ou 

l’Homme, par contacts directs ou indirects. On constate donc l’important rôle de réservoir infectieux que 

peuvent représenter ces élevages, avec de potentiels impacts éthiques et écologiques pour la faune, et de 

santé publique pour les humains à leur contact. Ces menaces pour la faune et la santé humaine s’ajoutent 

aux impacts éthiques, sanitaires et économiques pour toute la filière lorsqu’une épidémie de VIAHP se 

déclenche. La durabilité des élevages de volailles et en particulier de palmipèdes en plein air est donc de 

plus en plus fragilisée avec la récurrence d’épisodes dévastateurs (EFSA et al., 2021a, 2017; Le Bouquin 

et al., 2016). Pourtant, l’élevage en plein air est presque indissociable de l’élevage de palmipèdes, pour le 

comportement de ces espèces et pour des raisons zootechniques liées à la production importante de 

lisier. De plus, le microbiote bactérien et viral riche que favoriserait l’élevage en plein air (Cui et al., 2017; 

Ocejo et al., 2019; Seidlerova et al., 2020) pourrait aussi jouer un rôle protecteur pour la pathogénicité 

globale des agents infectieux, par effet flore de barrière. Ainsi le microbiote global peut avoir un effet 

protecteur contre les VIAHP (Figueroa et al., 2020). On sait aussi que certains VIAFP peuvent protéger 

directement (compétition) ou indirectement (anticorps) contre une infection à VIAHP chez les canards 

(Bessière et al., 2021; Koethe et al., 2020), ou qu’une infection initiale par mycoplasme peut inhiber 

l’infectiosité respiratoire d’un VIA (Sid et al., 2016). L’élevage en plein air pourrait donc représenter un 

facteur protecteur pour le bien-être et la santé des canards. Mais cette protection ne serait effective que 

dans une certaine limite, comme l’ont montré les récurrences d’épidémies à VIAHP, favorisées par les 

systèmes en plein air très perméables aux introductions infectieuses (Delpont et al., 2021; Koch and 

Elbers, 2006). Face à ces menaces sanitaires sur un système de production qui est pourtant plébiscité par 

l’évolution sociétale actuelle vers plus de durabilité, un défi complexe s’impose pour repenser les 

systèmes d’élevages de volailles du Sud-Ouest français. Ce défi repose alors sur l’atténuation du risque 
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lié aux introductions de VIAHP par l’avifaune, diffus et inévitable (Anses, 2021; DGAL, 2021b), pour aller 

vers une plus grande résilience et durabilité de la filière, sur les plans sanitaire et environnemental. Pour 

contribuer à répondre à ces enjeux, la mise en place d’une stratégie de vaccination « préventive 

d’urgence » contre les VIAHP est actuellement étudiée, ciblant en priorité les palmipèdes du Sud-Ouest 

en période à risque (CGAAER, 2021). 

Le contrôle des transmissions infectieuses à l’interface avifaune-élevages pour les VIA à réservoir naturel 

ubiquitaire passe donc essentiellement par la restriction des contacts avec l’avifaune et des 

contaminations environnementales par les élevages (Gortazar et al., 2015; Gortázar et al., 2007). Si 

l’éradication de l’immense et diffus réservoir naturel des VIA dans l’avifaune aquatique est inimaginable, 

la réduction de la pression infectieuse globale exercée par cette population sur les élevages pourrait 

toutefois être influencée grâce à des mesures de gestion. En effet, le risque d’introduction de VIAHP en 

élevages situés à proximité de zones humides semble réduit lorsque ces zones sont protégées par des 

réglementations locales ou internationales (sites classés RAMSAR notamment), plutôt que sans 

protection particulière (Wu et al., 2019). La préservation de telles zones implique en effet une 

distanciation réglementaire des activités humaines dont l’élevage, ainsi que la conservation d’un habitat 

naturel fournissant les ressources nécessaires à l’avifaune aquatique qui se disperserait donc moins à 

proximité des élevages environnants. À l’image de la préservation d’une communauté d’avifaune 

commensale riche autour des élevages, la préservation des zones humides pour favoriser la richesse en 

espèces aquatiques de réceptivité variée pour les VIA pourrait aussi contribuer à l’effet de dilution 

infectieuse (Morand and Lajaunie, 2018a, 2018b). Ce cloisonnement des zones de production et de 

conservation de biodiversité est le principe fondant le concept de « land sparing » élaboré par des 

chercheurs de l’Université de Cambridge (Balmford, 2021). La structuration géographique raisonnée des 

paysages agricoles consisterait ainsi à concentrer les productions sur de multiples petites surfaces 

laissant la place entre elles au fonctionnement naturel des écosystèmes et de la biodiversité. Cela va donc 

à l’opposé de la tendance générale de « land sharing » que favorise l’expansion actuelle de l’agriculture 

extensive et moins productive favorable à la biodiversité de façon plus diffuse. En effet, le « land sparing » 

impliquerait d’intensifier localement les productions agricoles (élevages et cultures) par l’augmentation 

raisonnée des rendements. Ce concept promet ainsi d’assurer et maintenir durablement la sécurité 

alimentaire par des systèmes de production résilients, tout en préservant la biodiversité. Confortant ce 

principe, la fragmentation géographique d’une grande partie des paysages agricoles du Sud-Ouest de la 

France en des aires de production espacées de boisements sur les zones plus escarpées et les ripisylves 

tend déjà à s’approcher d’un tel schéma de « land sparing ». Ce type de paysage fragmenté semble aussi 

favorable à la biodiversité du moins aviaire, comme l’étude présentée ici l’a montré (Chiatante et al., 

2021; Jeliazkov et al., 2016). 

~~~ 
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Annexes 
 

A. Indices de reproduction pour l’avifaune 
Ces codes utilisés à l’échelle internationale sont basés sur ceux définis par le European Bird Census 

Council (EBCC), le plus élevé indiquant une probabilité plus forte de reproduction en cours pour l’espèce. 

Synthèse issue de Faune-France (https://www.faune-france.org/). 

Échelle de 

probabilité 
Code Indice observé sur le terrain 

Nidification 

possible 

1 Espèce observée durant la saison de reproduction dans un habitat favorable à la nidification 

2 Mâle chanteur (ou cris de nidification) en période de reproduction 

Nidification 

probable 

3 Couple observé dans un habitat favorable durant la saison de reproduction 

4 Comportement territorial (chant, querelles avec des voisins, etc.) observé sur un même 

territoire 2 journées différentes à 7 jours ou plus d'intervalle. Observation simultanée de 

deux mâles chanteurs ou plus sur un même site 

5 Parades nuptiales ou accouplement ou échange de nourriture entre adultes 

6 Fréquentation d’un site de nid potentiel (distinct d'un site de repos) 

7 Signes ou cris d’inquiétude d’un individu adulte 

8 Présence de plaques incubatrices. (Observation sur un oiseau en main) 

9 Construction d’un nid, creusement d’une cavité 

Nidification 

certaine 

10 Adulte feignant une blessure ou cherchant à détourner l’attention 

11 Nid utilisé récemment ou coquilles vides (œuf pondu pendant l’enquête) 

12 Jeunes fraîchement envolés (espèces nidicoles) ou poussins (espèces nidifuges) 

13 Adulte entrant ou quittant un site de nid (incluant les nids situés trop haut ou les cavités et 

nichoirs, le contenu du nid n’ayant pu être examiné) ou adulte en train de couver 

14 Adulte transportant des sacs fécaux ou de la nourriture pour les jeunes 

15 Nid avec adulte vu couvant ou contenant des œufs 

16 Nid avec jeune(s) (vu ou entendu) 

 

  

https://www.faune-france.org/
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B. Poster en conférence : Analyse des contacts avifaune-élevage 
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C. Poster en conférence : Identification et description d’un nouveau 
mycoplasme à l’interface avifaune-élevages 

 

 

  



 286 

D. Poster en conférence : Évaluation de la circulation de VIA et 
autres agents infectieux à l’interface avifaune-élevages 
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RÉSUMÉ 

Les épizooties récentes d’influenza aviaire hautement pathogène touchant particulièrement les élevages de canards 

en plein air du Sud-Ouest de la France ont amené à questionner le rôle épidémiologique de l’avifaune fréquentant 

ces élevages. Autour d’un élevage de canards gras, nous avons observé l’avifaune sur les parcours extérieurs afin 

de quantifier et qualifier les occasions de contacts avec les canards, et nous avons collecté des prélèvements 

biologiques sur l’avifaune, les parcours et les canards afin de comparer leur profil microbiologique et rechercher 

de possibles échanges infectieux par l’étude de marqueurs robustes. Les interactions avec les canards et leur 

environnement étaient largement dominées en fréquence et proximité par les bergeronnettes grises (Motacilla 

alba) et les moineaux (Passer domesticus, P. montanus), permettant d’éventuelles transmissions infectieuses 

directes et indirectes. Le profil microbiologique des parcours était semblable à celui des canards, révélant de 

nombreux lots excréteurs de virus influenza faiblement pathogènes, ainsi que de Chlamydia psittaci et de 

gammacoronavirus de canards. Dans l’avifaune, les niveaux d’excrétion et de séropositivité faibles et sporadiques 

n’ont pas permis de montrer un risque d’infection majoré pour certaines espèces ou périodes. En outre, aucune 

identification virale ou bactérienne de l’avifaune n’était commune avec l’élevage, suggérant l’absence d’échanges 

infectieux. Il semble donc que l’avifaune commensale ne joue qu’un rôle épidémiologique mineur pour les 

élevages de canards en plein air, mais les contacts intenses observés ne permettent pas d’exclure les échanges. 
 

ABSTRACT 

Ecological and infectious monitoring at the interface between commensal wild birds and free-range ducks 

Recent epizooties of highly pathogenic avian influenza that particularly affected free-range duck farms in 

southwest France raised questions as to the epidemiological role of wild birds visiting these farms. On a ‘foie gras’ 

duck farm, we observed wild birds on outdoor foraging areas so as to quantify and qualify occasions of contacts 

with ducks. We also collected biological samples from wild birds, foraging areas and ducks so as to compare 

microbiological patterns and look for possible infectious exchanges via the study of robust markers. Interactions 

with ducks and their environment were vastly dominated in frequency and proximity by white wagtails (Motacilla 

alba) and sparrows (Passer domesticus, P. montanus), allowing possible direct and indirect infectious transmission 

pathways. Microbiological profile of foraging areas was similar to the one of ducks, showing that numerous flocks 

excreted low pathogenic avian influenza viruses, as well as Chlamydia psittaci and duck gammacoronavirus. In 

wild birds, low and sporadic excretion and seropositivity levels did not allow to show any increased infection risk 

for certain species or times. Moreover, no viral or bacterial identification was similar in wild birds and the farm, 

suggesting the absence of infectious exchanges. It seems then that commensal wild birds only play a minor 

epidemiological role for free-range duck farms, but observed intense contacts do not allow to rule out exchanges. 
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INTRODUCTION 

Les épizooties récurrentes d’influenza aviaire 

hautement pathogène (IAHP) rapportées en Europe 

ces derniers hivers ont particulièrement affecté la 

filière palmipèdes gras du Sud-Ouest de la France. 

Ce bassin d’élevage étant caractérisé par une forte 

densité spatiale et de longues durées de plein air 

intégral, l’exposition à l’avifaune sauvage a donc été 

questionnée puis étudiée vis-à-vis du risque 

influenza aviaire (Anses 2016; Van De Wiele et al. 

2017). Mais ces études réalisées souvent tardivement 

sur les élevages foyers, par recherche virale directe 

uniquement, ou bien en ciblant des espèces peu 

observées sur les élevages n’ont pas permis de 

détecter d’éventuelles circulations virales faibles à 

modérées, la fenêtre d’excrétion ne durant que 

quelques jours après exposition chez les espèces 

terrestres peu réceptives. Afin de lever ces écueils et 

d’optimiser les chances de détection d’échanges 

infectieux à l’interface sauvage-domestique, nos 

objectifs étaient donc : (i) d’affiner l’étude 

écologique et comportementale des oiseaux 

fréquentant un élevage de canards gras du Sud-

Ouest, afin (ii) de cibler une surveillance infectieuse 

multimodale basée sur la recherche directe et 

sérologique de virus influenza A (VIA), et de 

marqueurs d’échanges infectieux plus persistants. 

1. MATERIELS ET METHODES 

1.1. Site d’étude et dispositif expérimental de 

terrain 

L’étude s’est concentrée sur un élevage de canards 

mulards du Gers, typique de la filière foie gras du 

Sud-Ouest et foyer d’IAHP en 2017. Le site est 

distant de zones humides particulières, et géré en 

agroforesterie avec des arbres et haies fruitières sur 

et autour des parcours extérieurs.  

Deux jours consécutifs par mois de juillet 2020 à juin 

2021 (hormis février et mai), des observations 

standardisées de l’avifaune présente sur les parcours 

ont été réalisées par la même personne. Chaque jour, 

quatre sessions d’observation étaient réparties 

équitablement du lever au coucher du soleil, en 

tournant entre trois parcours différents sélectionnés 

aléatoirement en début de visite. Les sessions 

d’observation consistaient en 30 min de balayage 

aux jumelles des parcours, notant pour chaque oiseau 

sauvage présent : son espèce, son comportement et 

son environnement direct (type de sol, perchoir, 

proximité inférieure à 1 m avec un canard).  

Séparément des observations, de juillet 2019 à mars 

2021, 12 sessions de prélèvements sur l’avifaune ont 

été réalisées. Celles-ci ont consisté en des captures 

au filet japonais (filets fins tendus entre de grandes 

perches verticales) en de multiples zones de 

l’élevage, ciblant essentiellement l’avifaune 

commensale de petite taille. Sur les individus 

capturés, une bague d’identification individuelle a 

été posée, et des écouvillons oropharyngés et 

cloacaux ont été prélevés. Sur les individus d’au 

moins 11 g, 100 µL de sang ont aussi été prélevés sur 

tubes secs. Durant les hivers 2019-2020 et 2020-

2021, des fèces fraîches de hérons garde-bœufs 

(Bubulcus ibis) ont été collectées par écouvillons sur 

une bâche au sol sous le dortoir voisin (2 km) occupé 

par le groupe observé sur l’élevage en hiver.  

A la fin de chacune des sessions de captures sur 

l’élevage, des prélèvements environnementaux 

d’eau (abreuvoirs, flaques) et de chiffonnettes sur 

surfaces horizontales dégagées (matériel, béton) ont 

été réalisés sur les parcours de tous les lots présents.  

Enfin, à cinq occasions les prélèvements sur lots de 

canards prêts à engraisser pour autocontrôles de VIA 

ont été doublés, permettant d’obtenir des écouvillons 

cloacaux et trachéaux de 20 individus sur ces lots. A 

ceux-ci, s’ajoutent sept lots dont les résultats 

d’analyse officielle des autocontrôles de VIA ont été 

obtenus, sans les écouvillons associés. 

1.2. Analyse des données d’observation 

L’ensemble des données d’observation (87 sessions) 

a été utilisé pour dénombrer la richesse en espèces à 

chaque mois de visite. Les données des parcours en 

présence de canards (34 sessions) ont été ensuite 

utilisées pour caractériser les profils de co-

occurrence des différentes espèces ou groupes 

d’espèces de l’avifaune, par une méthode d’analyse 

de réseau. Les espèces ont alors été regroupées en 

communautés de liens plus denses par un algorithme 

de cheminement aléatoire le long des liens. Ces 

mêmes données ont été utilisées pour décrire la 

distribution des comportements individuels des 

espèces majoritaires en présence des canards. 

1.3. Traitement et analyse des prélèvements 

biologiques et environnementaux 

Les écouvillons ont été traités par lots de cinq 

(mêmes mois, espèce, âge et type d’écouvillon) à 

l’aide d’un kit d’extraction et purification d’ARN et 

ADN. Les prélèvements environnementaux ont été 

pré-traités par saturation de sels phosphatés puis le 

surnageant a été filtré à 0,22µm. La membrane de 

chaque filtre a ensuite été broyée avec une solution 

isotonique, et les surnageants de broyats ont été 

regroupés par date et pour chaque parcours, puis 

traités de la même manière que les surnageants des 

écouvillons afin de purifier les acides nucléiques. 

Pour les recherches directes d’agents infectieux, les 

acides nucléiques ainsi extraits ont été analysés par 

différentes RT-qPCR ou qPCR large spectre 

adaptées en chimie SYBR Green. Les cibles étaient : 

l’ensemble des AIV (amorces "gène M" 

M52C/M253R, protocole Croville et al., 2018), 

l’ensemble des avulavirus dont virus de la maladie 

de Newcastle (NDV) (amorces AVU-RUB-
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F1/AVU-RUB-R (Tong et al. 2008)), l’ensemble des 

coronavirus (amorces AC-CoV-F/AC-CoV-R 

(Chamings et al. 2018)), et l’ensemble des bactéries 

du genre Chlamydia (amorces Ch23S-F/Ch23S-R 

(Ehricht et al. 2006)). Tout échantillon positif ou 

douteux a été vérifié par électrophorèse sur gel et 

séquençage Sanger du produit amplifié. Les AIV et 

chlamydia ont été plus spécifiquement identifiés, les 

premiers par séquençage et typage du gène HA, et 

les seconds par typages multi-locus et séquençage du 

plasmide au LNR de l’Anses à Maisons-Alfort. Les 

échantillons positifs aux VIA non typables par 

séquençage ont été testés pour les sous-types H6, H5 

et H7 (RT-qPCR spécifiques). 

Les sérums ont été analysés pour recherche 

d’anticorps anti-VIA et anti-NDV, grâce à des kits 

commerciaux ELISA compétition multi-espèces ID 

Screen® FLUACA et ID Screen® NDVC 

respectivement (Innovative Diagnostics, Grabels, 

France). Les résultats douteux selon les indications 

du fabricant ont été considérés faiblement positifs. 

Les sérums positifs aux VIA ont été ensuite analysés 

par un kit ELISA ID Screen® FLUACH5 

(Innovative Diagnostics, Grabels, France) ciblant les 

anticorps anti-VIA de sous-type H5. 

2. RESULTATS ET DISCUSSION 

Un total de 42 espèces sauvages (Passériformes 

principalement) a été observé sur les parcours 

extérieurs de l’élevage au cours des 87 sessions 

d’observation sur 10 mois. Les richesses en espèces 

sur les parcours ont varié entre 14 et 20 au long des 

visites. En présence de canards domestiques sur les 

parcours (34 sessions), un total de 25 espèces 

sauvages a été observé. Le réseau formé par leurs co-

occurrences cumulées sur l’ensemble des sessions, 

estimant ainsi de potentiels contacts indirects (Figure 

1) montre une forte hétérogénéité des fréquences 

d’observation. Ainsi un trio d’espèces apparaît 

largement plus que les autres : les bergeronnettes 

grises (Motacilla alba), les moineaux (Passer 

domesticus et P. montanus) et les canards, associées 

deux par deux sur 82% à 94% des sessions 

d’observation. Les fréquences d’associations 

suivantes sont inférieures à 25% des sessions. Trois 

communautés de liens plus denses ont été identifiées 

(Figure 1), comprenant respectivement 11, 8 et 4 

espèces : canards domestiques et espèces sauvages 

plus intensément en lien avec eux (communauté 1) ; 

espèces observées strictement en automne-hiver et 

en printemps-été (communautés 2 et 3, 

respectivement). Ces résultats d’observation 

contrastent avec d’autres contextes d’élevages 

européens et français où les bergeronnettes sont plus 

rares, tandis qu’en général les Columbidés, 

étourneaux et Corvidés sont plus abondants (Bicout 

et al. 2011; Veen et al. 2007). Parmi les 25 espèces 

sauvages observées sur les parcours occupés par des 

canards, 9 ont parfois été observées à moins d’un 

mètre de ceux-ci (131 observations individuelles) 

(Figure 1). Parmi ces contacts rapprochés favorisant 

d’éventuelles transmissions infectieuses directes, 

81% impliquaient des bergeronnettes grises, et 

seulement 11% les deux espèces de moineaux, les 

autres espèces comptant chacune moins de 5 

observations de contacts rapprochés (Figure 1). Pour 

ce qui est des comportements individuels favorables 

aux échanges infectieux indirects, les bergeronnettes 

grises se démarquaient encore largement par leur 

observation plus fréquente que d’autres sur le sol 

dégradé par les canards (52% des observations 

contre 6,6% pour les moineaux et 21,8% pour tout le 

reste). De plus, les bergeronnettes grises et moineaux 

ont été les seules espèces observées pénétrant dans 

les bâtiments (3 et 9 observations respectivement), 

ou bien perchées sur les abreuvoirs (22 et 6 

observations, ainsi qu’une tourterelle turque). 

Un total de 1936 individus sauvages a été prélevé en 

12 visites, représentant 62 espèces de 24 familles et 

10 ordres taxonomiques, dont une majorité de 

Passériformes (Tableau 1). Neuf d’entre eux 

(passereaux capturés et une fiente de héron garde-

bœufs) se sont révélés positifs pour la présence de 

VIA (0,46%) en RT-qPCR. Les prélèvements 

positifs présentaient de très faibles charges virales 

(Ct tous supérieurs à 33 cycles) qui n’ont pas permis 

de séquencer ou de détecter de sous-types H5, H6 ou 

H7 par RT-qPCR et seule une séquence dégradée a 

été obtenue à partir de la fiente de héron. Celle-ci a 

été prélevée durant l’épizootie de VIA H5N8 dans 

les élevages de la zone en 2021, mais la séquence 

était proche de sous-types H5 faiblement 

pathogènes. En sérologies, 25 des 910 sérums 

prélevés (2,75%) étaient positifs aux anticorps anti-

VIA (Tableau 1), dont 2 du même individu à un mois 

d’intervalle. Parmi les 25 séropositifs, 5 étaient 

faiblement positifs (pourcentages de compétition 

entre 45% et 50%) et tous les autres bien positifs 

(pourcentages de compétition entre 9% et 43%, 

médiane de 31%).  La proportion de séropositivité 

dans la population n’a pas varié significativement 

durant la période d’étude, et tous étaient séronégatifs 

pour le sous-type H5. En parallèle, 9 des 23 lots de 

canards (39%) prélevés par écouvillons ou dans 

l’environnement de leurs parcours se sont révélés 

positifs aux VIA. Les deux modes de prélèvement 

étaient concordants dans leurs résultats et dans les 

niveaux de charges virales plutôt moyens à faibles 

(Ct entre 31 et 35 cycles). Deux étaient positifs en 

juin 2019 à un sous-type H7 faiblement pathogène, 

tandis que les sept autres (deux saisons d’automne-

hiver) étaient positifs au sous-type H6. Un lot en 

février 2020 a en parallèle présenté un sous-type 

H11. Ces détections de VIA en élevage de canards 

gras sont relativement similaires à ce qui est observé 

habituellement en Europe (Gonzales et al. 2010). 

Concernant les avulavirus, aucune détection n’a été 

obtenue par RT-qPCR dans l’avifaune ou les lots de 

canards, et seuls quatre sérums de l’avifaune 
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(0,44%) étaient positifs pour les anticorps anti-NDV 

durant les deux hivers, dont deux du même individu 

à un mois d’intervalle. Parmi les quatre séropositifs, 

deux étaient faibles (pourcentages de compétition de 

66% et 70%) et deux bien positifs (pourcentages de 

compétition de 56% et 41%).  Cela concorde avec la 

faible circulation actuelle de ces virus en France, en 

particulier en élevage (Huneau-Salaün et al. 2020). 

Aucun coronavirus n’a été détecté dans l’avifaune 

par RT-qPCR, tandis que cinq lots de canards (29%) 

étaient positifs de façon moyenne à faible (Ct entre 

32 et 38 cycles) par écouvillons cloacaux et/ou par 

l’environnement aux deux saisons d’automne-hiver. 

Les séquences analysées étaient toutes très proches 

de l’espèce Duck coronavirus 2714 isolée dans les 

Anatidés sauvages et domestiques (Chen et al. 

2013). Enfin, neuf individus ont été positifs aux 

chlamydia par qPCR dans l’avifaune (0,46%). 

Malgré de faibles charges infectieuses dans les 

échantillons (Ct supérieurs à 34 cycles sauf un de 27 

cycles), quatre souches ont pu être identifiées 

comme des souches aviaires de Chlamydia abortus. 

Les écouvillons de canards mulards ainsi que leur 

environnement étaient plus infectés avec huit lots 

positifs (47%), tous durant les deux saisons 

d’automne-hiver. Les charges bactériennes plus 

importantes (Ct entre 30 et 36 cycles) ont permis 

d’identifier sur la quasi-totalité d’entre eux des C. 

psittaci de génotype GR9, circulant habituellement 

chez les canards gras (Vorimore et al. 2015). Trois 

parcours de l’hiver 2020 étaient aussi porteurs de C. 

abortus, en parallèle ou non de C. psittaci, mais les 

souches n’ont pas pu être identifiées avec précision 

et aucun écouvillon de ces lots n’a pu être analysé 

pour identifier un possible portage concomitant chez 

les canards. 

CONCLUSION 

La domination massive des bergeronnettes grises et 

des deux espèces de moineaux dans les observations 

en présence des canards sur parcours, ainsi que leurs 

comportements individuels particulièrement proches 

des canards et de leurs zones de concentration, 

forment des conditions particulièrement favorables à 

d’éventuels échanges infectieux directs et indirects. 

Cependant, des mesures d’éloignement strictes pour 

ces petites espèces peu farouches sont difficilement 

compatibles avec l’élevage en plein air. Par ailleurs, 

l’avifaune commensale semblerait très rarement 

infectée par des agents pourtant identifiés 

abondamment chez les canards mulards et dans leur 

environnement. En outre, les très faibles charges 

infectieuses que nous avons trouvées dans l’avifaune 

limiteraient en situations de contact leur capacité de 

transmission infectieuse en direction des oiseaux 

d’élevage. L’avifaune commensale ne semble donc 

pas jouer un rôle majeur dans l’épidémiologie des 

agents infectieux des élevages de canards en plein 

air, en comparaison des voies de circulation 

infectieuse liées à la biosécurité intra-filière (Guinat 

et al. 2019). 
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Figure 1. Réseau des co-occurrences d’espèces sauvages en présence de canards, cumulées sur l’année. Chaque nœud 

correspond à une espèce ou groupe d’espèces, de taille proportionnelle au nombre d’espèces liées. 

 

Tableau 1.  Résultats des analyses PCR et ELISA par groupes d’espèces. Les groupes en gras sont ceux également 

observés en présence de canards sur l’étude écologique. Entre parenthèses sont indiqués les pourcentages de prévalences 

apparentes. Le groupe "autres" réunit les groupes d’espèces à moins de 30 individus, soit par ordre décroissant 

d’effectifs : Picidés, Emberiza spp., Sturnus vulgaris, Regulus spp., Corvidés, Accipiter nisus, Charadriiformes, Alcedo 

atthis, Hirundidés, Streptopelia decaocto, Phasianus colchicus, Asio otus et Upupa epops. La prévalence chez les 

canards mulards est calculée à l’échelle du lot, c’est-à-dire réunissant écouvillons et environnement d’un même lot. 

Espèces prélevées Positifs en PCR Positifs en ELISA 

Groupe 
Effectif  

(dont sérums) 
VIA 

Avula-

virus 

Corona-

virus 

Chlamy-

dia 
VIA 

Avula-

virus 

Muscicapidés 289 (159) 1 (0,35) 0 0 0 5 (3,14) 0 

Bubulcus ibis 206 (1) 1 (0,49) 0 0 0 0 0 

Passer montanus 206 (156) 0 0 0 1 (0,49) 2 (1,28) 0 

Passer domesticus 199 (173) 2 (1,01) 0 0 0 1 (0,58) 0 

Fringillidés 186 (45) 1 (0,54) 0 0 1 (0,54) 0 0 

Sylviidés 169 (76) 2 (1,18) 0 0 2 (1,18) 5 (6,6) 0 

Aegithaloidés 142 (0) 0 0 0 3 (2,11) na na 

Paridés 133 (37) 0 0 0 0 0 0 

Turdidés 117 (100) 0 0 0 0 3 (3,0) 2 (2,0) 

Motacilla spp. 91 (58) 1 (1,1) 0 0 2 (2,2) 5 (8,6) 1 (1,7) 

Certhioidés 37 (7) 0 0 0 0 0 0 

Prunella modularis 35 (30) 0 0 0 0 3 (10,0) 0 

Anthus spp. 33 (22) 1 (3,0) 0 0 0 0 1 (4,5) 

Autres 93 (46) 0 0 0 0 
1 Accipiter 

nisus (25) 
0 

Total avifaune 1936 (910) 9 (0,46) 0 0 9 (0,46) 25 (2,75) 4 (0,44) 

Lots de canards 
17  

(23 pour VIA) 
9 (39) 0 5 (29) 8 (47) na 

 


