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Abstract: Chytridiomycosis is an emerging infectious disease threatening amphibian populations 

worldwide. While  environmental disinfection  is  important  in mitigating  the disease,  successful 

elimination of Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) without excessively harming ecosystems is chal‐

lenging. We selected peracetic acid (PAA) as the most potent of six commercially available products 

regarding their ability to inhibit growth of a highly virulent Bd strain. PAA killed Bd after 5 min of 

exposure to approximately 94.7 mg/L. We examined the toxicity of PAA against three invertebrate 

species and Discoglossus pictus tadpoles. 93% of invertebrates, but none of the tadpoles survived 5 

min of exposure to 94.7 mg/L. Tadpoles showed no adverse effects after 5 min exposure to concen‐

trations of approximately 37.9 mg/L or lower. Addition of PAA to aquatic microcosms decreased 

pH, while dissolved oxygen (DO) initially increased. Degradation of PAA reversed the pH drop, 

but caused a massive drop in DO, which could be remedied by aeration. As proof of concept, mi‐

crocosms that were aerated and treated with 94.7 mg/L PAA sustained survival of tadpoles starting 

48 h after treatment. Disinfecting aquatic environments using PAA could contribute to mitigating 

chytridiomycosis, while preserving at least some invertebrate diversity, but requires temporary re‐

moval of resident amphibians. 
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1. Introduction 

For at least five decades, ecosystems have been experiencing biodiversity losses at 

alarming rates [1–7]. Amphibians are disproportionally affected, with an estimated 41% 

of known species listed as vulnerable, endangered or critically endangered according to 

the IUCN database [2,8]. Emerging infectious diseases have become an increasingly prev‐

alent  threat  for biodiversity  [9–14]. The disease chytridiomycosis has “caused the most 

prominent disease‐driven loss of vertebrate diversity ever recorded” [9]. Causative agents 

of chytridiomycosis are the chytrid fungi Batrachochytrium dendrobatidis (Bd) [15] and B. 

salamandrivorans (Bsal) [16]. At least 501 amphibian species have been reported to suffer 

declines because of chytrid infection [9]. Curbing the impact of Bd and Bsal is therefore a 

major challenge in amphibian conservation efforts. Transmission without physical contact 

between hosts has been demonstrated in aquatic environments [17,18]. Therefore, envi‐

ronmental decontamination is considered key in mitigating amphibian chytrids [19,20], 

but  the use of efficient yet aggressive disinfectants  in nature  is expected to have detri‐

mental side effects. Therefore, screening alternative, effective products that are less toxic 

and quickly eliminated is of high priority for conservation efforts. 

Several commercial, antimicrobial products have been developed for application in 

aquatic environments. Malachite green and formalin are examples of chemicals that are 

often applied in the aquaculture industry because of their low cost and broad parasiticidal 
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and fungicidal capabilities [21,22], despite also being carcinogenic environmental contam‐

inants [23–25]. Peracetic acid (PAA), on the other hand, is an example of a non‐mutagenic 

chemical disinfectant that, upon rapid reaction with organic compounds, degrades into 

non‐toxic compounds [26]. In  light of this particular property, PAA is often used as an 

alternative for the aforementioned products in aquaculture for disinfection of fish eggs in 

hatcheries, among other things [27–30]. PAA is commercially available in acidic mixtures 

with water, hydrogen peroxide and acetic acid, described by the following equilibrium 

formula: 

𝐂𝐇𝟑𝐂𝐎𝐎𝐇൅ 𝐇𝟐𝐎𝟐 ⇌ 𝐂𝐇𝟑𝐂𝐎𝟑𝐇 ൅ 𝐇𝟐𝐎  (1)

All of these compounds can be further broken down into water, oxygen and carbon 

dioxide. Although the antimicrobial effects of PAA have been the subject of several stud‐

ies [31,32], there are no publications available on its usefulness as a disinfectant in am‐

phibian habitats. 

We  screened  six  commercially available disinfectants and antifungal products  for 

their effectiveness against growth of a highly virulent Bd strain. Of the most promising 

product, we also determined its Bd killing ability value. Then, we examined the toxicity 

of the selected compound against a phylogenetically wide range of aquatic animals. Fi‐

nally, we studied the effects of the addition and degradation of the selected compound on 

an aquatic microcosm. 

2. Materials and Methods 

2.1. Bd Culture Maintenance 

The highly virulent Batrachochytrium dendrobatidis strain JEL423 (isolated from Phyl‐

lomedusa lemur in Panama, 2004, and kindly provided by Dr. Joyce E. Longcore, University 

of Maine) used for the killing ability experiments was cultured in 250 or 550 mL cell cul‐

ture flasks (CELLSTAR® Greiner Bio‐One GmbH, Germany) with filtered caps, filled with 

either 25 or 50 mL TGhL  (16 g  tryptone, 4 g hydrolyzed gelatine, 2 g  lactose  in 1 L of 

distilled water) broth, respectively. The culture grew in the dark at 20 °C. Zoospores were 

collected 1 day after TGhL broth changes on 4–5 days matured whole cultures, to ensure 

zoospore freshness. 

2.2. Growth Inhibition of Bd by Six Commercial Antifungals 

Motile spores of Batrachochytrium dendrobatidis  JEL423 cultures were seeded  in 24‐

well plates at a concentration of 2 × 105 spores ml−1 in a 1:1 mixture of TGhL and distilled 

water. After 5 days of incubation at 20 °C, the wells were exposed to a twofold dilution 

series of one of six antifungal agents or disinfectants, selected for commercial availability: 

Blagdon pond anti‐fungus and bacteria (Swell UK Ltd., Hyde, UK), F10® SC (Health and 

Hygiene  (Pty)  Ltd.,  Randburg,  South  Africa),  Morenicol  FMC‐50  (Colombo  B.V., 

Ooltgensplaat, The Netherlands), povidone‐iodine (Meda Pharma, Solna, Sweden), SERA 

pond  omnisan  (Sera  GmbH,  Heinsberg,  Germany)  or Wofasteril40  ®  (Kesla  Pharma 

Wolfen GmbH, Bitterfeld‐Wolfen, Germany). Dilutions were prepared using TGhL broth, 

in volume fractions at room temperature. Product quantities were later converted to mg/L 

using the density provided by the manufacturer. After application of the dilution series, 

the cultures were incubated at 20 °C and survival was visually determined 7 days later. 

The minimal inhibitory concentration (MIC) was per definition the lowest concentration 

at which none of the three replicates display spore activity or signs of growth. 

2.3. Killing Ability Concentration Determination of Wofasteril40 against Bd 

Motile spores of Batrachochytrium dendrobatidis  JEL423 cultures were seeded  in 24‐

well plates at a concentration of 2 × 105 spores ml−1 in a 1:1 mixture of TGhL and distilled 

water. After 5 days of incubation at 20 °C, the wells were exposed per triplicate to a two‐

fold dilution series of a peracetic acid (PAA) formulation (Wofasteril40 ®, Kesla Pharma 
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Wolfen GmbH, Germany) in distilled water. Wofasteril40 was selected based on its effi‐

ciency to inhibit Bd growth. Dilutions were prepared in volume fractions at room temper‐

ature. Product quantities were later converted to mg/L using the density provided by the 

manufacturer. After a five minute treatment, cultures were rinsed with TGhL broth twice 

before adding a final volume of 1 mL TGhL. Subsequently, the cultures were incubated at 

20 °C and survival was visually determined 7 days  later. This procedure was repeated 

twice in order to obtain independent replicates. 

This experiment was repeated twice using artificial pond water (0.2 g/L CaCl2, 0.1 

g/L NaHCO3, 0.1 g/L sea salt) as PAA dilution medium for uniformity with the following 

experiments. 

2.4. Acute Toxicity of Wofasteril40 against Tadpoles and Aquatic Invertebrates 

Animals were exposed for five minutes to either artificial pond water or a 291.3 or 

2913 mg/L dilution of Wofasteril40 in artificial pond water. Dilutions were prepared in 

volume  fractions  (1:4000 and 1:400) at  room  temperature. Product concentrations were 

later converted to mg/L using the density provided by the manufacturer. The concentra‐

tions were chosen based on the results of the killing ability assay described above. After 

rinsing twice with artificial pond water, animals were followed up for 7 days. We chose 

Mediterranean painted frog (Discoglossus pictus) tadpoles as a vertebrate representative, 

because it produces a typical anuran tadpole, representative of European herpetofauna, it 

can be procured from captive breeding and is a suitable model for future research pur‐

poses involving Batrachochytrium dendrobatidis: Discoglossus pictus frogs and tadpoles can 

become  infected, but do not develop disease symptoms  [33]. All experiments were ap‐

proved by the ethical committee of Ghent University (EC2020/0032). Invertebrate species 

were: the waterlouse, Asellus aquaticus (phylum: Arthropoda), a pea mussel species, Pisid‐

ium sp. (phylum: Molluska, class: Bivalvia) and the Seminole rams‐horn, Planorbella duryi 

(phylum: Molluska, class: Gastropoda). Invertebrate species were selected for the purpose 

of compiling a representative (simplified) invertebrate community of amphibian breeding 

ponds. The mollusks (Planorbella duryi and Pisidium mussels) were selected based on their 

occurrence in amphibian breeding ponds in Flanders and local availability. All mollusks 

were of genera that are often used as model organisms in toxicology research, e.g., [34–

38]. Waterlice (Asellus aquaticus) are crustaceans and are equally typical occupants of am‐

phibian breeding ponds. They are often used as animal model in ecotoxicity studies, e.g., 

[39,40]. There were five replicates per concentration/control for each species, except for D. 

pictus, where n = 9 for 291.3 mg/L and n = 1 for the 2913 mg/L Wofasteril40 dilution (this 

concentration was not further assessed in this species since acute mortality was observed). 

Additionally, D. pictus tadpoles were exposed to two more concentrations of Wofasteril40: 

116.5 and 58.3 mg/L. Survival was determined daily, and dead animals were removed and 

stored in 10% formaldehyde. Animals were fed daily, with crumbled flakes for bottom‐

dwelling aquarium fish (Tetra Wafer Mix, Tetra®, Melle, Germany). They were kept in 3 

mL of artificial pond water, in a 6‐well plate, at temperatures between 15 and 17 °C with 

natural circadian rhythms. Water was changed every other day. 

2.5. Exposure of Microcosms to Peracetic Acid 

Ten 5 L plastic tanks (Tarrington House®) were filled with each 1.15 L pond water, 

acquired from a natural pond. Each tank also received a similar amount of pond bottom 

sludge from the same basin, suspended in 0.75 L pond water. To each tank, a piece of java 

moss (Taxiphyllum barbieri) of 2.00 ± 0.05 g (dipped dry with paper towels) and 15 cm of 

hornwort stalk (Ceratophyllum demersum) was added. The tanks were then left to rest for 

24 h to allow the sludge to settle, with the lid partially opened to allow for circulation. 

After 24 h, each of the tanks was provided with a tea filter (Finum®, plastic and stainless 

steel) with a lid, attached with a rubber band, to facilitate inspection of the experimental 

animals. To each  tea  filter,  two A. aquaticus,  two Planorbella duryi and  two Pisidium sp. 

mussels were added on top of a paraffin film bottom layer to avoid direct contact with the 
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stainless‐steel sieve bottom. All  invertebrates and aquatic plants were collected  from a 

freshwater pond in Belgium. After allowing the invertebrates to acclimatize for 3 h, 100 

mL of a 5826 mg/L Wofasteril40 dilution in artificial pond water (0.2 g/L CaCl2, 0.1 g/L 

NaHCO3, 0.1 g/L sea salt) was added to five of the tanks, resulting in a final concentration 

of 291.3 mg/L. Dilutions were prepared in volume fractions at room temperature. Product 

quantities were later converted to mg/L using the density provided by the manufacturer. 

The other five tanks were treated with 100 mL artificial pond water, and served as nega‐

tive controls. Tanks were incubated for 7 days at temperatures between 15 and 17 °C and 

with natural circadian  rhythm. Thirty minutes after adding Wofasteril40,  the peracetic 

acid concentration was determined using MQuant ® colorimetric test strips with range 5–

50 mg/L and 100–500 mg/L. D. pictus tadpoles were added to each of the tea filters 1 h after 

treatment in control and treated replicates (n = 1 per microcosm), and, for the treated rep‐

licates, again 4 (n = 1) and 7 days (n = 2) later. Tanks and animals were visually inspected 

daily. pH was followed up daily using either a Hanna Instruments HI‐991003 portable pH 

meter or a VWR InternationalTM pH100. Deceased invertebrates were removed, and de‐

ceased tadpoles were preserved in 10% formalin. 

Based on observations from the first microcosm exposure experiment, a second mi‐

crocosm experiment was set up. Methods were  identical, except for the animals added 

(Asellus aquaticus and pond snail Radix sp., due to temporary unavailability of Planorbella 

duryi and Pisidium sp.). Additionally, animals were added 48 h after adding peracetic acid. 

In addition, a novel treatment with five new replicates was included, which consisted of 

treatment with peracetic acid and subsequent aeration with an air pump. Dissolved oxy‐

gen and pH were measured daily using a WTW Multi 3430 DO (probe: WTW FDO® 925) 

and pH (probe: WTW SensoLyt® 900‐P) meter, for 10 consecutive days after treatment. 

For a final proof of concept, a third microcosm experiment was set up, with just five 

aerated replicates as described above, and no  invertebrates. Forty‐eight hours after the 

PAA treatment, 10 tadpoles were added to the tea filters in each tank. Tanks and tadpoles 

were visually inspected daily for 7 days. Dissolved oxygen and pH were measured daily 

using a WTW Multi 3430 DO (probe: WTW FDO® 925) and pH (probe: WTW SensoLyt® 

900‐P) meter. 

2.6. Statistical Analysis and Graphical Visualisation 

All graphs were made  in R  i386 v4.0.3 using  the “ggplot2” and “tidyr” packages. 

Tables were designed using Microsoft Excel. Statistical analysis was performed using R 

i386 v4.0.3. Bonferroni correction for multiple testing was applied when appropriate. A 

power analysis was performed in R i386 v4.0.3 for the toxicity experiments, to assess the 

minimum number of animals required per treatment, in order to obtain a power of >0.9 

(with a Bonferroni corrected significance level of 0.017 and assuming as extremes 100% 

survival in control and 100% mortality in the treated groups). 

3. Results 

3.1. Effectiveness of Commercial Products against Bd 

The MIC‐values of the six commercial antifungals are summarized in Table 1. 
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Table 1. MIC‐values (mg/L) of commercial products and their active components against Bd. 

Product 

Active component  MIC (mg/L) 

Blagdon® pond anti‐fungus and bacterial  100 

Malachite green oxalate  0.213 

Acriflavine hydrochloride  0.437 

F10 ® SC  15.625 

Alkyl (50% C14, 40% C12, 10% C16) dimethyl benzyl ammonium chloride  0.843 

Poly (hexamethylene biguanide) hydrochloride  0.063 

Iso‐bethadine ®  12 875 

Povidone‐iodine  1 250 

Morenicol® FMC‐50  160 

Malachite green  0.400 

Methylene blue  0.080 

Formalin  32.204 

Sera® pond omnisan  100 

Malachite green oxalate  0.180 

Formaldehyde  5.890 

Wofasteril40 ®  466 

Peracetic acid  116.5–186.4 

Hydrogen peroxide  37.3–163.1 

Acetic acid  116.5–302.9 

3.2. Killing Ability of Peracetic Acid against Bd 

Bd JEL423 cultures survived at 145.6 mg/L (11.7–51.0 mg/L hydrogen peroxide, 36.4–

58.3 mg/L PAA and 36.4–94.7 mg/L acetic acid), but not at 291.3 mg/L Wofasteril40 dilu‐

tion (23.3–101.9 mg/L hydrogen peroxide, 72.8–116.5 mg/L PAA and 72.8–189.3 mg/L ace‐

tic acid) when exposed for 5 min. Whether the Wofasteril40 dilution was prepared with 

distilled water or artificial pond water did not influence this result. 

3.3. Acute Toxicity of Peracetic Acid for Aquatic Animals 

Most of the aquatic invertebrates were tolerant to Wofasteril40 at concentrations of 

291.3 mg/L (14/15 or 93% survival; 23.3–101.9 mg/L hydrogen peroxide, 72.8–116.5 mg/L 

PAA and 72.8–189.3 mg/L acetic acid), but not at 2913 mg/L (3/15, or 20% survival; see 

Figure 1a–c; 233.0–1019.4 mg/L hydrogen peroxide, 728.1–1165.0 mg/L PAA and 728.1–

1893.1 mg/L acetic acid). Invertebrate survival differed significantly between low and high 

PAA concentration treatment groups (Fisher’s Exact test for Count data; p = 1.157 × 10‐4). 

For the D. pictus tadpoles, Wofasteril40 was acutely toxic at high concentrations (Figure 

2), but not at  low concentrations. Survival differed significantly (Fisher’s Exact Test for 

Count data; p = 1.083 × 10‐5) between groups exposed  to concentrations of 116.5 mg/L 

(9.32–65.0 mg/L hydrogen peroxide, 29.1–46.6 mg/L PAA and 29.1–75.7 mg/L acetic acid) 

or lower (n = 10, mortality: 0%) and of 291.3 mg/L and higher (n = 10, mortality = 100%). 

Only one tadpole was tested at 2913 mg/L. This concentration was acutely toxic. The four 

other tadpoles from this treatment group were reassigned to the group exposed to 291.3 

mg/L. 
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Figure 1. Survival of aquatic invertebrates ((a) Asellus aquaticus, (b) Planorbella duryi and (c) Pisid‐

ium sp.) after exposure to Wofasteril40 concentrations of 2913 mg/L (blue) and 291.3 mg/L (or‐

ange). Shaded areas indicate uncertainties about survival due to inactivity of the respective mol‐

lusk species. 
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Figure 2. Survival of Discoglossus pictus larvae after exposure to peracetic acid concentrations of 

58.25 mg/L (dark blue), 116.5 mg/L (light blue), 291.3 mg/L (light orange) and 2913 mg/L (dark 

orange). Notice the difference in number of animals (n) between the different concentrations. 

3.4. Peracetic Acid Concentrations Rapidly Decrease in the Microcosms 

Applying Wofasteril40 to the microcosms at 291.3 mg/L (23.3–101.9 mg/L hydrogen 

peroxide, 72.8–116.5 mg/L PAA and 72.8–189.3 mg/L acetic acid) resulted in the detection 

of 28 ± 4 mg/L peracetic acid after 30 min, for the pilot experiment. PAA concentrations 

decreased each day, until reaching below detectable concentrations after 72 h (see Figure 3). 

For the second microcosm experiment, PAA measurements are visualized in Figure 4. Here, 

PAA decreased to undetectable levels after 48 h in the non‐aerated group, and after 24 h 

in the aerated treatment group. Similarly, PAA concentrations receded to below detecta‐

ble  levels after 24 h  in  the  last microcosm  experiment  (see Supplementary Figure S3), 

which only consisted of aerated microcosms. 

 

Figure 3. Mean measured PAA concentration through time in the PAA‐treated replicates of the 

pilot microcosm experiment. Shaded areas indicate the mean ± standard deviations. 
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Figure 4. Mean measured peracetic acid concentration through time for the first 30 min ((left) in 

minutes) and for 24 and 48 h afterwards ((right) in hours) during the second microcosm exposure 

experiment. Shaded areas indicate the mean ± standard deviations. Measurements were taken at 5, 

10 and 30 min, and every 24 h afterwards. Orange data is obtained from replicates that had an air 

stone and were treated with PAA, blue data is from the replicates that did not have an air stone 

and were treated with PAA. 

3.5. Adding PAA to Microcosms Results in a Temporary pH Drop 

During both microcosm experiments, the pH of the pond water in the PAA‐treated 

replicates was significantly different from the pH in control tanks for the first days after 

adding PAA (Wilcoxon test; n = 5 per treatment, p > 0.009 for the first two days in the first 

microcosm experiment, and n = 5 per treatment, p > 0.012 for the first 5 days in the second 

microcosm experiment). Subsequently, pH increased as the amount of PAA decreased in 

(Figure 5). Aeration of the microcosms prevented a pH drop after addition of PAA. The 

pH results from the pilot and third microcosm experiment can be found in Supplementary 

Figures S1 and S2. 

 

Figure 5. pH changes over time for the PAA‐treated microcosms with air stones and PAA treat‐

ment (orange), the control microcosms (green) and the PAA‐treated microcosms without air stones 

(blue) during the second microcosm exposure experiment. Shaded areas indicate mean ± standard 

deviation. 

3.6. PAA Treatment of Microcosms Results in a Drop of Oxygen Levels 

All tadpoles (n = 5 on day 0, n = 5 on day 4 and n = 10 on day 7) survived until at least 

2 h after being added to the tanks, but died within 72 h after introduction in the PAA‐

treated tanks during the first microcosm experiment, even after PAA levels had receded 
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to undetectable levels. The invertebrates of the treated tanks died within the first 24 h after 

adding PAA and were not replaced. All control animals survived, except for one Pisidium 

mussel. Survival differed significantly between the control treatment and the PAA treat‐

ment for tadpoles (control tadpoles (ntotal = 5) vs. tadpoles in treatment group (ntotal = 20); 

Fisher’s Exact Test for Counting data; p = 1.882 × 10‐5) and invertebrates (control (ntotal = 

30) vs. treated (ntotal = 30); Fisher’s Exact Test for Counting data; p = 5.242 × 10‐16). 

In a second microcosm experiment, we hypothesized that the mortality observed in 

this first experiment was initiated by a dramatic drop of dissolved oxygen (DO) concen‐

trations (as seen in Figure 6). Initially, DO increased in the PAA microcosms compared to 

the control, but in the non‐aerated replicates, the oxygen levels dropped quickly after the 

degradation of PAA. PAA differed  significantly  through  time  in  this  treatment group 

(Friedman test, p = 1.80 × 10‐5). In the aerated PAA‐treated group and the control group, 

oxygen parameters remained relatively stable, although the standard deviation of the con‐

trol groups  increased through time. Whereas the  invertebrates  in  the non‐aerated PAA 

treatment group died on the 6th day (A. aquaticus, n = 5) or appeared lethargic (Radix sp., 

n = 10), all of the animals in the aerated PAA‐treated microcosms survived. In one control 

replicate, one A. aquaticus had also died on the 6th day. The dissolved oxygen in this par‐

ticular control microcosm was never above 25%, and on the 7th day, reached a minimum 

of 7.3%  (0.72 mg/L).  In all other control microcosms, all animals survived, and oxygen 

levels were above 15% at all times. Survival did not differ between the three groups for 

Radix  sp.  (100%).  Survival  differed  significantly  for  A.  aquaticus  between  all  groups 

(Fisher’s Exact 2 × 3 Test for Counting data; p = 5.994 × 10‐3). Post hoc pairwise compari‐

sons indicated a significant difference between the treated groups with and without aer‐

ation (Fisher’s Exact Test for Counting data; p = 7.937 × 10‐3) but not between the control 

group and  treated group without air stones (Fisher’s Exact Test  for Counting data; p = 

0.04762 (>0.017, Bonferroni‐corrected p‐value)) and between the aerated treatment group 

and the control group (Fisher’s Exact Test for Counting data; p = 1). The third microcosm 

setup served as a proof of concept. Tadpoles were introduced 48 h after PAA treatment, 

and all (n = 50) survived for 5 days in the aerated microcosms. A minor (approximately 

10%) DO drop could be observed 2 days after application (Figure 7), as opposed to stable 

DO observations in the aerated treatment of the second microcosm experiment. On the 

3rd day, DO had increased again and afterwards, oxygen concentrations remained stable. 

 

Figure 6. Mean dissolved oxygen (%) through time per treatment group for the second microcosm 

experiment. Shaded areas indicate mean ± standard deviation. Orange data is obtained from repli‐

cates that had an air stone and were treated with PAA, blue data is from the replicates that did not 

have an air stone and were treated with PAA, green data indicates results from the control repli‐

cates, that did not have air stones and were treated with artificial pond water. 
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Figure 7. Mean dissolved oxygen (%) through time during the third microcosm exposure experi‐

ment. All microcosms were aerated and treated with PAA. Shaded areas indicate mean ± standard 

deviation. Notice the scale difference on the y‐axis compared to Figure 6. 

4. Discussion 

4.1. Effectiveness of Commercial Products against Bd 

None of  the  commercial pond  fish  antifungal products were  effective  against Bd 

JEL423 at the concentrations recommended by the manufacturer: 22 mg/L vs. the effective 

dose of 100 mg/L dilution for Blagdon pond anti‐fungus and bacterial, 40 mg/L vs. the 

effective dose of 160 mg/L dilution for Morenicol FMC‐50 and 50 mg/L vs. the effective 

dose of 100 mg/L dilution for Sera pond omnisan. Furthermore, all of the pond antifungals 

contain malachite green as an active component, a known carcinogen [23] and slow‐de‐

grading ecological contaminant [24], arguing against their use in natural settings. 

Of the disinfectants, povidone‐iodine is the least effective, requiring 1250 mg/L dilu‐

tions to successfully cease Bd growth and spore activity. This is slightly higher than in a 

study from Berger et al. (2009) [41], where results of 3125 mg/L were obtained in a pov‐

idone‐iodine MIC‐experiment on Bd (strain: Tully N. dayi‐1998‐LB1) that lasted 4 days, 

but further followed similar methods. F10® SC, a quaternary ammonium compound dis‐

infectant, was  the most  effective product  tested,  requiring  the  lowest doses  to  inhibit 

growth and  immobilize spores of Bd  JEL423. The MIC we acquired  (15.625 mg/L) was 

more than 6 times lower than the experimentally determined “no observable effect” con‐

centrations (100 mg/L) for F10® SC for various tadpole species during an exposure time of 

15 min  [42]. When exposed  for 30 min, however, survival was  limited  to 70%  for Scle‐

rophrys poweri and 80% for S. gutteralis. Future research should be directed at investigating 

the killing ability of F10® SC against Bd JEL423, as well as tadpole tolerance during longer 

exposure periods and degradability in (semi‐)natural settings. It was decided to continue 

our  investigation with  the peracetic acid‐based disinfectant Wofasteril40 ®  instead, be‐

cause of the relatively low doses required to kill Bd, the rapid biodegradability of peracetic 

acid and its unknown toxicity to tadpoles. 

4.2. Killing Ability of Peracetic Acid against Bd 

Wofasteril40 is a mixture of PAA, hydrogen peroxide, acetic acid and water. It needs 

to be noted that these four components occur in a dynamic equilibrium with one another 

(see Equation (1)), which is influenced by environmental variables like temperature. To 

cope with this variability, we used the product range limits provided by the manufacturer 

for calculating actual concentration ranges of active products: 25–40 m% of PAA, 8–35 m% 

of hydrogen peroxide and 25–65 m% of acetic acid. The killing concentration we obtained 

for peracetic acid for Bd with a limited exposure time of 5 min was very similar to results 

obtained by Van Rooij et al. (2017)[43], where Bd JEL423 was  tested against Kickstart®, 

another PAA‐based disinfectant. In their study, 104 mg/L concentrations of PAA sufficed 
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for killing off Bd cultures in 5 min, compared to our results of 72.8–116.5 mg/L. The killing 

ability concentration, however, was lower than the MIC value. This counterintuitive result 

can be explained by the difference in dilution medium in both tests; for the MIC‐experi‐

ment, the product was diluted in TGhL in order to sustain the cultures during the long 

exposure period, while for the killing ability test, it was not necessary to dilute in TGhL 

broth. PAA  reacts with  the organic compounds  in  the broth,  resulting  in  the need  for 

higher initial concentrations to kill Bd than when using artificial pond water or distilled 

water as a dilution medium. 

4.3. Peracetic Acid Concentrations That Kill Bd Are Acutely Toxic for Tadpoles 

The concentration of PAA that quickly killed Bd was lethal for tadpoles after expo‐

sure for 5 min. This rules out the use of PAA as a treatment method for Bd‐infected am‐

phibians or its use in aquatic environments where tadpoles are present. The invertebrates 

were; however, rather tolerant to the killing ability concentration. Hence, it was decided 

to continue with the microcosm exposure experiment,  to determine how  long  it would 

take for the microcosms to be viable again for tadpoles. 

4.4. Disinfecting Aquatic Environments May Result in Drastic Ecosystem Changes 

Adding peracetic acid (PAA) to the microcosms caused an immediate pH drop, as 

well as a sharp drop in dissolved oxygen (DO) levels. The latter explained mortality in the 

invertebrates and tadpoles. Initially, PAA increased DO, which can be explained by the 

breakdown of PAA into acetic acid and hydrogen peroxide, of which the latter ultimately 

degrades  into H20 and 02,  thus  increasing DO. After  this  initial  increase, the DO  in the 

treated microcosms without air stones dropped to near negligible levels. A plausible ex‐

planation is the die‐off of algae and other oxygen‐producing micro‐organisms, which then 

lead to oxygen depletion. Aeration reversed this oxygen drop and abolished the observed 

mortality in tadpoles and invertebrates.   

While the pH difference between the control and the PAA‐treated microcosms was 

significant until 5 days post treatment this was unlikely to be the cause of tadpole mortal‐

ity in the first experiment; Thabah et al. (2018) [44] reported partial survival of Euphlyctis 

cyanophlyctis and Hyla annectans for pH values of 3.5 and 4.5, respectively, when exposed 

for 48 h; Wijethunga et al. (2015) [45] reported partial survival of Rhinella marina at a pH 

value of 4 from egg deposit to metamorphosis; and Pierce and Montgomery (1989) [46] 

reported partial survival for Xenopus laevis and survival for Bufo valliceps and B. woodhousei 

at a pH value of 4 when exposed for 3 days.   

In conclusion, we demonstrate that, while several commercially available antifungals 

show promising activity against Bd in vitro, their use in the field is severely constrained 

by ecotoxicity issues. PAA showed marked anti‐Bd activity, is quickly biodegradable and 

showed little toxicity for invertebrates tested. Its marked impact on pH and oxygen levels 

could be reversed by aeration. However, its impact on water chemistry and its acute tox‐

icity for amphibian tadpoles preclude its use in vulnerable aquatic environments contain‐

ing amphibian larval stages. Specifically, in settings (e.g., aquaria, artificial ponds or for 

disinfecting materials) where amphibians could be temporarily removed and aeration is 

feasible, PAA may prove useful  in  eliminating  environmental  contamination with Bd, 

which is deemed essential in disease control [19,47,48]. 

Supplementary  Materials:  The  following  are  available  online  at  www.mdpi.com/2309‐

608X/7/6/406/s1, Figure S1: pH changes through time for  the control microcosms (green) and the 

PAA‐treated microcosms (blue) during the first microcosm exposure experiment. Shaded areas in‐

dicate mean ± standard deviation. Figure S2: pH changes through time for the third microcosm ex‐

posure experiment, only consisting of aerated microcosms treated with PAA. Shaded areas indicate 

mean ± standard deviation. Figure S3: PAA concentration for the third microcosm exposure exper‐

iment, only consisting of aerated microcosms after 5 and 30 min, and after 24 and 48 h. Shaded areas 
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indicate mean ± standard deviation. Supplementary Data S4: an Excel file containing all measured 

data supporting reported results. 

Author Contributions: Conceptualization, F.P., A.M.; methodology, L.L., F.P., A.M.; validation, 

L.L.; formal analysis, L.L.; investigation, L.L.; resources, F.P., A.M., L.L.; data curation, F.P., A.M., 

L.L.; writing—original draft preparation, L.L.; writing—review and editing, F.P., A.M.; visualiza‐

tion, L.L.; supervision, F.P., A.M.; project administration, L.L., A.M., F.P.; funding acquisition, F.P. 

All authors have read and agreed to the published version of the manuscript. 

Funding: Ghent University Special Research Fund (BOF16‐GOA‐024.08) 

Institutional Review Board Statement: The study was conducted according to the guidelines of the 

Declaration of Helsinki, and approved by the Ethics Committee of Ghent University (EC2020/0032, 

approved on 23 June 2020). 

Informed Consent Statement: Not applicable. 

Data Availability Statement: All measured data is made available in Supplementary Data S4. 

Acknowledgments: The authors would like to thank Andrea Barbi for his help during the experi‐

mental setup of the microcosms, and Laurens De Loose for his assistance during the killing ability 

and toxicity experiments. 

Conflicts of  Interest: The authors declare no conflict of  interest. The  funders had no role  in  the 

design of the study; in the collection, analyses, or interpretation of data; in the writing of the manu‐

script, or in the decision to publish the results. 

References 

1. Butchart, S.H.M.; Walpole, M.; Collen, B.; van Strien, A.; Scharlemann,  J.P.W.; Almond, R.E.A.; Baillie,  J.E.M.; Bomhard, B.; 

Brown,  C.;  Bruno,  J.;  et  al. Global  Biodiversity:  Indicators  of  Recent Declines.  Science  2010,  328,  1164–1168,  doi:1126/sci‐

ence.1187512. 

2. Hoffmann, M.; Hilton‐Taylor, C.; Angulo, A.; Böhm, M.; Brooks, T.M.; Butchart, S.H.M.; Carpenter, K.E.; Chancon, J.; Collen, 

B.;  Cox, N.A;  et  al.  The  Impact  of  Conservation  on  the  Status  of  the World’s  Vertebrates.  Science  2010,  330,  1503–1509, 

doi:1126/science.1194442. 

3. Smale, D.A.; Wernberg, T.; Oliver, E.C.J.; Thomsen, M.; Harvey, B.P.; Straub, S.C.; Burrows, M.T.; Alexander, L.V.; Benthuysen, 

J.A.; Donat, M.G; et al. Marine heatwaves threaten global biodiversity and the provision of ecosystem services. Nat. Clim. Chang. 

2019, 9, 306–312, doi:1038/s41558‐019‐0412‐1. 

4. Johnson, C.N.; Balmford, A.; Brook, B.W.; Buettel, J.C.; Galetti, M.; Guangchun, L.; Wilmshurst, J.M. Biodiversity  losses and 

conservation responses in the Anthropocene. Science 2017, 356, 270–275, doi:1126/science.aam9317. 

5. Barnosky, A.D.; Matzke, N.; Tomiya, S.; Wogan, G.O.U.; Swartz, B.; Quental, T.B.; Marshall, C.; McGuire, J.L.; Lindsey, E.L.; 

Maguire, K.C; et al. Has the Earth’s sixth mass extinction already arrived? Nature 2011, 471, 51–57, doi:1038/nature09678. 

6. Ceballos, G.; Ehrlich, P.R.; Dirzo, R. Biological annihilation via the ongoing sixth mass extinction signaled by vertebrate popu‐

lation losses and declines. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 2017, 114, e6089–e6096, doi:1073/PNAS.1704949114. 

7. Sánches‐Bayo, F.; Wyckhuys, K.A.G. Worldwide decline of the entomofauna: A review of its drivers. Biol. Conserv. 2019, 232, 8–

27, doi:1016/j.biocon.2019.01.020. 

8. IUCN.  International Union  for  Conservation  of Nature  Red  List.  Available  online:  http://www.iucn.org/about/work/pro‐

grammes/species/red_list/ (accessed on 4 May 2021). 

9. Scheele, B.; Pasmans,  F.;  Skerratt, L.F.; Berger, L.; Martel, A.; Beukema, W.; Acevedo, A.A.; Burrowes, P.A.; Carvalho, T.; 

Catenazzi, A.; et al. Amphibian fungal panzootic causes catastrophic and ongoing loss of biodiversity. Science 2019, 363, 1459–

1463, doi:1126/science.aav0379. 

10. Gerber, B.D.; Converse, S.J.; Muths, E.; Crockett, H.J.; Mosjer, B.A.; Bailey, L.L. Identifying species conservation strategies to 

reduce disease‐associated declines. Conserv. Lett. 2017, 11, 1–10, doi:1111/conl.12393. 

11. Kilpatrick, A.M.; Briggs, C.J.; Daszak, P. The ecology and  impact of chytridiomycosis: An emerging disease of amphibians. 

Trends Ecol. Evol. 2009, 25, 109–118, doi:1016/j.tree.2009.07.011. 

12. Frick, W.F.; Pollock, J.F.; Hicks, A.C.; Langwig, K.E.; Reynolds, E.S.; Turner, G.G.; Butchkoski, C.M.; Kunz, T.H. An emerging 

disease causes regional population collapse of a common North American bat species. Science 2010, 329, 679–682, doi:1126/sci‐

ence.1188594. 

13. Daszak, P.; Cunningham, A.A.; Hyatt, A.D. Emerging  Infectious Diseases of Wildlife—Threats  to Biodiversity and Human 

Health. Science 2000, 287, 443–449, doi:1126/science.287.5452.443. 

14. McCallum, H.; Dobson, A. Detecting disease and parasite threats to endangered species and ecosystems. Trends Ecol. Evol. 1995, 

10, 190–194, doi:1016/S0169‐534789050‐3. 



J. Fungi 2021, 7, 406  13  of  14 
 

 

15. Longcore, J.E.; Pessier, A.P.; Nichols, D.K. Batrachochytrium dendrobatidis gen. et sp. nov., a Chytrid Pathogenic to Amphibians. 

Mycologia 1999, 91, 219–227, doi:2307/3761366. 

16. Martel, A.; Spitzen‐van der Sluijs, A.; Blooi, M.; Bert, W.; Ducatelle, R.; Fisher, M.C.; Woeltjes, A.; Bosman, W.; Chiers, K.; Bos‐

suyt, F.; et al. Batrachochytrium salamandrivorans sp. nov. causes lethal chytridiomycosis in amphibians. Proc. Natl. Acad. Sci. USA 

2013, 110, 15325–15329. 

17. Courtois, E.A.; Loyau, A.; Bourgoin, M.; Schmeller, D.S. Initiation of Batrachochytrium dendrobatidis infection in the absence of 

physical contact with infected hosts—A field study in a high altitude lake. Oikos 2017, 126, 843–851, doi:1111/oik.03462. 

18. Hagman, M.; Alford, R.A. Patterns of Batrachochytrium dendrobatidis transmission between tadpoles in a high‐elevation rainfor‐

est stream in tropical Australia. Dis. Aquat. Organ. 2015, 115, 213–221, doi:3354/dao02898. 

19. Bosch, J.; Sanchez‐Tomé, E.; Fernández‐Loras, A.; Oliver, J.A.; Fisher, M.C.; Garner, T.W.J. Successful elimination of a  lethal 

wildlife infectious disease in nature. Biol. Lett. 2015, 11, 20150874, doi:10.1098/rsbl.2015.0874. 

20. Martel, A.; Vila‐Escale, M.; Fernández‐Giberteau, D.; Martinez‐Silvestre, A.; Canessa, S.; Van Praet, S.; Pannon, P.; Chiers, K.; 

Ferran, A.; Kelly, M.; et al. Integral chain management of wildlife diseases. Conserv. Lett. 2020, e12707, doi:10.1111/conl.12707. 

21. Culp, S.J.; Beland, F.A. Malachite Green: A Toxicological Review. Int. J. Toxicol. 1996, 15, 219–238, doi:3109/10915819609008715. 

22. Leal, J.F.; Neves, M.G.P.M.S.; Santos, E.B.H.; Esteves, V.I. Use of formalin in intensive aquaculture: Properties, application and 

effects on fish and water quality. Rev. Aquacult. 2018, 10, 281–295, doi:1111/raq.12160. 

23. Srivastava,  S.;  Sinha, R.; Roy, D. Toxicological  effects  of malachite  green. Aquat. Toxicol.  2004,  66,  319–29, doi:1016/j.aqua‐

tox.2003.09.008. 

24. Nelson,  C.R.;  Hites,  R.A.  Aromatic  amines  in  and  near  the  Buffalo  River.  Environ.  Sci.  Technol.  1980,  14,  1147–1149, 

doi:1021/es60169a020. 

25. Swenberg, J.A.; Moeller, B.C.; Lu, K.; Rager, J.E.; Fry, R.; Starr, T.B. Formaldehyde carcinogenicity research: 30 years and count‐

ing for mode of action, epidemiology, and cancer risk assessment. Toxicol. Pathol. 2013, 41, 181–189, doi:1177/0192623312466459. 

26. Monarca, S.; Richardson, S.D.; Feretti, D.; Grottolo, M.; Thruston, A.D., Jr.; Zani, C.; Navazio, G.; Ragazzo, P.; Zerbini, I.; Alberti, 

A. Mutagenicity and disinfection by‐products in surface drinking water disinfected with peracetic acid. Environ. Toxicol. Chem. 

2002, 21, 309–318, doi:1002/etc.5620210212. 

27. Brown, N.; King, L.; Skonberg, D. Demonstration of Sustainable Cod Farming from Egg to Grow‐Out in Maine; NOAA Final Report; 

University of Maine, Orono, ME, USA, 2007. 

28. Brown, N. Halibut aquaculture in North America. In Practical Flatfish Culture and Stock Enhancement; Daniels, H.V., Watanabe, 

W., Eds.; Blackwell Publishing: Ames, IA, USA, 2010; pp. 1–29. 

29. Straus, D.L.; Meinelt, T.; Farmer, B.D.; Beck, B.H. Acute toxicity and histopathology of channel catfish fry exposed to peracetic 

acid. Aquaculture 2012, 342, 134–138, doi:1016/j.aquaculture.2012.02.024. 

30. Patrick, G.; Tarnecki, A.M.; Rhody, N.; Schloesser, R.; Main, K.; Yanong, R.; Francis‐Floyd, R. Disinfection of almaco jack (Seriola 

rivoliana Valenciennes) eggs: Evaluation of three chemicals. Aquacult. Res. 2019, 50, 3793–3801, doi:1111/are.14342. 

31. Lubello, C.; Gori, R.; Nicese, F.P.; Ferrini, F. Municipal‐treated wastewater reuse for plant nurseries irrigation. Water Res. 2004, 

38, 2939–2947, doi:1016/j.watres.2004.03.037. 

32. Baldry, M.G.C. The bactericidal, fungicidal and sporicidal properties of hydrogen peroxide and peracetic acid. J. Appl. Bacteriol. 

1983, 54, 417–423, doi:1111/j.1365‐2672.1983.tb02637.x. 

33. Montori, A.; San Sebastian, O.; Franch, M.; Pujol‐Buxó, E.; Llorente, G.A.; Fernández‐Loras, A.; Richter‐Boix, Á.; Bosch, J. Ob‐

servations on the intensity and prevalence of Batrachochytridium dendrobatidis in sympatric and allopatric Epidalea calamita (na‐

tive) and Discoglossus pictus (invasive) populations. Basic Appl. Herpetol. 2019, 33, 5–17, doi:11160/bah.137. 

34. Frankel, T.E.; Bohannon, M.E.; Frankel, J.S. Assessing the impacts of methoxychlor exposure on the viability, reproduction, and 

locomotor  behavior  of  the  Seminole  ramshorn  snail  (Planorbella  duryi).  Environ.  Toxicol.  Chem.  2019,  39,  220–228, 

doi:1002/etc.4613. 

35. Heinonen, J.; Kukkonen, J.V.K.; Holopainen, I.J. Toxicokinetics of 2,4,5‐Trichlorophenol and Benzo(a)pyrene in the Clam Pisid‐

ium  amnicum: Effects of Seasonal Temperatures and Trematode Parasites. Arch. Environ. Contam. Toxicol. 2000, 39, 352–359, 

doi:1007/s002440010115. 

36. Heinonen, J.; Honkanen, J.; Kukkonen, J.V.K.; Holopainen, I.J. Bisphenol A Accumulation  in the Freshwater Clam Pisidium 

amnicum at Low Temperatures. Arch. Environ. Contam. Toxicol. 2002, 43, 50–55, doi:1007/s00244‐002‐1146‐y. 

37. Ali, D.; Ali, H.; Alarifi, S.; Masih, A.P.; Manohardas, S.; Hussain, S.A. Eco‐toxic efficacy of nano‐sized magnesium oxide  in 

freshwater snail Radix leuteola L. Fresenius Environ. Bull. 2016, 25, 1234–1242. 

38. Factor, C.J.B.; de Chaves, E.R.C. Toxicity of arsenic, aluminum, chromium and nickel to the embryos of the freshwater snail, 

Radix quadrasi von Möellendorf 1898. Philipp. J. Sci. 2012, 141, 207–216. 

39. Van Ginneken, M.; De Jonge, M.; Bervoets, L.; Blust, R. Uptake and toxicity of Cd, Cu and Pb mixtures in the isopod Asellus 

aquaticus from waterborne exposure. Sci. Total Environ. 2015, 537, 170–179, doi:1016/j.scitotenv.2015.07.153. 

40. Green, D.W.J.; Williams, K.A.; Hughes, D.R.L.; Shaik, G.A.R.; Pascoe, D. Toxicity of phenol to Asellus aquaticus (L.)—effects of 

temperature and episodic exposure. Water Res. 1988, 22, 225–231, doi:1016/0043‐135490082‐6. 

41. Berger, L.; Speare, R.; Marantelli, G.; Skerrat, L.F. A zoospore inhibition technique to evaluate the activity of antifungal com‐

pounds against Batrachochytrium dendrobatidis and unsuccessful treatment of experimentally infected green tree frogs (Litoria 

caerulea) by fluconazole and benzalkonium chloride. Res. Vet. Sci. 2009, 87, 106–110, doi:10.1016/j.rvsc.2008.11.005. 



J. Fungi 2021, 7, 406  14  of  14 
 

 

42. De Jong, M.S.; Van Dyk, R.; Weldon, C. Antifungal efficacy of F10SC veterinary disinfectant against Batrachochytrium dendroba‐

tidis. Med. Mycol. 2017, 56, 60–68, doi:1093/mmy/myx023. 

43. Van Rooij, P.; Pasmans, F.; Coen, Y.; Martel, A. Efficacy of chemical disinfectants for the containment of the salamander chytrid 

fungus Batrachochytrium salamandrivorans. PLoS ONE 2017, 12, e0186269, doi:1371/journal.pone.0186269. 

44. Thabah, C.M.; Devi, L.M.; Hooroo, R.N.K.; Dey, S. Morphological alterations in the external gills of some tadpoles in response 

to pH. J. Morphol. Sci. 2018, doi:10.1055/s‐0038‐1669476. 

45. Wijethunga, U.; Greenlees, M.; Shine, R. Effect of Pond Acidity on Southern Expansion of Cane Toads. Physiol. Biochem. Zool. 

2015, 88, doi:10.1086/681263. 

46. Pierce, B.A.; Montgomery,  J. Effects of Short‐Term Acidification on Growth Rates of Tadpoles.  J. Herpetol. 1989, 23, 97–102, 

doi:2307/1564014. 

47. Garner, T.W.J.; Schmidt, B.R.; Martel, A.; Pasmans, F.; Muths, E.; Cunningham, A.A.; Weldon, C.; Fisher, M.C.; Bosch, J. Miti‐

gating amphibian chytridiomycoses in nature. Philos. Trans. R. Soc. B 2016, 371, 20160207, doi:1098/rstb.2016.0207. 

48. Woodhams, D.; Bosch, J.; Briggs, C.J.; Cashins, S.; Davis, L.R.; Lauer, A.; Muths, E.; Puschendorf, R.; Schmidt, B.R.; Sheafor, B.; 

et al. Mitigating amphibian disease: Strategies to maintain wild populations and control chytridiomycosis. Front. Zool. 2011, 8, 

8, doi:1186/1742‐9994‐8‐8. 

 


