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1­ Introduction 
 
Ce document s'attarde d’abord à l'utilisation des animaux sauvages en recherche et en 
formation et à l’application du principe des trois R établis par le CCPA. En second lieu, il 
présente les lois et les différentes instances responsables de leur application lors de projets 
d’études et d’enseignement sur les petits mammifères. Finalement, les principales 
techniques utilisées pour étudier les petits mammifères sauvages sont présentées. Ce 
document s’inspire des travaux des chercheurs de l’UQAM, des activités d’enseignement de 
premier cycle en écologie animale (volet petits mammifères) et des documents disponibles 
en ligne sur le site du CCPA et de l’American Society of Mammalogy. 
 

• http://www.ccac.ca/Documents/Normes/Lignes_directrices/Animaux_sauvages.pdf 
 

• http://www.mammalsociety.org/uploads/Sikes%20et%20al%202011.pdf 
 

• http://www.recherche.uqam.ca/upload/files/ethique/animaux/DIRECTIVE-T1-0812.pdf 
 

Ce document doit être considéré comme un outil de formation théorique perfectible devant 
être mis à jour régulièrement en raison de la rapidité actuelle avec laquelle les nouvelles 
techniques d'études et considérations éthiques voient le jour en mammalogie. 

2­ La recherche sur les animaux sauvages et les Trois R 
 
Pour le CCPA, le terme « animaux sauvages » désigne les vertébrés sauvages en liberté ou 
en captivité, ce qui comprend les amphibiens, les reptiles, les oiseaux, les poissons et les 
mammifères. Cette définition inclut toutes les espèces introduites et indigènes ainsi que les 
animaux domestiques qui sont devenus féraux. De nombreux types de recherche font appel 
à l'utilisation d'animaux sauvages, y compris les études sur les populations, le comportement 
et les écosystèmes. Dans ces types de recherche, il peut être difficile de mettre en pratique 
les Trois R, notamment lorsque, compte tenu du but de la recherche, il est estimé que les 
besoins des écosystèmes priment sur le bien-être des animaux. Cet état de fait place 
l'éthique touchant l'utilisation des animaux hors du champ classique de l'utilisation à des fins 
d'expérimentation et de la mise en pratique habituelle des Trois R. Dans le cas des études 
de terrain portant sur l’écologie, l’écophysiologie, l’écotoxicologie ou le comportement d’une 
espèce donnée, on reconnaît qu’il sera probablement impossible de remplacer celle-ci par 
un modèle non animal ou même par une autre espèce ayant un degré de sensibilité moindre. 
De plus, il peut être nécessaire d'effectuer des recherches sur des espèces menacées ou en 
voie de disparition afin d'appuyer les efforts de conservation des espèces et des habitats. 
 
Par conséquent, afin d'obtenir un équilibre entre les besoins des animaux sauvages et ceux 
de la recherche, le CCPA recommande que les chercheurs emploient les définitions 
suivantes comme guide lors de la mise en application des Trois R en recherche sur les 
animaux sauvages : 
 

• Remplacement: des animaux peuvent être utilisés seulement si, malgré tous les 
efforts que le chercheur a entrepris pour trouver une solution de remplacement qui lui 
permettrait d'obtenir les renseignements nécessaires, ces derniers sont demeurés 
vains. 

 
• Réduction: le plus petit nombre d'animaux approprié pour obtenir des données 

valables ainsi qu'une signification statistique devrait être utilisé. 
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• Raffinement: les techniques les plus éthiquement acceptables et les moins invasives 
doivent absolument être utilisées dans le but de réduire au minimum la douleur ou la 
détresse. 

 
Le bien-être physique et psychologique de l'animal doit toujours prévaloir sur des 
considérations de coût et les raisons de commodité. 
 

2.1  Les stratégies des Trois R en recherche sur les animaux sauvages 

 
Tout effet négatif sur le bien-être animal causé par la recherche sur les animaux sauvages 
peut être diminué si les Trois R sont pris en compte de manière minutieuse lors de la 
conception des protocoles expérimentaux. Pour faciliter la mise en application et la 
promotion des Trois R, les chercheurs menant des recherches sur les animaux sauvages 
doivent : 
 

• S’assurer que toutes les personnes participant à la recherche suivent une formation 
sur le concept des Trois R de même que sur sa mise en application (remplacement, 
réduction, raffinement);  

 
• S’assurer que toutes les personnes participant à la capture, la manipulation, 

l'échantillonnage, le marquage, l'entretien, la surveillance ou l'euthanasie d'animaux 
possèdent la formation nécessaire pour exécuter les procédures expérimentales 
(remplacement, réduction, raffinement);  
 

• Collaborer à la conception et à la diffusion de cours de formation, de lignes 
directrices et de protocoles pour les diverses espèces et les types de recherches sur 
les animaux sauvages (remplacement, réduction, raffinement);  

 
• Concevoir les études de sorte que les spécimens soient utilisés à diverses fins ou 

qu'ils puissent être combinés à des échantillons provenant d'autres saisons sur le 
terrain pour optimiser leur utilisation. Dans la mesure du possible, ceci comprend 
également le prélèvement d'échantillons biologiques et génétiques pour l'archivage 
(réduction);  

 
• Partager les données et les ressources (ex., les échantillons biologiques et 

génétiques) et publier tous les résultats, préférablement dans des revues en libre 
accès (réduction);  
 

• Effectuer une évaluation statistique pour déterminer la taille de l'échantillon avant de 
mener la recherche, et ce, même lorsque les causes de variation peuvent seulement 
être estimées de manière approximative (réduction);  

 
• Recourir à des protocoles expérimentaux spécifiant des critères déterminés d'espèce, 

de sexe et d'âge des animaux qui seront utilisés (ex., utiliser des appâts appartenant 
à une espèce donnée ou effectuer le piégeage à des moments et en des endroits 
précis) afin de réduire au minimum la capture d'animaux non visés (réduction); 

 
• Évaluer les sources potentielles de danger pour les espèces à l'étude, de même que 

pour celles non étudiées, et examiner les façons de les éliminer ou de les minimiser 
(raffinement);  

CIPA  UQAM 
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• Mener une analyse rétrospective de toutes les recherches sur les animaux sauvages 

pour lesquelles le bien-être animal représentait une préoccupation (par exemple, 
celle dont le taux de mortalité est inacceptable), afin d'éviter qu'une même situation 
se répète (raffinement);  
 

• Utiliser des analgésiques pour réduire la douleur lors de procédures invasives (ex. 
laparotomie, biopsie, extraction de dents) (raffinement);  

 
• Diminuer la fréquence et la durée de l'observation, voire étudier la possibilité d'utiliser 

la vidéosurveillance à distance (raffinement);  
 

• Utiliser si possible des prélèvements non invasifs, comme des échantillons de poils, 
de salive ou de fèces, plutôt que des échantillons de sang (raffinement);  
 

• Réduire au minimum la capture d'animaux non visés tout en étant prêts à gérer cette 
éventualité. La planification de la gestion des espèces non visées doit notamment 
prévoir des mécanismes permettant de faire face aux cas de captures non prévues et 
de mort accidentelle (raffinement);  

 
• Réduire au minimum les perturbations qui peuvent entraîner l'abandon des territoires 

ou des domaines vitaux, la préemption de l'alimentation, le bouleversement des 
structures sociales ou l'altération des relations prédateur-proie (raffinement);  

 
• Employer le minimum de contention nécessaire et le moins de temps possible pour 

les procédures qui doivent être effectuées (raffinement);  
 

• Collaborer avec l'industrie à la fabrication de matériel de recherche qui entraîne 
moins de perturbations au mode de vie habituel des animaux (raffinement);  

 
• Décrire l'utilisation des techniques de raffinement qui résultent de la recherche dans 

toute revue examinée par les pairs (raffinement).  

2.2 Le bien­être animal et la recherche sur les animaux sauvages 

Les procédures expérimentales qui nécessitent l'utilisation d'animaux sauvages sont une 
source de préoccupation particulière concernant le bien-être animal.  En effet, contrairement 
aux animaux de laboratoire, l’animal sauvage en temps qu’objet d’étude est peu connu. Peu 
de travaux sur le terrain ont été évalués par les pairs.  Par exemple, on connaît peu de 
choses sur indicateurs de stress et de détresse chez l’animal sauvage, et celui-ci peut 
dissimuler les manifestations de souffrance ou les signes de mauvais état de santé.  Ce qui 
constitue une valeur adaptative pour eux en milieu naturel devient un handicap pour eux si 
on ne peut reconnaître les signes d’inconfort lors des manipulations.  Lors des captures des 
espèces non cibles peuvent être capturées et blessées.  Des animaux peuvent souffrir de la 
contention dans le piège ou être blessés lors de la capture et de la manipulation.   
 
En ne connaissant pas biens les signes de douleur chez les animaux sauvages, l’usage 
d’analgésique peu être insuffisant ou inapproprié, ce qui affectera le bien-être et la survie 
des animaux.  Certaines techniques de marquage peuvent même être invasives. On doit 
parfois sacrifier des animaux pour le prélèvement de tissus ce qui peut avoir un impact sur 
les populations.  La réintroduction d’animaux sauvages gardés en captivité peut modifier les 
groupes sociaux et les territoires. Finalement, les conseils ou la présence  d’un vétérinaire 
lors des travaux sur le terrain ne sont pas facilement accessibles comme dans les 
laboratoires d’une institution. 
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2.3  Les connaissances traditionnelles 

Les chercheurs doivent tenir compte des connaissances traditionnelles ou locales et des 
valeurs des communautés concernées et, le cas échéant, ils doivent partager avec la 
communauté locale leurs connaissances au sujet des espèces en question. Le Conseil 
international des unions scientifiques et l’Organisation des Nations Unies pour l’éducation, la 
science et la culture (UNESCO) reconnaissent l’avantage des échanges réciproques 
d’information entre les scientifiques et les détenteurs de connaissances traditionnelles. Les 
chercheurs doivent savoir que les connaissances traditionnelles peuvent faire l’objet de 
droits de propriété intellectuelle, et ils doivent suivre les lignes directrices pertinentes des 
conseils de recherche. Byers (1999) traite du point de vue des autochtones concernant la 
recherche sur la faune. 
 

2.4 Catégories de techniques invasives 

Le CCPA a déterminé cinq catégories de techniques invasives, de A à E. La liste suivante 
fournit des exemples de procédures expérimentales qui représentent chaque catégorie : 
 
Catégorie A. Expériences sur la plupart des invertébrés ou à partir des prélèvements de 
tissus vivants. Des exemples possibles comprennent l’utilisation de culture de tissus ou de 
tissus obtenus lors d’une nécropsie et les études où on observe des animaux sans les 
perturber. 
 
Catégorie B. Expériences provoquant peu ou pas d’inconfort ou de stress. Des exemples 
possibles comprennent : les études d’observation où l’on perturbe quelque peu les animaux, 
mais pas au point où les individus s’habituent ou autrement modifient leur comportement; 
des recensements ou d’autres études pouvant perturber les animaux, mais qui ne 
nécessitent pas la capture ou le marquage des individus; et de courtes périodes de privation 
de nourriture ou d’eau équivalant à des périodes d’abstinence dans la nature.  
 
Catégorie C. Expériences provoquant un stress minime ou une douleur de courte durée. 
Parmi les exemples possibles, on note : la capture, l’utilisation de méthodes susceptibles de 
causer peu ou pas de blessures et le marquage des animaux pour une remise en liberté 
immédiate; les études d’observation à long terme sur des animaux en liberté dont le  
comportement des individus est altéré en raison de contact répété; une brève immobilisation 
pour un prélèvement sanguin ou un prélèvement de tissus; de courtes  périodes 
d’immobilisation pour des raisons autres qu’une simple observation ou un  simple examen, 
mais qui provoquent qu’une détresse minimale; de courtes périodes de privation de 
nourriture ou d’eau excédant les périodes d’abstinence en milieu naturel; et une exposition à 
des niveaux non létaux de médicaments ou de produits chimiques. De telles procédures ne 
doivent pas causer des changements significatifs dans l’apparence de l’animal, dans les 
paramètres physiologiques (comme le rythme respiratoire ou le rythme cardiaque, l’excrétion 
fécale ou urinaire), dans les réactions sociales ou dans l’incapacité de survivre. Note : 
Pendant ou après les études de catégorie C, les animaux ne doivent aucunement afficher un 
comportement d’automutilation, d’anorexie, de déshydratation, d’hyperactivité, de prostration 
ou d’ensommeillement prolongé, une augmentation de la vocalisation, un comportement 
agressif ou défensif, ou un repli sur soi et un isolement volontaire. 
 
Catégorie D. Expériences provoquant une détresse ou un inconfort grave. Parmi les 
exemples possibles, on note : la capture à l’aide de méthodes qui sont susceptibles de 
provoquer des blessures (p. ex., fusils lance-filet, etc.); le maintien en captivité des animaux 
capturés en milieu sauvage; le déplacement des espèces sauvages dans de nouveaux 
habitats; des procédures chirurgicales majeures effectuées sous anesthésie générale, avec 
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un rétablissement ultérieur (p. ex., implantation d’un dispositif télémétrique interne); périodes 
prolongées (plusieurs heures ou plus) d’immobilisation physique; induction de stress 
comportementaux comme la carence maternelle, l’agression, les interactions entre un 
prédateur et une proie; et les procédures causant une perturbation grave, persistante ou 
irréversible de l’organisation sensorimotrice. Parmi d’autres exemples chez des animaux en 
captivité, on note : l’induction d’anomalies anatomiques et physiologiques qui donneront lieu 
à de la douleur ou à de la détresse; l’exposition d’un animal à des stimuli nocifs et où toute 
fuite est impossible; et l’exposition à des médicaments ou à des produits chimiques à des 
niveaux qui affecteront les systèmes physiologiques (N.B. Les expériences décrites dans le 
présent paragraphe relèveraient de la catégorie E si elles étaient pratiquées sur des espèces 
sauvages immédiatement avant d’être remises en liberté).  
Note : Les procédures utilisées dans les études de catégorie D ne doivent pas provoquer 
une détresse prolongée ou une détresse clinique grave comme on peut l’observer par la 
manifestation d’anomalies marquées dans les attitudes ou les types de comportement, par 
l’absence de toilettage, par la déshydratation, par une vocalisation anormale, une anorexie 
prolongée, un collapsus circulatoire, une léthargie profonde ou une répugnance à bouger, et 
des signes cliniques d’infections locales ou systémiques avancées, etc. 
 
Catégorie E. Procédures provoquant une douleur aiguë, à la limite, ou au-delà de la limite 
du seuil de tolérance des animaux conscients non anesthésiés. Cette catégorie de 
techniques invasives n’est pas nécessairement limitée aux procédures chirurgicales, et peut 
comprendre une exposition à des médicaments ou à des produits chimiques à des niveaux 
pouvant affecter de façon marquée les systèmes physiologiques et pouvant causer la mort, 
une douleur aiguë ou une détresse extrême; les études comportementales dont les effets sur 
le niveau de détresse ne sont pas connus; la privation environnementale susceptible de 
compromettre sérieusement le bien-être de l’animal; l’utilisation de relaxants musculaires ou 
de substances paralysantes sans le recours à un anesthésique; une méthode d’euthanasie 
qui n’a pas été approuvée par le CCPA; toute procédure (p. ex., l’injection d’agents nocifs ou 
l’induction d’un stress aigu ou d’un choc) qui provoquera de la douleur se rapprochant du 
seuil de tolérance et ne pouvant pas être soulagée par l’usage d’un analgésique (p. ex., 
lorsque des tests de toxicité et des études d’induction expérimentale de maladies 
infectieuses ont pour point limite la mort de l’animal); les méthodes de capture ayant un 
risque élevé de provoquer une blessure grave pouvant causer une douleur chronique ou la 
mort. 

3­ Règlementation pour l’utilisation de la faune en recherche  
 
Toute personne proposant d’effectuer une recherche sur des animaux sauvages, de les 
étudier, de les capturer, de les garder en captivité ou de les remettre en liberté doit connaître 
la législation pertinente et s’y conformer. Dans la plupart des cas, des licences ou des 
permis sont obligatoires pour l’importation ou l’exportation d’animaux sauvages ou de leurs 
tissus, leur capture ou leur mise à mort, leur maintien en captivité ou leur remise en liberté 
ainsi que pour la mise en place de bagues ou autres méthodes de marquage sur ces 
animaux. Le chercheur a la responsabilité d’obtenir tous les permis, licences et approbations 
nécessaires avant d’entreprendre un projet touchant les animaux sauvages. 
 
Dans le cas des études touchant les communautés autochtones, il peut être nécessaire de 
demander l’accord des gouvernements des Premières Nations et, si le projet prévoit des 
entrevues ou autres formes de sondages, il doit passer par le processus d’évaluation éthique 
de la recherche avec des êtres humains. Selon la communauté, la région ou le secteur 
faisant l’objet d’une revendication territoriale, il peut exister des protocoles relatifs au mode 
de consultation, d’approbation des projets ou de participation de la communauté. Il peut 
également être nécessaire de consulter certains organismes régionaux en plus des 
communautés locales. 
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3.1  Réglementation internationale 

La Convention sur le commerce international des espèces de faune et de flore sauvages 
menacées d’extinction (CITES), en vigueur depuis 1975, regroupe 175 pays membres (en 
date de 2012) dont le Canada. Ces pays interdisent le commerce des espèces menacées 
d’extinction et assurent la réglementation et la surveillance du commerce des autres espèces 
qui peuvent devenir menacées. L’importation ou l’exportation d’animaux figurant sur la liste 
de la CITES n’est permise qu’aux titulaires de permis de la CITES délivrés par le Service 
canadien de la faune (SCF) et de permis d’importation ou d’exportation pertinents délivrés 
par l’agence provinciale ou territoriale responsable de la faune. Certains organismes 
provinciaux ou territoriaux émettent également des permis de la CITES pour la province ou 
le territoire concerné. La convention ne vise pas uniquement les animaux vivants mais 
également les spécimens prélevés, c’est-à-dire tous les types d’échantillons biologiques 
(peau, poils, os, sang, sérum, etc.). 
 
Les chercheurs doivent également connaître l’existence des autres listes et ententes telles 
que la Liste rouge des espèces menacées de l’Union internationale pour la conservation de 
la nature et de ses ressources (UICN) et Les normes internationales de piégeage sans 
cruauté. Comme les États-Unis et le Canada ont en commun de nombreuses espèces et 
populations animales, les chercheurs devraient également vérifier si l’espèce ou la 
population à l’étude figure sur la liste des espèces menacées de disparition du US Fish and 
Wildlife Service. De plus, l’Association du transport aérien international (IATA) élabore des 
règlements sur les conteneurs, les soins et la manipulation des animaux pendant le 
transport. 
 

3.2  Règlementation fédérale 

Le Service canadien de la faune (SCF) encourage la protection de la faune et de la 
biodiversité du Canada et d’ailleurs. Pour ce faire, il gère les espèces d’oiseaux migrateurs 
et les habitats significatifs à l’échelle nationale, et il joue un rôle de précurseur dans d’autres 
domaines comme le rétablissement des espèces menacées d’extinction. Le SCF est chargé 
de l’application des lois et règlements suivants : 
 

• Loi sur les espèces sauvages du Canada  
 

• Règlement sur les réserves d’espèces sauvages  
 

• Loi sur la protection d’espèces animales ou végétales sauvages et règlementation de 
leur commerce international et interprovincial (WAPPRIITA) 

 
• Règlement sur le commerce d’espèces animales et végétales sauvages   

 
• Loi sur les espèces en péril  

 
La Loi sur les parcs nationaux du Canada règlemente la protection de la faune, le 
prélèvement de spécimens à des fins scientifiques ou de conservation et l’élimination des 
animaux sauvages dangereux ou surabondants présents dans les parcs nationaux. La 
WAPPRIITA est la loi habilitante de la CITES au Canada. Elle confère également les 
pouvoirs nécessaires à l’instauration de permis obligatoires visant à protéger les 
écosystèmes canadiens contre l’introduction d’espèces nuisibles envahissantes répertoriées. 
Cette loi interdit de transporter un animal ou une plante d’une province ou d’un territoire à un 
autre ou d’exporter un animal ou une plante d’une province ou d’un territoire sans avoir 
obtenu les permis provinciaux ou territoriaux requis. Le Comité sur le statut des espèces en 
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péril au Canada (COSEPAC) évalue et désigne les espèces sauvages qui risquent de 
disparaître du Canada. Ces espèces sont répertoriées dans le Registre public des espèces 
en péril au Canada. Le COSEPAC est formé de représentants des ministères de la faune 
des treize gouvernements provinciaux et territoriaux, des ministères fédéraux et des sociétés 
touchant à la faune, y compris le Service canadien de la faune, Parcs Canada, Pêches et 
Océans Canada et le Musée canadien de la nature, ainsi que trois organismes non 
gouvernementaux de protection de la nature. Les administrations territoriales et provinciales 
sur le territoire desquelles vivent les espèces visées ont la responsabilité de prendre les 
mesures appropriées pour corriger les menaces et les facteurs mettant ces espèces en péril. 
 

3.3  Règlementation provinciale et territoriale 

Au Canada, toutes les provinces et les territoires ont une législation régissant l’utilisation des 
animaux sauvages. Les chercheurs qui envisagent un projet touchant la faune doivent donc 
obligatoirement consulter l’agence provinciale ou territoriale compétente. Des licences et des 
permis sont obligatoires pour la mise à mort, la capture, le maintien en captivité, le 
marquage, le transport, le commerce et parfois la remise en liberté de la plupart des espèces 
d’animaux sauvages. Cela inclut les animaux sauvages gardés en captivité à des fins de 
recherche, d’enseignement, de gestion, d’interprétation et de rétablissement, et cela peut 
inclure des activités d’élevage. Il existe également des règlements provinciaux régissant les 
types de pièges autorisés et l’emploi des armes à feu et autres types d’armes dans certains 
secteurs spécifiques. Des permis sont également requis pour les déplacements d’animaux 
sauvages et des échantillons biologiques de part et d’autre des frontières, et dans ce cas, il 
peut être nécessaire d’obtenir des permis de plus d’une province ou d’un territoire. Tous ces 
permis sont délivrés pour une période spécifique et doivent être renouvelés au besoin. 
 
Les provinces et les territoires peuvent également avoir des législations régissant les 
espèces en péril ou des listes de telles espèces ainsi que des exigences connexes relatives 
aux permis. Les législations et listes de cette nature peuvent également viser des espèces 
pour lesquelles la responsabilité de gestion relève normalement d’une autre agence (e.g. 
oiseaux migrateurs, reptiles ou mammifères marins). Les chercheurs doivent savoir que la 
plupart des espèces terrestres (mammifères, amphibiens et reptiles) et plusieurs espèces 
d’oiseaux (rapaces, corvidés et espèces résidentes ou non migratrices) relèvent uniquement 
de la juridiction provinciale ou territoriale. De plus, certains permis peuvent être obligatoires 
pour les travaux de recherche sur la faune menés dans les refuges et les réserves 
fauniques, refuges de gibier, réserves écologiques, espaces naturels, parcs et autres lieux 
protégés. D’autres permis peuvent aussi être obligatoires pour la manipulation active de 
l’habitat ou d’autres activités menées sur tout terrain relevant de la province ou du territoire. 
 

3.4  Règlementation municipale 

De nombreuses municipalités ont des règlements régissant le maintien en captivité ou 
l’utilisation d’animaux sauvages sur leur territoire. Il y a habituellement des restrictions sur 
l’utilisation des armes à feu et des autres armes. Il peut y avoir des règlements régissant 
l’emploi de pièges ou autres outils et de véhicules. Les chercheurs doivent consulter les 
règlements municipaux pertinents. 
 

3.5  Propriétés privées 

Bien que la faune constitue une ressource publique, les animaux sauvages peuvent se 
trouver sur des terres privées et communautaires où les titulaires de bail ont certains droits 
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d’accès. Par conséquent, avant de pénétrer sur une propriété privée, on doit demander la 
permission du propriétaire quels que soient les permis qui ont été obtenus. Dans certains 
cas, sur des terrains non bâtis ou dans des régions éloignées, il peut être difficile de localiser 
les propriétaires pour leur adresser une telle demande. Dans de telles situations, on devra 
demander conseil au personnel des organismes provinciaux ou territoriaux chargés de la 
gestion de la faune. Il est également prudent d’informer les résidents locaux ou les groupes 
d’intérêt (ex. organisations locales de chasse et de pêche) de toute étude en cours, que ce 
soit sur des terres privées ou publiques. De plus, avant de commencer les travaux, on doit 
informer les organismes publics susceptibles de recevoir des appels provenant des citoyens 
(ex. agents de conservation locaux et provinciaux de la faune, Garde côtière, Commission 
portuaire, SCF, GRC ou police locale). 

3.6  Associations professionnelles 

 
De nombreuses associations professionnelles ont établi des lignes directrices pour la 
capture ou la manipulation des animaux sauvages et les soins à leur prodiguer. C’est le cas 
de la Société américaine de mammalogie. 
http://www.mammalsociety.org/uploads/Sikes%20et%20al%202011.pdf 
En outre, les chercheurs qui souhaitent publier doivent respecter les lignes directrices 
définies par les revues scientifiques. Pour les chercheurs canadiens, de nombreuses revues 
demandent une preuve indiquant qu’un projet impliquant l’utilisation d’animaux a été 
examiné et approuvé par un CIPA avant même de réviser l’article. 
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4­ Études sur le terrain – considérations générales 
 

Les travaux de terrain effectués sur les mammifères à l’UQAM portent principalement sur les 
petits mammifères sauvages vivant en liberté.  Ce sont des activités d’enseignement au 
premier cycle en écologie animale ou de recherche aux cycles supérieurs. 

Les petits mammifères n’existent pas en temps que groupe zoologique comme tel (Barnett et 
Dutton, 1995). Le terme est généralement employé pour désigner tout mammifère pesant 
moins de 1 kg à l’âge adulte.  Il s’agit donc des petits rongeurs, lagomorphes (lièvres et 
lapins), insectivores (musaraignes, condylures et taupes) ainsi que les chauves-souris 
(Powell & Proulx, 2003).  

Les travaux d’enseignement ou de recherche  sur les petits mammifères peuvent porter sur  
de nombreux sujets comme : le choix de l’habitat,  la démographie, l’évolution, l’organisation 
sociale, le comportement, la communication, les régimes alimentaires, la physiologie et les 
dépenses énergétiques, le parasitisme ou les relations intra et  interspécifiques comme la 
compétition (Powell et Proulx, 2003).  

Pour réaliser ses travaux, l’enseignant ou  le chercheur planifiera : d’observer, d’attirer, de 
capturer, de contraindre, de manipuler de marquer un petit mammifère et parfois de procéder 
à des chirurgies mineures (pose d’implants) (Wilson et coll. 1996).  Ces activités peuvent 
dans certains cas être considérées comme intrusives, puisqu’elles peuvent causer un stress 
et même une détresse chez l’animal (Iossa, et coll., 2007; Powell et Proulx, 2003 ; Sikes et 
coll. 2011).  De plus, elles peuvent avoir un effet sur les populations en altérant les structures 
sociales et territoriales ou en affectant la survie des individus (Sikes et coll., 2011). 

L’éthique exige que les procédures expérimentales soient adéquates et que ceux qui les 
emploient soient formés et possèdent l’expérience nécessaire.  On doit aussi considérer que 
ces procédures puissent avoir un effet sur les résultats de la recherche ainsi que sur leur 
intégrité.  Le personnel devra donc être formé et l’évaluation de leurs compétences devra 
être validée par des personnes qualifiées (Powell et Proulx 2003). 

Au moment de planifier son projet, l’enseignant ou le chercheur conduisant l’étude devrait 
bien s’assurer connaître le statut de la population visée ainsi que la biologie (période de 
reproduction, structure sociale et comportement, domaine vital et territoire) des petits 
mammifères à l’étude, de même que celles des espèces non visées qui pourraient faire 
l’objet d’interactions ou de captures involontaires.  Il devra aussi tenir compte des facteurs 
environnementaux comme le climat (chaleur, froid, précipitations) et les périodes du cycle 
d’activité annuel ou saisonnier.  Tous les efforts nécessaires devront être faits afin de 
s’assurer que les travaux n’aient pas d’effets à long terme sur les individus et les populations 
en créant des situations de stress pouvant conduire à de la détresse (Iossa et coll., 2007 ; 
Powell et Proulx, 2003, Sikes et coll., 2011).   

Le stress et la détresse peuvent aisément conduire à des perturbations physiologiques 
majeures telles que : l’hyperthermie, l’hypothermie, la myopathie de capture, l’avortement 
spontané et l’état de choc (Iossa et coll., 2007).  Certains statuts physiologiques tels que la 
gestation, la lactation ou le manque d’eau, de nourriture, les températures extrêmes peuvent 
réduire les capacités de l’animal à composer avec des conditions de stress ou de détresse.  
Il faudra donc impérativement éviter de les manipuler durant ces périodes (Sikes et coll., 
2011).  

Il est primordial de savoir reconnaître les signes de stress et de détresse  ou les blessures 
avant le début de l’expérience afin de pouvoir y faire face si une telle situation se manifeste.  
Cela pouvant même conduire à l’arrêt de l’activité si le chercheur réalise que celle-ci en est 
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la cause.  Le chercheur doit aussi se préparer à l’éventualité d’euthanasier un animal blessé 
et souffrant ou montrant une détresse impossible à soulager et consécutive. 

Afin de minimiser le stress, des mesures simples et efficaces peuvent être déployées : 
respect des périodes d’activités où les animaux sont plus vulnérables (période de 
reproduction), ne pas déranger les animaux, minimiser les bruits, les contacts, restriction des 
mouvements, écourter le temps de manipulation.  Mettre l’animal dans un endroit sombre 
(sac), rafraîchir ou réchauffer l’animal au besoin, ne pas effectuer les travaux dans des 
périodes de température extrême (chaud, froid), avoir le personnel nécessaire pour répondre 
à une grande quantité de captures pour ne pas laisser les animaux trop longtemps dans  les 
pièges (Sikes et coll., 2011). 

5­ Capture de petits mammifères 
 

De l’importance de bien définir les objectifs de l’étude : 

L’étape la plus importante dans un projet de piégeage de petits mammifères, est de définir 
clairement les objectifs et de préciser l’effectif nécessaire à l’étude, le niveau d’effort 
d’échantillonnage, le budget requis, le design expérimental et les méthodes d’analyses 
appropriées, particulièrement statistiques. 

La petite taille et la nature discrète des petits mammifères rendent difficile leur inventaire par 
comptage direct ou par la quantification de leurs indices de présence (i.e. broutage, tas de 
crottins, terriers ou vocalisations). Il est donc nécessaire de procéder à la capture d’individus 
pour recueillir des données qui peuvent être utilisées. Le piégeage est le moyen le plus 
efficace pour procéder aux inventaires des petits mammifères (Barnett et Dutton, 1995) 

Il existe plusieurs méthodes pour capturer des petits mammifères.  Celles-ci dépendront des 
objectifs de l’étude, des espèces étudiées, du temps et des budgets disponibles pour 
compléter l’étude. 

On peut capturer des petits mammifères de trois façons : 

- La capture à prise vivante à l’aide d’un piège mécanique. 
- La capture à prise vivante dans un piège fosse. 
- La capture à prise morte. 

La capture à prise vivante permet de collecter des tissus (poils, peau, sang), de mesurer les 
paramètres morphométriques (taille, poids, état reproducteur) ou de marquer les individus de 
différentes manières, ce qui peut fournir entre autres, des données sur l’abondance et la 
démographie (structure d’âge des populations) des petits mammifères dans une aire 
donnée.  Ces données peuvent être utilisées pour connaître l’utilisation de l’habitat et 
déterminer les domaines vitaux. 

Parfois la capture physique des animaux n’est pas essentielle et le chercheur pourra plutôt 
utiliser des techniques pour obtenir des signaux acoustiques (détection ultrasonique chez les 
chauves-souris), des données visuelles (photos ou vidéos), des poils recueillis à l’aide de 
systèmes spécifiques chez des animaux qui passent (Wilson et coll., 1996). 

Les captures à prises mortes (Iossa et coll., 2007 ; Powell et Proulx, 2003 ; Sikes et coll. 
2011) peuvent être utiles pour recueillir de l’information sur la diète (contenus stomacaux) ou 
la reproduction (cicatrices placentaires).  Elles permettent de récolter des tissus et organes 
ainsi que des spécimens entiers pour des collections zoologiques. 

 

CIPA  UQAM 
 



14 
 

5.1 Règlementation 

Au Québec, le piégeage de mammifères nécessite l’obtention de permis émis par le 
ministère du Développement durable, de l'Environnement, de la Faune et des Parcs du 
Québec (MDDEFP). 

http://www.mrn.gouv.qc.ca/doc/faune/formulaires/permis-seg-scientifique.pdf 

Sur le site : 

Un permis SEG (scientifique, éducatif ou de gestion) est un permis spécial délivré par 
le Ministère pour la capture des animaux sauvages à des fins scientifiques, éducatives 
ou de gestion de la faune. Ce permis autorise une personne ou un organisme travaillant 
dans ces domaines à déroger, sous certaines conditions, à un ensemble d'interdictions 
légales ou règlementaires. Le titulaire d'un permis SEG est tenu de respecter les conditions 
de son permis. Tout manquement du titulaire à l'une de ces conditions peut entraîner des 
poursuites judiciaires pouvant mener à une condamnation et à une amende. 

Quels sont les animaux visés par le permis SEG? Le Ministère peut délivrer un permis 
SEG pour la capture des animaux couverts par la Loi sur la conservation et la mise en valeur 
de la faune (LCMVF) ou par le Règlement de pêche du Québec (RPQ).  Les petits 
mammifères en font partie. 
 
Quelles sont les personnes concernées par les permis SEG? 
Le Ministère délivre un permis SEG à des fins scientifiques à toute personne qui désire 
capturer des animaux dans le cadre d'un projet visant l'acquisition de connaissances par des 
moyens et des méthodes déterminées d'observation ou d'expérimentation. Un tel projet doit 
obligatoirement s'inscrire dans un contexte de recherche scientifique. Il doit de plus être 
réalisé par une personne qui détient ou vise à obtenir une reconnaissance de ses travaux 
par le milieu scientifique (diplôme de maîtrise, doctorat ou postdoctorat, publication dans une 
revue scientifique). Sont exclus tous les projets non structurés, c'est-à-dire qui ne possèdent 
pas un protocole expérimental ou d'observation clairement défini.  Le Ministère délivre un 
permis SEG à des fins éducatives aux personnes qui désirent capturer des animaux aux 
fins de transmission des connaissances par une démarche méthodique. Ce permis s'adresse 
essentiellement aux personnes travaillant dans le milieu de l'enseignement, dans un centre 
d'éducation sur le milieu naturel, dans une colonie de vacances qui se consacre à 
l'enseignement des sciences naturelles, dans un centre d'observation de la faune ou un 
jardin zoologique. 

Comment obtenir un permis SEG?  

La personne ou l'organisme qui désire obtenir un permis SEG à des fins scientifiques, 
éducatives ou de gestion de la faune doit remplir le formulaire approprié et l'adresser au 
bureau régional du MDDEFP selon la localisation du site où les captures auront lieu. Le 
Ministère analyse les demandes et s'assure que le requérant a la compétence et l'expertise 
pour effectuer les travaux proposés. Il s'assure également que les appareils de capture sont 
sélectifs par rapport aux espèces visées et adaptés aux buts poursuivis. Tous les moyens de 
capture jugés inadéquats ou reconnus comme cruels ou abusifs sont rejetés. Le Ministère 
veille aussi à ce que l'échantillonnage et la quantité prélevée (animal ou poisson) soit réaliste 
par rapport aux buts poursuivis, de façon à maintenir la récolte au strict minimum. Enfin, le 
Ministère tient compte de la durée utile de la période d'échantillonnage ou de capture afin de 
limiter les interventions. Tous les projets faisant appel à l’utilisation d’animaux sauvages 
vivants pour la recherche, la gestion, l’enseignement postsecondaire et les tests effectués 
sur les nouveaux produits nécessitent l'obtention d'un certificat de bons soins aux 
animaux conformes aux normes sur le bien-être des animaux du Conseil canadien de 
protection des animaux (CCPA). La délivrance d’un permis SEG est conditionnelle à 
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l'obtention d’un tel certificat. Le Ministère peut refuser de délivrer un permis SEG pour 
différentes raisons, notamment s'il juge le projet inadéquat ou irréaliste. Le requérant est 
informé par écrit des raisons du refus. 

http://www.mrn.gouv.qc.ca/guichet/permis/permis-information-faune.jsp?ID=5454#animaux 

Consulté le 30 octobre 2012. 

5.2 Les types de pièges à prise vivante utilisés avec les petits mammifères. 

Les pièges mécaniques: 

Le principe des pièges boîtes est le suivant: l’animal attiré par un appât odoriférant entre 
dans le piège par une ouverture.  Un mécanisme déclencheur ferme et bloque la porte 
derrière lui.  La taille des pièges varie et le design dépend principalement de l’espèce cible. 

Les quatre pièges les plus communément utilisés pour capturer des petits mammifères sont : 

1) les pièges Sherman (H.B. Sherman Traps, Tallhassee, Florida 
www.shermantraps.com) 

2) les pièges Longworth (Longworth Scientific Instruments Co., Ltd 
http://www.nhbs.com/hoopoe/index.php/wildlife_equipment/celebrating-60-years-and-
counting-of-the-longworth-mammal-trap/ )  

3) les pièges Havahart http://www.havahart.com/store/live-animal-traps. 
4) les pièges Tomahawk http://www.livetrap.com/ 

 
1) Les pièges Sherman :  

 

Les pièges Sherman sont en fait des pièges boîtes simples en feuille métallique 
d’aluminium ou d’acier galvanisé et qui  peuvent être achetées avec des épaisseurs 
spécifiques. On les trouve en deux tailles (13x13x38 cm et 7,5x 9 x22) et disponibles 
en version fixe ou pliable. Il existe aussi une version longue pour la capture des 
animaux à longue queue.  Ils sont facilement transportables, surtout les pliables qui 
ne font que quelques centimètres une fois pliés.  L’ensemble du piège sert de refuge 
à l’animal une fois capturé.  Un inconvénient de ces pièges est que le matériel ajouté 
pour l’isolation ainsi que l’appât peuvent interférer facilement avec le mécanisme de 
fermeture de la porte.  La version pliable a tendance à s’écraser avec le temps et est 
fragile surtout si par mégarde, on pose le pied dessus.  

http://www.youtube.com/watch?v=ZGrkJPNm-Z0 
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2) Les pièges Longworth : 

                

http://www.youtube.com/watch?v=0w2stGYtzNc 

Le piège Longworth (Chitty et Kempson, 1949) est le piège pour petits mammifères le 
plus communément utilisé en Grande–Bretagne et ce, depuis plus de soixante ans.  Il 
est également utilisé par beaucoup de chercheurs en Amérique du Nord (Nicola et 
coll. 2005). Il est constitué de deux parties, une boîte et un tunnel, qui rentrent un 
dans l’autre facilitant ainsi le transport (Gurnell et Flowerdew, 2006).  Chaque piège 
mesure 14 cm x 6,5cm x 8,5 cm quand les deux pièces sont emboîtées.  Il est donc 
possible d’en transporter de 30 à 40 dans un sac à dos (Barnett et Dutton, 1995). En 
aluminium et  assez robuste, il a l’avantage de se réparer facilement.  On trouve 
aussi un mécanisme de blocage qui fait en sorte que des prédateurs éventuels 
auraient de la difficulté à l’ouvrir. On peut ajuster la sensibilité du fil déclencheur de 
manière à le rendre sélectif selon la taille des animaux qui y entreront. Le petit 
diamètre du tunnel (5 cm x 6,2 cm) limite la capture d’animaux plus gros que 700 g 
(Barnett et Dutton, 1995).  Il arrive toutefois que les écureuils s’y trouvent coincés en 
étant incapables d’en sortir. La boîte sert de refuge pour l’animal capturé.  Elle doit 
donc être par conséquent déposée sur le sol avec un certain angle afin que l’eau de 
pluie ne s’y infiltre pas.   

 

3) Les pièges Havahart : 

 

http://www.havahart.com/store/live-animal-traps/1020 

http://www.youtube.com/watch?v=DE7pNNso3lg 
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http://www.youtube.com/watch?v=0w2stGYtzNc
http://www.havahart.com/store/live-animal-traps/1020
http://www.youtube.com/watch?v=DE7pNNso3lg
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Les pièges Havahart sont constitués d’un grillage de broche.  Ils sont offerts en 
différentes tailles.  Le plus petit de la gamme est utilisé pour les petits mammifères. 
Ils sont très robustes et ont un mécanisme déclencheur  très simple.  Leur 
désavantage est leur construction ouverte qui n’offre pas d’abris aux animaux contre 
les intempéries, ce qui constitue une source potentielle de mortalité.  Le mécanisme 
de fermeture est exceptionnellement sensible. Ce qui fait qu’il peut se déclencher lors 
d’une pluie forte (Barnett et Dutton, 1995).  Ils devraient par conséquent être 
recouverts d’une feuille de plastique opaque. 

4) Les pièges Tomahawk : 

Les pièges Tomahawk sont constitués entièrement de broche.  Il faut donc les couvrir 
d’une toile afin de protéger les animaux capturés contre la pluie.

 

 

Les prises vivantes dans un piège fosse : 
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Bien que non sélectifs, les pièges fosses sont surtout utilisés pour capturer des petits 
mammifères terrestres de moins de 10 g particulièrement des musaraignes (Spencer 
et Pettus, 1966 dans Powell et Proulx, 2003).  Ce sont de simples contenants de 
plastique ou de métal (chaudières, boîte de café, cônes de circulation) qui sont 
enterrés dans le sol (Bennett et coll.1989 dans : Barnett et Dutton, 1995). Ils doivent 
être assez profonds pour empêcher les prises de s’en échapper. Une profondeur de 
30 cm et un diamètre de 20 à 40 cm pour les musaraignes et les campagnols sont 
suffisants (Barnett et Dutton, 1995, Jones et coll., 1996 dans Powell et Proulx, 2003).  
Dans le cas d’espèces plus agiles comme la souris sauteuse (Zapodidae), il faudra 
un piège plus profond et même avec des lèvres pointues (non coupantes) orientées 
vers l’intérieur et disposées tout autour du bord du piège (Barnett et Dutton, 1995). 

Ils peuvent capturer plus d’un animal.  Ceci constitue un des premiers désavantages 
de cette méthode.  En effet, il est difficile de comparer et d’analyser les résultats 
obtenus avec ceux des autres méthodes qui ont été conçus pour des prises uniques.  
Le deuxième est lié au fait que des animaux pris ensemble dans le piège peuvent 
s’entredévorer si les pièges ne sont pas visités rapidement.  Certaines espèces 
comme les musaraignes (Sorex et Blarina) et les souris sylvestres (Peromyscus) 
éviteraient les pièges fosses après une première capture (Twigg, 1975 dans : Barnett 
et Dutton, 1995). 

5.3 Comment piéger les petits mammifères  

L’utilisation des pièges ou comment piéger ?  

1) Où placer les pièges ? 

Les petits mammifères n’utilisent pas leur habitat au hasard. Par conséquent, un bon 
positionnement des pièges est nécessaire afin d’obtenir des résultats de piégeage 
intéressants.  Il faut éviter de placer les pièges dans les endroits ouverts ou exposés, 
ce qui entraîne des variations importantes de la température régnant à l’intérieur du 
piège.  Les petits mammifères préfèrent se déplacer le long d’objets horizontaux dans 
leur milieu.  Ils auront tendance à longer des bords plutôt que de traverser un endroit 
découvert.  Les pièges peuvent être placés près d’éléments importants de leur habitat 
tel que les terriers, les sentiers, les souches, les billots, les rochers.  La présence de 
toile d’araignée sur un orifice est un signe qu’il n’est pas utilisé.  Des indices de 
présence tels des tas de nourriture, des fèces peuvent aussi donner des indications 
quant à l’emplacement possible des pièges (Barnett et Dutton, 1995). 

2) Le positionnement des pièges : 
 
Les pièges doivent se faire discrets dans l’environnement, ne doivent pas bouger et 
être bien solides au sol.  Ils peuvent être fixés à l’aide de tiges ou de cailloux. La 
boîte du piège sert de refuge pour l’animal capturé.  Elle doit donc être par 
conséquent déposée sur le sol avec un certain angle afin d’éviter les infiltrations 
d’eau. 
 
Les pièges auront différentes efficacités selon l’espèce, la masse des individus et 
possiblement le type d’habitat. L’emplacement des pièges doit être approprié pour 
répondre à la question de la recherche et en fonction de la biologie de l’animal étudié 
(Powell et Proulx 2003). Les pièges doivent être distancés de façon à ce que chaque 
individu aiet un piège dans son domaine vital, de façon à capturer autant d’individus 
différents que possible ou mettre plusieurs pièges dans son domaine vital de façon à 
pouvoir délimiter la taille de celui-ci (Powell et Proulx 2003). Les pièges sont 
généralement disposés le long d’un transect ou en quadrat.  Les pièges doivent être 
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placés dans l’habitat de façon à s’y confondre, dans les débris de bois, près des 
arbres, le long des troncs morts ou près de terriers.  L’installation de plusieurs pièges 
au même endroit prévient la saturation des pièges s’il y a beaucoup d’individus dans 
la population ou s’il y a des individus montrant une attraction pour les pièges (trap 
happy) (Powell et Proulx, 2003). Le nombre et l’emplacement des pièges est un 
compromis entre le protocole (design de recherche) et le nombre de pièges qui 
peuvent être raisonnablement posés et relevés (Bowman et coll. 2001 dans  Powell 
et Proulx, 2003. 
 

3) L’espace entre les pièges : 

La disposition des pièges peut se faire soit en transects, soit en quadrats.  La ligne de 
pièges est utile pour traverser un grand nombre de type de milieu en même temps, 
pour détecter des mouvements entre habitats adjacents ou pour échantillonner dans 
les habitats linéaires (écotones) (Barnett et Dutton, 1995).  L’utilisation des quadrats 
permet les études de domaines vitaux, d’abondance et de densité.  Gurnell et 
Flowerdew, 2006 suggèrent un espacement de 5 m dans les prairies, et de 10 à 15 m 
en forêt.   

4) Le nombre de pièges : 

Le nombre de pièges nécessaires est difficile à prédire.  Si 50 à 60% des pièges sont 
occupés, c’est qu’ils ne sont pas assez nombreux et qu’il faut en rajouter.  On devrait 
idéalement mettre deux pièges par station afin d’éviter qu’un animal ne se présente et 
que la porte soit fermée. 

5) Le marquage des pièges : 

Il est primordial de pouvoir retrouver rapidement et facilement les pièges et les 
animaux qui s’y trouvent afin de les libérer.  De la même façon, la recherche des 
pièges peut endommager la végétation et affecter le piégeage subséquent (Barnett et 
Dutton, 1995). Les pièges devraient être identifiés par un numéro, lequel correspond 
à la station.  On écrira sur un ruban adhésif de type ruban à conduit (duct tape) plutôt 
que directement sur le piège.  La station doit être identifiée à l’aide d’un ruban orange 
sur lequel sera aussi indiqué le numéro de la station. Bien entendu, on utilisera un 
crayon indélébile.  La localisation du transect ou du quadrat pourra aussi être 
géopositionnée sur une carte. 

6)  La durée de piégeage : 

Le piégeage peut se dérouler sur quelques jours.  Plus il y a de recaptures, plus les 
résultats d’estimation d’abondance seront précis.   

7) La préparation des pièges : 
 
Avant d’utiliser les pièges, il en important d’en faire l’inspection.  D’une part pour 
s’assurer de leur bon fonctionnement, mais aussi pour voir si les pièges ne 
présenteraient pas des aspérités qui pourraient blesser l’animal capturé.  En effet, les 
rongeurs ont tendance à ronger le métal des pièges, particulièrement les Longworth, 
ce qui laisse des pointes acérées dans le piège.  Un limage et en cas d’urgence, des 
bouts de ruban à conduits peuvent être appliqués sur celles-ci.  Il est judicieux de 
posséder des pièces de rechange pour les pièges Sherman ou Longworth ainsi que 
quelques outils pour faire les réparations nécessaires sur le terrain (Barnett et Dutton, 
1995). 

Le but des pièges à prises vivantes est de garder l’animal retenu avec le minimum de 
stress jusqu’à temps que le piège soit relevé (Barnett et Dutton, 1995 ; Iossa et coll. 
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2007 ; Powell et Proulx, 2003 ; Sikes et coll. 2011).  Il faut à tout prix éviter la 
mortalité des espèces cibles et non cibles ainsi que les blessures. Afin d’assurer le 
plus de confort possible aux animaux capturés, il est nécessaire de mettre de la 
bourre afin que ceux-ci puissent se faire un nid sec et chaud.  La bourre de coton 
utilisé pour le remplissage des futons est économique et facilement disponible. Dans 
le cas des pièges Sherman, il faut faire attention afin que la bourre n’interfère pas 
avec le mécanisme de fermeture du piège (pédale).  Un extra de nourriture sera 
assuré par l’appât et par un bout de carotte qui permettra l’hydratation de l’animal.  
Les petits mammifères peuvent souffrir facilement d’hypothermie particulièrement 
sous nos latitudes et ce, même en été.  On peut améliorer les conditions de captivité 
en isolant le piège de façon permanente ou temporaire avec des feuilles d’isolant en 
polystyrène.  On peut aussi n’isoler que le plancher du piège avec le même matériel 
(Barnett et Dutton, 1995).  En hiver on pourra utiliser une bourre constituée de laine 
brute avec sa lanoline naturelle qui assurera à l’animal un environnement chaud et 
sec grâce aux propriétés hydrofuge de la lanoline (Powell et Proulx, 2003). On évitera 
de placer les pièges au soleil.  Les pièges Havahart et Tomahawk devraient être 
couverts d’une pellicule plastique afin de protéger l’animal des précipitations et du 
vent.  Les pièges devraient être placés à angle afin de permettre l’écoulement de 
l’urine et de la condensation provoquée par la condensation sur le métal froid du 
piège.  

8) Les prises accidentelles : 

Les prises accidentelles sont probables.   Les individus capturés doivent être libérés 
immédiatement s’ils ne sont pas blessés (Sikes et coll. 2011). 

9) Les visiteurs indésirables : 

Certains carnivores (ratons laveurs, moufettes, ours noirs) peuvent être attirés par 
l’appât mais aussi par l’animal capturé.  Un encagement des pièges et la fixation au 
sol ou sur une branche peut être nécessaire afin de protéger le piège et son contenu. 

10) Le relevé des pièges : 
 

a. Fréquence : 
Les pièges à prises vivantes devraient être relevés dans un délai maximum de 
12 heures.  Si cela n’est pas possible, il faut alors fermer les pièges.  Comme 
la plupart des espèces de petits mammifères sont nocturnes ou 
crépusculaires (actives au lever et au coucher du soleil), les pièges devraient 
donc être vérifiés à l’aube et au crépuscule.  Une visite en milieu d’après-midi 
pourrait être indiquée si on suspecte que des espèces diurnes puissent être 
capturées.  Les insectivores ont un métabolisme extrêmement rapide et les 
pièges doivent être visités souvent surtout si leurs captures constituent une 
portion importante des animaux piégés. Il  peut être parfois nécessaire de 
rendre le piège inopérant durant le jour si les conditions sont très chaudes et 
qu’il soit susceptible d’attraper un animal qui y séjournerait et pourrait souffrir 
de la chaleur. (Barnett et Dutton, 1995) 
 

b. Comment savoir s’il y a une capture? 
Il n’est pas difficile de voir si le piège contient une capture.  La porte sera 
fermée ou on verra des individus dans un piège fosse.  Il faut toujours 
considérer les pièges fermés sans captures afin d’en tenir compte pour les 
analyses ultérieures.  Il faut vérifier s’il y a encore de l’appât ou des signes 
d’activités animales comme des fèces, des tas de poils, etc. Peut-être faut-il 
remplacer le piège ? (Barnett et Dutton, 1995) 
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c. Quoi noter ? 
Les données suivantes devraient être notées dans un cahier de terrain (et 
recopiées plus tard) : type d’habitat, le numéro du piège, sa position, la date, 
l’heure, l’espèce, le sexe, le poids, le statut reproducteur, la présence 
d’ectoparasites, la fermeture sans capture et les captures accidentelles. 
(Barnett et Dutton, 1995) 
 

Le cas des pièges fosses :  

Ce type de piège déposé au ras du sol est à risque d’inondations.  Les animaux capturés 
pourraient alors mourir par noyade ou par hypothermie en étant mouillés.  Il faut éviter les 
pentes ou les portions de terrain qui favorisent la formation de rigoles.  Il faut donc disposer 
les pièges fosses au sommet des pentes ou installer du matériel afin de faire dévier le 
courant des précipitations.  Un toit plus grand que l’ouverture devrait couvrir le piège afin 
d’empêcher l’eau de pluie d’y entrer.  Le toit devrait être supportés sur des petits cailloux ou 
par des tiges par exemple, à une distance de 3 à 5 cm au-dessus du sol et être muni d’un 
poids afin que le vent ne le déplace.  Cela permet aussi d’éviter le soleil au-dessus des 
captures. Des trous de drainage doivent être prévus et des débris flottants doivent être 
fournis (2-3 cm disques de styromousse légèrement plus petits que le diamètre de l’orifice du 
piège) pour prévenir la noyade (Barnett et Dutton, 1995). 

Afin d’augmenter le nombre de captures dans des zones où il n’y a pas beaucoup de 
mammifères, on peut utiliser la technique des barrières dirigeantes.  Les petits mammifères 
aiment bien marcher le long d’objets horizontaux avec lesquels ils ont un contact physique et 
vont suivre la barrière vers la fosse. La longueur de la clôture plutôt que son orientation 
serait le facteur déterminant.  Les clôtures de dérive peuvent être faites de feuille de 
plastique et jouent un rôle de guide des animaux vers la trappe.  Leur hauteur devrait être de 
40 cm. (Barnett et Dutton, 1995). 

Les pièges fosses peuvent être utilisés avec ou sans appâts. Quand on y met un appât ou 
de la nourriture, le piège fosse permet de garder l’animal pour plusieurs heures.  Des 
mélanges de noix, du gruau et du beurre d’arachide, des vers de farine, de la nourriture à 
chien en moulée, du bacon et autres types d’aliments peuvent être utilisés comme appât et 
doivent être fournis comme attractif et source de nourriture aux animaux capturés. Une 
bourre de polyester ou de coton doit être placée au fond des fosses pour assurer l’isolation. 
Les pièges fosses doivent être vérifiés au moins deux fois par jour, une fois tôt le matin et en 
fin d’après-midi.  Lorsqu’on trappe des musaraignes elles doivent être visitées plus souvent 
(chaque 1,5 – 2 heures) pour diminuer la mortalité. 

5.4 Les appâts 

 
a. Type : 

Un mélange de beurre d’arachide et de flocons d’avoine, d’eau et d’huile 
végétale fait merveille.   C’est un aliment attractif et très riche en énergie.  
Comme les rongeurs ont un sens olfactif bien développé, il est important de 
ne pas préparer le mélange si vous avez un environnement où il y a eu des 
épices, des  parfums ou autres odeurs fortes.  Il est suggéré de déposer 
l’appât sur un bout  de  papier ciré dans le piège afin de rendre le nettoyage 
plus facile.  On aura alors qu’à retirer le papier souillé. 
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b. Quantité : 
Les petits mammifères ont un métabolisme très rapide.  La quantité de 
nourriture en poids doit correspondre à 10 % du poids de l’animal le plus gros 
qui pourra être capturé dans le piège.  Pour un piège Longworth par exemple 
on devrait mettre environ 10 grammes de nourriture dans le piège (Barnett et 
Dutton, 1995 ; Powell et Proulx 2003). 
 

c. Fréquence de ré appâtage 
Le changement d’appât devrait se faire chaque jour si c’est un mélange 
humide. 
 

d. Préappâtage avant le piégeage : 
Comme certains petits mammifères sont relativement suspicieux par rapport à 
ce qui est nouveau dans leur environnement, il est conseillé de faire une 
période de préappatage d’une journée à quelques jours avant de commencer 
le piégeage proprement dit.  Les animaux auront accès à de la nourriture, 
visiteront les pièges sur une base régulière et ainsi meilleures seront les 
chances de captures.  Cette technique a ses supporteurs et ses détracteurs. 
En attirant les animaux vers les pièges, on peut effectivement fausser les 
données sur la densité des individus et sur le domaine vital.  Les conditions 
d’applications du calcul d’abondance par la capture marquage recapture 
peuvent s’en trouver exclues sachant que tous les animaux doivent avoir les 
mêmes chances de capture. Pour les pièges Longworth, il existe un 
mécanisme qui permet de bloquer la porte en position ouverte et barrée 
empêchant ainsi que le piège ne se ferme derrière l’animal.  Dans le cas du 
Sherman, il faut mettre en place un dispositif qui bloquera la porte en position 
ouverte (Barnett et Dutton, 1995). 

5.5 Bien être de l’animal piégé 

Le but des pièges à prises vivantes est de garder l’animal retenu avec le minimum de stress 
jusqu'à ce que le piège soit relevé.  Il faut à tout prix éviter la mortalité des espèces cibles et 
non cibles ainsi que les blessures.  Les pièges à prises vivantes peuvent présenter un risque 
physique pour l’animal (piège trop petit, captivité trop longue, tentative de fuite causant des 
blessures, chaleur, froid, manque d’eau et de nourriture, stress intense conduisant à la 
détresse). D’autres atteintes au bien-être animal sont aussi reconnues : comportementales, 
physiologiques, immunologiques et d’ordre moléculaire (toutefois pas beaucoup de données 
sur ces sujets, ce qui limite l’usage de ces facteurs dans les évaluations sur le bien-être) 
(Iossa et coll., 2007). Les blessures et la douleur ne sont qu’une facette de la détresse 
associée au piégeage.  L’anxiété causée par le confinement, l’effort lié à lutter pour sortir 
affecteront aussi le bien-être de l’animal. Putnam (1995) et Powell et Proulx (2003) offrent 
une excellente réflexion sur l’éthique et les études écologiques sur le terrain avec des 
vertébrés.  

Il existe plusieurs réponses physiologiques au stress psychologique d’être capturé, aux 
efforts pour s’échapper et à la douleur causée par des blessures.  Le stress et la douleur 
causés par la capture peuvent amener des changements significatifs dans les niveaux 
d’hormones.  On sait entre autres qu’il y a augmentation significative du cortisol sérique qui 
est un indicateur reconnu de stress. Les enzymes et les métabolites comme la créatine 
kinase et les phosphatases circulantes augmentent aussi dans le sang.  L’augmentation des 
activités d’échappement et de retournement entraîne une augmentation du rythme cardiaque 
et de la température corporelle, un changement dans la concentration des électrolytes et du 
pH musculaire (acidose). Il peut s’en suivre aussi des dommages à long terme aux muscles 
(Iossa et coll. 2007). Ces facteurs rendent la manipulation de l’animal plus difficile. Il importe 
donc de réduire le temps de séjour dans les pièges en les visitant souvent.  
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5.6 Nettoyage et désinfection des pièges 

Comme la manipulation d’animaux ou d’objets qui ont été en contact avec eux pose des 
risques, il est important qu’à la fin de la session de piégeage, les pièges soient ramassés 
dans un sac de plastique pour les déchets.  Les pièges doivent être transportés à l’écart des 
passagers d’un véhicule (Kelt et coll. 2010).  Les pièges qui ont déjà eu des captures 
devraient être identifiés par une marque quelconque afin d’y faire particulièrement attention. 
Il faut porter des gants en latex et surtout de ne pas respirer les particules fines mises en 
suspension par la manipulation. Le port d’un masque est recommandé pour effectuer cette 
tâche. Les pièges doivent êtres immergés dans une solution de stérilisation (eau de Javel ou 
Lysol) puis frottés.  La concentration de l’eau de Javel recommandée est 10 % de la solution 
commerciale.  Pour le Lysol une dilution à 3 % est suffisante (Kelt et coll. 2010). Ils doivent 
ensuite être rincés avec beaucoup d’eau pour enlever les résidus de chlore qui pourraient 
endommager le piège et laisser une odeur.  Le Lysol une fois rincé n’influencerait pas les 
captures de petits mammifères (Kaufman et coll. 2011). Les gants de cuir doivent être 
nettoyés et désinfectés après chaque manipulation des pièges.  Les gants de latex sont 
ensuite enlevés et disposés dans un sac jetable ou de biorisque. 

6­ Contention 
 

Comment savoir si on a un animal dans le piège ? 

Les petits mammifères ont une bonne ouïe.  Par conséquent, il ne faut pas parler fort en 
arrivant près du piège. Toujours prendre le piège doucement pour ne pas effrayer l’animal 
qui pourrait se trouver à l’intérieur, et ce, sans jamais le secouer. Il ne faut pas ouvrir la porte 
du piège, car l’animal pourrait facilement s’enfuir.  Une bonne façon de savoir si un animal a 
été capturé est le changement de poids et le bruit provoqué par une tentative d’évitement de 
sa part.  Souvent,  il aura tendance à se réfugier au fond de l’habitacle. 

 Les animaux n’aiment généralement pas être capturés et ne sont pas par conséquent très 
coopératifs.  Ils vont tenter de s’échapper à tout prix.  Certaines espèces comme les 
campagnols et les musaraignes sont très agressifs, contrairement aux souris sylvestres qui 
sont d’un naturel plus docile. 

Pour sortir l’animal du piège, la technique du sac de plastique est une bonne méthode.  Cela 
peut se faire de deux façons.  On peut mettre le piège complètement dans le sac, fermer 
l’extrémité, ouvrir le piège puis le secouer doucement afin de faire sortir l’animal ou mettre le 
piège dans l’ouverture du sac et ouvrir la porte en assurant l’étanchéité. 

Lorsqu’on utilise les pièges qui comportent un tunnel comme le Longworth, il faut faire 
attention à ce que l’animal n’y reste pas.  On devrait essayer de faire déplacer l’animal par 
une douce agitation en orientant le nid vers le haut avec un léger angle afin que l’animal s’y 
réfugie.  Il faut s’assurer que l’ouverture du sac soit bien étanche. 

Une fois l’animal dans le sac, il faut confiner l’animal dans un coin et enlever le piège et la 
bourre en tenant l’animal dans le plus petit volume possible.  En tenant l’extrémité du coin 
vers le haut, l’animal aura tendance à monter et on pourra plus facilement le saisir. 
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Comment tenir les animaux : 

Cela dépendra de la taille et du poids, mais la plupart peuvent être manipulés en tenant 
l’animal par la peau du dos et du cou en utilisant le pouce et l’index.  Si l’animal a plus de 
200 g, il est plus facile de tenir l’animal en maintenant la tête entre l’index et le majeur. 

 

Il ne faut pas prendre l’animal par l’extrémité de la queue mais bien à sa base.  Cela peut 
causer des lésions à la peau et aux vertèbres.  L’utilisation d’un cône peut faciliter la 
manipulation pour marquer une oreille par exemple. 

Les petits mammifères capturés doivent être manipulés de manière à contrôler leur 
mouvement corporel sans restreindre leur respiration. L’utilisation d’un sac de toile ou avec 
des mailles permet de manipuler l’animal pour le marquage et la pesée.  Des prélèvements 
peuvent être effectués à travers les mailles.  L’animal peut aussi être transféré dans un sac 
de plastique.  Les pièges boîtes peuvent aussi servir de boîtes de transport. 

Il peut arriver que les animaux capturés montrent des signes d’hypothermie.  On peut alors 
administrer de l’eau sucrée à une concentration de 10% additionnée d’un peu de sel de table 
pour revitaliser des animaux stressés, en hypothermie ou qui ont des coup de chaleur.  Cette 
eau est administrée avec un compte goutte.  Il faut changer la solution souvent en raison de 
la contamination microbiologique possible (Province of British Columbia).  On peut aussi 
utiliser des chauffes-main (Heat Max) comme source de chaleur pour réchauffer les animaux 
en hypothermie. 

 

Pesée  des petits mammifères : 

Le poids est un paramètre important à considérer car il est proportionnel à l’âge chez les 
petits mammifères.  Les individus peuvent être pesés dans un sac de tissus ou de 
polyéthylène suspendus à une balance à ressort de type Pesola ou une balance électronique 
portative.  Le sac de tissus a le désavantage de se souiller facilement par l’urine et les fèces 
ce qui fausse la valeur de poids mesurés et est un risque de contamination biologique pour 
les expérimentateurs.  Le sac de plastique est quant lui lavable ou jetable.  Il ne faut en 
aucun cas suspendre l’animal par la queue à l’aide de la balance à ressort. 
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7­ Marquage 
 

Pourquoi marquer les individus ? 

Le marquage sert à reconnaître les animaux qui ont déjà été attrapés. C’est un élément 
essentiel de la méthode d’évaluation de l’abondance et de densité des populations dite de 
capture marquage, recapture (CMR).  Le marquage fournit aussi des informations sur les 
individus lorsqu’on cherche à établir la taille des domaines vitaux.  Il permet aussi la 
reconnaissance à distance et d’observer le comportement d’individus.  Les marques 
d’identification peuvent être naturelles (patron des rayures de l’animal, couleur ou pilosité) ou 
appliquées par l’investigateur.  Une des premières considérations est la distance à laquelle 
on devra observer l’animal. 

On doit opter pour des techniques de marquage non invasives, qui permettent l’identification 
sans recapture et dont la marque demeure visible pendant toute la durée de l’étude. Le 
marquage doit se faire de la façon la moins douloureuse possible et ne doit pas affecter le 
comportement ni  la santé des individus. 

Le CCPA reconnaît les critères suivants : 

− Le marquage doit se faire rapidement et facilement. 
− Le code de marquage (numéros et couleur) doit être facilement visible et 

reconnaissable. 
− Le marquage doit demeurer sur les animaux jusqu’à ce que tous les objectifs soient 

atteints. 
− Il ne doit y avoir aucun effet néfaste à long terme sur la santé, le comportement, la 

longévité ou la vie sociale des animaux. 
− Il faut tenir un registre détaillé des procédures de marquage. 
− Le marquage doit être conforme aux règlements, fédéraux, provinciaux et autres. 
− Le marquage ne doit pas interférer avec la croissance des jeunes. 

 

Le choix d’un type de marquage se fait selon les objectifs de la recherche et doit être 
approprié à la taille de l’individu, sa croissance potentielle, sa forme et son comportement. 
Le marquage des petits mammifères peut être temporaire, à long terme ou permanent. 

1) Le marquage temporaire:  
 

a) Coupes de phanères et de poils : 
 
Il persiste en général moins d’un an.  Il peut s’agir de la coupe d’un ongle particulier 
au niveau du doigt d’une patte ou de la coupe de très petites surfaces de la fourrure 
externe (poils de garde) pour laisser voir la fourrure interne (poils de bourre).  Il y a 
une différence de couleur et de texture entre les deux.  Cela ne fonctionne pas si 
l’animal est mouillé.  De telles tailles peuvent rester visibles de quelques semaines à 
six mois. Ce marquage s’effectue par le rasage d’une petite zone sur le dos de 
l’animal.  Cette technique serait particulièrement utile pour les musaraignes que l’on 
ne peut pas marquer à l’oreille. On peut aussi effectuer un rasage avec la forme d’un 
modèle particulier.  Particulièrement utile pour reconnaître différents individus. 
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b) Teinture des poils à l’aide de colorants.   
 
Cette méthode est très utile pour les animaux qui ont un pelage pâle.  La durée 
d’utilisation est plus limitée chez les juvéniles ou les sub adultes en raison de la mue 
rapide et fréquente à ces âges et du fait que le toilettage incessant des rongeurs le 
feront disparaître rapidement.  Elle doit être réalisée avec de la teinture ou des 
peintures non-toxiques.   L’utilisation de produits potentiellement toxiques pourrait 
entraîner des changements de comportements et des risques accrus de prédation.  
La décoloration à l’acide picrique est fortement déconseillée.  On ne connaît pas les 
effets que pourraient causer un changement de couleurs de certaines parties de 
l’animal. Cela pourrait modifier l’effet de camouflage de la fourrure naturelle et 
accroître la prédation, modifier la thermorégulation et l’habileté de l’animal à 
composer avec la température et son environnement physique.  La rhodamine rose 
est un colorant qui peut être ajouté à l’appât et qui va colorer les griffes, les poils et 
les dents de l’animal qui le manipulera.  On peut aussi marquer les oreilles à l’aide 
d’un crayon-feutre de couleur.  La variation des couleurs et des emplacements (deux 
oreilles, différentes positions, deux côtés) permet de constituer un nombre important 
de codes de marquage. 
 

c) Poudres fluorescentes : 
 
On peut marquer les petits mammifères avec une poudre fluorescente et suivre leurs 
déplacements à l’aide d’une lampe UV portative. 
 

d) Lampes nocturnes : 
 
De petites lumières diode électroluminescentes (DEL en anglais) peuvent être collées 
sur le dos de l’animal afin de les suivre pendant l’obscurité.  Elles tomberont après un 
certain temps.  Elles peuvent toutefois augmenter les risques de prédation. 
 

e) Tatouage des ailes de chauves-souris : 
 
Marquage de la membrane des ailes de chauves-souris à l’aide d’un instrument de 
tatouage pour faire un trou dans l’aile.  La marque dure environ 5 mois. 

2) Le marquage à long terme: 

Le marquage à long terme inclus les étiquettes d’oreilles, les colliers et bandes, les 
PIT (Passive Integrated Transponder tags), les marqueurs radioactifs et les lampes 
beta. 

a) Les étiquettes d’oreilles : 

Peuvent être constitués de métal ou de plastique et se décliner en toute une série de 
formes, de tailles et de couleurs.  Elles peuvent également porter des codes. 
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Les étiquettes d’oreilles ne doivent pas être trop serrées de manière à interrompre la 
circulation sanguine.   

Les petits trous doivent être traités adéquatement pour éviter l’infection et favoriser la 
cicatrisation.  Les étiquettes d’oreilles ont le désavantage de s’arracher facilement 
des oreilles fragiles des petits mammifères lorsque l’animal marche dans la 
végétation dense ou lorsque les animaux se toilettent seul ou entre eux.  Laissant 
ainsi place à des infections par des tiques (porteur du vecteur de la maladie de Lyme) 
et des mites.  Elles peuvent même inhiber le toilettage et pourraient aussi affecter le 
réflexe de Preyer qui se produit lorsqu’un animal perçoit un son subit et tourne ses 
oreilles de façon réflexe dans la direction d’origine. Il faut donc éviter les étiquettes 
qui dépassent la surface du corps.  Les couleurs voyantes sont susceptibles de 
compromettre le camouflage de l’animal et d’attirer l’attention des prédateurs. 

b) Les colliers et les bandes : 

Les colliers peuvent être d’une taille fixe ou agrandissable pour suivre la croissance 
de l’animal.  La taille devrait faire l’objet d’une attention particulière afin de ne pas 
causer d’irritation ou de blessure cutanée.  On peut y associer un radio transmetteur.  
Leur usage chez  les chauves-souris demande une bonne connaissance des 
conditions d’utilisation de la part de l’expérimentateur.   

c) Les Passive Integrated Transponder tags PIT tags :  

C’est un dispositif  électronique encapsulé de verre ou de résine.  Il est constitué 
d’une bobine électromagnétique et d’une micro puce personnalisée qui émet un 
signal lorsqu’il est excité par l’énergie électromagnétique d’une source émettrice.  La 
puce peut être programmée avec un code alpha ou numérique permettant ainsi une 
multitude de combinaisons.  Le lecteur doit se trouver à environ 10 cm de l’animal 
porteur. 

C’est  un moyen d’identification permanent de l’animal puisqu’il est inséré sous la 
peau à l’aide d’un trocart.  L’implant doit être repoussé sous la peau loin du point 
d’insertion pour éviter qu’il ne ressorte.  Le plus petit implant actuellement disponible 
est de la taille d’un grain de riz.   
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Leur utilisation chez les petits spécimens doit quand même se faire de façon très 
prudente.  C’est un système couteux en raison de ses spécificités techniques.  Il est 
toutefois plus fiable que les étiquettes d’oreilles chez les petits mammifères. 

 

d) Les marqueurs radioactifs :  
 
Ce sont des implants radioactifs inertes, externes ou radionucléides métabolisables. 
On doit suivre les règlements de sécurité nucléaire fédéraux. 
 

e) La lampe Betalights :  

La lampe Betalight est constituée d’une ampoule dont la surface intérieure est 
recouverte de phosphore et qui contient une petite quantité de tritium, un gaz 
faiblement radioactif.  Le contact de la radiation bêta (flux d’électrons) du tritium sur le 
phosphore engendre une lumière visible d’une couleur particulière. C’est de la 
radioluminescence.  Un tel système ne poserait pas de risque à la santé et peut durer 
des années. Une ampoule est collée sur le dos de l’animal qui peut être identifié à 
distance.  Différentes longueurs d’onde sont disponibles. 

 

 

 

3) Le marquage permanent : 

Le marquage permanent inclut les marques naturelles, les mutilations, le cryomarquage 
et les tatouages. 

a) Mutilations : 

Des individus peuvent être identifiés par un marquage du pavillon des oreilles à l’aide 
de perforation faite avec un poinçon ou d’entailles effectuées avec un ciseau.  On 
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peut aussi amputer un orteil des pattes (en général 1 par pattes).  La coupe d’orteils 
au niveau du joint de la griffe et de la première phalange à l’aide de ciseaux est une 
méthode rapide et peu coûteuse de marquage permanent. La coupe d’orteil est 
cependant une méthode très invasive et requiert des justifications bien spécifiques.  
La société américaine de mammalogie ne la conseille que dans les cas où il n’y aurait 
aucune autre méthode disponible.  Elle n’est pas recommandée chez les chauves-
souris ni chez les autres animaux qui doivent utiliser leurs griffes pour creuser ou 
s’accrocher. On doit considérer l’histoire naturelle de l’espèce, comment son pied est 
utilisé dans l’environnement et la taille du pied de l’animal. La perforation des oreilles 
et des ailes ne devraient pas se faire sur les chauves-souris.  

La coupe d’orteil, la perforation et l’entaille des oreilles doit se faire à l’aide 
d’instruments effilés et stérilisés.  L’anesthésie ou l’analgésie n’est pas recommandée 
pour les petits mammifères car le fait de retenir et d’administrer ces substances 
cause plus de problèmes.  L’animal lèchera si c’est une crème.  Dans toutes les 
situations, il faut évaluer si l’utilisation de ces produits causera plus de stress ou de 
torts à l’animal que de douleur. 

Les techniques de mutilation ne sont pas souhaitables (amputation d’orteil, de 
queue ou taille ou perçage des oreilles) et sont donc à proscrire ! 

 

b) Le cryomarquage : 

Le cryomarquage à l’aide d’une pièce métallique refroidit dans l’azote liquide ou un 
mélange de glace sèche éthanol provoque la destruction des mélanocytes de la peau 
mais pas les follicules pileux. Le poil qui pousse suite au traitement est blanc, sans 
pigment.  Cette méthode permet de produire différentes marques uniques sur le 
pelage de l’animal.  Le temps d’application du froid varie selon les espèces.  Cette 
technique demande une certaine expérience pour produire des marques bien claires. 

 

c) Le tatouage : 

Le tatouage consiste à faire une série de minuscules perforations dans la peau d’une 
partie du corps sans fourrure et qui restera  propre.  Une teinture foncée est ensuite 
appliquée ou injectée pour produire un patron reconnaissable. 
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8­ Procédures médicales et chirurgicales : La collecte de tissus. 
 

La récolte de tissus peut être nécessaire pour procéder à des analyses d’ADN, des analyses 
sanguines (hémoglobine, albumine, enzymes, hormones ou de titres d’anticorps).  Elle doit 
se faire avec le moins de douleur et de stress et ne devraient pas avoir d’effets durables sur 
l’animal.   

Des prélèvements sanguins peuvent être effectués sans anesthésie sur le terrain par du 
personnel bien entraîné.  À la fin de la procédure, les animaux doivent être observés avant 
d’être relâchés pour s’assurer qu’ils ne sont pas blessés ou qu’ils n’ont pas des réactions 
liées à leur capture, leur manipulation ou les prélèvements effectués sur eux. 

De multiples facteurs doivent être considérés pour choisir la méthode de prise de sang la 
plus appropriée. Divers attributs morphologiques caractéristiques de l’espèce peuvent limiter 
les sites potentiels de prélèvements sanguins (e.g., l’absence de queue ou la présence de 
bajoues).  Une ponction sanguine ne doit pas excéder plus de 10 % du volume sanguin total 
de l’animal et ce dernier est estimé à 6% de son poids corporel.  Le personnel doit être formé 
et expérimenté pour réaliser les prélèvements afin de ne pas blesser l’animal.  Un vétérinaire 
devrait être consulté avant de faire le choix des méthodes. 

Du sang peut être obtenu à partir de trois sites chez l’animal : 

− De la veine faciale : Cette technique très utilisée chez la souris de laboratoire, permet 
de récolter de 4 à 10 gouttes de sang avec un inconfort minimal pour l’animal. 
La procédure est décrite en texte, photos et vidéo sur ce site. 
www.medipoint.com/html/directions_for_use1.html 
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− De la veine caudale : C’est une méthode relativement simple qui permet de prélever 
du sang sur la veine caudale à l’aide d’une hémolancette chez les très petits 
mammifères, ou à l’aide d’une aiguille chez les plus gros.  On peut couper le premier 
et deuxième millimètre distal de la queue pour obtenir un échantillon de sang et de 
tissus pour l’extraction de l’ADN. 

 
 

− Du sinus rétro-orbital : Cette méthode ne doit pas être utilisée puisqu’elle n’est pas 
acceptable selon le Conseil canadien de protection des animaux puisqu’elle 
risque de poser des blessures à l’animal et ce, en dépit de la formation et de 
l’expérience du personnel. 
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9­ Transport et hébergement des petits mammifères (tiré de Sikes et 
coll. 2011) 

9.1 Transport  

Il peut arriver que l’on doive déplacer les animaux du site de capture vers des installations 
d’hébergement temporaires.  Le transport est une activité qui doit être bien planifiée.  On doit 
faire particulièrement attention lors du transport d’animaux vivants de manière à ne pas les 
exposer à des températures extrêmes ou des précipitations.  On doit s’assurer d’une  
ventilation adéquate et de les garder à l’abri du stress.  Les cages de transport devraient être 
placées dans un endroit frais, obscur et calme.  Cela conduira à réduire le stress et  les 
blessures. 

Les cages devraient être construites de façon à minimiser les risques de blessures et 
permettre d’éviter le contact entre l’animal et ses déchets.  L’animal devrait pouvoir s’y 
mouvoir librement.  Certains types de pièges à prise vivante (Sherman ou Tomahawk) 
peuvent servir pour les espèces cibles de ces pièges comme cage de rétention ou de 
transport pour de courtes périodes (moins de deux heures).  On devra s’assurer de fournir à 
l’animal le matériel nécessaire à la confection d’un nid où il pourra se cacher.   

Les cages devraient contenir une quantité suffisante et appropriée d’eau et  de nourriture.  
Pour les petits mammifères comme les rongeurs, des fruits ou des légumes contenant une 
grande quantité d’eau (raisins, cèleri, choux, laitue ou des tranches de pommes ou de 
pomme de terre) devrait suffire à hydrater les animaux pour une courte période de captivité.  
L’usage de bouteilles d’eau devrait être évité durant le transport en raison des fuites et des 
risques de mouiller le matériel de nidification de la cage.  On doit surveiller les animaux 
régulièrement avec le minimum de dérangement. 

Des précautions concernant les parasites externes et internes devraient faire partie des 
préparatifs de départ.  On suggère de procéder à une mise en quarantaine avant de 
permettre un contact avec d’autres animaux. On doit s’informer des risques sanitaires avant 
de transporter certains animaux comme par exemple Peromyscus (souris sylvestre) porteuse 
potentielle du virus Hanta.  Il serait judicieux de prévoir des plans d’urgence en cas de retard 
dans les procédures de transport. 

9.2 Hébergement à court terme  

 

Afin d’assurer la meilleure survie et le meilleur confort possible aux animaux gardés en 
captivité, le chercheur devra s’assurer de bien connaître les habitudes et les comportements 
de l’espèce à héberger.  Une revue de la littérature peut permettre de connaître les 
conditions optimales requises par les espèces visées.  Il peut être nécessaire de tester 
différentes conditions afin de déterminer laquelle est la plus appropriée avant de commencer 
un hébergement à plus grande échelle. 

a) Les conditions d’hébergement : 
 
Lorsqu’un hébergement de longue durée est envisagé, on doit offrir  à l’animal un 
environnement qui contient des éléments de son habitat d’origine.  Ces éléments 
peuvent être naturels ou artificiels et doivent se situer dans l’espace de manière à 
permettre à l’animal de réaliser ses activités normales.  La nourriture, l’eau, 
l’éclairage et la photopériode, la température et l’humidité devront répondre aux 
besoins de l’espèce.  De l’enrichissement doit aussi être fourni aux animaux 
sauvages gardés en captivité.  
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Pour garder des animaux sauvages en captivité, il est suggéré d’avoir des cages plus 
grandes que celles utilisées pour les animaux domestiques de même taille.  Une 
bonne source d’information est la série Mammalian species de l’American Society of 
Mammalogy (ASM). D’autres informations additionnelles peuvent être obtenues 
directement d’autres chercheurs ou de personnes qui travaillent déjà avec  des 
espèces d’animaux sauvages en particulier. 

Les chercheurs qui se proposent de garder des mammifères sauvages en captivité 
doivent aviser le CIPA et consulter d’autres chercheurs et institutions qui ont le même 
genre de projet avant de soumettre leur protocole. 

Une attention particulière devra être consacrée au matériel de nidification et au 
substrat afin que ceux-ci correspondent au besoin  des espèces que l’on souhaite 
héberger.  Le matériel choisi doit simuler le plus possible l’environnement naturel 
(copeaux de bois, paille, feuilles mortes).  La quantité est importante.  Il faut par 
exemple suffisamment de paille au fond de la cage pour que certaines espèces s’y 
fassent des corridors de déplacement, lesquelles sont des composantes importantes 
de leur habitat naturel.  Des refuges où les animaux pourraient se cacher devraient 
être offerts, puisque leur disponibilité influence le comportement. 

b) Nettoyage des cages : 

Les signaux olfactifs sont un élément majeur de la vie des mammifères.  Ces derniers 
vont marquer leur environnement avec leur odeur (urine, fèces, etc…).  Il est 
important de tenir compte de ce facteur.  L’élimination régulière de ces odeurs par le 
changement trop fréquent de la litière est un élément stressant pour l’animal qui ne 
reconnaît plus son environnement familier après le nettoyage de sa cage.  Il est donc 
suggéré de changer la litière beaucoup moins souvent que pour les animaux 
domestiques.  On peut même garder un peu de la vieille litière que l’on mélange avec 
de la propre.  En ce qui concerne du nettoyage de la cage proprement dite, celle-ci 
est aussi un site de marquage (bouteille d’eau, godet à nourriture, barreaux), il est 
conseillé d’alterner le changement de litière avec le nettoyage de la cage afin de ne 
pas enlever toutes les odeurs d’un coup.  Il est primordial de maintenir l’animal dans 
un environnement olfactif qui lui est propre et familier. 

c) L’enrichissement du milieu : 
 
Le manque de stimulation lié à la captivité peut entraîner des comportements 
stéréotypés qui peuvent interférer avec le projet de recherche.  L’enrichissement 
environnemental devient alors une composante importante des soins à apporter aux 
animaux sauvages gardés en captivité.  L’enrichissement peut se faire simplement en 
augmentant la complexité structurale de la cage ou en fournissant du matériel qui 
pourra être manipulé par l’animal.  La disposition de nourriture au fond de la cage 
plutôt que dans une mangeoire peut permettre à certaines espèces de faire des 
cachettes et de répartir la nourriture à leur guise dans leur cage. Des débris de carton 
ou de bois peuvent être des matériaux stimulants pour la construction de nids.  Les 
espèces arboricoles comme les écureuils peuvent profiter d’un environnement où on 
leur fournira les éléments qui confèreront une structure tridimensionnelle à leur 
habitat de captivité.  Il faut mettre assez de substrat pour permettre de creuser et de 
cacher de la nourriture.   
 

d) Maintien de l’intégrité des structures sociales : 

La structure sociale des animaux gardés en captivité doit aussi être considérée.  Des 
conditions qui se rapprochent de celles retrouvées en nature et qui permettent aux 
animaux d’exprimer leurs relations sociales vont diminuer le stress.  Les individus 
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d’espèces sociales ou grégaires doivent être gardés ensemble.  Le chercheur doit 
tenir compte des changements saisonniers de la structure sociale et modifier les 
conditions d’hébergements en conséquence. 

e) Séparation des taxons : 
 
Les espèces gardées ensemble en captivité doivent être compatibles.  Une espèce 
proie ne devrait pas être gardée près d’une espèce prédatrice.  Il n’y a pas de 
problèmes à garder plusieurs espèces de rongeurs dans la même pièce. 
 

f) Signes de stress, détresse et de douleur : 

La détresse ou la douleur se manifeste généralement par une apparence physique ou 
un comportement anormal.  Il est important de connaître les comportements normaux 
de l’espèce à l’étude.  Les animaux sauvages captifs devraient régulièrement être 
observés par du personnel qualifié.  Les caractéristiques d’un animal souffrant sont :  
diarrhée, vomissement, mauvaise apparence du pelage ou de la peau, grattage 
incessant, perte de poils, inflammation ou saignement, posture anormale, 
automutilation, boiterie, perte de poids (20% du poids corporel de base), diminution 
de la consommation d’eau et de nourriture, signe de déshydratation, diminution de 
l’activité, changement de la température corporelle, du rythme cardiaque ou de la 
respiration.  Les comportements qui peuvent indiquer la douleur sont : le manque 
d’énergie, la léthargie, prostration sur le côté pour de longues périodes, incapacité de 
trouver sa nourriture ou de l’eau ou finalement des vocalisations inhabituelles ou 
prolongées. 

9.3 Déplacement et remise en liberté 

 

On peut devoir relâcher les animaux captifs si on ne les a gardés que pour une courte 
période.  Les expériences qui requièrent que l’on relâche des animaux gardés en captivité 
doivent être planifiées de manière à minimiser l’impact sur les populations locales et le stress 
sur les individus relâchés.  La décision de relâcher un animal et de la durée de captivité 
permise avant sa relaxation est souvent propre à une espèce et doit être évaluée au cas par 
cas.  Garder en convalescence et relâcher un animal après un ou quelques jours est 
acceptable.  Par contre relâcher une espèce territoriale qu’on a gardé en captivité pour ne 
serait-ce que quelques jours dans le même environnement duquel il a été capturé peut être 
problématique car le territoire laissé vacant peut avoir été repris et la réintroduction de 
l’ancien résident peut engendrer des conflits qui n’auraient pas eu lieu si on ne l’avait pas 
enlevé.  Avant de relâcher un animal sauvage, il faut envisager les répercussions possibles 
sur l’individu en question, l’écologie du site de remise en liberté.  Sa survie ne doit pas être 
menacée et sa présence ne doit pas affecter les organismes présents dans le milieu 
d’accueil.  Maladies introduites par exemple. 

10­ Euthanasie 
 
Le recours à l’euthanasie ne doit se faire que dans les cas où les mammifères souffrent 
d’une douleur ou de détresse que le chercheur ne peut soulager. L’objectif principal de 
l’euthanasie est de mettre fin à la souffrance, donc le facteur temps est important. Dans 
certains cas, il est nécessaire de sacrifier des individus pour la collecte scientifique de 
spécimens ou autres études nécessitant le prélèvement des organes. Il faut consulter les 
Lignes directrices du CCPA sur le soin et l’utilisation des animaux sauvages pour des 
conseils généraux relativement à l’euthanasie. Des renseignements sur les diverses 
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méthodes d’euthanasie se trouvent aussi dans le document Guidelines on Euthanasia de 
l’American Veterinary Medical Association.  
http://www.avma.org/issues/animal_welfare/euthanasia.pdf 

 

L’euthanasie est une procédure produisant une perte de conscience et une mort rapide sans 
douleur et sans détresse (CCPA). 

C’est un processus en deux étapes. Dans un premier temps un agent déprime ou élimine la 
fonction du système nerveux central ce qui rend l’animal inconscient et insensible à la 
douleur.  Dans un deuxième temps, la respiration et les battements cardiaques sont arrêtés.  
Bien que ces deux actions puissent être menées par un seul moyen, le point le plus 
important est de faire cesser la douleur immédiatement. 

Les méthodes d’euthanasie employées sur le terrain doivent être rapides et sans douleur 
autant que possible, compatible avec le design de l’étude, ainsi qu’avec la taille, et le 
comportement de l’espèce. 

Les protocoles expérimentaux devraient toujours contenir une procédure sur l’euthanasie de 
certains spécimens.  Cette procédure devrait contenir des informations sur les circonstances 
potentielles et les méthodes d’euthanasie  envisagées et ce même si la mortalité n’est pas 
une situation expérimentale envisagée.  Le chercheur devrait donc s’assurer d’avoir les 
connaissances et le matériel nécessaire pour l’application d’une technique approuvée pour 
l’espèce concernée.  La méthode choisie devrait interférer le moins possible sur la nécropsie 
et les analyses subséquentes. 

L’euthanasie devrait toujours être réalisée par du personnel correctement formé à la 
technique utilisée. 

L’euthanasie doit se faire en prenant conscience des effets que cela peut avoir sur les autres 
animaux présents et sur les observateurs humains.  Il sera peut être même nécessaire 
d’expliquer la démarche et la méthode avant de procéder devant des gens non initiés.  La 
peur des autres animaux à proximité peut être exacerbée par les vocalisations de détresse, 
les comportements de frayeurs et le relâchement d’odeurs et de phéromones d’un animal 
effrayé.  L’euthanasie doit donc se faire dans un rayon hors du cercle de perception des 
autres individus captifs.   

Suite à l’euthanasie on devra s’assurer de la mort de l’animal en :  

- Vérifiant la présence de réactions suite au pincement d’une patte.  
- Observant si la pupille est dilatée ou en observant un manque de réponse au toucher 

de l’œil. 
- S’assurant de l’absence de battements cardiaques 

L’absence de respiration n’est pas un critère suffisant. 

La décapitation, la dislocation cervicale doit suivre après l’euthanasie chimique ou 
pharmaceutique de façon à s’assurer que l’animal ne reprenne pas vie accidentellement. 
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Les méthodes d’euthanasie applicables aux petits mammifères sauvages sur le 
terrain. 

 
Le fait de travailler sur le terrain ne soustrait pas le chercheur à l’obligation éthique de 
réduire autant que possible la douleur et la détresse éprouvée par l’animal au moment de 
l’euthanasie. 
Ça doit être fait avec beaucoup de respect et le moins de douleur et de détresse possible. 
 

1) Méthodes pharmaceutiques: 
 

a) Substances pharmaceutiques injectables : 
Elles doivent être administrées par voie intraveineuse avec les sédatifs nécessaires 
pour réduire la peur et la détresse de l’animal.  Il faut prioriser l’injection 
intraveineuse.  L’injection intra péritonéale est acceptable si l’injection intraveineuse 
est difficile ou impossible. 

o Les barbituriques : Ce sont des inhibiteurs du SNC et provoque l’inconscience 
qui évoluera ensuite vers l’apnée et l’arrêt cardiaque.  Le produit le plus 
souvent utilisé est le pentobarbital sodique.  C’est une substance réglementée 
et doit être utilisée sous la supervision d’un vétérinaire et il faut en tenir un 
registre d’utilisation.  La carcasse si elle n’est pas bien disposée, peut être 
toxique, voire mortelle si des charognards s’en nourrissaient.  

o Le T-61 : C’est un mélange commercial de trois médicaments qui est 
administré par voie intraveineuse et agit avec moins de douceur que les 
barbituriques. http://www.drugs.com/vet/t-61-euthanasia-solution-can.html 
 
 

b) Anesthésiques volatils:  
Des produits l’Isoflurane peuvent être employés pour des petits mammifères chez qui 
il est difficile d’effectuer des intraveineuses.  Ils ne s’administrent que sous forme 
vaporisée car c’est un irritant à l’état liquide.  Les solvants comme le chloroforme, 
l’éther l’oxyde nitreux ne sont pas recommandés pour l’euthanasie des animaux 
sauvages. 
 
L’emploi d’isoflurane sur un bout  de ouate (10 gouttes) dans un sac de plastique 
suivie d’une dislocation cervicale est la méthode conseillée. 

 
2) Les gaz à inhaler: 

 
a) Monoxyde de carbone: 

Le monoxyde de carbone CO peut être utilisé pour euthanasier les animaux sur le 
terrain.  Ils deviennent alors inconscients sans montrer apparemment de douleur ou 
d’inconfort.  Il doit administrer à l’aide d’un cylindre et d’une cage.  Il peut être explosif 
à des concentrations supérieures à 10%.  Les gaz d’échappement d’un véhicule ne 
constituent pas une source acceptable de CO. 
 

b) Dioxyde de carbone: 

Ce gaz non explosif est vendu en bouteille.  Facilement disponible il est peu coûteux.  
À concentration élevée cependant il peut provoquer une détresse chez l’animal, car il 
est irritant pour la muqueuse respiratoire (Leach et coll. 2002 dans Sikes, 2011).  Son 
administration n’est pas conseillée chez les animaux fouisseurs ou qui retiennent leur 
respiration en raison de leur capacité plus grande à résister à l’hypoxie. 
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3) Les méthodes physiques: 
 

Employées de façon appropriée, les méthodes physiques permettent une action 
rapide avec un minimum de stress.  C’est une solution pratique sans risque 
d’introduire des substances pharmaceutiques dans la chaîne alimentaire. 

 
a) Dislocation cervicale: 

 
Cette méthode est recommandée pour des animaux de poids inférieurs à 200 g et les 
lagomorphes de moins de 1 kg.  La technique consiste à étirer le cou pour séparer 
les vertèbres cervicales du crâne.  La méthode consiste à placer le pouce et l’index 
de chaque côté de la base du crâne ou de poser fermement une tige rigide à la base 
de celui-ci.  Avec l’autre main qui tient la base de la queue on tire sur cette dernière 
pour provoquer la séparation des vertèbres cervicales du crâne.  Pour les 
lagomorphes immatures, la tête est tenue d’une main tandis qu’on tire un coup sec 
sur les pattes arrière.  Le cou est hypertendu et tordu dorsalement pour séparer la 
première vertèbre cervicale du crâne.  Des données suggère que l’activité cérébrale 
du cerveau persiste encore 13 secondes et à moins d’une décapitation ou d’une 
exsanguination rapide, il n’y aurait pas perte de conscience (AVMA 2013). Par 
conséquent une sédation ou une anesthésie doit être administrée avant de procéder 
par cette technique.  La dislocation cervicale entraîne une contamination hormonale 
du sang et ne devrait pas être utilisée lors d’analyse endocrinienne. 
 

b) Décapitation: 
Cette technique et acceptable pour les très petites espèces, mais peu applicable sur 
le terrain en raison de l’équipement nécessaire.  Comme pour la méthode 
précédente, une sédation ou une anesthésie doit être administrée avant de procéder 
par cette technique. 
 

c) Exsanguination: 
Cette méthode peut être facilement utilisée sur le terrain.  Elle ne peut se faire que si 
l’animal est anesthésié. 
 

d) Compressions thoraciques: 
Bien que l’euthanasie de petits mammifères sur le terrain puisse être accomplie en 
utilisant les techniques approuvées, le travail sur le terrain pose parfois des défis à 
cause de l’usage de substances injectables contrôlées ou d’inhalant qui peuvent 
poser des risques additionnels pour le chercheur et du stress pour les animaux.  
Selon AVMA (2013), la compression thoracique est une alternative inacceptable 
d’euthanasie.  Étant donné que la perte de conscience est longue à obtenir, la 
douleur et la détresse sont perçues par l’animal.  Une anesthésie doit donc être 
instituée préalablement à la compression thoracique.  La Société américaine de 
mammalogie considère la compression thoracique comme une forme acceptable 
d’euthanasie lorsque le chercheur est bien formé et lorsque les animaux sont 
suffisamment petits pour que l’écrasement de la cage thoracique empêche la 
respiration (Sikes et coll. 2011).   

CIPA  UQAM 
 



38 
 

11­ Santé et sécurité des chercheurs 

11.1 Le travail sur le terrain   

Le travail sur le terrain comporte de nombreux risques : topographie, végétation, conditions 
météorologique (froid, précipitations, orages), isolement.   S’ajoute à cela, les risques 
biologiques associés à la manipulation d’animaux sauvages comme les morsures et les 
égratignures, les pathogènes et les parasites. 

Une bonne façon de minimiser ces risques est de bien planifier le projet et de fournir une 
formation de base aux  participants et l’encadrement adéquat au personnel pour qu’il puisse 
mener à bien le projet. 

Il incombe au chercheur de s’assurer que le personnel est qualifié pour capturer, manipuler, 
déplacer, maintenir en captivité ou euthanasier des animaux sauvages et qu’il saura réagir 
convenablement aux risques associés au travail en milieu naturel. 

Le CCPA et la loi et règlements sur la santé et sécurité demandent : 

1. Identifier les risques en matière de santé et sécurité. 
2. Communiquer ces risques par écrit aux manipulateurs. Indiquer l’agent causal, les 

modes de transmission, la prévalence, les symptômes de la maladie, et les 
précautions à prendre pour éviter de la contracter. 

3. Assurer la formation requise et tenir un registre des formations reçues par le 
personnel avec la date de cette formation et la signature de l’employé concerné. 

4. De fournir des procédures sous formes écrites. 
5. De fournir le matériel et les vêtements protecteurs afin de réduire les risques de 

blessures ou d’exposition aux animaux et à leurs liquides biologiques ou leurs 
excréments et veiller à leur port. 

6. Le travail devrait se faire en équipe de minimum deux.  Particulièrement lors de 
travaux impliquant la contention et la manipulation des animaux. 

7. On devrait maintenir un registre des blessures engendrées lors de la manipulation 
des animaux sur le terrain ou en captivité. 

8. Il est recommandé pour toute personne qui travaille sur le terrain de recevoir les 
vaccins disponibles en lien avec le protocole. Le vaccin contre le tétanos doit être à 
jour. 

11.2 Les principaux risques   

1) Risques liés aux médicaments comme l’isofurane 
 

Pour le transport et la manipulation des produits anesthésiants comme l’isoflurane, il faut 
avoir lu et avoir avec soi la Fiche signalétique du produit (MSDS).  Il faut que le 
personnel sache intervenir de manière appropriée en cas de déversements ou 
d’exposition accidentelle.  Il faut donc établir avant de partir un protocole pour le 
transport, l’utilisation, la disposition de ce produit de même qu’un plan d’intervention en 
cas d’exposition accidentelle. 
 

 
2) Risques physiques et environnementaux : 

On doit s’assurer que les personnes impliquées soient au fait des difficultés du terrain et 
des conditions météorologiques (orages, hypothermie) et qu’elles possèdent les 
équipements nécessaires pour y évoluer.  On doit mettre en place un plan d’urgence 
adapté à l’étude envisagée.  L’équipe sur le terrain devrait avoir une formation et 
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posséder une trousse de premiers soins ainsi qu’une trousse de nettoyage comprenant 
du savon, des lingettes désinfectantes et de l’eau. Elle devrait  laisser ses coordonnées à 
une personne responsable qui pourra les transmettre aux services médicaux ou 
d’urgence en cas de besoin.  

 
 

3) Risques biologiques : 

Les participants doivent être informés par écrit des risques biologiques dangereux et des 
zoonoses potentielles avant le début du travail de terrain.  Les voies d’exposition et de 
contagion  devront être clairement identifiées.  Les participants doivent être sensibilisés 
aux bonnes pratiques en matière d’hygiène et de l’application du  protocole de protection 
sanitaire. Ils doivent avoir la formation pour se servir adéquatement du matériel de 
protection fourni.  Si des participants montrent des symptômes, ils doivent consulter un 
médecin et mentionner qu’ils ont pu être exposés à des animaux malades ou porteurs 
d’un microbe. Les risques biologiques potentiels  lors du travail sur le terrain avec des 
petits mammifères  sont nombreux. Les rongeurs peuvent être porteurs de nombreuses 
maladies.  Certaines d’entre elles peuvent se transmettre aux humains.  À cela s’ajoutent 
les infections que l’on risque de contracter lors d’un séjour en forêt (maladie de Lyme, 
virus du Nil, tétanos). 

a) Le Syndrome pulmonaire lié au virus Hanta : 

Le SPH ou syndrome pulmonaire lié au virus Hanta est une menace à prendre au sérieux 
lorsqu’on fait du piégeage de petits mammifères.  Toutefois, le risque serait faible de le 
contracter. (Kelt et coll. 2007).  Le virus Hanta (Hantavirus dans l’ancien monde)  est un 
virus de la famille des Bunyaviridae.  C’est un virus enveloppé par une couche lipidique.  
Il cause le syndrome pulmonaire à Hantavirus (SPH), une maladie rare, souvent mortelle.  
Parmi les quatre espèces de virus Hanta, l’espèce  Sin nombre a été celle qui a été 
associée au plus grand nombre de cas. En Amérique du Nord il affecte la sous-famille de 
rongeur des  Sigmodontinæ (rats et souris du Nouveau Monde). Le principal réservoir est 
Peromyscus maniculatus, la souris sylvestre (Fournier, 2007). 

Le SPH est une maladie associée à l’inhalation d’aérosols d’excrétas (urine, fèces). Elle 
peut aussi survenir lors de contact sur des griffures ou des éraflures, en se frottant 
accidentellement les yeux, la bouche avec de la salive, de l’urine ou des excréments de 
souris sylvestres porteuses du virus.  Les cas de contamination par morsures sont rares 
(CDCP, 2007 dans Kelt, 2007). La transmission de personne à personne n’a pas été 
documentée en Amérique du nord.  C’est une maladie à déclaration obligatoire au 
Canada depuis 2000.  Il n’y a pas de cas de rapporté  dans l’est du Canada sauf un  cas 
rapporté au Québec en Haute Mauricie 2005 (Weir, 2005).  La personne a été très 
malade mais s’en est sortie.  C’est une maladie endémique de l’ouest nord américain.  
Selon l’Institut national de santé publique du Québec 2007,  la présence d’anticorps 
contre le virus Hanta  a été détectée chez 5 souris des 1047 petits mammifères qui ont 
été examinés dont 710 souris du genre Peromyscus (INSPQ, 2007).  Une étude réalisée 
à l’Université de Sherbrooke en 2007 faisait état de la découverte d’une nouvelle espèce 
(non pathogène pour l’humain) pour le Québec, l’espèce Prospect Hill (Fournier, 2007). 
Le virus peut survivre de 12 à 15 jours dans la litière contaminée.  Il est sensible aux 
solvants organiques, aux UV,  de même qu’à l’eau de Javel et à une chaleur supérieure à 
60oC (Kelt et coll. 2010). 

La maladie résultant de l’infection est sévère et apparaît dans les 45 jours après 
l’exposition au virus (3 à 60 jours, plus souvent entre 14 et 30).  Elle  commence comme 
une grosse grippe avec de la fièvre, des douleurs musculaires, de la toux, des maux de 
tête, des vomissements, de la difficulté à respirer.  On observe aussi l’apparition de 
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liquide au niveau pulmonaire, et de l’hypotension.  La mort dans 60% (30 à 40 % selon 
Santé Canada) des cas dans les 9 jours suivant l’apparition des symptômes.  Il est 
recommandé de consulter un médecin et de lui mentionner le travail avec les rongeurs. 
http://www.hc-sc.gc.ca/hl-vs/alt_formats/pdf/iyh-vsv/diseases-maladies/hantavirus-fra.pdf 

 
Précautions et protections : 

 

Comme c’est un virus qui peut se transmettre par la respiration d’aérosols ou par 
l’exposition cutanée ou buccale à des produits biologiques, la meilleure protection 
consiste à protéger ces voies d’entrées. 

Le port de masque, de lunettes de sécurité, de gants résistants en nitrile et d’un 
survêtement (sarrau) protecteur est essentiel.  Il est important de savoir utiliser ces 
équipements de protection et d’en assurer la disposition sécuritaire ou la désinfection 
à la fin des travaux de terrain.  Les équipements réutilisables comme les lunettes de 
sécurité peuvent être désinfectés avec une solution diluée d’eau de javel.  Le matériel 
jetable (masque, gants, sacs contaminés) devrait être récupéré dans un sac de 
plastique scellé pour une élimination ultérieure. 

On doit porter une attention particulière aux lésions cutanées et les protéger de tout 
contact avec des liquides biologiques ou des fèces. On peut éviter de s’exposer aux 
aérosols en se plaçant  dos au vent en présence de rongeurs ou de leurs nids.  On 
ne devrait pas secouer les pièges inutilement et ne jamais en respirer la poussière.  Il 
faut se laver les mains avec de l’eau et du savon après avoir enlevé les gants.  Une 
lingette antiseptique peut bien faire aussi, mais ne remplace pas le lavage.  Comme 
mentionné précédemment, les pièges qui ont eu des captures doivent être identifiés 
et transportés à part en vue de leur décontamination.  Un protocole de travail sur le 
terrain devrait être établi et respecté par l’ensemble du personnel ou des étudiants 
manipulant des pièges ayant été en contact avec des petits mammifères. 

L’association américaine de mammalogie (ASM) fourni un guide mis à jour sur le 
syndrome pulmonaire lié à l’Hantavirus pour les mammalogistes et les chercheurs de 
la faune qui travaillent sur le terrain avec des rongeurs (Kelt et coll., 2010). 

b) Autres sources de contamination biologiques sur le terrain : 

 

i. Le tétanos est une maladie neurologique mortelle causée par un microorganisme 
anaérobique des sols, le Clostridium tetani.   La contamination d’une blessure 
cutanée mineure peut engendrer la maladie.  Toutes atteintes cutanées devraient 
être couvertes avant de travailler sur le terrain et une vaccination contre le tétanos 
devrait être à jour.  Il faut nettoyer, désinfecter et couvrir rapidement toutes 
blessures faites sur le terrain.  

ii. La salmonellose est une maladie entérique causée par l’ingestion d’une bactérie 
fréquemment retrouvée chez les petits mammifères, la salmonelle.  Il est 
primordial d’effectuer un bon lavage et une désinfection des mains après avoir 
manipuler des petits rongeurs ou de l’équipement qui a été en contact avec ces 
animaux. 

iii. La maladie de Lyme est une maladie causée par la bactérie Borrelia burgdorferi,  
qui est transmise par la morsure de certaines tiques présentes dans les forêts du 
Sud-est du Québec (Milord et Nguon, 2010 ; Trudel et Bouchra, 2010).  Ces 
tiques peuvent être portées par de nombreux petits mammifères.  Les premiers 
symptômes sont des éruptions cutanées  circulaires (érythème migrant) et 
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apparaissent au site de 3 jours à 1 mois après la morsure.  Elle est accompagnée 
par de la fatigue, des frissons, de la fièvre, des céphalées, des douleurs 
articulaires et musculaires des nodules lymphatiques enflés et peut durer jusqu’à 
8 semaines.  La maladie se poursuit si elle n’est pas traitée en une deuxième 
phase qui peut durer plusieurs mois où il y aura des troubles du système nerveux 
périphériques et centraux, des éruptions cutanées multiples, de l’arthrite et des 
symptômes arthritiques, de la fatigue et de la faiblesse extrême.  La troisième 
phase conduit pour des mois et des années à différents symptômes, dont l'arthrite 
chronique et des symptômes neurologiques.  Au Canada, la maladie de Lyme est 
une maladie à déclaration obligatoire depuis 2009. Il faut donc éviter de laisser la 
peau à découvert et au retour du terrain, procéder à un examen attentif de toutes 
les parties du corps afin de déceler la présence de tique qui aurait pu s’infiltrer 
sous les vêtements, dans le dos en particulier. Pour plus détails, on peut le 
consulter le site de Santé Canada. http://www.phac-aspc.gc.ca/id-mi/lyme-fs-
fra.php#s1 
 

iv. Le virus du Nil occidental peut causer une encéphalite.  Le vecteur est le 
moustique qui peut s’être contaminé chez un oiseau.  En 2012, il y a eu 111 cas 
confirmés au Québec.  Le sud de la province est particulièrement touché.  Les 
symptômes s’apparentent à ceux de la grippe.  Le meilleur moyen de prévention 
est de se prémunir des piqures de moustiques à l’aide de filet, de vêtement 
couvrant le corps et de répulsifs. 
http://www.msss.gouv.qc.ca/sujets/santepub/environnement/index.php?virus_du_
nil 
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