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Encadré :
Une taxonomie controversée.

Résumé

En raison du changement climatique 
certains amphibiens présentent des 
modifications de leur phénologie, 
telles qu’une saison de reproduction 
précoce ou tardive. Ce décalage peut 
entraîner des conséquences sur la 
survie et la reproduction des individus 
et potentiellement participer au déclin 
des populations. Cependant, le suivi de 
la phénologie des amphibiens peut être 
difficile en raison de leur nature cryptique 
et certains groupes d’amphibiens, tels 
que les salamandres, ne vocalisent pas 
et ne peuvent donc pas être suivis par 
des méthodes acoustiques. Notre but 
était donc de tester l’efficacité d’une 
méthode récente non-invasive basée 
sur l’ADN environnemental (ADNe) dans 
l’eau comme alternative à la surveillance 
acoustique pour étudier la phénologie 
de reproduction des amphibiens. Pour 
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Introduction

Le changement climatique impacte 
négativement la biodiversité et 
notamment la phénologie des espèces. 
Les changements de phénologie se 
manifestent par un décalage des périodes 
du cycle de vie associées aux saisons, 
telles que la migration (Van Buskirk, 
MulVihill & leBerMan, 2009), la floraison 
(CaraDonna, iler & inouye, 2014), ou la 
saison de reproduction (klaus & lougheeD, 
2013 ; lynCh et al., 2016). Les changements 
de phénologie peuvent entraîner des 
conséquences de l’individu à la population 
(stillMan, 2019). Par exemple, la naissance 

cela nous avons mené simultanément 
un suivi acoustique et ADNe avant 
et pendant la saison de reproduction 
de la Rainette faux-grillon dans l’Est 
de l’Ontario (Canada). Nous avons 
enregistré le premier chant de mâle le 
31 Mars alors que le marais était encore 
largement gelé. L’ADNe de la Rainette 
faux-grillon a été détecté dans l’eau six 
jours après le premier enregistrement 
de mâle actif. Par la suite, des signaux 
d’ADNe ont été détectés à plusieurs 
endroits du marais et les concentrations 
ont augmenté à mesure que davantage 
de mâles participaient au chœur, 
suggèrant que l’ADNe pourrait être un 
indicateur raisonnable de la taille du 
chœur de mâles. Nos résultats montrent 
donc que les suivis acoustiques restent 
préférables pour détecter le tout 
début de la saison de reproduction 
(i.e. premier(s) individu(s) actif(s)) mais 
l’ADNe peut être relativement efficace 
et non invasif pour les amphibiens qui 
ne vocalisent pas.

des Mésanges charbonnières (Parus major) 
est synchronisée avec un pic d’abondance 
de chenilles qui est la nourriture principale 
des oisillons. Une date de ponte trop 
tardive peut entrainer un décalage 
temporel entre l’éclosion des oisillons et le 
pic de ressources alimentaires nécessaires 
à leur bon développement et survie (Visser 
et al., 2006). 
Les amphibiens font partie des vertébrés 
les plus menacés au monde et répondent 
de manière hétérogène au changement 
climatique (FiCetola & Maiorano, 2016) : 
certains ne montrent pas de changement 
phénologique, tandis que d’autres se 
reproduisent plus tôt ou plus tard. Les 
raisons d’une telle disparité ne sont 
pas toutes clairement établies, mais les 
indices environnementaux déclenchant 
le début de la saison de reproduction 
sont probablement différents selon les 
espèces : par exemple, la température 
(ospina et al., 2013), les précipitations 
(saenz et al., 2006), la photopériode 
(sChalk & saenz, 2015), ou le cycle lunaire 
(grant, ChaDwiCk & halliDay, 2009). Il 
existe différentes méthodes de suivi 
des amphibiens : les méthodes dîtes « 
invasives » qui requièrent de capturer les 
individus (capture à la main, à l’aide de 
pièges ou de barrières) et les méthodes 
« non invasives » telles que les prospections 
visuelles ou les suivis acoustiques. L’ADN 
environnemental (ADNe) offre une 
méthode de suivi non invasive alternative. 
L’ADN environnemental est l’ADN libéré 
dans l’environnement (eau, air, sol, fèces) 
par les êtres vivants au travers de l’urine, 
gamètes, mucus, salive, cellules de la 
peau, etc. Il permet donc d’identifier les 
organismes présents dans un site sans 
avoir à repérer visuellement/auditivement 
ou capturer les individus au préalable.
Dans cette étude réalisée dans l’Est de 
l’Ontario au Canada, nous avons conçu 
et validé une méthode pour détecter 
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l’ADNe de la Rainette faux-grillon de 
l’Ouest (Pseudacris triseriata, Encadré p. 
131) à partir d’échantillons d’eau. Nous 
avons ensuite comparé l’efficacité du suivi 
par ADNe et du suivi acoustique à révéler 
la phénologie de reproduction de cette 
espèce.

Matériels et méthode

La rainette faux-grillon 
La Rainette faux-grillon de l’Ouest passe 
la majeure partie de sa vie sous la litière 
des feuilles et débris ligneux dans les 
zones boisées (whitaker, 1971). Elle survit 
à l’hiver grâce à un cryoprotecteur qui 
réduit la probabilité de geler lorsque 
les températures sont inférieures à zéro 
(higgins & swanson, 2013) et ne se manifeste 
que pendant la saison de reproduction, 
lorsque les mâles se positionnent à la 

surface de l’eau dans les milieux humides 
temporaires et peu profonds. Ils émettent 
alors des cris d’appel jours et nuits dans le 
but d’attirer les femelles (whitaker, 1971). 
Les Rainettes faux-grillon de l’Ouest 
sont notoirement difficiles à trouver et 
à capturer, le moyen de suivi de cette 
espèce le plus efficace est donc de cibler 
les mâles par suivi acoustique pendant 
la saison de reproduction (BuCkley et al., 
2021).

Site d’étude et données 
environnementales

Notre site d’étude (Round Field Marsh) 
est un marais peu profond à la Station 
Biologique de l’Université Queen’s 
(QUBS) dans l’Est de l’Ontario au Canada 
(44.5175° N, 76.3883° O). Du 8 mars au 
25 juillet 2022, nous avons enregistré pour 
chaque heure l’humidité et la température 
de l’air à l’aide d’un enregistreur HOBO 
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Figure 1.
Photo du site d’échantillonnage. La ligne blanche représente la délimitation du marais. « A », 
« B » et « C » indiquent les enregistreurs correspondants. Les « X » indiquent la localisation des 
sondes mesurant la température de l’eau et de l’air respectivement. Les bouteilles numérotées 
de 1 à 9 indiquent où les échantillons d’eau ont été collectés.
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MX2303 ainsi que la température de l’eau 
à l’aide d’un enregistreur HOBO UA-001-
08 (Figure 1). Nous avons téléchargé des 
données sur les précipitations et la vitesse 
du vent d’une station météorologique 
AcuRite Atlas située à 10 km du site d’étude. 
Un drone DJI Mavic 2 Air a été déployé à 
chaque séance d’échantillonnage d’ADNe 
pour caractériser la couverture de glace et 
neige du site au cours de la saison.

Suivi acoustique automatique
Nous avons placé trois enregistreurs 
acoustiques passifs (Song Meters SM4, 
Wildlife Acoustics) de part et d’autre du 
marais le 8 mars 2022 (A, B et C : voir 
emplacements sur la Figure 1), avant 
le début de la saison de reproduction 
alors que le marais était encore gelé 
et recouvert de neige. Nous avons 
enregistré les trois premières minutes de 
chaque heure et récupéré les données 
après la fin de la saison de reproduction 
(juillet 2022). L’enregistreur C a produit 
des enregistrements discontinus et de 
nombreuses données manquantes et a 
donc été utilisé seulement pour compléter 
l’information données par les deux autres 
enregistreurs. Nous avons écouté et 
inspecté visuellement les spectrogrammes 
sur Kaleidoscope Pro 5.4.6 (Wildlife 
Acoustics Inc) pour estimer le nombre 
de mâles émettant des cris d’appel. Les 
Rainettes faux-grillon ont des cris avec 
pulsations distinctifs et une fréquence 
dominante à environ 3,5 kHz (Bee et al., 
2010; nityananDa & Bee, 2011). Lorsque 
nous avons estimé un nombre différent 
de mâles entre les deux enregistreurs A et 
B (en raison du bruit de fond et/ou de la 
distance entre les mâles chantants et les 
enregistreurs), nous avons utilisé la valeur 
des deux la plus élevée. 

Nous avons transformé l’activité acoustique 

en variable binaire pour chaque heure (1 : 
cri(s) enregistré(s) pendant l’heure ; 0 : pas 
de cris pendant l’heure) de minuit le 31 mars 
à 23 h le 12 avril lorsque l’échantillonnage 
de l’ADNe a pris fin (plateau d’activité 
du chœur des mâles). A l’aide d’un 
modèle linéaire généralisé (GLM, famille 
quasibinomiale) nous avons exploré le lien 
entre les variables environnementales et 
l’activité acoustique horaire : température 
de l’eau (°C), humidité relative (%), taux 
de précipitations (mm/h), vitesse du vent 
(km/h) et activité au cours de l’heure 
précédente (1 : cri(s) enregistré(s), 0 : pas 
de cris) pour tenir compte de la potentielle 
non-indépendance des données. Nous 
n’avons pas inclus la température de l’air 
dans le modèle parce que la température 
de l’air était fortement corrélée à celle de 
l’eau (corrélation de Spearman = 0,7) et 
les rainettes faux-grillon mâles appellent 
généralement à la surface de l’eau.

Suivi par ADN environnemental
Conception et validation.

Nous avons conçu et validé une méthode 
par ADNe ddPCR pour cibler la Rainette 
faux-grillon de l’Ouest présentant le 
mitotype P. maculata (Encadré p. 131). 
Notre couple d’amorces et sonde TaqMan 
ciblent une code-barre ADN de 196 paires 
de bases du gène cytochrome b. Ce court 
fragment nous permet de distinguer la 
Rainette faux-grillon des autres espèces 
d’amphibiens mais également de 
distinguer les deux mitotypes de Rainette 
faux-grillon (P. triseriata et P. maculata). 
Nous avons validé notre approche i) in silico 
en utilisant les séquences d’amphibiens 
présentes dans les bases de données 
publiques, ii) in vitro en utilisant de l’ADN 
des espèces d’amphibiens co-occurrentes 
et du mitotype P. triseriata, et iii) in vivo en 
utilisant des échantillons d’eau prélevés 
dans neuf sites où la présence/absence 
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de la Rainette faux-grillon présentant le 
mitotype P. maculata est connue. Enfin, 
nous avons déterminé la limite de détection 
(LOD) et de quantification (LOQ), c’est-à-
dire la concentration d’ADNe la plus faible 
que l’on puisse respectivement détecter 
et quantifier avec confiance (klyMus et al. 
2020, Brys et al. 2021).

Echantillonnage d’eau, filtration et 
laboratoire.

Le protocole utilisé pour détecter l’ADNe 
de la Rainette faux-grillon à partir des 
échantillons d’eau est composé de quatre 

étapes principales (Figure 2) : 
1) l’échantillonnage tous les deux jours 
d’entre trois et neuf échantillons de 1L 
d’eau à chaque session d’échantillonnage 
(nombre d’échantillons environ 
proportionnel à la surface du marais 
exempte de glace) pour un total de 56 
échantillons ;
2) la filtration de l’eau ;
3) l’extraction de l’ADN à partir des filtres ;
4) l’amplification du code-barre par PCR 
digitale en gouttelettes (ddPCR) en triple 
réplicats indépendants.
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Figure 2.
Protocole d’analyse 
de l’ADNe dans les 
échantillons d’eau : 
1) échantillonnage 
du site. Le « N » in-
dique le Nord et les 
bouteilles numérotées 
de 1 à 9 indiquent 
où les échantillons 
d’eau ont été collec-
tés ;
2) filtration de l’eau 
à l’aide d’une pompe 
péristaltique ; 
3) extraction de 
l’ADN ;
4) ddPCR : amplifica-
tion du code-barre 
et quantification de 
la concentration 
de l’ADNe. Chaque 
disque représente 
une gouttelette : les 
gouttelettes grises 
sont négatives (pas 
d’ADN de la Rai-
nette faux-grillon) 
et les gouttelettes 
vertes émettant de 
la fluorescence sont 
positives. L’éclair vert 
illustre l’émission de 
fluorescence.
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Résultats et discussion

Bien que plus de 90 % du marais soit 
encore recouvert de glace (Figure 3), 
nous avons enregistré le premier mâle 
actif le 31 mars à 19h à la suite d’un après-
midi pluvieux et des températures se 
rapprochant des 10°C (Figure 4). Les cris 
du mâle étaient évidents sur l’enregistreur 
B mais pas A ce qui suggère que le mâle 
a chanté près du côté Est du marais où 
l’eau a dégelé en premier. Aucun autre 
chant n’a été entendu jusqu’au 2 avril 

(deux mâles enregistrés à 18h et un 
mâle à 20h) qui a montré des conditions 
météorologiques assez similaires au 31 
mars (Figure 4). L’activité des mâles a 
ensuite été intermittente jusqu’au 12 avril 
à partir duquel le chœur est resté continu 
jours et nuits (Figure 4). Le nombre de 
créneaux horaires pour lesquels des cris 
ont été enregistrés a augmenté avec la 
température de l’eau (p < 0,001) mais n’a 
pas été affectée par l’humidité (p = 0,801), 
les précipitations (p = 0,236) ni la vitesse 
du vent (p = 0,067). 
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Figure 3.
Evolution de la couverture neigeuse du site le 15 Mars, 31 Mars, 06 Avril et 12 Avril. Les photos ont été prise le matin 
(entre 10h et 12h) à 200m d’altitude à l’aide d’un drone.
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La première détection positive d’ADNe a 
eu lieu le 6 avril, soit six jours après que le 
tout premier mâle actif ait été enregistré par 
suivi acoustique (Figure 4). Ce décalage 
temporel entre les deux méthodes n’est 
pas inattendu : le premier mâle a chanté 
dès que le marais a commencé à dégeler 
et on pourrait s’attendre à ce qu’il faille du 
temps pour que des quantités suffisantes 

d’ADN soient relâchées dans l’eau. Ceci 
est d’autant plus probable que la quantité 
d’ADNe est initialement limitée par la 
petite masse corporelle de cette espèce 
(< 1g), son comportement (utilisation de 
la végétation flottante), un nombre initial 
faible d’individus actifs dans l’eau avec 
des températures qui varient autour de 
0°C (gel/dégel de la surface de l’eau). Les 
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Figure 4.
Représentation des données ADNe (tous les deux jours en début de matinée lors de l’échantillonnage), acoustiques 
(toutes les heures et tous les jours) et environnementales (toutes les heures et tous les jours) du 31 mars 2022 au 12 
avril 2022. « Détection d’ADNe » : un blanc indique qu’aucun échantillon d’eau n’a été collecté (31 mars – marais 
encore gelé), un tiret gris indique qu’aucun des échantillons d’eau n’a révélé d’ADNe de Rainette faux-grillon, une 
étoile noire indique un échantillon positif avec certitude et une étoile grise indique un échantillon positif avec incerti-
tude (non concluant). « Nombre de mâles actifs » : les triangles rouges représentent le nombre de mâle actifs chaque 
heure. « Température (°C) » : le bleu clair représente la température de l’air et le bleu foncé la température de l’eau 
pour chaque heure. « Humidité relative (%) » : le rouge représente l’humidité relative pour chaque heure et les barres 
verticales grises indiquent les précipitations.
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anoures et les salamandres se reproduisant 
plus tard dans l’année, et/ou ayant une 
plus grande masse corporelle auraient 
probablement des taux de détection 
d’ADNe plus élevés (pillioD, golDBerg, 
arkle et waits, 2014; golDBerg et al., 2016; 
golDBerg, striCkler & FreMier, 2018).

Le nombre d’échantillons positifs et la 
concentration de l’ADNe ont ensuite 
augmenté avec l’activité des mâles, 
suggérant que globalement à l’échelle 
du site l’ADNe pourrait être un indicateur 
raisonnable de la taille et de l’emplacement 
des mâles, et potentiellement des femelles 
qui ne vocalisent pas (eVert et al., 2021). Nos 
données d’ADNe ont également révélé 
des patrons spatiaux fins intéressants qui 
peuvent être plus difficiles à obtenir avec 
des enregistrements acoustiques à cause 
du vent ou du chevauchement des cris de 
mâles. Par exemple, nous avons détecté 
deux fois la Rainette faux-grillon du côté 
Est du marais (localités 3 et 5) alors qu’aux 
localités 1, 2, 6 et 7, aucun échantillon 
n’a été positif au cours de cette étude. 
Cette hétérogénéité au sein du site 
pourrait s’expliquer par une différence 
dans le nombre d’individus actifs (plus 
d’ADNe excrété dans certains localités 
que d’autres). Cela pourrait également 
s’expliquer par les propriétés lentiques 
du site et notamment la végétation qui 
peut grandement limiter la circulation 
de l’eau et donc d’une part réduire la 
dispersion de l’ADNe et d’autre part 
créer des différences physico-chimiques 
qui impacteraient la persistance de 
l’ADNe dans l’eau (golDBerg, striCkler & 
FreMier, 2018; shaCkleton et al., 2019). 
Un échantillonnage spatial et temporel 
intensif de l’ADNe est donc nécessaire pour 
effectuer des relevés précis des espèces, 
notamment lorsque les abondances sont 
faibles (golDBerg et al., 2016; golDBerg, 
striCkler & FreMier, 2018).

Il est cependant important de noter que la 
présence d’inhibiteurs de PCR dans l’eau 
a potentiellement mené à de faux négatifs 
(échantillons négatifs à la Rainette faux-
grillon alors qu’elle est présente) et à 
une sous-estimation des concentrations 
d’ADNe. Les inhibiteurs de PCR, tels 
que les acides humiques naturellement 
présents dans l’eau du marais, peuvent 
limiter l’amplification du code-barre et/
ou l’émission de fluorescence lors de la 
ddPCR. Les conditions météorologiques 
peuvent également influencer le succès 
de détection. Par exemple, les activités 
de reproduction chez certaines espèces 
d’amphibiens sont déclenchées par 
les précipitations mais nos données 
suggèrent que les précipitations peuvent 
également diluer l’ADNe et réduire les 
probabilités de détection. En effet, aucun 
ADNe de Rainette faux-grillon n’a été 
détecté le 8 avril, malgré une activité 
du chœur de mâles dans le marais la 
veille et un échantillon positif le 6 avril 
(Figure 4). La pluie intense de la journée 
et soirée de la veille pourrait avoir dilué 
l’ADNe déjà présent en faible quantité 
dans l’eau, le rendant indétectable. Ainsi, 
l’échantillonnage répété au fil des jours et 
la collecte de variables abiotiques telles 
que les précipitations sont importants 
pour interpréter les résultats (Buxton et al., 
2017; akre et al., 2019).

Conclusion

Les suivis acoustique et d’ADNe ont 
montré que la saison de reproduction 
de la Rainette faux-grillon a commencé 
au tout début du printemps, lorsque la 
température de l’air était basse et que le 
marais commençait tout juste à dégeler 
(whitaker, 1971). L’approche ADNe 
ddPCR s’est avérée efficace pour détecter 

138



Plume de naturalistes
n°7 - 2023

la Rainette faux-grillon à faible abondance 
dans un marais peu profond, même 
lorsque seuls quelques mâles chantaient. 
Cependant, la surveillance acoustique 
reste la méthode la plus efficace pour 
étudier la phénologie de cette espèce : 
l’ADNe n’a pas pu révéler la présence 
de la Rainette faux-grillon avant ou en 
même temps que les enregistrements 
acoustiques pour de multiples potentielles 
raisons : faible biomasse de l’espèce, eau 
du marais majoritairement gelée, système 
lentique fragmenté par la végétation, 
inhibiteurs de PCR (ex. acides humiques 
provenant des plantes). Nos résultats 
impliquent cependant qu’avec une 
couverture d’échantillonnage spatiale 
suffisante, l’ADNe peut être une approche 

efficace pour détecter la Rainette faux-
grillon avant la ponte et l’émergence des 
têtards (ByleMans et al. 2016; Buxton et 
al., 2017; Dunn et al., 2017; eVerts et al., 
2021) et serait une alternative intéressante 
pour des espèces d’amphibiens qui ne 
vocalisent pas ou dont les cris sont à peine 
perceptibles (par exemple, la Grenouille à 
griffes africaine Xenopus laevis).
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