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Introduction 
 
 

I.1 L’ADNe pour l’étude de la biodiversité en eau douce 

 
Dans la crise mondiale actuelle de la biodiversité, les habitats d'eau douce ont été classés parmi 

les écosystèmes les plus vulnérables (Dudgeon et al., 2006 ; WWF, 2020). Il a notamment été démontré 

que l'augmentation de la température de l'eau et le raccourcissement des hivers peuvent avoir un impact 

sur la reproduction des poissons, en entraînant par exemple la modification du moment du frai et de la 

durée d'incubation des œufs (par exemple, Stewart et al., 2021 ; Lyons et al., 2015 ; Starzynski et Lauer, 

2015). Afin d'enrayer le déclin de la biodiversité et du fonctionnement des écosystèmes des habitats 

d’eau douce, divers cadres législatifs, tels que la directive-cadre sur l'eau de l'UE (DCE), ont été mis en 

place, et exigent de solides méthodes d'évaluation de la biodiversité afin d'assurer l'intégrité biologique 

des systèmes protégés (Birk et al., 2012 ; Bohan et al., 2017 ; Leese et al., 2018).  

 

L'utilisation de l'ADN environnemental (ou ADNe) a révolutionné la façon dont nous assurons 

le suivi de la biodiversité, et en particulier dans les systèmes aquatiques (Deiner et al., 2017 ; Cristescu 

& Hebert, 2018 ; Pawlowski et al., 2018 ; Ruppert et al., 2019 ; Beng & Corlett, 2020). L'ADNe est défini 

comme l'ADN extrait à partir d'un échantillon environnemental sans isoler au préalable aucun organisme 

cible (Taberlet et al., 2012). L'échantillon peut être de l'eau, du sol, des sédiments, de l'air, des fèces 

ou des contenus intestinaux ou même des sources anciennes comme des carottes de glace, de 

sédiments ou de pergélisol (Taberlet et al., 2012 ; Thomsen & Willerslev, 2015). En ce qui concerne les 

macroorganismes, cet ADN retrouvé dans l'environnement provient de la libération de matériel 

génétique dans l'environnement, par exemple par la desquamation des cellules de la peau, de poils ou 

d’écailles, l'excrétion de fluides corporels, la défécation ou encore la libération de gamètes (Pawlowski 

et al., 2020) (Figure 1). 

 

Figure 1 : Schéma représentant les sources d’ADNe libéré par les poissons dans l’environnement (eau). 

 

En eau douce, les avantages majeurs des méthodes basées sur l'ADNe pour le biomonitoring 

sont,  (1) leur caractère non invasif, qui n'entraîne que peu ou pas de perturbations pour les espèces et 
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les systèmes et notamment lorsqu'elles ciblent les macroorganismes, (2) l'efficacité en termes de temps 

et de coûts, qui permet de surveiller la biodiversité sur de grandes échelles spatiales et temporelles, (3) 

la grande sensibilité de détection, qui permet de détecter de manière fiable les espèces rares ou furtives 

ou les premiers stades des invasions biologiques et (4) l'universalité de l'échantillonnage, qui permet 

d'évaluer la biodiversité sur une large gamme taxonomique à l'aide du même échantillon d'ADNe 

(Goldberg et al. , 2016 ; Deiner et al., 2017 ; Shaw et al., 2017 ; Pawlowski et al., 2018 ; Beng & Corlett, 

2020). 

 

La dynamique de la production, de la distribution spatio-temporelle, de la persistance et de la 

dégradation de l'ADNe dans le milieu est un sujet sur lequel les recherches se sont concentrées ces 

dernières années (Turner et al., 2015 ; Eichmiller et al., 2016 ; Tsuji et al., 2017 ; Allan et al., 2020 ; 

Wood et al., 2020). Cette dynamique est d'une importance décisive pour estimer la robustesse, la 

sensibilité ainsi que la pertinence des conclusions tirées de toute étude d'ADNe. Par exemple, en 

fonction de divers facteurs environnementaux, tels que la température, le pH, le rayonnement UV ou la 

disponibilité de l'oxygène, l'ADNe dans les systèmes aquatiques peut se dégrader en quelques jours 

jusqu'à devenir indétectable (Barnes et al., 2014 ; Barnes & Turner, 2016 ; Seymour et al., 2018) ou 

persister jusqu'à des centaines voire des milliers d'années dans un état analysable dans les sédiments 

des systèmes d'eau douce (par exemple, Giguet-Covex et al., 2019). De même, l'ADNe dans les 

systèmes lotiques peut être transporté en aval sur quelques centaines de mètres seulement (Jane et 

al., 2015 ; Wilcox et al., 2016) ou jusqu'à des dizaines de kilomètres (Deiner & Altermatt, 2014 ; Pont et 

al., 2018). Les facteurs environnementaux à l'origine de cette dynamique sont très variables d'un 

système à l'autre et nécessitent des évaluations spécifiques de l'habitat (Harper et al., 2019 ; Sales et 

al., 2021). 

 

Des facteurs biotiques sont également en jeu pour expliquer notamment le taux d’émission de 

l’ADNe dans l’environnement ; l’émission peut en effet être influencée par l’âge des organismes chez 

les poissons (Maruyama et al., 2014), leur activité et métabolisme (de Souza et al., 2016 ; Stewart 

2019). Ces niveaux d’activité ainsi que l’utilisation de l’espace par les espèces ne sont pas indépendants 

des facteurs abiotiques (ex. température). La phénologie, les déplacements pour l’utilisation des 

habitats peuvent varier au cours de l’année (zone refuge pour les juvéniles, lieux de nutrition…) et ainsi 

induire une répartition variable de l’ADNe dans le milieu d’étude (Ghosal et al., 2018). Les périodes de 

reproduction en particulier sont a priori des périodes de fort relargage d’ADNe (Di Muri et al. 2022; Tsuji 

et Shibata 2020). 

 

I.2 Les étapes de l’analyse ADNe à partir d’échantillons d’eau 

 
Dans le cas d'échantillons d'eau, l'ADNe qui est disséminé dans l'eau est concentré par filtration, 

centrifugation ou précipitation, puis cet ADN est purifié par une étape d’extraction de l’ADN (Shaw et 

al., 2017 ; Ruppert et al., 2019). L'étape suivante cible spécifiquement l'ADN du taxon, du groupe ou de 

l’espèce d'intérêt. Le niveau taxonomique peut aller de l'espèce individuelle à des domaines entiers, 

voire à la "biodiversité totale" (Compson et al., 2020) et dicte également la méthode utilisée pour la 



Pôle R&D ECLA 

Site INRAE d’Aix-en-Provence  
3275 route Cézanne – 13100 Le Tholonet 

https://professionnels.ofb.fr/fr/pole-ecla-ecosystemes-lacustres 

 

 

6 
6 

 

   

détection de l'ADN ciblé dans un échantillon d'ADNe, le « barcoding » ou le « metabarcoding ». 

 

 

I.2.1 Approche « metabarcoding » 
 

Le metabarcoding est la méthode la plus couramment appliquée pour caractériser la 

composition en espèces de communautés biologiques diversifiées (espèces multiples, groupes 

d'espèces). Dans ce cas, des amorces dites généralistes ou universelles sont utilisées pour amplifier 

un marqueur cible du groupe à partir de l'extrait d'ADNe. Le marqueur génétique ainsi amplifié est 

ensuite soumis à une étape de séquençage à haut débit (HTS) qui permet de séquencer en parallèle 

un grand nombre d’échantillons. Les séquences obtenues sont ensuite comparées à des séquences 

disponibles dans les bases de référence afin d'identifier la composition en espèces de chaque 

échantillon séquencé (Taberlet et al., 2012 ; Shaw et al., 2017 ; Ruppert et al., 2019). 

 

 

I.2.2 Approche « barcoding » & quantification d’espèces ciblées 
 

Cette approche vise à détecter l'ADN d'espèces individuelles. Si la méthode de barcoding peut 

elle aussi être associée au séquençage pour caractériser l'identité génétique d’une espèce. Cette 

approche est également largement appliquée pour quantifier la cible d'intérêt. Il peut s’agir dans ce cas 

d’utiliser l'amplification en chaîne par polymérase en temps réel ou quantitative (qPCR). Pour cela, des 

amorces spécifiques à l'espèce, qui peuvent être marquées par fluorescence ou associées à des 

sondes d'hydrolyse, sont utilisées pendant l'amplification par PCR. La présence de l'ADN cible dans 

l'extrait d'ADNe est déduite par une augmentation du signal de fluorescence pendant la PCR (Logan et 

al., 2009 ; Doi, Takahara et al., 2015). Au cours des dernières années, la PCR digitale (dPCR), et plus 

particulièrement la PCR digitale en gouttelettes (ddPCR) sont apparues comme des méthodes 

alternatives à la qPCR pour la détection de signaux ADN rares. La ddPCR génère des milliers de 

gouttelettes de l'ordre du nanolitre pendant la PCR, chacune d'entre elles contenant idéalement une ou 

aucune copie de l'ADN cible. La PCR est effectuée dans chaque gouttelette en parallèle à l'aide de 

sondes marquées par fluorescence et la présence de la cible est déduite par une mesure finale du 

signal de fluorescence dans toutes les gouttelettes en parallèle (Hindson et al., 2011 ; Doi et al., 2015) 

(Figure 2). La ddPCR a l'avantage d'être quantitative (Nathan et al., 2014) et plus efficace que la qPCR 

pour détecter les organismes aquatiques rares, y compris les poissons (Wood et al., 2019 ; Brys et al., 

2020 ; Doi, Uchii, et al., 2015). En outre, par rapport à la qPCR, la dPCR est plus répétable et 

reproductible (Pinheiro et al, 2012), plus précise (Sanders et al., 2011), plus rapide, moins coûteuse 

(Nathan et al., 2014), et plus tolérante à la présence d'inhibiteurs (Doi, Takahara, et al., 2015 ; Hoshino 

et Inagaki, 2012). 
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Figure 2 : Schéma représentant les principales étapes d’analyses ADN à l’aide de la technologie de 
PCR digitale en gouttelettes (ddPCR). 
 
 

 

I.3 Les génomes et gènes ciblés pour l’étude des populations de 
poissons 
 

L’ADN mitochondrial (ADNmt) est généralement ciblé lors des analyses ADNe car les cellules 

somatiques possèdent de nombreuses mitochondries, et donc de nombreuses copies du génome 

mitochondrial par cellule. Le génome nucléaire quant à lui, n’est présent qu’en une seule copie par 

cellule (Figure 3). En ciblant l’ADNmt on a donc un signal qui sera à priori plus fort que celui provenant 

de l’ADN nucléaire (ADNnu). 

 

 
 
Figure 3 : Schéma représentant les différences de composition en ADN nucléaire et mitochondrial entre 
les cellules somatiques et les spermatozoïdes. 
 

Les gènes marqueurs couramment utilisés pour les études ADNe ciblant les poissons sont donc 

des gènes mitochondriaux, comme la sous-unité I de la cytochrome c-oxydase (COI) (Bakker et al., 

2017, Leray et al., 2013 ; Simpfendorfer et al., 2016 ; Stoeckle et al., 2017), le cytochrome b (Hanfling 

et al., 2016 ; Jo et al., 2019 ; Lacoursière-Roussel et al, 2016 ; Murakami et al., 2019). Les ARN 

ribosomiques (ARNr), l'ARNr 16S et l'ARNr 18S, ont été utilisés dans quelques études (Bessey, Jarman 

et al., 2020 ; Stat et al., 2019), mais ces dernières années, l'ARNr 12S est de plus en plus utilisé dans 

les études ADNe ciblant les poissons (Andruszkiewicz et al., 2017 ; Kelly et al., 2014 ; Lafferty et al., 

2020 ; Miya et al., 2015 ; Stoeckle et al., 2017, 2020 ; Thomsen et al., 2016 ; Yamamoto et al., 2017). 

Les amorces basées sur l'ARNr 12S offrent cependant une résolution taxonomique similaire à celle des 

amorces basées sur le gène COI (Bylemans et al., 2018). 
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Que ce soit pour le « metabarcoding » ou le « barcoding », l’existence de bases de données 

riches en séquences d’intérêt est indispensable pour l’assignation taxonomique des séquences 

identifiées par séquençage ou pour la création d’amorces spécifiques. Malgré la richesse des données 

de séquences disponibles, les bases de données axées sur les organismes aquatiques sont moins 

complètes que pour les organismes terrestres, les organismes aquatiques sont souvent sous-

représentés ou absents des bases de données de référence (Iwasaki et al., 2013 ; Wangensteen & 

Turon, 2017). Parmi les bases de données intégrant des séquences ciblant les poissons, on peut 

mentionner le Barcode of Life Data System (BOLD), qui contient principalement des séquences COI 

provenant des règnes animal, végétal, fongique et protiste (Ratnasingham & Hebert, 2007). Le « 

National Center for Biotechnology Information » (NCBI) maintient des bases de données de séquences 

nucléotidiques générales comme GenBank et la base de données RefSeq, ainsi que des bases 

spécialisées comme les ressources génomiques des organelles et les bases de données BLAST de 

l'ARN ribosomal (Sayers et al., 2019). Actuellement il existe une seule ressource publique spécifique 

aux poissons : la base de données MitoFish qui regroupe les génomes mitochondriaux complets de 

plus de 3000 espèces et partiels de plus de 40 000 espèces (Iwasaki et al., 2013 ; Sato et al., 2018, 

www.mitofish.aori.u-tokyo.ac.jp, 2023). Les gènes mitochondriaux étant majoritairement ciblés dans les 

études ADNe, les bases de données disponibles contiennent principalement des séquences 

mitochondriales, et il est difficile de trouver des séquences nucléaires pour les poissons. Les quelques 

études qui se sont intéressées à l’ADNe nucléaire chez les poissons ont ciblées le gène « Internal 

Transcribed Spacer 1 » (ITS1), gène ribosomique nucléaire possédant un taux de mutation élevé et 

permettant donc une bonne différenciation entre les espèces (Bylemans et al., 2017 ; Wu et al., 2023) 

 
 

I.4 L’ADNe pour l’étude de la phénologie de la reproduction des 
poissons 
 

Ces dernières années, l'utilisation des méthodes ADNe pour l'inventaire des espèces de poissons a 

bénéficié de nombreuses améliorations méthodologiques (Bessey, Keesing et al., 2020 ; Miya et al., 

2020, Rourke et al., 2021) et peut offrir une alternative aux outils de suivi conventionnels. Des 

applications récentes ont également démontré le potentiel de l'ADNe pour suivre les périodes de frai 

des poissons (Thalinger et al. 2019 ; Bylemans et al. 2017) ce qui est crucial pour étudier les effets des 

pressions anthropiques et climatiques sur la dynamique des populations de poissons, et in fine proposer 

des actions de gestion et conservation des espèces de poissons. 

 

Pour suivre l'activité de frai des poissons, les méthodes sont généralement invasives (par 

exemple, la pêche au filet maillant ou la collecte d'œufs fécondés) ou traumatisantes (par exemple, la 

pêche électrique ou la télémétrie acoustique), et les méthodes non invasives (par exemple, les 

inventaires visuels ou les inventaires acoustiques) sont sensibles aux biais des observateurs et aux 

erreurs d'identification taxonomique (Lefort et al. 2015 ; Bylemans et al. 2017). Les méthodes ADNe 

pourraient représenter une approche alternative si les protocoles appliqués fournissent une information 

quantitative suffisamment robuste pour détecter les début, fin et pics d'activité de reproduction des 

http://www.mitofish.aori.u-tokyo.ac.jp/
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poissons avec précision. Une corrélation entre la concentration d'ADNe de poisson dans l'eau et son 

activité de frai a été démontrée dans les rivières pour les espèces de poissons diadromes (Gingera et 

al., 2016 ; Tillotson et al., 2018 ; Antognazza et al., 2019 ; Bracken et al., 2019) et potamodromes 

(Thalinger et al., 2019). Pour les espèces de poissons non migrateurs, différentes approches basées 

sur l'ADNe ont été développées dans les rivières, comme l'étude de l'activité de frai de la perche 

australienne Macquarie (Macquaria australasica), en comparant les ratios d'ADNe nucléaire et 

mitochondrial (Bylemans et al., 2017) ou la corrélation entre le signal de l'ADNe et la probabilité 

d'observer des carpes à grosse tête (Hypophthalmichthys spp.) dans l'ichtyoplancton (Fritts et al., 2019). 

Bien que certaines corrélations aient été établies entre le signal de l'ADNe dans l'eau et l'abondance 

des poissons dans les lacs (par exemple, Nevers et al., 2018 ; Klobucar et al., 2017), une seule 

approche de « metabarcoding » de l'ADNe a été réalisée pour surveiller les périodes de frai de l'omble 

chevalier (Salvelinus alpinus L.) dans les lacs (Di Muri et al., 2022). 

 

En raison de la corrélation entre l'abondance d'ADNmt et la biomasse des espèces de poissons, 

une augmentation des concentrations d'ADNmt pendant la saison du frai pourrait être due à la formation 

d'agrégations de frai (Takahara et al. 2012 ; Lacoursière-Roussel et al. 2015 ; Yamamoto et al. 2016). 

Le frai est souvent caractérisé par la libération massive d'ovocytes et de spermatozoïdes dans la 

colonne d'eau. Alors que les ovocytes sont relativement grands et sont souvent fixés au substrat du 

fond ou à la végétation aquatique. Les spermatozoïdes sont quant à eux petits, mobiles, plus abondants 

et généralement distribués de façon plus homogène dans le plan d'eau (Cosson et al. 2008). Les 

spermatozoïdes sont donc une source majeure d'ADNe pendant le frai. Les spermatozoïdes sont 

génétiquement très différents des cellules somatiques car ils contiennent un ADN nucléaire (ADNnu) 

hautement condensé et protégé, alors que le nombre de génomes mitochondriaux est relativement 

faible. Il a été montré que pendant la période de reproduction, le signal provenant de l’ADNnu 

augmentait de façon plus importante que celui ciblant l’ADN mitochondrial en rivières (Bylemans et al., 

2017) tandis qu’en dehors de la période de reproduction les signaux sont similaires (Figure 4). 

 

 
 
Figure 4 : Schéma représentant l’intensité de la fluctuation du signal ADNe selon le génome ciblé 
(mitochondrial ou nucléaire) et le cycle de vie du poisson (période de reproduction ou hors période de 
reproduction). 
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II. Objectifs du projet QuantiFish 
 

Les progrès récents dans la quantification des signaux ADNe à partir d'échantillons d'eau ouvrent des 

alternatives à fort potentiel pour remplacer ou compléter efficacement les méthodes traditionnelles de suivis 

de la reproduction des poissons qui sont invasives, traumatisantes ou sujettes à des biais d’observateurs. 

L'objectif principal de ce projet est donc de tester notre capacité à suivre le déroulement des périodes de 

reproduction de plusieurs espèces de poissons à l'aide d'une méthode ADNe quantitative, en supposant 

que, lors du frai, les poissons se rassemblent sur les zones de frai, ont une activité accrue et libèrent leurs 

gamètes, ce qui conduit à des quantités plus importantes d'ADN libéré dans le milieu environnant. Les 

espèces choisies pour ce projet sont la perche, le corégone, l’omble chevalier et le brochet. Ces quatre 

espèces ont toutes un intérêt économique et écologique, mais elles possèdent également des 

caractéristiques de reproduction différentes (période de reproduction, présence de suivis traditionnels, 

zones de frai et migration), permettant ainsi de tester l’utilisation de l’ADNe pour le suivi de la reproduction 

des poissons en lacs avec différentes contraintes (Tableau 1). 

 

Tableau 1: Tableau récapitulatif des espèces étudiées dans le projet QuantiFish et de leurs caractéristiques 
de reproduction (période, présence ou absence de suivis traditionnels, zones de frai et présence ou 
absence de migration). 

 

 

Le Léman, lac dans lequel le changement climatique et la réoligotrophisation affectent les 

populations de percidés et de salmonidés (Gillet et al., 2013 ; Caudron et al., 2014) avec des 

conséquences sociétales sur l'activité de pêche (Nõges et al., 2018), a été choisi comme site d’étude. 

Des suivis de la phénologie du frai de deux espèces de poissons importantes pour la pêche récréative 

et commerciale, à savoir la perche (Perca fluviatilis) et le corégone (Coregonus lavaretus), ont été mis 

en place dans ce lac depuis de nombreuses années. Pour la perche, le suivi traditionnel est réalisé à 
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l'aide de substrats artificiels de frai placés sur un site de référence pour collecter les rubans d'œufs (de 

début avril à fin juin) (Gillet et al., 2013), tandis que pour le corégone, le suivi traditionnel est basé sur 

l'utilisation de filets maillants déployés chaque semaine (de fin novembre à fin janvier) dans une zone 

où le corégone fraie naturellement (Goulon et al., 2022). L’existence de ces suivis traditionnels offre 

l’opportunité de comparer l’efficacité des suivis ADNe par rapport à ces suivis mis en place de longue 

date. Pour le brochet (Esox lucius) et l’omble chevalier (Salvelinus alpinus), aucun suivi n’existe dans 

le Léman, et nous avons donc comparé les données ADNe à des comptages visuels dans les zones de 

frais et aux dates présumées de reproduction. Le Léman offre également un avantage d’un point de vue 

pratique, les suivis devant se faire de façon hebdomadaire, la proximité géographique du lieu d’étude a 

été déterminante. 

Pour atteindre un haut niveau de sensibilité et détecter de petites variations dans la quantité 

d'ADNe, nous avons choisi d’utiliser une technologie récente, la PCR digitale par gouttelettes (ddPCR). 

Comme mentionné précédemment, l’approche par PCR digitale (dPCR) a l'avantage d'être quantitative 

(Nathan et al., 2014) et plus efficace que la qPCR pour détecter les organismes aquatiques rares (Wood 

et al., 2019 ; Brys et al., 2020 ; Doi, Uchii, et al., 2015). Dans le but de distinguer le signal ADNe basal 

émis par une espèce de poisson vivant en permanence dans le lac du signal révélant son activité de 

frai, nous avons également choisi de quantifier systématiquement l'ADNe d’au moins deux espèces en 

même temps, l'une servant de " contrôle ADNe " pour l'espèce dont nous suivons la phénologie de la 

reproduction.  

Lors des études ADNe le choix du génome ciblé est déterminant, et nous avons choisis ici de 

comparer des cibles mitochondriales et nucléaires, la première étant plus couramment utilisée, et la 

seconde potentiellement plus adaptée pour les suivis ADNe de la phénologie de la reproduction. Les 

amorces ADN utilisées dans cette étude pour cibler le gène mitochondrial de la cytochrome c oxydase 

I (COI), ont été développées au cours de ce projet pour la perche, l’omble chevalier et le brochet. Pour 

le corégone, les amorces proposées par Hulley et al. (2019) ont été utilisées. Pour cibler le génome 

nucléaire, de nouvelles amorces ciblant le gène ITS1, pour chacune des quatre espèces, ont été 

développées dans cette étude. La compatibilité des amorces avec l'analyse ddPCR a été validée après 

des tests de spécificité et de sensibilité appropriés.  

Pour réaliser ces suivis ADNe, de l'eau a été collectée chaque semaine au plus proche des 

zones de frai identifiées ou supposées (zone littorale ou profonde selon les espèces) et ce, pendant 

toute la période de reproduction. La collecte de l’eau s’est effectuée à l’aide de deux stratégies 

d'échantillonnage différentes : un échantillonnage discret répété et un d'échantillonnage intégré dans le 

but de lisser l'hétérogénéité locale potentielle du signal ADNe (Sato et al., 2017). La variabilité spatiale 

du signal ADNe a également été étudiée avec le cas particulier du corégone qui migre quotidiennement 

durant sa période de reproduction et permettant donc de suivre la persistance locale du signal ADNe à 

des échelles de temps de l’ordre de quelques heures seulement. 
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III. Matériel et méthodes 
 

III.1 Site d’étude et espèces ciblées 

 

III.1.1 Site d’étude 

 

Le lac Léman est situé dans les Alpes du Nord (46°27'N, 06°32'E) à une altitude de 372m. La 

superficie du lac est de 580,03 km2, avec une profondeur maximale de 309 m. La perche et le corégone 

sont les deux espèces de poissons les plus abondantes dans le lac Léman, et leur abondance a 

fortement varié dans le passé (Anneville et al., 2017). Le suivi de la phénologie de leur frai a permis 

d'estimer le début, la fin et le pic de la période de frai pour ces deux espèces, afin de guider les acteurs 

avec des recommandations pour adapter les dates de fermeture de la pêche, mais aussi d'observer 

d'éventuelles modifications d'une année sur l'autre comme par exemple le nombre de géniteurs, le 

moment ou la durée du frai (Goulon et al., 2022). Il n’existe pas de suivi annuel de la reproduction pour 

l’omble chevalier et le brochet. Dans le Léman, la fermeture de la pêche au corégone et à l’omble 

chevalier a lieu du premier octobre au 15 janvier, pour la perche du 1 mai au 26 mai, et pour le brochet 

du premier avril au 21 avril (www.peche-leman-apallf.com). 

 
 

III.1.2 Corégone 

 

Dans le Léman, le frai du corégone a lieu de début décembre à mi-janvier dans la zone littorale 

(Goulon et al., 2022). Alors que les corégones vivent la majeure partie de l'année dans la zone 

pélagique, pendant la période de frai, ils migrent quotidiennement vers la zone littorale à la tombée 

de la nuit pour la reproduction, puis reviennent à plus grande profondeur (zone pélagique) au lever du 

soleil. Au cours de ce projet, nous avons suivi quatre saisons de frai du corégone pendant quatre hivers 

successifs (28 nov 2018 au 31 jan 2019 : 64 jours ; 26 nov 2019 au 13 fév 2020 : 90 jours ; 25 nov 2020 

au 26 jan 2021 : 72 jours ; 25 nov 2021 au 01 fév 2022 : 68 jours). Le site d'échantillonnage est celui 

traditionnellement utilisé pour le suivi de la reproduction réalisé annuellement par l'Institut national 

de recherche sur l'agriculture, l'alimentation et l'environnement (INRAE) (Goulon et al., 2022). Le site 

est situé le long de la plage de la Ripaille à Thonon-les-Bains (46°22'56.73''N, 06°28'53.648''E) (Figure 

5). 

 
 

http://www.peche-leman-apallf.com/
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Figure 5 : Caractéristiques des suivis de la reproduction du corégone réalisés au cours du projet 
QuantiFish. (A) Au cours de sa reproduction le corégone effectue une migration journalière, il vient en 
zone littorale à la tombée du jour tandis qu’il se trouve en zone plus profonde la journée. La perche 
quant à elle reste en zone profonde en hiver, et elle a donc été choisie comme espèce ADNe contrôle 
pour le suivi de la reproduction du corégone. Le lieu du suivi se trouve le long de la plage de Ripaille et 
il est composé d’un suivi ADNe, ainsi que de deux suivis traditionnels, la pose de quatre filets maillants 
et les comptages visuels réalisés le long de la berge sur six transects. Les prélèvements d’eau se font 
en sub-surface depuis un bateau, et les échantillons sont soit discrets (1 bouteille de 2L) soit intégrés 
(10 sous-échantillons de 200 mL). (B) Photo de deux corégones se rapprochant durant la période de 
reproduction (Crédit : photothèque INRAE). (C) Photo d’un corégone depuis la berge de la plage de 
Ripaille pendant un comptage visuel (Crédit : Marine Vautier). 
 
 

III.1.3 Perche 

 
En hiver, les perches se regroupent généralement à des profondeurs d'environ 30-50 m, et 

migrent au printemps dans la zone littorale peu profonde pour frayer (entre 4 et 10 m) puis restent dans 

cette zone l’été pour se nourrir. Leur période de frai s'étend dans le Léman de fin avril à début juin (Gillet 

et al., 2013). Pour la perche, deux années de suivis ont été réalisées au printemps 2019 et 2021 (du 9 

avril 2019 au 24 juin 2019 : 76 jours ; du 7 avril 2021 au 8 juin 2021 : 62 jours) ; la campagne de terrain 

2020 a dû être annulée en raison des restrictions Covid-19. Le site d'échantillonnage est celui 

traditionnellement utilisé pour le suivi de la reproduction réalisé annuellement par l’INRAE (Goulon et 

al., 2022). Le site est situé devant l’INRAE de Thonon-les-Bains (46°22'8.663''N, 06°27'13.946''E) 

(Figure 6). 
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Figure 6 : Caractéristiques des suivis de la reproduction de la perche réalisés au cours du projet 
QuantiFish. (A) La perche effectue une migration saisonnière, se trouvant en zone profonde en hiver, 
elle vient en zone littorale au printemps pour se reproduire et y reste l’été pour se nourrir. Le corégone 
étant quant à lui en zone profonde au printemps, il a été choisi comme espèce ADNe contrôle pour le 
suivi de la reproduction de la perche. Le lieu du suivi se trouve devant l’INRAE de Thonon-les-Bains et 
il est composé d’un suivi ADNe, ainsi qu’un suivi traditionnel, la collecte de rubans d’œufs sur des 
frayères artificielles déposées à trois profondeurs (4m, 8m et 12m). Les prélèvements d’eau se font en 
sub-surface depuis un bateau pour chacune des 3 zones (4,8,12m), et les échantillons sont soit discrets 
(1 bouteille de 2L) soit intégrés (10 sous-échantillons de 200 mL). (B) Photo d’une perche (Crédit : 
photothèque INRAE). (C) Photo de rubans d’œufs de perche déposés sur une frayère artificielle 
déployée lors du suivi traditionnel annuel (Crédit : photothèque INRAE). 
 
 

III.1.4 Brochet 

 

En hiver, les brochets se trouvent généralement à des profondeurs de 20-30 m, même s’ils 

suivent leurs proies et peuvent donc se retrouver à des profondeurs plus ou moins importantes 

(observation de quelques individus en zone littorale pendant la reproduction du corégone).  Au 

printemps, ils migrent dans la zone littorale peu profonde pour frayer et se nourrir. Leur période de 

frai peut s'étendre de février à avril, mais dans le Léman elle se concentre de fin mars à fin avril. Il 

n’existe aucun site de suivi traditionnel, mais des brochets sont observés chaque année, notamment 

dans des ports, durant la période de reproduction, laissant supposer qu’il s’agit de sites de prédilection 

pour leur reproduction. Quatre sites d’études ont été sélectionnés : le port de Thonon-les-Bains 

(46°22'44.695''N, 06°28'49.839''E) où des brochets sont observés chaque année, le port de Nernier 

(46°21'54.742''N, 06°18'7.333''E) et de l’INRAE (46°22'43.392''N, 06°28'48.971''E) où des brochets sont 
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observés occasionnellement, et la roselière de Chens-sur-Léman (46°18'38.938''N, 06°15'8.884''E), 

zone Natura 2000 protégée qui serait potentiellement propice pour la reproduction du brochet même 

si aucun individu n’a été observé. Au cours de ce projet, nous avons suivi deux saisons de frai du 

brochet pendant deux printemps successifs (22 mars 2021 au 11 mai 2021 : 50 jours ; 23 mars 2022 au 

16 mai 2022 : 54 jours). Lors de la première année nous avons uniquement réalisé notre suivi au niveau 

du port de Thonon, puis en 2022 il a été déployé dans les quatre sites (Thonon-les-Bains, INRAE, 

Nernier et Chens-sur-Léman) (Figure 7). 

 
 
Figure 7 : Caractéristiques des suivis de la reproduction du brochet réalisés au cours du projet 
QuantiFish. (A) Le brochet effectue une migration saisonnière, se trouvant en zone profonde en hiver, 
il vient en zone littorale au printemps pour se reproduire et y reste l’été pour se nourrir. Le corégone 
étant quant à lui en zone profonde au printemps, il a été choisi comme espèce ADNe contrôle pour le 
suivi de la reproduction du brochet. Les suivis ont été fait dans quatre lieux différents : les ports de 
Thonon-les-Bains, Nernier et de l’INRAE, ainsi que dans la roselière de Chens-sur-Léman. Le suivi 
traditionnel a consisté en des comptages visuels depuis les lieux de collecte de l’eau pour l’ADNe. Les 
prélèvements d’eau se sont fait en sub-surface depuis la berge ou les pontons des ports, et les 
échantillons étaient intégrés (10 sous-échantillons de 200 mL). (B) Photo de deux brochets dans le port 
de Thonon pendant la période de reproduction en avril 2022 (Crédit : Clément Rautureau). 
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III.1.5 Omble chevalier 

 

Les ombles chevaliers se trouvent toute l’année en zone profonde, y compris durant leur 

reproduction. L’ensemble des omblières du Léman ont été répertoriées à l’aide d’un sous-marin en 

2005, et cette étude a montré qu’elles se situent entre -45 et -120 m de profondeur (Rubin, 2005). 

Aucun suivi traditionnel de la reproduction de l’omble chevalier n’est réalisé dans le Léman, mais des 

pêches exceptionnelles sont faites chaque année dans le but de prélever des géniteurs. Ces pêches se 

font notamment au niveau de l’omblière de Ripaille qui est toujours active, et qui a donc été choisie 

pour nos suivis. Cette omblière se situe entre -45 et -55 m (46°23'36.481''N, 06°28'55.953''E et 

46°23'36.094''N, 06°28'56.100''E) et elle est constituée de coulées de gravier exemptes de sédiments 

fins à leur surface sur une largeur de quelques mètres (2-5 m) (Rubin, 2005). Au cours de ce projet, 

nous avons suivi deux saisons de frai de l’omble chevalier pendant deux hivers successifs (05 nov 2021 

au 25 jan 2022 : 81 jours ; 05 nov 2021 au 25 jan 2022 : 81 jours) (Figure 8). 

 

 
 
 
Figure 8 : Caractéristiques des suivis de la reproduction de l’omble chevalier réalisés au cours du projet 
QuantiFish. (A) L’omble chevalier se situe en zone profonde en hiver durant sa période de reproduction, 
comme le reste de l’année. Le brochet étant quant à lui dans une zone moins profonde que l’omble 
chevalier en hiver, il a été choisi comme espèce ADNe contrôle pour le suivi de la reproduction de 
l’omble chevalier. Les suivis ont été faits au niveau de l’omblière de Ripaille qui est connue pour être 
encore active. Les prélèvements d’eau se sont fait en en profondeur au niveau de l’omblière (1 m au-
dessus du fond) et en sub-surface depuis le bateau, et les échantillons étaient intégrés (10 sous-
échantillons de 200 mL ou deux échantillons de 1L). Malheureusement aucun suivi traditionnel n’a pu 
être réalisé malgré des tentatives avec une caméra et un suivi hydroacoustique. (B) Omblière de Ripaille 
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située entre -55 et -45m de profondeur. Observation du 23/05/05. (Crédit : Jean-François Rubin). (C) 
Photo de deux ombles chevaliers durant leur période de reproduction (Crédit : Photothèque INRAE). 
 
 
 

III.2 Prélèvements et échantillonnage 

 

III.2.1 Suivis traditionnels 

 
Les suivis traditionnels sont considérés ici comme des suivis faisant appel à des méthodes classiques 

de suivis de la reproduction comme la pêche aux filets maillants, les comptages visuels ou encore la 

collecte d’œufs fécondés, en opposition à l’approche novatrice qu’est l’approche ADNe. 

 

 Corégone 
 

Pour l'étude de l'activité de frai du corégone, 2 filets maillants benthiques multi-mailles (L : 5 m, 

h = 2 m, maillage : 19.5, 24, 29, 40, 50 et 60 mm) ont été posés dans chacune des deux zones de frai, 

à une profondeur d'environ 4 m (Figure 5). Les 4 filets maillants sont posés à la tombée de la nuit et 

sont retirés le lendemain matin. Les corégones capturés dans les filets sont ensuite comptés et pesés. 

Durant l'hiver 2018, 9 dates d'échantillonnage ont été réalisées, 11 durant l'hiver 2019 et 8 durant l'hiver 

2020 (rapport technique Goulon et al., 2022). Un minimum de 5 jours et un maximum de 16 jours 

séparaient deux dates d'échantillonnage consécutives, en fonction des conditions météorologiques. 

Durant l'hiver 2020 et 2021, nous avons effectué un comptage visuel du nombre de corégones présents 

dans la zone de frai. Une à deux fois par semaine, les corégones ont été comptés visuellement depuis 

la rive du lac à l'aide d'une lampe torche, après le coucher du soleil (~7pm), pendant 3 minutes par site, 

3 fois par zone (zone 1 et 2) et toujours par le même expert. Les poissons n'étaient comptés que s'ils 

étaient formellement identifiés par l'expert.  Durant le suivi hivernal 2020, 12 dates de comptage visuel 

ont été réalisées ; un minimum de 3 jours et un maximum de 8 jours ont séparé deux dates de comptage 

consécutives. Pour le suivi hivernal 2021, 14 comptages ont été effectués avec un minimum de 2 jours 

et un maximum de 7 jours entre deux comptages consécutifs. Les comptages visuels n'ont pas été 

réalisés les mêmes soirs que les filets maillants afin d'éviter un biais dans le nombre de corégones 

observés en raison de la présence des filets. 

 

Lors des suivis nycthéméraux, les données ADNe ont été comparées aux données obtenues à 

l’aide d’une caméra acoustique ARIS Explorer 3000 utilisée en basse fréquence (1.8MHz), afin d’avoir 

un cône de 16m de long et d’environ 10m au plus large.  Le logiciel ARISfish permet de supprimer les 

séquences sans activités et le logiciel Sonar 5 et son utilitaire Didson pour effectuer le comptage 

automatique du nombre d’individus sur site en temps réel. La caméra acoustique est fixée au tout début 

de la zone 1 (Figure 5). 

 

Nous avons considéré à la fois la valeur moyenne obtenue pour toute l’aire de frai (2 zones 

d'échantillonnage pour le corégone) et chaque valeur séparément afin d'évaluer la variabilité des 

mesures au sein de chaque zone de frai. 
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 Perche 

Pour l'étude de l'activité de frai des perches, trois frayères artificielles ont été installées à trois 

profondeurs différentes (4, 8 et 12 m) et, une fois par semaine, les frayères artificielles ont été sorties 

et les rubans d'œufs de perches ont ensuite été collectés et comptés (Gillet et Dubois, 1995, 2007) 

(Figure 6). Douze dates d'échantillonnage ont été réalisées au cours du printemps 2019, avec un 

minimum de 5 jours et un maximum de 9 jours entre deux dates d'échantillonnage consécutives, et pour 

le printemps 2021, quinze dates d'échantillonnage ont été réalisées, avec un minimum de 2 jours et un 

maximum de 11 jours entre deux dates d'échantillonnage consécutives (Goulon et al., 2020, 2022). 

Malheureusement, aucun suivi n'a pu être organisé en 2020 en raison des restrictions de COVID-19. 

Nous avons considéré à la fois la valeur moyenne obtenue pour toute l’aire de frai (3 zones 

d'échantillonnage pour la perche) et chaque valeur séparément afin d'évaluer la variabilité des mesures 

au sein de chaque zone de frai. 

 Brochet 

Pour l'étude de l'activité de frai des brochets, des comptages visuels ont été réalisés sur les 

lieux de frai supposés ou avérés et au même endroit que les collectes d’eau pour l’ADNe (Figure 7). 

Une fois par semaine, les brochets ont été comptés visuellement depuis les rives du lac ou des pontons, 

pendant 15 minutes par site, et toujours par le même expert. Les poissons n'étaient comptés que s'ils 

étaient formellement identifiés par l'expert.  Durant le suivi 2021, 8 dates de comptage visuel ont été 

réalisées ; un minimum de 7 jours et un maximum de 8 jours ont séparé deux dates de comptage 

consécutives. Pour le suivi de 2022, 8 comptages ont été effectués avec un minimum de 5 jours et un 

maximum de 9 jours entre deux comptages consécutifs. 

 Omble chevalier 

Pour l’omble chevalier, les tentatives de mise en place de suivis traditionnels fiables n’ont 

malheureusement pas été concluantes.  Nous avons essayé de réaliser des comptages visuels à l’aide 

d’une caméra fixée à l’extrémité d’un câble, mais avec la dérive du bateau et l’inclinaison du câble nous 

avons eu de la difficulté à localiser la frayère qui est de petite taille (2-5m). Nous avons également tenté 

de localiser la frayère avec un suivi hydroacoustique, mais les ombles chevalier étant proches du fond 

il a été difficile de les identifier formellement. 

 

III.2.2 Prélèvement de l’eau et filtration 

 
Tous les échantillons d'eau ont été stockés dans des bouteilles décontaminées (lavées avec du 

H2O2 10% et rincées 3 fois avec de l'eau ultrapure) immédiatement placées dans des glacières et 

retournées au laboratoire pour être filtrées. La filtration a été effectuée au laboratoire, dans les 2 heures 

suivant l'échantillonnage, à l'aide d'unités de filtration Sterivex TM MILLIPORE (porosité de 0,45 µm). 

Pour chaque filtre, entre 1,5 L et 2 L d'eau ont été filtrés. Après filtration, les Sterivex ont été remplis de 

tampon de conservation (EDTA 40 mM, Tris-HCl (pH 8) 50 mM et saccharose 0,75 M) et stockés à -
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20°C jusqu'à l'extraction de l'ADN. Pour tous les échantillons, l'échantillonnage et la filtration ont été 

effectués selon le protocole détaillé de Vautier et al. (2021), accessible sur 

https://www.protocols.io/view/fish-edna-water-sampling-and-filtration-through-st-br5rm856. 

Pour les échantillons témoins, des bouteilles décontaminées et remplies d'eau sans ADN ont 

été ouvertes sur le terrain pendant l'échantillonnage, puis fermées et placées dans une glacière avec 

les autres échantillons. Les échantillons témoins ont ensuite été traités de la même manière que les 

autres échantillons d'eau (c'est-à-dire filtration et extraction de l'ADN). Des échantillons témoins ont été 

réalisés à intervalles réguliers au cours des différentes campagnes d'échantillonnage, avec un total de 

28 échantillons témoins. 

 Corégone 

Au total, 58 échantillons ont été collectés avec la stratégie d'échantillonnage discret pendant 

les trois hivers (période de frai du corégone) avec 18, 20 et 20 échantillons en 2018, 2019 et 2020 

respectivement. Pour chaque échantillon, 2 L d'eau de subsurface a été collecté dans chacune des 

deux zones (soit deux échantillons par date). L'échantillonnage a été réalisé avant la pose des filets 

maillants. En outre, une stratégie d'échantillonnage intégrée a été réalisée en 2020 et 2021, permettant 

de collecter 40 échantillons supplémentaires (10 pour chaque zone et pour chaque année). Dans ce 

dernier cas, dix échantillons d'eau de subsurface de 200 mL ont été regroupés pour obtenir les 2L à 

filtrer. Deux échantillons groupés ont donc été collectés à chaque date d'échantillonnage. 

Lors des suivis nycthéméraux, des prélèvements d’eau ont été réalisés toutes les 4h pendant 

24h à partir de 7h et jusqu’à 7h le lendemain. Ces suivis nycthéméraux ont été fait à trois dates, le 15 

décembre et le 21 décembre qui se trouvent pendant la phase très active de la reproduction, et le 13 

janvier qui est une date située en fin de période. Les données ADNe ont été comparées aux données 

obtenues à l’aide d’une caméra acoustique. L’eau a été prélevée depuis la berge, en subsurface et à 

l’aide d’une perche de prélèvement. L’échantillonnage était intégré et composé de sous échantillons de 

200 mL. Deux échantillons groupés ont donc été collectés à chaque échantillonnage, soit 42 

échantillons au total. 

 Perche 

Aux printemps 2019 et 2021, 2L d'eau de subsurface ont été collectés une fois par semaine, 

avant la collecte des rubans d'œufs, à chacune des 3 stations où se trouvaient les frayères artificielles. 

Pour les 22 dates de ce suivi de printemps, 66 échantillons ont donc été collectés. En plus de ces 

échantillons discrets, des échantillons intégrés ont été réalisés en 2021 au niveau de la zone 1, c'est-

à-dire dix sous-échantillons d'eau de subsurface de 200 mL regroupés pour obtenir les 2L à filtrer. 

Ajoutant ainsi 12 échantillons intégrés aux 66 discrets. 

 Brochet 

Des échantillons intégrés ont été réalisés depuis la berge à l’aide d’une perche télescopique, 

au niveau du port de Thonon-les-Bains en 2021 et au niveau des quatre sites en 2022. Chaque 

échantillon est composé de dix sous-échantillons d'eau de subsurface de 200 mL regroupés pour 

https://www.protocols.io/view/fish-edna-water-sampling-and-filtration-through-st-br5rm856
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obtenir les 2L à filtrer. Au total 40 échantillons intégrés ont été collectés pour le suivi de la reproduction 

du brochet. 

 Omble chevalier 

Pour le suivi de la reproduction de l’omble chevalier, les échantillons ont été réalisés 1 m au-

dessus du niveau de l’omblière, soit à une profondeur d’environ 50 m. Deux échantillons ont été réalisés 

puis intégrés ensemble. En 2021, en plus de l’échantillonnage de profondeur, des échantillonnages de 

subsurface ont été réalisés et étaient composés de dix sous-échantillons d'eau de subsurface de 200 

mL regroupés pour obtenir les 2L à filtrer. Onze et treize dates d’échantillonnages ont été réalisées 

respectivement en 2021 et 2022, soit 35 échantillons au total. 

 

 

III.3 Analyses ADNe : de l’extraction à l’échantillonnage 

 
 

III.3.1 Extraction de l’ADN à partir d’eau et de tissus 

 
Pour tous les échantillons, l'extraction d'ADN a été réalisée dans un laboratoire dédié aux 

analyses d'ADNe rare. Les extractions ont été réalisées selon le protocole de Vautier et al. (2020), 

accessible sur https://www.protocols.io/view/fish-edna-dna-extraction-from-water-samples-filter-

bfk8jkzw. Ce protocole utilise le kit NucleoSpin® Soil (MACHEREY-NAGEL) avec des modifications 

spécifiques adaptées aux cartouches Sterivex et à la préservation avec du tampon. L'ADN a été élué 

dans 30 µL de tampon SE préchauffé à 55°C, quantifié au Nanodrop (Thermo Scientific) et conservé à 

-20°C. 

Pour tester la spécificité des amorces, l'ADN de 18 espèces de poissons capturés dans le Lac 

Bourget et le Lac Léman (Abramis brama, Ameiurus melas, Barbatula barbatula, Barbus barbus, 

Coregonus lavaretus, Esox lucius, Gobio gobio, Gymnocephalus cernuus, Lepomis gibbosus, Lota lota, 

Perca fluviatilis, Rutilus rutilus, Salmo trutta, Salvelinus alpinus, Scardinius erythrophthalmus, Silurus 

glanis, Squalius cephalus et Tinca tinca) a été extrait des tissus avec NucleoSpin® DNA RapidLyse 

(MACHEREY-NAGEL). L'ADN a été quantifié par spectrophotométrie à l'aide du NanodropTM, et stocké 

à -20°C ; ces extraits d'ADN ont été utilisés comme témoins pour tester la spécificité des jeux d'amorces. 

 
 

III.3.2 Design et test des amorces 

 
La spécificité des amorces et sondes ciblant le gène mitochondrial COI a été testée in silico en 

déterminant le nombre de nucléotides différents entre les séquences des amorces et sonde ciblant 

l’espèce d’intérêt et les séquences de 33 autres espèces de poissons vivant dans le Léman ou dans les 

lacs alentours. Leur spécificité a ensuite été testée in vitro à l'aide d'analyses qPCR, sur de l'ADN extrait 

de différents tissus de poissons (17 espèces). Concernant les amorces et sondes ciblant le gène 

nucléaire ITS1, peu de séquences étant disponibles dans les bases de données, les tests de spécificité 

https://www.protocols.io/view/fish-edna-dna-extraction-from-water-samples-filter-bfk8jkzw
https://www.protocols.io/view/fish-edna-dna-extraction-from-water-samples-filter-bfk8jkzw
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in silico se sont limités aux différences de nucléotides entre les séquences des quatre espèces d’intérêt 

et de la truite (Salmo trutta), mais les tests in vitro ont été identiques à ceux utilisés avec les amorces 

et sondes ciblant le gène mitochondrial COI. 

Pour les amorces et la sonde ciblant le gène mitochondrial COI du corégone et proposées par 

Hulley et al. (2019), nous avons trouvé une spécificité et une bonne efficacité d'amplification. Ces 

amorces ont donc été utilisées pour des analyses ddPCR afin d'évaluer d'abord leur sensibilité puis de 

quantifier l'ADNe de corégone pour nos échantillons environnementaux. Pour les amorces ciblant le 

génome mitochondrial des autres espèces de poissons (perche, brochet et omble chevalier), il n’existait 

pas d’amorces dans la littérature ou elles n’étaient pas spécifiques dans notre système biologique et de 

nouvelles amorces ont donc été créées en ciblant le gène mitochondrial COI. Pour les amorces ciblant 

le génome nucléaire, il n’en existait aucune dans la littérature ciblant nos espèces d’intérêt (corégone, 

perche, brochet et omble chevalier), et elles ont donc toutes été nouvellement ‘designées’ dans ce 

projet, en ciblant le gène nucléaire ITS1 (Tableau 2). 

Tableau 2 : Tableau récapitulatif des amorces utilisées dans le projet QuantiFish et de leur marquage 
fluorescent. 
 

 
 
 

Pour concevoir les nouvelles amorces ciblant le génome mitochondrial, les séquences du gène 

COI ont été collectées à partir de Barcode of Life Database (BOLD) (http://www.boldsystems.org/) pour 

34 espèces de poissons identifiées dans les lacs péri-alpins français. Toutes les séquences disponibles 

ont été conservées, quelle que soit leur origine géographique, afin de tenir compte des variations 

génétiques intraspécifiques potentielles. Les séquences d'amorces-sondes PCR ont été conçues à 

l'aide du logiciel Primers3 (Untergasser et al., 2012). Les paramètres suivants ont été appliqués pour 

concevoir les paires d'amorces : taille minimale et maximale du produit PCR de 60 à 160 

respectivement, température de fusion minimale et maximale des amorces de 50 à 65˚C avec une 

différence de température maximale de 3˚C entre les amorces “Forward” et “Reverse”. De même, les 

paramètres de sonde correspondants comprenaient une taille minimale et maximale de 18 et 27 

nucléotides respectivement, une température de fusion d'amorce minimale et maximale de 60 et 67˚C 

et un contenu GC entre 30 % et 80 %. 

Pour l’ensemble des amorces et sondes générées, la spécificité a été déterminée en utilisant 

les séquences du gène COI de l'ensemble des 33 autres espèces de poissons sélectionnées 

précédemment. Toutes les séquences ont été alignées à l'aide d'un logiciel d'alignement de séquences 

http://www.boldsystems.org/
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multiples, MEGA7 (Kumar, Stecher et Tamura, 2016). Pour chacun des ensembles d'amorces et sonde, 

seuls ceux ne présentant pas de correspondance parfaite avec l'une des séquences des 33 autres 

espèces de poissons ont été sélectionnés. En raison du degré élevé d'homologie entre certaines 

espèces de poissons, les séquences COI de l'ensemble des 33 espèces de poissons ont été alignées 

sur les séquences d'amorces et de sondes sélectionnées pour l’espèce d’intérêt, et le nombre de paires 

de bases non concordantes a été additionné pour sélectionner uniquement les ensembles d'amorces 

présentant le plus grand nombre de non concordances. La structure secondaire de l'amplicon 

sélectionné a ensuite été vérifiée à l'aide du programme Mfold (Zuker, 2003), et enfin, des PCR in silico 

ont été réalisées à l’aide de l’outils Primer-BLAST de NCBI (O’Leary et al., 2015) pour vérifier que les 

jeux d’amorces et sonde ne ciblent que le génome de l’espèce d’intérêt. Concernant les amorces et 

sondes ciblant le génome nucléaire des espèces d’intérêt, les tests de spécificité in silico ont été 

identiques, mais en ne comparant les amorces et sondes générées qu’avec les séquences des quatre 

espèces d’intérêt et de la truite (Salmo trutta). Les séquences des gènes ITS1 sont issues de la base 

de donnée « nucleotide » de NCBI (O’Leary et al., 2015). 

Pour déterminer la sensibilité relative des tests ddPCR, nous avons réalisé une expérience de 

dilution en série avec des témoins positifs (ADN extrait de tissus) afin de déterminer la limite de détection 

(LOD) et la limite de quantification (LOQ). La dilution en série a été réalisée avec un échantillon d'ADN 

cellulaire total concentré à 1 ng μl-1, qui a d'abord été dilué au 1:100 pour obtenir un point de départ 

pour une série de cinq étapes de dilutions par cinq (1/100, 1/500, 1/2500, 1/12 500, 1/ 62 500 et 1/312 

500), et donc six quantités d'ADN différentes (50, 10, 2, 0,4, 0,08 et 0,016 pg) selon les 

recommandations de Brys et al. (2020). Les séries comprenaient 5 réplicats de chaque dilution et 5 

contrôles négatifs (eau sans ADN au lieu d'ADN de poisson). Ces tests de sensibilité n’ont pour l’instant 

été réalisés que sur les amorces mitochondriales ciblant la perche et le corégone. La dilution de départ 

de ces séries (1/100 ou 50 pg), mesurée par ddPCR, était de 89,1 copies.µL-1 (S.D. = 4,2) pour C. 

lavaretus et de 74,5 copies.µL-1 (S.D. = 2,0) pour P. fluviatilis. Le LOD est défini comme la concentration 

la plus faible du nombre de copies PCR qui peut être distinguée de manière fiable des contrôles négatifs 

(Kiselinova et al., 2014 ; recommandation du fournisseur Biorad), et comme aucune amplification n'a 

été obtenue à partir d'aucun contrôle négatif, le LOD a été déterminé comme la concentration la plus 

faible à laquelle au moins une détection positive a été mesurée parmi les 5 réplicats. La LOQ est définie 

comme la concentration la plus faible en nombre de copies PCR pour laquelle la méthode fournit des 

résultats avec une incertitude acceptable. Nous avons choisi une incertitude de 30 % pour un résultat 

de mesure obtenu comme une moyenne des cinq mesures répétées, en suivant les recommandations 

de Deprez et al, 2016. 

 
 

III.3.3 Analyses ddPCR 

 
Les ddPCR ciblant le génome mitochondrial du corégone ont été réalisées en utilisant les 

amorces F/5'-TCT CCC TCC ACT TAG CTG GT-3' et R/5'-GCC CAG ACA AAA AGA GGG GT-3' qui 

amplifient une région de 118 pb du gène COI et la sonde 5'-TTC CTC TAT CTT GGG GGC CGT T-3' 

(Hulley et al., 2019). Pour cibler les génomes mitochondriaux des trois autres espèces et les génomes 
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nucléaires des quatre espèces, nous avons utilisé les amorces et les sondes conçues dans cette étude. 

Les marqueurs fluorescents choisis pour les sondes d'hydrolyse sont soit le FAM (~517nm) ou soit le 

HEX (~556nm). La ddPCR a été exécutée dans des réactions multiplex avec deux jeux amorce-sonde 

multiplexés ensemble (génome mitochondrial de l’espèce ciblée et génome mitochondrial de l’espèce 

‘contrôle’) dans le cas des génomes mitochondriaux, et en triplex avec trois jeux amorce-sonde dans le 

cas des génomes nucléaires (génome mitochondrial et génome nucléaire de l’espèce ciblée, et génome 

mitochondrial de l’espèce ‘contrôle’). Dans le cas des triplex, un des jeux amorce-sonde est marqué en 

double fluorescence (FAM et HEX) afin de le distinguer des deux autres aisément lors des analyses. 

Les extraits d'ADNe obtenus pour chaque date d'échantillonnage ont été analysés 

indépendamment et ont été regroupés afin de mesurer un signal moyen pour la zone de frai.  

Les contrôles négatifs étaient constitués d'eau exempte d'ADN, tandis que de contrôles positifs 

constitués d'ADN extrait de matériel tissulaire de chacune des espèces cibles. 

Les ddPCR ont été réalisées à l'aide du système ddPCR Bio-Rad QX200 (Bio-Rad, Temse, 

Belgique) dans un volume total de 20 μL. Chaque réaction contenait 1x Bio-Rad ddPCR supermix pour 

sondes (sans dUTP), 900 nM de chaque amorce, 250 nM de sonde, entre 2 et 4 µL d'ADN matrice selon 

la concentration en ADN des échantillons, de 5 U à 10 U d'enzyme de restriction AflII selon la 

concentration d'ADN, complétée par de l'eau de diéthylpyrocarbonate (DEPC) (Sigma-Aldrich, Overijse, 

Belgique). Vingt microlitres du mélange PCR ont été pipetés dans les compartiments dédiés aux 

échantillons des cartouches Droplet Generator DG8 (Bio-Rad, n° de cat. 1864008), et 70 μL d’huile de 

génération de gouttelettes pour sondes (Droplet Generation Oil for Probes) (Bio-Rad, n° de cat. 186-

4005) ont été ajoutés dans les puits appropriés. Les cartouches ont été recouvertes de joints DG8 (Bio-

Rad, n° de cat. 1863009) et placées dans un générateur de gouttelettes QX200 (Bio-Rad). Les 

gouttelettes ainsi générées (40μL) ont ensuite été soigneusement transférées dans une plaque à 96 

puits ddPCR (Bio-Rad, n° de cat. 12001925) scellée avec une feuille d'aluminium perçable (Bio-Rad, n° 

de cat. 181-4040). Les plaques ddPCR 96 puits ont été introduites dans un thermocycleur TProfessional 

Basic de Biometra Ltd. Les conditions de PCR étaient les suivantes : 10 minutes à 95 °C, suivies de 40 

cycles de dénaturation pendant 30 s à 94 °C et d'extension à 60 °C pendant 1 min, avec une vitesse de 

rampe de 2 °C s-1, suivis de 10 min à 98 °C et d'un maintien à 4 °C. 

Les gouttelettes ont ensuite été lues sur un lecteur de gouttelettes QX200 (Bio-Rad). La 

fluorescence de toutes les gouttelettes a été vérifiée à l'aide du logiciel QuantaSoft de Bio-Rad, version 

1.7.4.0917. Le seuil d'amplitude de fluorescence, qui permet de distinguer les gouttelettes positives des 

négatives, a été fixé manuellement par l'analyste comme étant le point médian entre l'amplitude de 

fluorescence moyenne du groupe de gouttelettes positives et négatives. Le même seuil a été appliqué 

à tous les puits d'une plaque PCR donnée. Le nombre moyen de gouttelettes acceptées était d'environ 

17 000. 
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Pour estimer les concentrations d'ADNe, exprimées en nombre de copies par litre d'eau filtrée, 

le calcul a été effectué selon la formule suivante, avec un volume de gouttelettes (Vd) fixé à 0,834 nL 

(Corbisier et al., 2015). Où CX est le 

nombre de copies d'ADNe cible par 

litre d'eau, Ve est le volume d'élution 

de l'extraction, Vs est le volume 

d'extrait d'ADN utilisé dans la réaction ddPCR, Vw est le volume d'eau filtrée, Vdd est le volume de 

réaction ddPCR (20 µL), A est le nombre de gouttelettes acceptées, Vd est le volume des gouttelettes 

et P est le nombre de gouttelettes positives. 
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IV. Résultats et Discussion 
 
 

IV.1 Validation des essais ddPCR 

 
Des tests de spécificité et d’efficacité ont été réalisés sur les amorces utilisées pour les analyses 

ADNe effectuées durant le projet QuantiFish, qu’elles soient issues d’un article scientifique comme les 

amorces ciblant le génome mitochondrial du corégone (Hulley et al., 2019), ou nouvellement créées 

comme toutes les autres amorces utilisées ici. 

 

IV.1.1 Tests de spécificité 

 
Pour les tests in silico, tous les jeux d’amorces et de sonde ont montré des différences avec les 

séquences des autres espèces de poissons avec lesquelles ils ont été comparés. Pour les amorces 

mitochondriales, un minimum de 7 nucléotides de différence a été constaté entre les amorces ciblant le 

corégone et les séquences COI de la truite (Salmo trutta) et de l’ombre commun (Thymallus thymallus), 

tous trois des salmonidés, et un maximum de 26 nucléotides entre les amorces ciblant le brochet et la 

séquence COI de la blennie fluviatile (Salaria fluviatilis) (Tableau 3). Pour les jeux d’amorces et sonde 

ciblant les génomes nucléaires, le minimum de différences a été observés entre les amorces ciblant 

l’omble chevalier et la séquence ITS1 de la truite avec 9 nucléotides de différence, et le maximum entre 

les amorces ciblant l’omble chevalier et la séquence ITS1 du brochet avec 42 nucléotides de différence 

(Tableau 4). 

Concernant les tests in vitro, ils ont tous montré une spécificité pour l’espèce ciblée 

(amplification uniquement de l’ADN de l’espèce ciblée et pas des 17 autres), mis à part les amorces 

nucléaires ciblant le gène ITS1 de la perche, pour lesquels une amplification a également été observée 

pour la brème commune (Abramis brama), le gardon (Rutilus rutilus), le rotengle (Scardinius 

erythrophthalmus), et le chevesne (Squalius cephalus), appartenant tous à la famille des cyprinidés 

comme la perche (Tableau 3 et 4). 

Ces constatations mettent en avant l’intérêt crucial d’effectuer des tests in silico de 

spécificité au cours du processus de création de nouvelles amorces destinées à des usages en 

ADNe. Ces tests sont cependant dépendants des séquences disponibles dans les bases de 

données, et si certaines sont très complètes comme celles ciblant le gène COI, d’autres sont 

quasi vides comme celles ciblant le gène ITS1. Les tests in vitro de spécificité sont également 

indispensables et doivent être fait vis-à-vis du plus grand nombre de génomes différents 

possibles et surtout les plus proches phylogénétiquement. Nous avons vu avec le cas des 

amorces ciblant le génome mitochondrial de la perche qu’elles ciblaient également plusieurs 

autres percidés alors que rien n’était ressorti lors des tests PCR in silico, ce qui est sans doute 

explicable par le fait d’un faible nombre de séquences ITS1 présentes dans les bases de données 

utilisées. 
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Tableau 3 : Tableau récapitulatif des tests de spécificité réalisés sur les amorces ciblant les génomes 
mitochondriaux des quatre espèces d’intérêt, la perche, le corégone, le brochet et l’omble chevalier. Ce 
tableau montre le nombre de nucléotides de différence entre les amorces-sondes utilisées et les 33 
autres espèces de poissons présents dans le Léman et les lacs des alentours, ainsi que les résultats 
de qPCR réalisées à partir de l’ADN provenant de tissu de l’espèce ciblée et de 17 autres espèces de 
poissons. Ct = nombre de cycles à partir desquels le signal est détecté. Les * indiquent les espèces 
pour lesquelles des tests in vitro en qPCR ont été réalisés sur des échantillons ADN extraits à partir de 
tissus. 
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Tableau 4 : Tableau récapitulatif des tests de spécificité réalisés sur les amorces ciblant les génomes 
nucléaires des quatre espèces d’intérêt, la perche, le corégone, le brochet et l’omble chevalier. Ce 
tableau montre le nombre de nucléotides de différence entre les amorces et sondes utilisées et 4 autres 
espèces de poissons présents dans le Léman, ainsi que les résultats de qPCR réalisées à partir de 
l’ADN provenant de tissu de l’espèce ciblée et de 17 autres espèces de poissons. Ct = nombre de cycles 
à partir desquels le signal est détecté. Les * indiquent les espèces pour lesquelles des tests in vitro en 
qPCR ont été réalisés sur des échantillons ADN extraits à partir de tissus. 
 
 

 
 
 
 

IV.1.2 Tests de sensibilité 

 
Pour deux jeux d’amorces, ceux ciblant les génomes mitochondriaux de la perche et du 

corégone, des tests plus poussés ont été réalisés.  Des tests de sensibilité ont été réalisés selon les 

recommandations du MIQE (« Minimum Information for Publication of Digital PCR Experiments") 

(Huggett et al., 2013), afin de permettre une comparaison robuste des mesures obtenues en dPCR, 

ainsi que des tests de spécificité supplémentaires afin de s’assurer que la présence d’ADN d’autres 

espèces n’avait pas d’influence sur la détectabilité de signal ADN de l’espèce cible. 

Pour la sensibilité, des tests basés sur des séries de dilution ont montré que la diminution des 

concentrations mesurées suivait une relation linéaire presque parfaite pour les deux espèces de 

poissons, avec un coefficient de corrélation r = 0,998 (valeur p < 0,001) pour le corégone et r = 0,999 

(valeur p < 0,001) pour la perche. Le niveau de dilution le plus élevé (1/312 500), avec une quantité 

d'ADN de poisson de 0,016 pg, n'a donné lieu à aucune amplification pour aucun des cinq réplicats 

quelle que soit l'espèce de poisson. Le LOD (c'est-à-dire la plus faible concentration en nombre de 

copies PCR à laquelle au moins une détection positive est mesurée parmi les 5 réplicats) était de 0,24 

copies μl-1 (4,80 copies par réaction ddPCR) pour le corégone et de 0,11 copies μl-1 (2,20 copies par 

réaction ddPCR) pour la perche. Cette LOD a été obtenue pour la même dilution (1/62 500) ou quantité 
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d'ADN de poisson (0,08 pg) pour les 2 espèces. La LOQ (c'est-à-dire la plus faible concentration en 

nombre de copies PCR pour laquelle la méthode fournit des résultats avec 30 % d'incertitude) était de 

0,63 copies μl-1 (12,60 copies par réaction ddPCR) pour le corégone et de 0,58 copies μl-1 (16,60 copies 

par réaction ddPCR) pour la perche, et a été obtenue pour la même dilution (1/12 500) ou la même 

quantité d'ADN de poisson (0,4 pg). 

Concernant les tests de spécificité supplémentaires, que ce soit pour les amorces sélectionnées 

pour la perche ou le corégone, aucune amplification non spécifique n'a pu être détectée sur les 17 

autres espèces. Lorsque l'ADN de l'espèce cible était présent, l'amplification s'est avérée efficace pour 

toutes les répliques et pour toutes les quantités d'ADN, à l'exception de la perche pour laquelle un des 

deux réplicats n'a pas pu être amplifié avec la plus faible quantité d'ADN (i.e., 0.08 pg, correspondant 

au LOD). Malgré la présence d'ADN provenant d'autres espèces de poissons, les séries de dilution ont 

montré que le déclin des concentrations mesurées suivait une relation linéaire presque parfaite pour les 

deux espèces de poissons (r = 0,986 avec une valeur p <0,001 pour le corégone et r = 0,987 avec une 

valeur p <0,001 pour la perche) (Figure 9). 

Le calcul de la LOD et de la LOQ a permis de déterminer que le jeux d'amorces ciblant le 

corégone, initialement désigné pour la qPCR, était efficace en ddPCR, tout comme le jeux 

d'amorces ciblant la perche conçu dans cette étude, avec une efficacité similaire pour les deux 

ensembles d'amorces, et ce peu importe la quantité d’ADN cible ou la présence d’ADN d’autres 

poissons comme dans des échantillons ADNe. Ces calibrations ont été faites uniquement pour les 

génomes mitochondriaux de la perche et du corégone, mais elles seront également réalisées sur 

l’ensemble des amorces créées au cours de ce projet. On peut par ailleurs noter que pour le jeux 

d’amorces ciblant le génome mitochondrial de l’omble chevalier, la Ct à laquelle le signal ADN de l’omble 

chevalier est plus élevé que pour les autres jeux d’amorces (30,2 contre des valeurs allant de 27,3 à 

28,5 pour les autres jeux d’amorces), laissant penser à une efficacité plus faible pour ces amorces et 

mettant en avant la nécessité de réaliser des tests supplémentaires pour s’en assurer. 
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Figure 9 : Sensibilité, limite de détection (LOD), quantification (LOQ) et spécificité des jeux d'amorces. 
La sensibilité et les limites de détection et de quantification des jeux d'amorces ont été évaluées en 
utilisant six quantités d'ADN (50, 10, 0,4, 0,08 et 0,016 pg) obtenues à partir de cinq dilutions 
successives de la quantité d'ADN la plus élevée (50 pg), pour le corégone (A) et la perche (B) avec 5 
réplicats chacun. La spécificité des jeux d'amorces a été déterminée avec un pool d'ADN provenant de 
18 espèces de poissons (voir Tableau 3) avec du corégone et sans perche (C), avec de la perche et 
sans corégone (D). Pour chaque espèce, cinq quantités d'ADN (50, 10, 0,4 et 0,08 pg) ont été utilisées 
et obtenues à partir de cinq dilutions successives de la plus grande quantité d'ADN (50 pg). Croix grise 
= estimation théorique du nombre de copies du gène cible par puits de ddPCR, basée sur le nombre de 
copies du gène obtenu à partir de la plus grande quantité d'ADN. Amorces de corégone (cercle bleu), 
amorces de perche (losange vert). 
 
 
 

IV.2 Comparaison entre suivis traditionnels et ADNe 

 
La phénologie de la reproduction de quatre espèces de poissons (corégone, perche, brochet et 

omble chevalier) a été suivie via des méthodes ADNe dans le Léman, et quand cela a été possible, ces 

données ont été comparées à des résultats obtenus par des suivis traditionnels (pêche au filet, collecte 

d’œufs fécondés ou comptages visuels). Les quatre espèces ont été sélectionnées sur différents 

critères, comme l’intérêt économique et patrimonial des espèces, la capacité à collecter des données 

de suivis traditionnels, mais également dans le but d’avoir une diversité de caractéristiques associées 

à la phénologie de la reproduction (périodes, lieux, présence ou non de migration...). 

 

IV.2.1 Cas du corégone 

 
Le corégone est un poisson emblématique du Léman, et sa période de reproduction est suivie 

depuis de nombreuses années à l’aide de la pose de filets maillants par l’INRAE de Thonon-les-bains 
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(Goulon et al., 2022). Sa période de reproduction se déroule en hiver, et en zone littorale. Au cours des 

hivers 2018/2019, 2019/2020 et 2020/2021, nous avons comparé les résultats de pêche aux filets 

maillants à ceux obtenus avec des prélèvements d’eau discrets (1 prélèvement d’eau de 2 L à deux 

endroits du linéaire de pose des filets). Pour les trois années de suivi, l'ADNe de corégone a pu être 

détecté à chaque date d'échantillonnage et pour les deux réplicats de ddPCR. Pour les trois hivers, tant 

le signal de l'ADNe du corégone que le nombre de corégones capturés, permettent d’identifier une début 

d’activité de reproduction à partir de début décembre, se poursuivant jusqu'à la mi/fin janvier, avec donc 

une durée totale de 6 à 8 semaines selon l'année. Pour les trois périodes de suivi, et pour les deux 

méthodes (ADNe et traditionnelle), un pic majeur unique a été atteint entre la mi-décembre et le début 

janvier. Les pics étaient concomitants pour l'ADNe et le suivi traditionnel au cours des hivers 2018/2019 

et 2020/2021. Ce n'est que durant l'hiver 2019 que les pics identifiés avec les deux méthodes n'ont pas 

été simultanés : le pic d'ADNe a été atteint mi-décembre alors que pour le suivi traditionnel, le nombre 

maximal de poissons capturés dans les filets maillants a été atteint début janvier (Figure 10).  

Au cours de ces trois années de suivis nous avons observé une baisse graduelle du nombre de 

corégones capturés, pour atteindre seulement 5 corégones capturés au cours de l’hiver 2020/2021, c 

qui rend l'analyse des données de pêche très fragile. Nous avons donc mis en place un nouveau type 

de suivi traditionnel à partir de l’hiver 2020/2021, suivi consistant en un comptage visuel des individus 

venant se reproduire le long de la berge. Nous avons également modifié notre façon d’échantillonner 

l’eau afin de prendre en compte la variabilité spatiale, et nous avons donc réalisé des échantillonnages 

intégrés (10 sous-échantillons de 200mL rassemblés en un échantillon de 2L).  En comparant ces deux 

nouvelles approches, une excellente corrélation entre le suivi ADNe intégré et les comptages visuels a 

pu être obtenue concernant les pics de reproduction qui se situent fin décembre pour les deux années. 

Avec plusieurs dizaines d’individus observés pendant le pic de la reproduction, les comptages visuels 

représentent une alternative plus robuste que les filets maillants, et ils ont également l’avantage d’être 

non invasifs. On peut par contre constater qu’en début et en fin de période de reproduction les 

comptages visuels ne permettent d'observer que très peu d’individus alors que l’ADNe montre une nette 

augmentation et un net déclin à ces périodes (Figure 10). 

Pour le corégone, le suivi hebdomadaire de l'ADNe a donc permis d'estimer le début et 

la fin de la période de frai. Nous avons globalement observé une bonne cohérence entre les résultats 

de l'ADNe et les observations faites par les méthodes traditionnelles, avec des pics concomitants, ou 

presque concomitants. Globalement, une bonne correspondance est donc observée entre les 

méthodes traditionnelles et l'ADNe. La seule exception concerne l'hiver 2019, où un décalage 

important a été constaté entre le pic d'ADNe et celui trouvé avec les filets maillants, ce qui pourrait 

facilement s'expliquer par le fait que certains des échantillonnages au filet maillant ont manqué (en 

raison de mauvaises conditions météorologiques) exactement au moment du pic de frai attendu (fin 

décembre). De plus, les données quantitatives fournies par l'échantillonnage au filet maillant n'ont pas 

été considérées comme robustes en raison du nombre total relativement faible de poissons capturés 

(un total de 5 poissons en 2020/2021, 13 en 2019/2020 et 19 en 2018/2019) alors que, avec 397 

corégones observés en 2020/2021, le comptage visuel semble plus robuste pour la comparaison avec 

l'ADNe. 
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Figure 10 : Comparaison entre méthodes traditionnelles et ADNe pour le suivi de la phénologie de la 
reproduction du corégone dans le Léman. A : Echantillonnage ADNe ponctuel comparé aux données 
de pêches au filet maillant. B : Echantillonnage ADNe intégré comparé aux données de comptages 
visuels. Les résultats sont exprimés sous forme de moyennes mobiles sur trois dates consécutives.  
 
 
 

IV.2.2 Cas de la perche 

 
Le perche est également un poisson emblématique du Léman, poisson exploité par la pêche 

profesionnelle. Sa période de reproduction est suivie depuis de nombreuses années par l’INRAE de 

Thonon-les-bains à l’aide de collecte œufs fécondés sur des frayères artificielles (Goulon et al., 2022 ; 

Gillet et al., 2023). Sa période de reproduction se déroule au printemps, et en zone littorale. Au cours 

des printemps 2019 et 2020 nous avons comparé les résultats de collecte de rubans d’œufs à ceux 

obtenus avec des prélèvements ADNe d’eau discrets (1 prélèvement d’eau de 2 L au niveau de chacune 

des frayères).  Malheureusement aucun suivi n’a pu être réalisé en 2020 en raison des restrictions liées 

à la pandémie du COVID-19. 

L'ADNe de la perche a pu être détecté à chacune des dates d'échantillonnage pour au moins 

un des deux réplicats de ddPCR.  La dynamique temporelle est similaire pour l'ADNe et les méthodes 

traditionnelles.  Le signal de l'ADNe de la perche et le nombre de rubans d'œufs ont tous deux augmenté 

à partir de la mi-avril, pour atteindre un pic entre début et mi-mai, et diminuer jusqu'à début juin. Les 
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deux méthodes ont permis de conclure à une durée de frai équivalente d'environ 8 semaines pour les 

deux années (Figure 11).  

Le suivi hebdomadaire via l'ADNe a permis d'estimer le début et la fin de la période de 

frai. Nous avons observé une bonne cohérence entre les résultats ADNe et les observations 

faites par les méthodes traditionnelles, avec des pics concomitants, ou presque concomitants. 

De plus, on compare ici l’ADNe à la collecte d’œufs fécondés et lorsque que l’on sait que les perches 

restent sur site après la période de reproduction, on peut en conclure que l’augmentation du signal 

ADNe n’est pas liée qu’au regroupement d’individus sur les sites de reproduction, mais également à 

l’activité de reproduction (gamètes, comportement de reproduction, …). 

 

 
 
Figure 11 : Comparaison entre les méthodes traditionnelles et ADNe pour le suivi de la phénologie de 
la reproduction de la perche dans le Léman. Moyenne des résultats des trois zones exprimés sous 
forme de moyennes mobiles sur trois dates consécutives.  
 
 

IV.2.3 Cas du brochet 

 
Le brochet est une espèce protégée en France, et en particulier ses sites de reproduction 

(Puissauve et Poulet, 2015). Le grand brochet fraie au printemps lorsque les eaux peu profondes se 

réchauffent à 8-12°C. Le substrat optimal pour le frai est une végétation inondée dans une zone peu 

profonde et abritée du vent et des vagues (Casselman et Lewis, 1996). Dans le Léman sa reproduction 

n’est pas suivie par une méthode traditionnelle et ses lieux de frai ne sont supposés que par des 

observations de brochets au moment de la période de la reproduction. Au cours de deux printemps 

successifs, 2021 et 2022, nous avons donc initié un suivi ADNe complété d’un suivi traditionnel 

(comptages visuels) dans le port de Thonon-les-Bains où des brochets sont observés chaque 

printemps. Les dates de fermeture de la pêche au brochet dans le Léman étant du 1 au 21 avril, nous 

avons débuté nos suivis fin mars (Figure 12). 

Au cours de la période de reproduction du brochet on observe une bonne concordance 

entre les suivis traditionnels et ADNe. Le signal augmente à partir de fin mars les deux années et 

avec les deux méthodes, on observe un pic entre mi-avril et fin avril, puis une diminution des signaux 
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entre fin avril et début mai. En 2022 les deux méthodes montrent une évolution temporelle quasi 

identique, tandis qu’en 2021 on observe un léger décalage entre les deux méthodes, avec une cinétique 

légèrement plus précoce pour le suivi traditionnel. Ces observations ne sont pas surprenantes car il est 

largement décrit que les brochets mâles arrivent de façon précoce, puis sont suivis par les femelles, 

moment à partir duquel la reproduction peut alors débuter (Casselman et Lewis, 1996). 

Ces observations laissent supposer que le port de Thonon-les-Bains est bien un site de 

frai pour le grand brochet, et qu’un suivi ADNe semble efficace pour estimer les dates clefs de 

sa période de reproduction. 

 
Figure 12 : Comparaison entre les méthodes traditionnelles et ADNe pour le suivi de la phénologie de 
la reproduction du brochet dans le Léman. Les résultats sont exprimés sous forme de moyennes 
mobiles sur trois dates consécutives. 
 
 

IV.2.4 Cas de l’omble chevalier 

 
L’omble chevalier est un poisson emblématique du Léman, mais malgré un intense effort de 

repeuplement, les captures d’ombles chevaliers dans le Léman sont en forte diminution depuis les 

années 2000. Un gros travail a été réalisé par Rubin (2005) dans le but de localiser et de caractériser 

les omblières dans les zones profondes (50 - 120m) du Léman.  Mis à part ces observations faites au 

début des années 2000, aucun suivi traditionnel de la reproduction n’est mis en place sur le Léman 

concernant l’omble chevalier. Le fait que les omblières soient en profondeur complique la mise en place 

de ce genre de suivis et nos tentatives se sont révélées infructueuses. Les ombles se reproduisent entre 

novembre et janvier, lorsque la température de l’eau s’abaisse sous les 7° C, et nous avons donc réalisé 

des prélèvements d’eau de mi-novembre à fin janvier afin de balayer toute la période potentielle de la 

reproduction. L’omblière choisie est celle de Ripaille, elle se trouve à une cinquantaine de mètres de 

profondeur, elle est toujours active et l’eau a été prélevée 1 m au-dessus de l’omblière (Figure 13). 

Pour les deux années de suivis, le signal ADNe de l’omble chevalier augmente dès la mi-

novembre, le pic se situe fin novembre et le signal décroît jusqu’à début janvier. Au cours de 

l’hiver 2021/2022 il y a cependant deux dates, mi-décembre, pour lesquelles le signal est très faible, 

puis il remonte légèrement pour enfin diminuer. Malgré l’absence de suivi traditionnel pour 

comparer les données ADNe, les cinétiques des signaux ADNe concordent parfaitement avec 

les dates supposées de la reproduction de l’omble chevalier et laissent penser qu’un tel suivi 



Pôle R&D ECLA 

Site INRAE d’Aix-en-Provence  
3275 route Cézanne – 13100 Le Tholonet 

https://professionnels.ofb.fr/fr/pole-ecla-ecosystemes-lacustres 

 

 

37 
37 

 

   

peut également efficace pour les espèces se reproduisant en profondeur et pour lesquelles il est 

compliqué de mettre en place un suivi traditionnel. 

 

 
 
Figure 13 : Suivi de la phénologie de la reproduction de l’omble chevalier dans le Léman, en utilisant 
une méthode ADNe. Les résultats sont exprimés sous forme de moyennes mobiles sur trois dates 
consécutives. 
 
 

IV.2.5 L’utilisation d’espèces ADNe contrôles 

 
Pour s’assurer que les fluctuations du signal ADNe observées lors des suivis de la phénologie 

de la reproduction n’affectent pas l’ensemble du signal ADNe poisson (par exemple, effet de 

phénomène hydrodynamiques induisant le déplacement de l'ensemble des signaux ADNe) et sont bien 

spécifiques à la reproduction, nous avons choisis de mesurer en parallèle le signal ADNe d’une espèce 

qui ne se reproduit pas à la même période, et que nous appelons espèce ADNe contrôle. Pour la 

reproduction du corégone, nous avons choisi la perche qui se reproduit au printemps, pour la perche et 

le brochet qui se reproduisent au printemps c’est le corégone qui a été choisi, et pour l’omble chevalier 

c’est le brochet qui a été choisi car en hiver les perches peuvent se situer à une cinquantaine de mètres 

de profondeur et donc à proximité de l’omblière que nous avons sélectionnée, tandis que le brochet se 

trouve généralement à des profondeurs moins importante l’hiver. L’espèce contrôle ne doit pas se 

reproduire à la même période, mais il ne doit également pas y avoir d’interactions entre les deux 

espèces (ex : prédation des œufs de l’une par l’autre). Pour les suivis réalisés sur les quatre espèces 

on observe que le signal ADNe de l’espèce contrôle reste systématiquement à un niveau faible, que 

l’on pourrait appeler basal, avec peu ou pas de fluctuations dans le temps, tandis que pour les espèces 

se reproduisant nous observons un pic unique et majeur s'étalant sur plusieurs semaines. 

 
 
 
 

IV.3 Cibles génomiques nucléaires et mitochondriales 

 
Le génome mitochondrial est généralement ciblé lors des études ADNe concernant 

les poissons, car il y a de nombreuses mitochondries, et donc de nombreux génomes mitochondriaux 

par cellule, et par conséquent potentiellement un signal plus important dans l’environnement. Cibler le 
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génome mitochondrial a cependant un inconvénient majeur lors de suivis de la reproduction puisqu’il 

est quasiment absent des spermatozoïdes. Nous avons donc décidé de comparer les signaux ADNe 

mitochondriaux et nucléaires lors de la reproduction de différentes espèces afin de déterminer laquelle 

des deux cibles était la plus efficace dans ce contexte comme cela a déjà été fait pour la perche 

Macquarie en rivière en rivières (Bylemans et al, 2017). 

 

IV.3.1 Cas du corégone 

 
Au cours de deux hivers successifs, 2020/2021 et 2021/2022, le génome nucléaire du corégone 

a été ciblé en plus du génome mitochondrial. Dans les deux cas une amplitude de signal ADNe 

beaucoup plus importante est observée avec le génome nucléaire en comparaison du génome 

mitochondrial. Le ratio signal nucléaire/signal mitochondrial est de 7 au moment du pic durant l’hiver 

2020/2021, et il atteint 59 pour l’hiver 2021/2022. Les pics sont cependant atteints à la même date quels 

que soient les génomes ciblés. Pour l’hiver 2020/2021, le signal mitochondrial diminue plus rapidement 

que le signal nucléaire après le pic, laissant supposer un moins grand nombre d’individus, mais un 

relargage des gamètes toujours important, tandis qu’en 2021/2022 les deux profils sont identiques, 

suggérant une concomitance entre la présence des individus et le relargage des gamètes (Figure 14). 

Le signal basal issu des deux génomes est similaire, mais l’amplitude au cours de la 

reproduction est bien plus élevée pour le génome nucléaire, en faisant une cible à privilégier 

lors de suivis ADNe de la reproduction, en complément ou non du signal mitochondrial. 

 

 
Figure 14 : Comparaison d’une cible nucléaire et mitochondriale pour le suivi ADNe de la phénologie 
de la reproduction du corégone dans le Léman. A : Résultats exprimés sur la même échelle de 
concentration ADNe. B : Résultats exprimés sur deux échelles de concentration ADNe différentes. Les 
échantillons ADNe sont intégrés.  Les résultats sont exprimés sous forme de moyennes mobiles sur 
trois dates consécutives.  
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IV.3.2 Cas de l’omble chevalier 

 
Dans le cas de l’omble chevalier, le génome nucléaire et mitochondrial ont été ciblés 

parallèlement au cours d’un hiver de suivi ADNe. Les constatations sont les mêmes que pour le 

corégone : le signal nucléaire a une amplitude bien plus importante que le signal mitochondrial, 

avec un ratio de quasiment 500 en faveur du nucléaire au moment du pic. Les cinétiques sont cependant 

également les mêmes, que ce soit pour le début, le pic et la fin de la reproduction supposée de l’omble 

chevalier (Figure 15). 

 

 
 
Figure 15 : Comparaison d’une cible nucléaire et mitochondriale pour le suivi ADNe de la phénologie 
de la reproduction de l’omble chevalier dans le Léman. A : Résultats exprimés sur la même échelle de 
concentration ADNe. B : Résultats exprimés sur deux échelles de concentration ADNe différentes.   Les 
résultats sont exprimés sous forme de moyennes mobiles sur trois dates consécutives. 
 
 

IV.3.3 Cas du brochet 

 
Dans le cas du suivi de la reproduction du brochet, les sites de frai étant peu connus sur le Léman, nous 

avons réalisé des suivis au niveau de quatre sites différents et mesuré les signaux ADNe nucléaires et 

mitochondriaux : 

 Port de Thonon : Il s’agit du site pour lesquels une activité de reproduction est observée chaque 

année. Le signal mitochondrial est concordant avec les observations visuelles, et le signal 

nucléaire, bien plus fort (ratio d’environ 600) que le signal mitochondrial, suit exactement la 

même dynamique. La fin de la décroissance des signaux nucléaires et mitochondriaux varie 

quelque peu, avec un petit plateau légèrement plus élevé pour le signal mitochondrial (absent 

pour le signal nucléaire), laissant penser que les brochets observés sur sites lors de ces dates 
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tardives (fin avril à début mai) ne libèrent plus de gamètes et que l’activité de reproduction 

semble donc terminée (Figure 16).  

 

 Roselière de Chens-sur-Léman : Aucun Brochet n’a été observé  pendant la période de 

reproduction, mais un signal ADNe mitochondrial ayant un profil en cloche et faisant penser à 

un signal ADNe de reproduction est identifié, toutefois  celui-ci est de faible intensité (maximum 

de 24,8 copies par litre d’eau filtré contre 914,9 dans le port de Thonon), tardif par rapport à 

celui observé dans le port de Thonon-les-Bains (pic observé fin mai à Nernier et mi-avril à 

Thonon-les-Bains) et à la période supposée de la reproduction (courant avril dans le Léman). 

Le signal nucléaire quant à lui fluctue peu sur la période étudiée et ne suit ni un profil en cloche, 

ni la même tendance que le signal mitochondrial (Figure 16). En recoupant les informations 

obtenues avec les signaux nucléaires et mitochondriaux, on peut raisonnablement écarter 

l’hypothèse d’une reproduction sur le site de Chens-sur-Léman, et l’augmentation du signal 

mitochondrial à partir de fin avril peut probablement être attribuée au réchauffement de l’eau du 

lac et donc à la reprise d’activité des brochets qui sont peu actifs l’hiver (Casselman et Lewis, 

1996). 

 

 Port INRAE : Aucune observation de brochet n’a été faite pendant la période de reproduction 

et le signal ADNe mitochondrial est nul. Le signal ADNe nucléaire montre par contre un profil 

en cloche pouvant être relié à de la reproduction, même si un peu plus tardif que celui observé 

au port de Thonon-les bains (décalage de 9 jours) et beaucoup plus faible (maximum de 197,8 

copies par litre d’eau filtré contre 539260,5 dans le port de Thonon) (Figure 16). A partir de ces 

observations on pourrait émettre l’hypothèse que le signal nucléaire capté provient de sites de 

reproduction situés à proximité et que l’on capte peut-être un signal de reproduction secondaire, 

une absence d’individus et donc de signal mitochondrial, mais la présence d’un faible signal 

nucléaire ayant les caractéristiques d’un signal de reproduction.  

 
 

 Port de Nernier : Aucune observation de brochet n’a été faite pendant la période de reproduction 

mais un signal ADNe mitochondrial de forte intensité (4,5 fois plus fort quand dans le port d 

Thonon-les-Bains au moment du pic) a été mesuré et il correspondant aux dates et au profil de 

reproduction identifiés dans le port de Thonon-les-Bains.  Le signal nucléaire est quant à lui 

bien plus élevé que le signal mitochondrial (ration d’environ 400), mais avec un profil quasiment 

identique (Figure 16). Malgré l’absence d’observations visuelles, la mesure des signaux ADNe 

nucléaires et mitochondriaux tend à montrer que le site du port de Nernier et bien un site de frai 

pour le brochet, et qu'il est même sans doute plus important que celui du port de Thonon-les 

Bains. 
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Figure 16 : Comparaison d’une cible nucléaire et mitochondriale pour le suivi ADNe de la phénologie 
de la reproduction du brochet dans le Léman. A : Cibles mitochondriales pour le brochet et l’espèce 
ADNe contrôle, le corégone, comparées à la méthode traditionnelle, les comptages visuels. B : Cibles 
mitochondriales et nucléaires pour le brochet. Résultats exprimés sur la même échelle de concentration 
ADNe. C : Cibles mitochondriales et nucléaires pour le brochet. Résultats exprimés sur deux échelles 
de concentration ADNe différentes. Les résultats sont exprimés sous forme de moyennes mobiles sur 
trois dates consécutives.  
 
 
 
 

IV.4 Distribution spatiale et persistance du signal 

 

IV.4.1 Variabilité spatiale 

 
Ici, nous avons considéré indépendamment les résultats ddPCR obtenus pour chaque zone 

d'échantillonnage des sites de frai (3 zones pour le suivi de la perche et 2 zones pour le suivi du 

corégone) afin d’évaluer la variabilité spatiale du signal ADNe entre les différentes zones (au sein d’un 

même lieu de reproduction). 

Les suivis ADNe et traditionnels de la perche ont été réalisés dans trois zones distinctes (les 

zones 1 et 2 sont distantes de 65 m, et 20 m séparent les zones 2 et 3). Pour les deux approches et 

pour les trois zones, le pic de ponte a été atteint au début du mois de mai (entre le 2 et le 10 mai), mais 

l'intensité des pics a varié significativement entre la zone 1 et les deux autres zones. Pour le suivi ADNe, 

le pic le plus élevé a été observé dans la zone 1 (6 780,3 copies.L-1), et le plus bas dans la zone 3 (2 
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270,2 copies.L-1). En ce qui concerne le suivi traditionnel, nous avons également observé des variations 

significatives de l'intensité des pics entre la zone 1 et les deux autres zones, mais le pic le plus élevé a 

été, dans ce cas, observé dans la zone 2 (77 rubans d'œufs), et le plus bas dans la zone 1 (4 rubans 

d'œufs) (Figure 17).  

On constate donc qu’il existe une importante variabilité spatiale entre des zones 

séparées de seulement quelques dizaines de mètres, et que cette variabilité ne reflète pas 

nécessairement la variabilité constatée avec les méthodes traditionnelles.  

 

 
 
Figure 17 : Variabilité spatiale horizontale au niveau de 3 zones d’échantillonnage lors du suivi de la 
phénologie de la reproduction de la perche dans le Léman, via des méthodes ADNe ou traditionnelles. 
 
 

Durant l'hiver 2020/2021, le suivi de la reproduction du corégone a été réalisé dans deux zones 

distinctes de la frayère (chaque zone fait environ 250m de long et les deux zones sont séparées 

d'environ 30 mètres), en utilisant deux approches ADNe (échantillonnage discret et intégré) et deux 

approches traditionnelles (filet maillant et comptage visuel). Pour les quatre approches et les deux 

zones, le pic de frai a été atteint vers la mi-décembre (entre le 15 et le 22 décembre). Cependant, 

l'intensité des pics a varié entre les deux zones, avec un signal plus élevé dans la zone 1 pour le suivi 

de l'ADNe et la pêche au filet maillant, tandis qu'un signal plus élevé a été détecté dans la zone 2 pour 

le comptage visuel. Pour la méthode ADNe, la stratégie d'échantillonnage intégré semble réduire la 

variabilité des signaux ADNe par rapport à la stratégie d'échantillonnage discrète. Pour les échantillons 

intégrés, la différence d'intensité entre les deux pics (18 489,9 copies.L-1 pour la zone 1 et 13 900,4 

copies.L-1 pour la zone 2) est modérée, alors que pour les échantillons discrets, le pic de la zone 2 (4 

207,0 copies.L-1) est beaucoup plus faible que celui de la zone 1 (14 538,7 copies.L-1). Les valeurs 
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moyennes d'ADNe obtenues sur l'ensemble de l'étude temporelle étaient similaires dans la zone 1 et 

dans la zone 2 pour les échantillons intégrés (moyenne de 3 878,0 copies.L-1 et 3 483,9 copies.L-1, dans 

les zones 1 et 2, respectivement), alors qu'une différence importante entre la zone 1 (moyenne de 2 

765,0 copies.L-1) et la zone 2 (moyenne de 781,6 copies.L-1) a été trouvée avec les échantillons discrets. 

Concernant le suivi traditionnel, pour le filet maillant, le nombre total de corégones capturés était très 

faible (3 dans la zone 1 et 2 dans la zone 2), alors qu'avec le comptage visuel, le nombre de corégones 

observés était significativement plus élevé dans la zone 2 (280 au total, avec un pic atteignant 72) que 

dans la zone 1 (117 au total, avec un pic à 40) (Figure 18). 

 

 
Figure 18 : Variabilité spatiale horizontale au niveau de deux zones d’échantillonnage lors du suivi de 
la phénologie de la reproduction du corégone dans le Léman, via des méthodes ADNe (échantillonnage 
discret ou intégré) ou traditionnelles (filets maillants ou comptages visuels). 
 

En comparant les stratégies d’échantillonnage discrètes et intégrés lors du suivi ADNe de la 

reproduction de la perche et du corégone, on peut observer que les tendances sont les mêmes pour les 

dates de début, de fin et de pic de la période de reproduction, mais le signal ADNe est globalement plus 

fort pendant la période de reproduction, alors qu’en dehors de celle-ci il est similaire à celui de la 

stratégie discrète (Figure 19). Nous émettons donc l’hypothèse qu’en intégrant des sous-

échantillons (dix sous-échantillons de 200 mL) au lieu de réaliser un échantillon discret (un 

échantillon de 2 L), nous parvenons à augmenter l’intensité du signal ADNe réparti de façon 

hétérogène dans le milieu, en plus de lisser la variabilité spatiale horizontale du signal ADNe 

observée entre les différentes zones de prélèvement. 
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Figure 19 : Comparaison des stratégies d’échantillonnage intégrées et ponctuelles lors du suivi ADNe 
de la phénologie de la reproduction de la perche et du corégone dans le Léman. 
 
 

Quelle que soit la stratégie d'échantillonnage de l'ADNe que nous avons appliquée (échantillons 

d'eau discrets ou intégrés), nous avons pu identifier les périodes de frai des poissons étudiés et le pic 

de reproduction. Cependant, avec la stratégie d'échantillonnage discrète, nous avons observé une 

variabilité spatiale du signal ADNe, c'est-à-dire une variabilité pour les échantillons collectés à 

seulement quelques dizaines de mètres de distance dans la zone de frai, tant pour le suivi de la perche 

que pour celui du corégone. Il a déjà été démontré que l'ADNe est distribué de manière hétérogène 

dans les étangs ou les lacs et que le signal de l'ADNe diminue sur de courtes distances allant de 

quelques mètres à quelques centaines de mètres (Pilliod et al., 2013 ; Eichmiller et al., 2014, Lawson 

Handley et al., 2019). Cependant, nous soulignons ici que même pendant l'activité de frai des 

poissons, alors que d'énormes quantités d'ADNe sont libérées, le signal n'est pas uniformément 

distribué sur toute la zone de frai, et qu'il existe un risque de sous-estimer ou de surestimer le 

signal de frai via l'ADNe, et en particulier si la stratégie d'échantillonnage est basée sur un seul 

échantillon discret. L'endroit exact où le plus grand nombre de rubans d'œufs a été observé n'était 

pas nécessairement l'endroit où la plus grande quantité d'ADNe de perche a été trouvée avec des 

échantillons discrets. L'échantillonnage est une étape cruciale pour les approches d'ADNe, et nous 

soulignons ici la nécessité de prendre en compte la variabilité spatiale potentielle de l'ADNe dans la 

zone de frai. Une stratégie d'échantillonnage intégrée peut aider à lisser l'hétérogénéité potentielle du 

signal ADNe, par exemple en utilisant le regroupement d'échantillons multiples (ou éventuellement 

d'autres méthodes pour réaliser échantillonnage intégré ; par exemple l'échantillonnage utilisé par 

Civade et al. (2016)). Nous avons montré que l’intégration de plusieurs sous-échantillons à partir de la 

même station d'échantillonnage a permis d'obtenir un timing très constant pour les pics d'activité de frai 

dans les deux zones suivies (également cohérent avec le suivi traditionnel), et a en outre permis 

d'obtenir un signal d'ADNe plus fort par rapport à la stratégie discrète. Même s'il a été démontré 

qu’intégrer des échantillons multiples diminue la probabilité de détecter des signaux ADNe rares (Sato 

et al., 2017), elle peut réduire la variabilité du signal ADNe fort émis pendant l'activité de frai. Par 

conséquent, nous recommandons d'utiliser l'approche d'échantillonnage intégré pour suivre 

l'ADNe libéré pendant le frai des poissons. 
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IV.4.2 Distribution verticale du signal ADNe 

 
La répartition du signal ADNe n’est pas à prendre en compte uniquement sur un plan horizontal, 

mais également sur un plan vertical. Pour l’omble chevalier qui se reproduit en profondeur (50m pour 

l’omblière de Ripaille qui est notre site d’étude), on pourrait s’attendre à capter le signal ADNe en surface 

sachant que le site de frai est situé à 50 m et que le signal ADNe émis lors de la période de reproduction 

est très important. Ce n’est pourtant pas ce qui a été observé, puisqu’on observe une absence de 

fluctuation significative du signal ADNe ciblant l’omble chevalier dans l’échantillonnage de surface 

(valeurs comprises entre 3,5 et 17,0 copies.L-1), tandis qu’en profondeur, au plus proche de l’omblière, 

le signal débute à 6,0 copies.L-1 augmente pour atteindre 3751,9 copies.L-1 , puis décroît pour revenir à 

des valeurs proches de son niveau de départ, 5,26 copies.L-1 (Figure 20). Ces observations renforcent 

l’idée de l’importance cruciale de prélever les échantillons d’eau au plus proche des sites de frai, 

et cela même sur un plan vertical. 

 

 

Figure 20 : Comparaison des stratégies d’échantillonnage en profondeur et en surface lors du suivi 

ADNe de la phénologie de la reproduction de l’omble chevalier dans le Léman. 
 
 

IV.4.3 Persistance temporelle 

 
Malgré le fait que nous étudions un milieu lentique, et donc caractérisé par de faibles 

mouvements d’eau, nous avons émis l’hypothèse que le signal ADNe libéré lors de l’activité de 

reproduction des poissons pouvait fluctuer à de courtes échelles de temps. Pour vérifier cette hypothèse 

nous avons utilisé le suivi de la reproduction du corégone, qui a pour particularité d’effectuer une 

migration quotidienne vers la zone littorale à la tombée de la nuit où il vient se reproduire, pour repartir 

ensuite vers des zones plus profondes au cours de la nuit ou au matin. Un suivi ADNe a été réalisé 

pendant l’hiver 2021/2022 avec des prélèvements réalisés toutes les 4h pendant 24h à partir de 7h et 

jusqu’à 7h le lendemain. Ces suivis nycthéméraux ont été fait à trois dates, le 15 décembre et le 21 

décembre qui se trouvent pendant la phase très active de la reproduction, et le 13 janvier qui est une 

date située en fin de période. Les données ADNe ont été comparées aux données obtenues à l’aide 

d’une caméra acoustique. 



Pôle R&D ECLA 

Site INRAE d’Aix-en-Provence  
3275 route Cézanne – 13100 Le Tholonet 

https://professionnels.ofb.fr/fr/pole-ecla-ecosystemes-lacustres 

 

 

46 
46 

 

   

  Il existe globalement une bonne concordance entre les données de la caméra et les données 

ADNe, qu’elles ciblent le génome mitochondrial ou nucléaire. Les données ADNe et de la caméra 

confirment les résultats attendus, avec une augmentation de l’activité de reproduction après la 

tombée de la nuit (à partir du prélèvement de 19h) pour les trois dates, tandis que la journée, 

l’activité de reproduction est beaucoup plus faible (prélèvements de 11h et de 15h). Pour le 

prélèvement de 7h du matin les tendances varient, suggérant une activité non systématique le matin, 

mais la concordance entre les signaux ADNe et les observations est toujours présente. On peut tout de 

même noter une différence, avec un pic plus précoce de 4h avec l’ADNe mitochondrial et nucléaire par 

rapport aux observations faites le 21 décembre 2021 (pic à 23h alors qu’avec les observations à 3h). 

En comparant les signaux mitochondriaux et nucléaires, on constate également quelques différences, 

comme une diminution peu prononcée la journée du 15 décembre avec l’ADNe nucléaire, alors que 

celle-ci est nette avec les observations à la caméra et avec l’ADNe mitochondrial. On peut émettre 

l’hypothèse que ce signal nucléaire persistant la journée pourrait être lié à la présence de 

spermatozoïdes issus de l’activité de reproduction du matin (signal très fort avec toutes les méthodes à 

7h). On note également des intensités de signaux ADNe différentes, le signal nucléaire est 

systématiquement plus fort que le signal mitochondrial (entre 5 et 200 fois plus fort), et si le pic de signal 

ADNe mitochondrial est plus élevé le 15 décembre par rapport au 21 décembre (ratio de 7), c’est 

l’inverse pour le signal nucléaire qui est plus élevé le 21 décembre (ratio 3). On peut attribuer ces 

résultats à la présence des gamètes mâles uniquement mesurée avec l’ADN nucléaire, et suggérant 

que le relargage des spermatozoïdes, et donc une activité de reproduction plus important le 21 

décembre par rapport 15 décembre, ce qui est cohérent avec les suivis ADNe et les comptages visuels 

qui suggère un maximum d’activité entre le 20 et le 27 décembre (Figure 21). 

Ces suivis nycthéméraux nous ont donc permis de constater que malgré le fait que nous 

étudions un milieu lentique, la persistance du signal ADNe (à de fortes concentrations) est très 

limitée dans le temps, puisqu’entre deux prélèvements séparés de 4h nous avons observé une 

importante fluctuation du signal. Ces variations du signal ADNe étant cohérentes avec la présence 

ou l’absence d’individus, l’ADNe semble pouvoir permettre un suivi quasiment en temps réel des 

mouvements des poissons, et ce même en lacs. Les cibles mitochondriales et nucléaires sont 

une fois encore complémentaires, puisque la cible mitochondriale quantifie très bien les 

poissons présents sur le site, tandis que la cible nucléaire nous renseigne sur l’intensité du 

relargage des gamètes mâles et éventuellement leur persistance dans le temps même une fois 

que les poissons ne sont plus sur site. 
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Figure 21 : Suivis nycthéméraux ADNe, ciblant les génomes mitochondriaux et nucléaires, comparés 
aux observations en caméra acoustique. Échantillonnages réalisés toutes les 4 h pendant 24 h et dans 
le cône d’observation de la caméra acoustique. 
 
 
 

IV.5 Comparaisons méthodologiques 

 

IV.5.1 ddPCR vs metabarcoding 

 
L’analyse de l’ADNe est souvent associée au metabarcoding, notamment quand elle est 

appliquée aux poissons, que ce soit pour réaliser des inventaires (ex: Civade et al., 2016) ou encore 

estimer la biomasse relative (ex: Takahara et al., 2012). Cependant, depuis quelques années la dPCR 

est une technologie de plus en plus mise en avant pour ses performances en termes de quantification 

du signal ADNe, avec des applications dans l’estimation de la biomasse et de l’abondance en poissons 

(ex: Doi, Uchii et al., 2015) ou le suivi de leur migration (ex: Thalinger et al., 2019). Pour le projet 

QuantiFish nous avons choisi la dPCR car l’objectif du projet est de développer des outils ADNe 
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quantitatifs, mais nous avons tout de même souhaiter comparer les données obtenues par dPCR à des 

données de séquençage. Les analyses metabarcoding ont été réalisées à l’aide des amorces MiFish 

ciblant l’ensemble des espèces de poissons, développées par Miya et al. (2015). Nous avons testé ces 

deux approches sur deux échantillons ADNe, un pendant la période de reproduction et un en dehors, 

et lors de deux suivis différents, celui du corégone (hiver 2021/2022) et celui du brochet (printemps 

2022). 

Pour les résultats metabarcoding du suivi corégone, on observe 8 fois plus de reads corégones 

pendant la période de production en comparaison de la période qui la précède, tout comme pour 

l’approche dPCR, mais dans ce cas le signal est 470 fois plus important pendant la reproduction. 

Cependant, lorsque l’on regarde le signal de la perche qui est l’espèce ADNe contrôle lors du suivi 

hivernal, on constate une fluctuation importante du signal ADNe avec l’approche metabarcoding, avec 

85402 reads avant la reproduction et 1547 pendant (ratio de 55), tandis que pour l’approche dPCR le 

signal perche reste systématiquement beaucoup plus faible que le signal corégone et ses fluctuations 

sont très modérées (ratio de 1,4) (Figure 22 et tableau 5).  

 

 
 
Figure 22 : Comparaison des approches metabarcoding et ddPCR au cours du suivi ADNe de la 
reproduction du corégone. La comparaison s’est faite sur deux dates, une avant la période de 
reproduction (25 novembre 2021) et une pendant la période de reproduction (27 décembre 2021), et en 
ciblant deux espèces, la perche et le corégone. 

Tableau 5 : Tableau récapitulatif des résultats metabarcoding et ddPCR obtenus au cours du suivi ADNe 
de la reproduction du corégone. La comparaison s’est faite sur deux dates, une avant la période de 
reproduction (25 novembre 2021) et une pendant la période de reproduction (27 décembre 2021), et en 
ciblant deux espèces, la perche et le corégone. La concentration en ADNe est exprimée en nombre de 
copies par litre d’eau filtrée. 
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Dans le cas du suivi ADNe brochet, les profils obtenus avec les deux approches sont plus 

similaires avec un signal plus fort pour le brochet pendant sa période de reproduction, et des signaux 

plus faibles après celle-ci, et en tout temps pour l'espèce ADNe contrôle qui est le corégone. Les 

amplitudes diffèrent cependant, avec un signal 4,5 plus fort pendant la reproduction pour le 

metabarcoding, alors qu’il est 33 fois plus fort avec l’approche dPCR (Figure 23 et tableau 6). 

 
 

 
 
Figure 23 : Comparaison des approches metabarcoding et ddPCR au cours du suivi ADNe de la 
reproduction du brochet. La comparaison s’est faite sur deux dates, une pendant la période de 
reproduction (11 avril 2022) et une après la période de reproduction (16 mai 2022), et en ciblant deux 
espèces, le brochet et le corégone. 

Tableau 6 : Tableau récapitulatif des résultats metabarcoding et ddPCR obtenus au cours du suivi ADNe 
de la reproduction du brochet. La comparaison s’est faite sur deux dates, une pendant la période de 
reproduction (11 avril 2022) et une après la période de reproduction (16 mai 2022), et en ciblant deux 
espèces, le brochet et le corégone. La concentration en ADNe est exprimée en nombre de copies par 
litre d’eau filtrée. 

 

 
 
 

Ces comparaisons entre approche metabarcoding et approche dPCR nous permettent de 

confirmer que l'approche dPCR semble la plus performante pour l’étude de la phénologie de la 

reproduction des poissons en lacs, avec une amplitude de signal plus importante et un signal 

basal (signal ADNe en absence de reproduction) qui est plus stable à comparer au 

metabarcoding. On peut par ailleurs noter que la dPCR a aussi l'avantage d’être moins onéreuse 
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(environ 5,5€ par échantillon en dPCR et environ 25€ en metabarcoding dans notre cas) et moins longue 

et complexe en termes d’analyses. Cependant, ces résultats confirment ce qui avait été déjà observé 

dans d’autres analyses metabarcoding ciblant les poissons, soit le fait qu’il est possible d’identifier les 

périodes de reproduction de poissons via des approches metabarcoding (ex: Di Muri et al., 2022). 

 
 

IV.5.2 Filtres ouverts vs filtres encapsulés 

 
Dans le projet QuantiFish nous avons fait le choix d’utiliser des filtres encapsulés (Sterivex) afin 

de limiter les risques de contaminations qui sont augmentés lors de la manipulation des filtres ouverts. 

Lors du suivi 2021/2022 nous avons tout de même comparé ces deux approches, en filtrant le même 

volume d’eau sur filtre simple (acétate cellulose 0,45µm) et sur filtre encapsulé (Sterivex 0,45µm), et en 

réalisant par la suite les analyses de façon identique.  

En comparant les concentrations ADN obtenues à partir des échantillons issus des différents 

filtres on constate des différences importantes, avec des concentrations plus importantes avec les filtres 

ouverts par rapport aux filtres encapsulés (moyenne de 179,1 ng/µL et 25,9 ng/µL respectivement). La 

concentration en ADN est entre 2 et 13 fois plus importante avec les filtres ouverts par rapport aux filtres 

encapsulés (Figure 24). Ces différences peuvent être expliquées par le fait que le filtre encapsulé reste 

dans sa capsule et que seul le lysat est récupéré, tandis que pour les filtres ouverts, l’extraction se fait 

directement à partir du filtre. 

 

 
Figure 24 : Comparaison des concentrations en ADN obtenues après l’utilisation de filtres ouverts et de 
filtres encapsulés pour la filtration de l’eau lors du suivi ADNe de la reproduction du corégone effectué 
au cours de l'hiver 2021/2022. 
 
 

Lorsque l’on regarde les concentrations en ADNe, le signal issu des filtres ouverts est lui aussi 

plus important par rapport aux filtres encapsulés, mais les différences sont moins marquées, avec des 

rations allant de 1 à 2,8. De plus, pour les valeurs de début et de fin de suivis qui sont les plus faibles, 

l’efficacité des deux méthodes de filtration est similaire. Dans les deux cas, les profils ADNe générés 

sont similaires, avec les mêmes débuts et fin de période de reproduction, mais un pic plus tardif d’une 

semaine avec les filtres encapsulés (Figure 25). Les filtres ouverts semblent donc un peu moins 

efficaces pour les signaux abondants, mais tout aussi efficaces pour les signaux rares. 
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Figure 25 : Comparaison du signal ADNe obtenu après l’utilisation de filtres ouverts et de filtres 
encapsulés pour la filtration de l’eau lors du suivi ADNe de la reproduction du corégone effectué au 
cours de l'hiver 2021/2022. Les génomes nucléaires et mitochondriaux ciblés sont ceux du corégone. 
 
 

L’utilisation de filtres ouverts ou encapsulés a permis dans les deux cas de caractériser de façon 

quasiment identique la période de reproduction du corégone. Les filtres ouverts montrent cependant 

une meilleure efficacité au niveau du rendement d’extraction d’ADN, ainsi que pour les signaux ADNe 

abondants, mais les signaux rares sont aussi bien mesurés avec les deux approches. Les deux types 

de filtres sont donc efficaces et peuvent être utilisés, avec l’avantage d’un meilleur rendement 

ADN pour les filtres ouverts, et celui d’une meilleure prévention contre les contaminations pour 

les filtres encapsulés. 
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V. Conclusions et perspectives 
 

Le projet QuantiFish nous a permis d’explorer les possibilités qu’offrent l’ADNe pour le suivi de la 

phénologie des poissons en lacs, mais également ses limites, et les précautions qui doivent être prises 

pour maximiser les chances de capter de signal de reproduction, ainsi que pour s’assurer de générer 

des données fiables et robustes (Tableau 7). 

 

Tableau 7 : Tableau récapitulatif des recommandations proposées par le projet QuantiFish pour mettre 

en place un suivi ADNe de la phénologie de la reproduction de poissons en lacs. 
 

 
 
 

Sur un plan méthodologique, nous avons tout d’abord mis en avant l’intérêt crucial d’effectuer 

des tests in silico de spécificité au cours du processus de création de nouvelles amorces destinées à 

des usages en ADNe (ou pour valider l'utilisation d’amorces existantes mais nouvellement appliquées 

dans nos milieux d'intérêt). La robustesse de ces tests dépend de la complétude des bases de données, 

et nous avons constaté que pour l’étude des poissons certaines de ces bases sont quasiment 
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inexistantes, comme pour le gène nucléaire ITS1 qui semble pourtant très pertinent pour le suivi ADNe 

de la reproduction des espèces de poissons.  

Les tests in vitro de spécificité sont également indispensables et doivent être fait vis-à-vis du 

plus grand nombre de génomes différents possibles et surtout les plus proches phylogénétiquement. 

Nous avons vu avec le cas des amorces ciblant le génome mitochondrial de la perche qu’elles ciblaient 

également plusieurs autres percidés alors que ces aspécificités n'avaient pas pu être détectées lors des 

tests PCR in silico. Dans notre cas nous avons utilisé « uniquement » 17 espèces sur la trentaine 

identifiées dans le Léman et idéalement il faudrait toutes pouvoir les tester individuellement pour valider 

les amorces de la façon la plus robuste possible. 

L’utilisation de la dPCR s’est révélée tout à fait adaptée au suivi de la phénologie de la 

reproduction des poissons en lacs, et nous recommandons son utilisation pour obtenir un signal 

quantitatif, répétable et permettant de discriminer de faibles variations. Bien que la dPCR soit connue 

pour fournir des mesures précises sans avoir besoin de calibration (White et al., 2009), les tests de 

sensibilité (calcul de la LOD et de la LOQ) (Huggett et al., 2013), ainsi que les tests de spécificité 

supplémentaires que nous avons effectués, permettent de s’assurer que les mesures effectuées en 

dPCR sont robustes et comparables, et que la présence d’ADN d’autres espèces, comme c’est le cas 

dans des échantillons, n’altère pas cette efficacité; nous recommandons de les effectuer pour toutes 

amorces devant servir à des analyses ADNe via l’utilisation de la dPCR. Nous avons par ailleurs illustré, 

via quelques échantillons sélectionnés, que l'utilisation de méthodes metabarcoding semble moins 

adaptée au suivi de la reproduction de poissons, et ce, notamment par son aspect semi-quantitatif, et 

non quantitatif comme la dPCR.  

Le travail mené ici a conduit à la formalisation de protocoles (prélèvement, extraction) mis en 

“open access” et ré-applicables. Concernant les types de filtres utilisés pour la concentration de l’ADNe 

à partir de l’eau, les filtres ouverts ou encapsulés peuvent être utilisés pour les suivis de la phénologie 

de la reproduction des poissons via l’ADNe, avec l’avantage d’un meilleur rendement (concentration en 

ADNe) pour les filtres ouverts, et celui d’une meilleure prévention contre les contaminations pour les 

filtres encapsulés.  

La mise en application de ces protocoles, a permis de vérifier que pour toutes les espèces 

étudiées, la dynamique temporelle des signaux ADNe sont concordants avec ceux des suivis 

traditionnels, que ce soit des captures ou des observations d’individus ou bien la collecte d’œufs 

fécondés. Le fait de pouvoir prendre en considération différentes espèces, avec des caractéristiques 

différentes de frai (migration ou non), a permis de confirmer que les pics de concentrations en ADNe 

sont expliqués à la fois par le regroupement des individus sur site, leur état d’activité et le relargage des 

gamètes. Ceci est vrai en particulier dans le cas de la perche et du brochet qui restent sur site après la 

période de reproduction.  

Nos résultats mettent également en évidence l’atout représenté par les approches ADNe pour 

mettre en place une surveillance de l’activité de reproduction dans des cas difficiles tel que celui de 

l’omble chevalier (reproduction en zone profonde compliquée à suivre par des méthodes traditionnelles) 
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ou dans une approche exploratoire pour rechercher des sites potentiels de frai (par exemple cas du 

Brochet pour lequel une activité de reproduction a pu être détectée dans plusieurs zones du Léman).  

Pour tous les suivis ADNe réalisés, nous avons quantifié le signal ADNe d’une espèce qui ne 

se reproduit pas et que nous avons appelé une espèce ADNe contrôle. Le signal ADNe de cette espèce 

reste systématiquement à un niveau faible, que l’on pourrait appeler basal, avec peu ou pas de 

fluctuations dans le temps, tandis que, pour les espèces en cours de reproduction, nous observons un 

pic unique et majeur s'étalant sur plusieurs semaines. L’utilisation d’une espèce ADNe contrôle permet 

de s’assurer que les fluctuations du signal ADNe observées lors des suivis sont bien spécifiques à la 

reproduction, et qu’il ne s’agit pas de fluctuations qui affectent l’ensemble du signal ADNe poisson (par 

exemple des conditions environnementales particulières qui influencent l'ensemble du signal ADNe et 

induisent des pics de concentration artefactuels pour toutes les espèces présentes dans le lac). 

L’utilisation d’une espèce ADNe contrôle doit toujours s'accompagner d'un suivi de la reproduction 

assez long pour permettre de couvrir le début et la fin de la reproduction sur plusieurs dates et donc de 

bien caractériser le signal basal de l’espèce et de le distinguer du ‘signal de reproduction’.  Dans notre 

cas, nous avons commencé les suivis quelques semaines avant la période de reproduction supposée 

et nous les avons terminés trois semaines après la dernière observation, collecte ou capture selon la 

méthode traditionnelle utilisée.  

Au cours de ce projet nous avons également exploré l’utilisation du génome nucléaire en 

complément du génome mitochondrial qui a l’inconvénient de mal refléter le signal lié au relargage des 

spermatozoïdes. Le signal ADNe basal (hors période de reproduction) issu des génomes 

mitochondriaux et nucléaires est similaire, mais l’amplitude d’augmentation au cours de la reproduction 

est bien plus élevée pour le génome nucléaire, en faisant une cible à privilégier lors de suivis ADNe de 

la reproduction. Il est cependant intéressant de cibler le génome mitochondrial en parallèle car il informe 

sur la présence des individus à proximité du site de prélèvement, permettant ainsi de différencier la 

présence des individus, du relargage des gamètes mâles, et donc de la reproduction réelle. En ciblant 

les deux génomes et en comparant les profils, on peut également attester de la présence d’une activité 

de frai. Schématiquement, si l’on a à la fois la présence d'individus sur site et un relargage de gamètes, 

on s’attend à ce que les deux profils (mitochondriaux et nucléaires) suivent la même tendance. Tandis 

que, dans le cas où les individus sont présents mais pas en activité de reproduction, ou, dans le cas où 

des gamètes sont entraînés dans l’eau sans que les individus soient présents exactement sur le site 

d'échantillonnage, alors, les deux signaux seront découplés. Les cibles mitochondriales et nucléaires 

sont donc complémentaires, l’une quantifiant très bien les poissons présents sur le site, l’autre 

renseignant sur l’intensité du relargage des gamètes mâles et éventuellement leur persistance dans le 

temps même une fois que les poissons ne sont plus sur site.  

Au cours de ces travaux nous avons également exploré la variabilité spatiale et temporelle des 

signaux ADNe à un échelle assez locale (sites de reproduction). Durant l'activité de frai des poissons, 

alors que d'énormes quantités d'ADNe sont libérées, nous avons constaté que le signal n'est pas 

uniformément distribué sur toute la zone de frai. Il existe donc un risque de sous-estimer ou de 

surestimer le signal de frai via l'ADNe en raison de la variabilité spatiale horizontale du signal ADNe, et 
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en particulier si la stratégie d'échantillonnage est basée sur un seul échantillon discret. Nous 

recommandons donc d'utiliser l'approche d'échantillonnage intégrée pour suivre l'ADNe libéré pendant 

le frai des poissons. On peut noter que lors de nos études, l'échantillonnage intégré a permis 

d’augmenter l’intensité du signal ADNe mesuré pour les poissons étudiés. En plus de cette variabilité 

spatiale horizontale du signal ADNe, il faut prendre en compte la dispersion verticale du signal ADNe. 

Nous avons en effet constaté que l’activité de reproduction mesurée sur un site de frai se trouvant à 50 

m de profondeur n’était pas détectable en surface avec nos protocoles, et que la dispersion verticale du 

signal ADNe est donc assez limitée. Ces observations confirment l’importance cruciale de prélever les 

échantillons d’eau au plus proche des sites de frai, et cela même sur un plan vertical. La persistance 

d’un signal ADNe fort (concentration élevée) sur le site de frai semble très limitée dans le temps, mais 

cohérente avec la présence ou l’absence d’individus, et l’ADNe semble donc pouvoir permettre un suivi 

quasiment en temps réel des mouvements des poissons, et ce même en lacs.  

L’ensemble de ces résultats permettent de valider les approches formalisées pour de futurs 

déploiements dans d’autres lacs, avec néanmoins les ajustements inhérents à la spécificité des espèces 

et / ou des lacs. Si le niveau d'applicabilité de cette approche est déjà très bon, il n’en reste pas moins 

que des optimisations et perspectives peuvent toutefois être proposées pour consolider ce travail. La 

suite du projet QuantiFish explore d’autres possibilités qu’offrent les outils quantitatifs appliqués à 

l’ADNe. Il s’agit notamment de tester l’application de ces outils à des phénomènes complexes à 

caractériser via des méthodes traditionnelles, comme l’identification de la période d’éclosion des œufs 

ou encore la différenciation des mâles et des femelles, ou encore la capacité à suivre quasiment en 

temps réel des mouvements des poissons. Le projet vise également à explorer l’utilisation de l’ARNe 

pour le suivi de la reproduction des poissons en lacs. L’ARNe s’étant révélé être aussi sensible que 

l'ADNe, mais avec une meilleure corrélation avec l'abondance des poissons (Miyata et al. 2021). L'ARNe 

devrait donc permettre une meilleure estimation du nombre de poissons qui fraient ou de la quantité de 

gamètes libérés. Comme l'ARNe a une durée de vie plus courte que l'ADNe dans l'environnement 

(Marshall et al. 2021), l'utilisation du ratio ARNe/ADNe pourrait également être utilisé pour améliorer 

l'interprétation des détections de l'activité de frai. Les rapports ARNe/ADNe les plus élevés devraient 

révéler un signal fraîchement libéré dans l'environnement, réduisant ainsi l'erreur potentielle due à un 

signal ADN plus ancien.  

Le projet QuantiFish a également mis en avant des lacunes qui pourraient permettre de consolider les 

approches ADNe quantitatives appliquées aux poissons en lacs, comme le développement de 

méthodes permettant l’intégration du signal ADNe dans le temps (capteurs, systèmes de 

concentration…), ou encore la création de bases de données ADN ciblant des portions de génomes 

pertinentes pour des approches quantitatives, mais jusqu’ici peu utilisées (comme le gène nucléaire 

ITS1 qui a montré une très grande efficacité pour le suivi de la reproduction des poissons en lacs), ainsi 

que des banques ADN avec toutes les espèces de poissons vivant dans les milieux lentiques français 

afin de tester des amorces ADNe qui pourraient alors être utilisées partout en France et permettre des 

analyses plus robustes et comparables. 
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