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Avant-propos

Ce document a été rédigé dans le but d’accompagner les biologistes et les techniciens de la faune du
ministére de 'Environnement, de la Lutte contre les changements climatiques, de la Faune et des Parcs
(MELCCFP), les consultants et les acteurs du milieu dans la réalisation d’inventaires de salamandres de
ruisseaux. |l s’inspire des protocoles précédents (Bouthillier, 2011; ministére des Ressources naturelles
[MRN], 2013; ministére des Foréts, de la Faune et des Parcs [MFFP], 2015, 2018a et 2019) et bonifie
l'information afin d’atteindre les objectifs du MELCCFP et de répondre a ses besoins en matiére de
conservation et de mise en valeur de la faune.

Ce document est un recueil de deux protocoles standardisés. |l présente la méthode d’inventaire
traditionnelle de recherche active (Protocole standardisé d’inventaires des salamandres de ruisseaux au
Québec) ainsi que la méthode dinventaire par détection de l'acide désoxyribonucléique dans
I'environnement (ADNe) (Protocole standardisé d’inventaire des salamandres de ruisseaux a l'aide de
I’'ADNe au Québec).

Les personnes qui réaliseront des inventaires doivent s’assurer d’utiliser une version a jour du document,
accessible dans la page Web « Collecte de données sur les espéces a I'aide de protocoles standardisés »

sur Québec.ca.

Par ailleurs, le présent recueil est destiné a étre utilisé dans le cadre d’études d’'impact ou d’autres projets
nécessitant la détection des salamandres de ruisseaux. Dans ces situations, si des modifications devaient
étre apportées aux protocoles, le plan d’échantillonnage doit étre approuvé par la Direction de la gestion
de la faune (DGFa) de la région concernée (voir gouvernement du Québec [2024a] pour les adresses des
bureaux régionaux).

Finalement, ce document vise a uniformiser l'information qui parvient au Centre de données sur le
patrimoine naturel du Québec (CDPNQ), responsable de compiler les données d’inventaires des directions
régionales, des consultants et des autres partenaires.
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1. Introduction

Le Québec constitue la limite nord de la répartition de plusieurs especes animales, ce qui est
particulierement le cas pour les salamandres. Au Québec, on trouve 10 espéces d’'urodeles (tableau 1).

Tableau 1. Espéces d’urodeéles du Québec

Espéce visée par le

Nom commun Nom scientifique . .
recueil (oui, non)

Famille des Protéidés
Necture tacheté Necturus maculosus Non

Famille des Pléthodontidés

Salamandre a deux lignes Eurycea bislineata Oui
Salamandre a quatre orteils Hemidactylium scutatum Non
Salamandre cendrée Plethodon cinereus Non
Salamandre pourpre Gyrinophilus porphyriticus Oui
Salamandre sombre des montagnes | Desmognathus ochrophaeus Oui
Salamandre sombre du Nord Desmognathus fuscus Oui

Famille des Ambystomatidés
Salamandre a points bleus Ambystoma laterale Non
Salamandre maculée Ambystoma maculatum Non
Famille des Salamandridés

Triton vert Notophthalmus viridescens Non

Parmi celles-ci, quatre sont étroitement associées aux ruisseaux, qu'ils soient permanents ou intermittents :
la salamandre sombre des montagnes, la salamandre sombre du Nord, la salamandre pourpre et la
salamandre a deux lignes. Bien qu’elles different quant a leur répartition et a leur niche écologique, ces
especes dépendent toutes du maintien de la qualité des ruisseaux pour survivre (Jutras, 2003). Le recueil
s’applique a ces quatre espéces (tableau 1).

En vertu de la Loi sur les espéces menacées ou vulnérables (LEMV) (RLRQ, c. E-12.01), la salamandre
sombre des montagnes a été désignée menacée par le gouvernement du Québec, alors que la salamandre
pourpre est considérée comme vulnérable (Gouvernement du Québec, 2024b). Les salamandres a quatre
orteils et sombre du Nord sont susceptibles d’étre désignées menacées ou vulnérables (Gouvernement du
Québec, 2024b). Quant a la salamandre a deux lignes, elle n’a aucune désignation particuliere au Québec
pour le moment.

La salamandre a points bleus, la salamandre cendrée et la salamandre maculée sont davantage
considérées comme des espeéces forestieres (Rodrigue et Desroches, 2018). Ces salamandres vivent en
forét (feuillues, mixtes ou résineuses, selon les espéces) lorsqu’elles sont adultes. Certaines vivront
cependant dans des milieux humides et hydriques au cours d’'un ou de plusieurs stades juvéniles. La
salamandre cendrée est forestiere durant toute sa vie, ce qui n’est pas le cas pour les salamandres
maculées, a quatre orteils, a points bleus et le triton vert (Rodrigue et Desroches, 2018). Dans le cas du
triton vert, seul le juvénile, parfois nommé « I'elfe rouge », est terrestre, alors que 'adulte vit dans les lacs,
les étangs et certains cours d’eau (Rodrigue et Desroches, 2018). Le necture tacheté, quant a lui, fréquente
les grands cours d’eau, dont le fleuve Saint-Laurent; il ne vit pas dans les petits cours d’eau (Rodrique et
Desroches, 2018).




Ces dernieres espéeces ne sont pas ciblées par ce recueil en raison de la faible probabilité de les trouver
dans les ruisseaux. Toutefois, un recueil de protocoles standardisés spécifique a la salamandre a quatre
orteils est disponible : Recueil des protocoles standardisés d’inventaires de salamandres a quatre orteils
au Québec (MELCCFP, 2025). Aucun protocole standardisé n’existe actuellement pour les salamandres
forestieres (salamandre a points bleus, salamandre cendrée et salamandre maculée) ni pour les espéces
aquatiques (necture tacheté et triton vert). Pour effectuer des inventaires avec d'autres méthodes ou sur
les autres especes, veuillez contacter la Direction de la gestion de la faune (DGFa) de la région concernée
(consulter Gouvernement du Québec [2024a] pour les adresses des bureaux régionaux).

1.1 Permis

La réalisation d’inventaires suivant le présent recueil requiert 'obtention d’'un permis délivré aux fins
scientifiques, éducatives ou de gestion de la faune (SEG) au préalable en vertu de I'article 47 de Loi sur la
conservation et la mise en valeur de la faune (LCMVF) (RLRQ, c. C -61.1) si I'habitat doit étre perturbé
pour chercher des salamandres et pour capturer des individus afin de confirmer leur présence et leur
identification. Toutefois, I'échantillonnage d’eau pour I'analyse d’ADNe ne nécessite pas de permis. La
demande de permis SEG doit étre adressée au bureau régional de la DGFa de la région concernée
(Gouvernement du Québec, 2024a; 2024c). La DGFa analysera la demande et en déterminera
I'acceptabilité.

Il est & noter que les permis SEG délivrés aux fins de gestion de la faune, en vertu de l'article 47 de la
LCMVF, sont tarifés. Les permis délivrés a des fins scientifiques ou éducatives sont exclus de la tarification.

Le permis SEG permet a son titulaire de déroger a certaines dispositions de la Loi, du moment qu'il se
conforme aux conditions s’y rattachant. Tout manquement a I'une des conditions d’'un permis SEG peut
entrainer pour le titulaire des poursuites judiciaires et une amende. De plus, un projet qui implique la
manipulation d’animaux a des fins scientifigues nécessite habituellement un certificat de bons soins aux
animaux (CBSA) délivré par un comité affilié au Conseil canadien de protection des animaux (CCPA).
Toutefois, dans le cadre du présent protocole, un inventaire dans un contexte de gestion de la faune
nécessite un permis SEG, mais pas de CBSA.

Le ministére de 'Environnement, de la Lutte contre les changements climatiques, de la Faune et des Parcs
(MELCCFP, ci-aprés nommé le Ministére) peut assortir un permis SEG de toute condition concernant la
maniére dont les données a des fins scientifiques, éducatives ou de gestion de la faune doivent étre
communiquées. Ainsi, le titulaire d’'un permis SEG est obligé de transmettre au Ministére les données
brutes recueillies (stations de capture et leurs coordonnées géographiques, description du matériel et de
la méthode de capture utilisée, nombre de spécimens par station, par date, par engin et par espece, y
compris les captures accidentelles) dans un fichier gabarit (de type Excel). Ces données pourront ensuite
étre colligées dans la banque source par le Ministére (p. ex., Banque d’observations sur les reptiles et
amphibiens du Québec [BORAQ]) et au Centre de données sur le patrimoine naturel du Québec (CDPNQ)
afin gu’elles puissent étre utilisées pour améliorer les connaissances a des fins de conservation des
salamandres de ruisseaux.

1.2 Objectifs

Les méthodologies du présent recueil visent a :

e confirmer la présence des espéces de salamandres de ruisseaux afin d’en tenir compte dans le
cadre d’évaluations environnementales de projets pouvant avoir des répercussions sur celles-ci ou
leurs habitats;

e fournir un indice standardisé de capture par unité d’effort, basé sur un nombre de structures
soulevées et une taille de parcelle standard;

e améliorer les connaissances sur la répartition des espéeces de salamandres de ruisseaux.




2. Notions d’écologie

2.1 Cycle de vie

Les salamandres de ruisseaux vivent dans les cours d’eau, les dépressions humides et les sources qui
jaillissent a flanc de colline. Pendant une période de sécheresse, certaines espéces peuvent s’enfouir
jusqu’a 90 cm dans le sol afin de trouver I'humidité essentielle a leur survie. En saison humide, les
salamandres s’aventurent parfois a quelques meétres des ruisseaux. Les salamandres juvéniles vivent
quant a elles uniquement dans I'eau et respirent a I'aide de branchies, qui disparaissent a 'dge adulte
(figure 1).

adulte

Cycle de vie
des
salamandres
de ruisseaux

larve avec I
branchies et arve avec
pattes bourgeons

branchiaux

larve avec
branchies et
membres antérieurs

Adapté de : blueringmedia; traduction libre. Salamandre pourpre © Claude Thivierge
Figure 1. Cycle de vie des salamandres de ruisseaux

La période de reproduction est au printemps et a 'automne, selon les espéces (Rodrigue et Desroches,
2018). Les salamandres se déplacent vers leur lieu de ponte, généralement constitué de milieux humides.
Elles peuvent demeurer en place jusqu’a I'éclosion des ceufs. Les larves se transformeront quelques fois
avant d’atteindre le stade adulte (Rodrigue et Desroches, 2018).

Les salamandres de ruisseaux sont généralement confinées a la partie supérieure des ruisseaux, la ou
I'eau s’écoule par intermittence ou non. Les ruisseaux intermittents leur servent de sites de ponte, d’abris
pour se protéger des prédateurs et d’endroits ou se nourrir de petits invertébrés (larves, insectes, vers,
etc.) (Jutras, 2003). Les salamandres de ruisseaux semblent étre moins abondantes dans les parties plus
basses, ou I'absence de barriéres physiques permet I'accés a certains prédateurs, dont 'omble de fontaine




(Salvelinus fontinalis). D’autres animaux peuvent se nourrir de salamandres comme les écrevisses (Dubé
et Desroches, 2007), les couleuvres et les oiseaux. Pour ce qui est de la salamandre pourpre, elle peut
parfois devenir un prédateur pour ses congénéres de plus petite taille (Rodrigue et Desroches, 2018). A
'approche de la saison froide, les salamandres de ruisseaux s’enfouissent dans le sol ou dans les
interstices de la roche-mére afin d’hiverner a I'abri du gel (Rodrigue et Desroches, 2018).

2.2 Répartition et habitats

Les salamandres abondent généralement dans les habitats forestiers et aquatiques. Les densités de larves
peuvent atteindre 2 a 3 individus/m2, alors que la densité des adultes serait de 1 a 2 individus/m2 sur le
sol forestier et le lit des ruisseaux (Petranka, 2010).

Les textes qui suivent traitent des salamandres de ruisseaux du Québec, dont les espéces en situation
précaire qui sont désignées ou susceptibles d’étre désignées en vertu de la LEMV.

2.2.1 Salamandre a deux lignes

La salamandre & deux lignes (figure 2) est tres commune au Québec. Sa répartition atteint la baie James,
jusqu’au 52e paralléle Nord et le 54e parallele dans le Nord-du-Québec (Rodrigue et Desroches, 2018;
figure 3). Toutefois, son abondance se concentre dans les Appalaches et a certains endroits du Bouclier
canadien. Elle fréquente les cours d’eau et les lacs dont les rives sont composées de pierres (Rodrigue et
Desroches, 2018).

© MELCCEFP.

Figure 2. Salamandre a deux lignes
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Aire de répartition de la salamandre a deux lignes au Québec




2.2.2 Salamandre pourpre

La salamandre pourpre (figure 4) peut atteindre plus de 20 cm de long, ce qui en fait la plus grande de nos
salamandres de ruisseaux (Rodrigue et Desroches, 2018). Adulte, elle est un prédateur pour les autres
salamandres et pour sa propre espéce (Bonin, 1999; Boutin, 2006; Petranka, 2010; Rodrigue et Desroches,
2018). 1l s'agit d’'une espece essentiellement aquatique; les adultes demeurent habituellement dans le
ruisseau ou en bordure de celui-ci (Boutin, 2006; Rodrigue et Desroches, 2018). Le stade larvaire, de 3 a
6 ans, requiert des cours d’eau permanents et une eau bien oxygénée (Bonin, 1999).

© MELCCFP.

Figure 4. Salamandre pourpre

Au Québec, la salamandre pourpre s’observe uniquement au sud du Saint-Laurent (figure 5). L’aire de
répartition de cette salamandre se partage en deux secteurs distincts situés de part et d’autre du bassin de
la riviere Richelieu (Bider et Matte, 1994; Bonin, 1999). Le secteur situé a I'ouest occupe la portion nord
des Adirondacks, & Covey Hill, et couvre environ 200 km2. A I'est, I'espéce fréquente les ruisseaux des
Appalaches et de quelques collines montérégiennes, sur un territoire plus étendu, mais discontinu (Bider
et Matte, 1994; Bonin, 1999; Rodrigue et Desroches, 2018), dont de nouvelles mentions a I'est de la riviére
Chaudiére (Equipe de rétablissement des salamandres de ruisseaux du Québec, 2021). Par ailleurs,
I'existence de salamandre pourpre au Québec est unique au Canada. En effet, la salamandre pourpre a
été identifiée de source sdre en Ontario en 1877, dans la région de Niagara. L’espéce n’a pas été rapportée
en Ontario depuis, malgré de nombreux inventaires. Le gouvernement de I'Ontario (2018) suppose que
cette espece a disparu de son territoire.
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Aire de répartition de la salamandre pourpre au Québec




Cette salamandre vit dans les ruisseaux forestiers permanents aux eaux claires et froides, en région
montagneuse a une altitude supérieure a 100 m (Bider et Matte, 1994; Petranka, 2010; Rodrigue et
Desroches, 2018). Elle semble plus abondante a la téte des ruisseaux et dans les sections ou affleurent
les roches plates, notamment le calcaire (Bishop, 1941; Bonin, 1999; Lowe et Bolger, 2002; Rodrigue et
Desroches, 2018). La présence d’abris est aussi une caractéristique importante de I'habitat.

Essentiellement nocturne, la salamandre pourpre circule sur la terre ferme durant les nuits pluvieuses ou
en suivant les zones humides comme les fossés en bordure des chemins (Bonin, 1999; Rodrigue et
Desroches, 2018). Durant I'hiver, larves et adultes s'installent I1a ou I'eau ne géle pas, fort probablement au
fond des ruisseaux ou dans des cavités sous les rives (Bonin, 1999; Rodrigue et Desroches, 2018). Les
sources localisées en zone d’affleurement rocheux pourraient étre propices pour I'hibernation (Bonin,
1999).

2.2.3 Salamandre sombre des montagnes

La répartition nord-américaine de la salamandre sombre des montagnes (figure 6) est plutdt restreinte et
se limite aux régions montagneuses de l'est (figure 7; Bider et Matte, 1994; Alvo et Bonin, 2003). Au
Québec, cette salamandre se trouve uniquement dans les contreforts des Adirondacks, plus précisément
dans la région de Covey Hill, en Montérégie (Sharbel et Bonin, 1992; Bider et Matte, 1994; Alvo et Bonin,
2003; Environnement Canada, 2014). Les populations fréquentant les tétes de bassins versants du coté
québécois ne peuvent probablement pas échanger d’individus avec le c6té américain, puisque les
conditions environnementales pour traverser cette zone sont potentiellement extrémes (ministére des
Ressources naturelles et de la Faune du Québec et Conservation de la Nature Canada [MRNF et CNC],
2012).

© Frédérick Leliévre, MELCCFP.

Figure 6. Salamandre sombre des montagnes




Cette salamandre est trés rare au Québec (Rodrigue et Desroches, 2018). Les premieres mentions datent
de 1988; des inventaires réalisés en 1992, en 1998 et au début des années 2000 ont permis de découvrir
de nouveaux sites, tous en Montérégie (Alvo et Bonin, 2003). L’'aire de répartition québécoise connue
s’étend sur environ 50 km2 et pourrait atteindre une centaine de kilométres carrés (Alvo et Bonin, 2003).
L’ensemble de la répartition connue se trouve sur des terres privées, dans les municipalités de Franklin et
de Havelock (Frenette, 2008). L’espéce a également été observée dans la région des gorges du Niagara,
en Ontario (Boutin, 2006).

Cette salamandre semble préférer les petits ruisseaux, les sources et les résurgences situés en milieu
forestier en altitude (Bider et Matte, 1994; Alvo et Bonin, 2003; Rodrigue et Desroches, 2018). Les femelles
déposent leurs ceufs sous des roches, des débris ligneux ou dans de petites dépressions dans le sol
(Boutin, 2006; Rodrigue et Desroches, 2018). Ces milieux aquatiques contiennent des eaux fraiches de
qualité ainsi que de nombreux abris. En été, les individus utilisent également les milieux terrestres qui
bordent les ruisseaux et les résurgences (Environnement Canada, 2014). L’hiver, elle recherche les
sources ou les ruisseaux et s’installe dans le sol ou sous les pierres, les mousses ou les feuilles, aux
endroits ou le sol est saturé d’eau; les individus se regroupent parfois pendant la saison froide (Bider et
Matte, 1994; Alvo et Bonin, 2003; Rodrigue et Desroches, 2018).

Les habitats non propices a I'espéce sont les milieux secs, les milieux ou les conditions hydrologiques sont
altérées par I'activité humaine et la pollution (Alvo et Bonin, 2003).
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2.2.4 Salamandre sombre du Nord

Au Québec, la salamandre sombre du Nord (figure 8) est principalement trouvée au sud du fleuve Saint-
Laurent, dans les montagnes appalachiennes, dans quelques collines montérégiennes et dans quelques
secteurs des plaines environnantes (figure 9; Bider et Matte, 1994). La répartition connue de I'espéce est
continuellement en expansion en raison du nombre croissant d’observations (Rodrigue et Desroches,
2018). Depuis 1991, quelques mentions rapportent la présence de I'espéce au nord du fleuve, ce qui
constituerait la limite nord de son aire de répartition (Bider et Matte, 1994; Bonin, 1999; Rodrigue et
Desroches, 2018). De nouvelles mentions sont d’ailleurs ajoutées chaque année.

Cette espéce fréquente surtout les sources intermittentes et les zones de suintement (Organ, 1961;
Rutherford et coll., 2004; Comité sur la situation des espéeces en péril au Canada [COSEPAC], 2012). Elle
serait caractéristique des cours d’eau intermittents, particulierement en milieu forestier (COSEPAC, 2012;
Rodrigue et Desroches, 2018). Elle serait associée aux ruisseaux dont le débit est plutét lent (Boutin, 2006).
Les dépbts argileux et vaseux semblent étre des éléments importants pour les terriers individuels. Les
roches, les débris ligneux et les mousses peuvent servir d’abris ou de sites pour déposer les ceufs (Bider
et Matte, 1994; Bonin, 1999; Boutin, 2006; COSEPAC, 2012).

© Stéphane Déry, MELCCFP.

Figure 8. Salamandre sombre du Nord
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2.3 Domaine vital et déplacements

Plusieurs espéces de salamandres se déplacent saisonniérement en milieu terrestre. En plus des
migrations liées a la reproduction, des déplacements peuvent étre associés a la métamorphose, a des
mouvements restreints a un territoire et a des mouvements vers les sites d’hivernage (Petranka, 2010;
Rodrigue et Desroches, 2018).

2.3.1 Salamandre a deux lignes

Le domaine vital de la salamandre a deux lignes n’est pas connu (Rodrigue et Desroches, 2018). Les
juvéniles et les adultes peuvent se déplacer en forét et s’éloigner des cours d’eau sur plus de 100 m
(Petranka, 2010). Cependant, les adultes se trouvent principalement prés des cours d’eau ou dans I'eau
(Rodrigue et Desroches, 2018).

Selon MacCulloch et Bider (1975) et Crépin (2001), des déplacements saisonniers sont observés chez la
salamandre a deux lignes. Ces déplacements différent en fonction de I'état de développement des individus
: une migration post-reproductrice (adultes et juvéniles) orientée vers la forét en juin, une migration post-
métamorphose (juvéniles) orientée vers la forét au mois d’ao(t et une migration en direction du cours d’eau
(adultes et juvéniles) au cours des mois de septembre et d’octobre. Crépin (2001) a observé que les
précipitations ont un effet stimulant sur les déplacements et que la température moyenne nocturne
influence I'ampleur des mouvements. Les déplacements se feraient principalement la nuit (MacCulloch et
Bider, 1975).

2.3.2 Salamandre pourpre

L’étendue du domaine vital de la salamandre pourpre est mal connue (Rodrigue et Desroches, 2018). Saint-
Germain (2014) I'évalue a environ 0,5 ha (5 000 m?).

2.3.2.1 Déplacements en milieu terrestre

Les adultes peuvent s’éloigner du cours d’eau la nuit pour utiliser des habitats terrestres situés jusqu’a 28
m de I'eau, quoique généralement restreints a moins de 3 m (Bruce, 1978; Lowe et coll., 2006b; Lowe et
McPeek, 2012). A l'occasion, des individus peuvent étre observés loin de I'eau, sur le sol forestier
(Petranka, 2010). Ces déplacements terrestres sont habituellement effectués dans des habitats humides
(Bonin, 1991 et 1999; Rodrigue et Desroches, 2018) et dépendraient du stade de succession de la forét de
méme que de I'abondance des proies terrestres (Greene et coll., 2008). Les déplacements en milieu
terrestre liés a l'alimentation sont également bien documentés (DeGraaf et Rudis, 1990; Bonin, 1991; Lowe
et Bolger, 2002; Lowe et coll., 2005; Petranka et Smith, 2005; Greene et coll., 2008; Petranka, 2010).
Grover et Wilbur (2002) ont créé des résurgences a des distances de 3 m, 15 m et a plus de 30 m de
ruisseaux ou de résurgences naturelles et ont constaté que la salamandre pourpre colonisait les
résurgences artificielles a 3 m et 15 m, mais étaient rares ou absentes a plus de 30 m. Green et coll. (2008)
ont trouvé des salamandres pourpres jusqu'a 10 m d’un cours d’eau. Perkins et Hunter (2006) ont, quant
a eux, capturé des salamandres pourpres a une distance maximale de 18 m d’un cours d’eau. La distance
maximale en milieu terrestre rapportée dans la littérature pour cette espéce est de 28 m (Petranka et Smith,
2005).

2.3.2.2 Déplacements en milieu aquatique

La salamandre pourpre peut se déplacer sur d’assez longues distances pendant plusieurs mois a quelques
années, mais elle est généralement sédentaire. Les rares déplacements de longue distance s’effectuent
généralement vers 'amont et sont vraisemblablement amorcés en réponse a des conditions locales
défavorables (Lowe, 2003; Lowe et coll., 2006a). Le potentiel de déplacement journalier de la salamandre
pourpre est d’environ 9 m (Rudis, 1984). En milieu aquatique, des déplacements moyens de I'ordre de 9,1
m ont été observés, la majorité étant de moins de 1 m (Lowe, 2003). Ce méme auteur a également noté
des déplacements occasionnels vers I'amont de plus de 100 m (huit observations) et un déplacement de
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484 m sur trois ans (une observation), alors que les déplacements vers I'aval n’excédaient pas 85 m. Lowe
et coll. (2006a), Lowe (2010) et Lowe et McPeek (2012) ont noté des déplacements vers 'amont de 565 m
sur six ans.

2.3.3 Salamandre sombre des montagnes

En raison de son caractére territorial, le domaine vital de la salamandre sombre des montagnes est plut6t
petit; il correspondant généralement a environ 1 m2 (Boutin, 2006; Rodrigue et Desroches, 2018).
L’étendue des déplacements de cette espéce au Québec est peu connue (Environnement Canada, 2014).
Néanmoins, les déplacements entre des captures successives ont été documentés et varieraient de 41 a
47 cm (avec un maximum de 1,7 m) sur des parois rocheuses en altitude prés des Highlands de la Caroline
du Nord (Huheey et Brandon, 1973). Toutefois, Rodrigue et Desroches (2018) mentionnent que I'espéce
est connue pour parcourir de longues distances au sol. La salamandre sombre des montagnes est la plus
terrestre des salamandres de ruisseaux du Québec (COSEPAC, 2007). Il semble en effet qu’elle se
retrouve généralement a une plus grande distance d’'un point d’eau (Petranka, 2010) et sur des substrats
plus secs (Boutin, 2006) que les autres espéces de salamandres associées au cours d’eau. D’ailleurs, une
salamandre sombre des montagnes a été observée a 75 m d’un plan d’eau en période estivale (Organ,
1961; Alvo et Bonin, 2003; Desrosiers, 2003). Hairston (1949) a aussi observé des spécimens de
salamandres sombres des montagnes a plus de 61 m des cours d’eau. Quant a eux, Petranka et Smith
(2005) ont trouvé des salamandres sombres des montagnes a des distances variant de 32 a 36 m d’'un
cours d’eau, méme si environ 90 % des captures ont été réalisées a moins de 20 m du cours d’eau. Des
déplacements d’individus a 30 m de leurs territoires ont démontré que 25 % des salamandres retournaient
a leur territoire respectif (Holomuzki, 1982). L’espéce est bien adaptée aux déplacements : ses pattes
postérieures sont larges, ce qui est adéquat pour le saut (MRNF, 2008). L’espece demeure tout de méme
obligatoirement liée a une source d’eau (COSEPAC, 2007).

2.3.4 Salamandre sombre du Nord

La salamandre sombre du Nord posséde un domaine vital trés restreint; celui-ci couvrirait quelques metres
carrés, soit de 0,1 a pres de 3,60 m2 (COSEPAC, 2012; Rodrigue et Desroches, 2018), mais il pourrait
atteindre jusqu’a 114,5 m2 (Barbour et coll., 1969). Cette espéce parcourrait généralement de 2 a 5 m; on
a toutefois observé un déplacement de 17,1 m en 24 heures (Barbour et coll., 1969). Selon Rodrigue et
Desroches (2018), certains individus auraient parcouru 10 m en une semaine et les femelles seraient
capables de retrouver leur nid aprés un déplacement de 32 m. L’espéce s’éloignerait un peu plus du cours
d’eau durant les périodes chaudes et humides (Bonin, 1999; Rodrigue et Desroches, 2018). Sur deux ans,
la plupart des adultes restent dans un rayon de 15 m d’'un cours d’eau (COSEPAC, 2012). Des individus
seraient retournés dans leur territoire aprés en avoir été éloignés de 30 m (COSEPAC, 2012).

2.4 \Viabilité des occurrences

Les populations de salamandres de ruisseaux en situation précaire du Québec sont suivies par le CDPNQ.
Les occurrences' y sont colligées et analysées en fonction de la viabilité. La viabilité d’'une occurrence est
une estimation succincte de la probabilité de persistance de la population locale sur une échelle de 20 a
30 ans si les conditions actuelles s’y maintiennent. Elle est estimée a la suite de I'évaluation dans la clé
décisionnelle de NatureServe? des facteurs qui y sont limitants pour 'espece (Hammerson et coll., 2020).
De ces facteurs limitants, certains peuvent étre inférés par géomatique a I'échelle du paysage, mais

1 Terme en usage dans le réseau des centres de données sur la conservation associés & NatureServe. Ce mot désigne un territoire (point, ligne ou polygone
cartographique) abritant ou ayant jadis abrité un élément de la biodiversité. Une occurrence a une valeur de conservation (cote de qualité) pour I'élément de la
biodiversité. Lorsqu'on parle d'une espéce, l'occurrence correspond généralement a I'habitat occupé par une population locale de I'espéce en question. Ce qui
constitue une occurrence et les critéres retenus pour attribuer la cote de qualité qui lui est associée varient selon I'¢lément de la biodiversité considéré. L'occurrence
peut correspondre a une plage cartographique unique (ou point d'observation) ou a un regroupement de plusieurs plages rapprochées.

2 NatureServe est un organisme environnemental non gouvernemental spécialisé dans la conservation de la nature qui est basé sur un réseau de Centres de
données sur la conservation (CDC) implanté au Canada et aux Etats-Unis. En 1988, le CDPNQ a été le premier CDC canadien de ce réseau a voir le jour, grace
aux efforts conjoints des organisations The Nature Conservancy, The Nature Conservancy of Canada et du gouvernement du Québec. Depuis, le CDPNQ est un
membre actif de NatureServe.
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d’autres doivent étre documentées sur le terrain lorsque I'information n’est pas disponible, est incompléte
ou incohérente. C’est le cas notamment de nombreuses données de microhabitat dont la survie d’'une
population peut dépendre, mais pour lesquelles trés peu d’information est disponible. Ces données doivent

donc étre recueillies par les équipes de terrain de fagon a améliorer le suivi des populations et a
documenter, dans les occurrences, les paramétres qui sont importants pour la survie de I'espéce.

La répartition des salamandres de ruisseaux serait favorisée par les facteurs naturels suivants :

* Uun ruisseau permanent;

» des résurgences (en milieu forestier);

* I'humidité de I'habitat;

* la qualité de I'eau, notamment sa faible turbidité;

* un couvert forestier;

* le type de substrat du cours d’eau, comportant des abris (roche de plus de 6 cm, débris de bois,
etc.);

* le type d’écoulement.

2.5 Menaces pesant sur les salamandres de ruisseaux

L’analyse des menaces du Ministére se base sur la Classification standardisée des menaces affectant la
biodiversité (ministére des Foréts, de la Faune et des Parcs [MFFP], 2021a) pour lesquelles des indicateurs
concrets ont été définis afin de faciliter leur documentation sur le terrain. Comme pour I'analyse de la
viabilité, de nombreux outils géomatiques permettent une analyse a I'échelle du territoire, mais plusieurs
menaces doivent étre documentées par des observations sur le terrain.

La documentation des menaces sur le terrain vise a déterminer des enjeux pour les salamandres de
ruisseaux au cours des inventaires. De ce fait, 'observation des menaces dans le cadre des inventaires
courants ne requiert pas une analyse compliquée, mais permettra de répertorier des besoins ponctuels et
de brosser un profil de I'incidence de ces menaces relatives aux occurrences.

Plusieurs menaces planent sur les populations de salamandres de ruisseaux. Cependant, ces dernieres
ne sont pas toutes visibles sur le terrain (p. ex., un rabattement de la nappe phréatique). Les menaces
documentées par le protocole et le formulaire de terrain ne comprennent que les menaces pour lesquelles
l'information sur le terrain est essentielle et détectable par les observateurs. Puisque ses habitats sont
souvent détruits pour la construction d’habitations, par les coupes forestieres ou le remblai pour
I'agriculture, la situation des salamandres de ruisseaux est précaire au Québec.

Les menaces comprennent plusieurs activités anthropiques qui peuvent induire un stress chez les individus
(p- ex., blessures et mort) ou I'habitat (p. ex., conversion des terres, dégradation, fragmentation)
(tableau 2). Les menaces a répertorier sur le terrain sont décrites a l'aide d’indicateurs qui sont suivis sur
le terrain, pendant l'inventaire (en bleu dans le tableau 2). Elles ne nécessitent pas une recherche
exhaustive; seules les menaces facilement identifiables et évidentes doivent étre notées.
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Tableau 2. Menaces pesant sur les salamandres de ruisseaux

ID Menace Indicateurs suivis sur le terrain
1.1.1 AIES reslieriElles G Remblai/déblai récent d'origine urbain (p. ex., chantier)
urbaines denses
112 Zones résidentielles a
o faible densité
121 Zones commerciales et Remblai/déblai récent d'origine commerciale ou
- industrielles industrielle
1.3.1 Parcs et terrains de sport
1.3.2 Terrains de camping
1.3.3 Stations de ski
1.3.4 Sentiers récréatifs Sentiers aménagés
Agriculture de type
2.11
annuelle (grandes cultures)
2.1.3 Agriculture autre
291 Production de bois de
pulpe
299 Pllantatlons d'arbres
d'ornement
2.3.1 Elevage AT BT Piétinement/broutage par le troupeau
(sur paturages)
Elevage intensif extérieur Elevage de bétail dont la densité dégrade le sol et
2.3.2 o . .
(forte densité) I'nydrologie
3.2.2 Mines a ciel ouvert
3.2.3 Carrieres et sabliéres
3.3.1 Barrages hydroélectriques
3.3.2 Parcs éoliens
4.1.3 Ponts
Lignes de transport
42.1 2 : .
d’énergie et de services
53.1 fRetral.t total du couvert Retrait total récent du couvert forestier
orestier
5.3.2 Retral't partiel du couvert Retrait partiel récent du couvert forestier
forestier
Passage de véhicules récréatifs (VTT, motocross,
6.1.1 Véhicules motorisés motoneige)
Sentiers ou ornieres de véhicules récréatifs
Gestion du niveau de l'eau
7.2.1
par barrage
723 Gestion de I'eau par Ponceau mal construit ou endommagé (induisant une
o ponceau discontinuité ou de I'érosion)
. - . Canaux de drainage en milieu agricole, fossés drainant
7.2.4 Drainage en milieu agricole | , -
I'habitat
. . . Canaux de drainage en milieu forestier, fossés drainant
7.2.5 Drainage en milieu forestier

I'habitat
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ID

Menace
Prélevement des eaux de

Indicateurs suivis sur le terrain
Tuyaux de préléevement de I'eau, déviation du cours d’eau

[Ee surface (réservair, lac artificiel)
Prélevement des eaux
7.2.7 .
souterraines
8.1.2.809 SENLE catha(tlca Présence du nerprun (Rhamnus sp.)
(nerprun cathartique)
8.1.3.1226  Salvelinus fontinalis Présence de I'omble de fontaine introduite
8.2.7 Ectoparasites Ectoparasites (p. ex., sangsue)
8.42 Pathogéne viral S,yr_nptomes d,mfecnon virale (p. ex., apathie, décoloration,
Iésions cutanées)
N . Symptémes d'infection fongique (p. ex., apathie,
8.4.3 PEEEETE g U décoloration, lésions cutanées, taches noires)
9.1.1 Eaux usées domestiques
9.1.2 Effluents urbains
Déversement Déversement d'hydrocarbure (p. ex, huile a moteur,
9.2.1 .
d'hydrocarbures mazout)
9.3.1 Charge de nutriments
932 Erosion du sol, Eau souillée, boue ou sédiments provenant d’'une activité
e sédimentation humaine
9.3.3 Herbicides et pesticides
11.4.2 Sécheresse Sécheresse induisant un stress hydrique

Source : base de données de I'approche intégrée de rétablissement (AIR) du Ministére (MFFP, 2022).
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3. Limites et mises en garde

3.1 Choix de la méthode de détection

Le choix de la méthode a employer dépend de I'expérience de I'’équipe de terrain pour trouver des
salamandres de ruisseaux ou pour échantillonner de I'eau pour des analyses d’ADNe, sans la contaminer,
et ainsi s’assurer de la validité des résultats. Dans ce dernier cas, I'accessibilité a un laboratoire spécialisé
dans ce genre d’'analyse pourrait étre un facteur limitant pour le choix de ’TADNe comme technique de
détection des salamandres de ruisseaux.

Pour le moment, I'étude des salamandres de ruisseaux a I'aide de 'ADNe est utile seulement pour la
détection des espéces, elle ne peut étre utilisée dans le cas d’études sur leur abondance. Une des limites
de 'ADNe est qu’on ne connait pas la distance de détection. Elle n’est pas toujours appropriée, notamment
pour savoir si une espéce est présente a un emplacement précis le long d’un cours d’eau. Dans ce cas, on
privilégiera la recherche active.

Comme pour la recherche active, la détection par ADNe est imparfaite et dépend d’un trés grand nombre
de facteurs (voir la section suivante : « Probabilité de détection »). Cette méthode novatrice n’est pas
nécessairement la bonne approche pour tous les projets. On doit voir les deux méthodes comme
complémentaires. Elles doivent étre choisies selon les objectifs et le contexte du projet.

3.2 Probabilité de détection

3.2.1 Meéthode traditionnelle d’inventaire — recherche active

La probabilité de détection d’'une espéce est définie comme la probabilité de détecter au moins un individu
d’'une espéce donnée au cours d’'une occasion d’échantillonnage unique dans un contexte particulier, en
sachant que des individus de I'espéce fréquentent la zone inventoriée (Boulinier et coll., 1998; MacKenzie
et coll., 2002).

La probabilité de détection des salamandres varie selon plusieurs facteurs (Mazerolle et coll.,, 2007;
Schmidt et Pellet, 2009). Les facteurs qui influencent le taux de détection sont : la composition de la
communauté de salamandres étudiée, la densité locale, les espéces, les habitats, les perturbations
anthropiques et naturelles, les conditions environnementales et météorologiques, la taille des especes, les
années (Bailey, 2002; Bailey et coll., 2004a; Dodd et Dorazio, 2004; McGhee, 2016; Barata et coll., 2017,
Hernandez-Pacheco et coll., 2019), les comportements spécifiques relatifs a 'abondance et la saisonnalité
(Ctis et coll., 1978; Bailey et coll., 2004b et 2004c; Kroll et coll., 2008; McGhee, 2016; Hernandez-Pacheco
et coll., 2019) ainsi que les méthodes d’inventaire (Barr et Babbitt, 2001; Hyde et Simons, 2001; Jenkins et
coll., 2002; Bailey et coll., 2004c). Aussi, I'inexpérience des observateurs peut avoir un effet négatif sur la
probabilité de détection des salamandres (Barata et coll., 2017).

Selon la température ou le degré d’humidité du sol, la détection des salamandres est plus ou moins facile
(Lapointe et Lefebvre, 2008). Par exemple, on observe habituellement une abondance plus faible lorsque
le substrat est trés sec parce que les individus sont enfouis plus profondément dans le sol, ou alors parce
qu'ils se déplacent vers des habitats plus humides. Afin de maximiser la détection des salamandres, il est
recommandé de procéder a I'inventaire lorsque les conditions météorologiques sont optimales, soit aprés
la pluie (Lapointe et Lefebvre, 2008). Toutefois, en raison des conditions de débit et de turbidité de I'eau a
la suite des précipitations, il est préférable d’attendre 24 a 48 h aprés une pluie avant de commencer un
inventaire.

Les saisons jouent également un role dans la détection. Petranka (2010) mentionne qu’on trouvera souvent
des salamandres au début de 'automne, durant la période de reproduction. Selon ce méme auteur, lorsqu’il
fait trop froid, en octobre, 'abondance chute dramatiquement. Selon Bailey et coll. (2007), une stratégie
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d’'inventaire devrait étre composée de plusieurs visites durant une méme période, et devrait couvrir
plusieurs saisons. Pour les salamandres de ruisseaux, la fin de I'été et le début de 'automne, avant la
chute des feuilles, sont privilégiés, elles sont alors concentrées souvent dans les zones humides et les
écoulements de surface.

Cette grande variabilité crée un probleme pour la conception de protocoles d’inventaire parce que la
probabilité de détection est susceptible de varier considérablement d’'un inventaire a I'autre sur un site
donné (McGhee, 2016).

Sur le plan méthodologique, la détection des salamandres est meilleure en soulevant les débris et éléments
naturels d’'un site (recherche active ou flip and search) plutét que d'utiliser des abris artificiels ou
I'observation directe du sol (Bailey, 2002; Edwards et coll., 2016).

Dodd et Dorazio (2004) ont évalué qu’en faisant de la recherche active la probabilité de détection pour la
salamandre sombre du Nord variait de 0,08 & 0,20 pour une superficie de 0,12 ha.

La standardisation des méthodes d’inventaire est 'une des solutions pour limiter les variations des
probabilités de détection (Schmidt et Pellet, 2009). Il est, entre autres, important de noter le nombre d’objets
soulevés pour étre en mesure de bien quantifier I'effort d’inventaire (Seburn et Mallon, 2017).

La période de la journée pourrait aussi jouer un role important dans la détection des salamandres de
ruisseaux. En effet, les résultats d’un inventaire mené par la DGFa de la Montérégie, de I'Estrie, de Montréal
et de Laval sous-entendent que les salamandres de ruisseaux seraient plus facilement détectables la nuit
gue le jour, surtout les larves de salamandres sombres du Nord et de salamandres a deux lignes (Marie-
Josée Goulet, biologiste, MELCCFP, communication personnelle, 25 septembre 2019). Les principales
observations faites dans le cadre de cette étude confirment ce qui est indiqué dans la littérature, soit que
les salamandres soient plus actives la nuit. En plus, la visibilité dans I'eau est meilleure en raison de
I'éclairage d’appoint et du fait qu’il n’y a pas de reflet venant du milieu environnant.

3.2.2 ADNe

L’ADNe fournit une alternative judicieuse et non invasive aux techniques traditionnelles en détectant les
traces d’ADN rejetées par une espéce cible dans son environnement. Pierson et coll. (2016) ont démontré
que, pour une espece de salamandre de ruisseaux, la probabilité de détection avec ’ADNe est plus efficace
et moins codteuse que la méthode passive utilisant des sacs de substrat déposés sur le lit des cours d’eau.
Plante et coll. (2021), quant a eux, mentionnent que I’ADNe est un excellent outil pour détecter les
salamandres de ruisseaux.

La persistance de 'ADNe dans I'environnement varie de 1 a 58 jours et dépend de plusieurs facteurs
comme la température de I'eau, son pH et I'exposition aux rayons ultraviolets (Dejean et coll., 2011;
Thomsen et coll., 2012; Barnes et coll., 2014; Strickler et coll., 2015; Sassoubre et coll., 2016;
Andruszkiewicz et coll., 2017; Nevers et coll., 2018). Il est donc important de viser une période
d’échantillonnage propice afin de s’assurer que 'ADN de I'espéce visé se trouve dans I'eau.

3.3 Espeéces semblables

Une attention particuliére doit étre portée a la salamandre pourpre, car elle peut étre confondue avec les
spécimens albinos, parfois orangés, de la salamandre sombre du Nord (Rodrigue et Desroches, 2018). De
plus, la grosse larve de la salamandre pourpre peut étre associée a tort a celle du necture tacheté (Rodrigue
et Desroches, 2018). En général, les larves peuvent étre plus difficiles a départager que les adultes.

Il peut aussi y avoir erreur d’identification entre la salamandre sombre du Nord et la salamandre cendrée.
En effet, certains spécimens de salamandre cendrée n’ont pas de bande dorsale. Ces individus sont alors
complétement noirs et sont surnommées salamandres « a dos de plomb », qui ressemblent a la salamandre
sombre du Nord (Rodrigue et Desroches, 2018).
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3.4 Propagation des maladies et des especes exotiques
envahissantes

Il est fortement recommandé d’adopter une approche de biosécurité pouvant permettre de réduire les
risques de propagation de maladies ou d’espéces exotiques envahissantes (EEE). Notamment chez les
salamandres, bien qu’absente du Québec a ce jour, la chytridiomycose, une maladie Iétale causée par
'agent pathogéne Batrachochytrium salamandrivorans (BSal) figure parmi les menaces pour les
salamandres. En effet, cette maladie pourrait réduire la biodiversité d’amphibiens et engendrer des
répercussions écosystémiques néfastes (Gray et coll., 2015; Richgels et coll., 2016; Yap et coll., 2017).
Une étude rassurante, effectuée en laboratoire ou I'on inoculait BSal aux salamandres, conclut que les
salamandres de la famille des Pléthodontidés, notamment la salamandre cendrée et la salamandre sombre
du Nord, sont résistantes a BSal, mais que le triton vert est trés vulnérable a I'agent pathogéne (DiRenzo
et coll., 2021).

Jusqu'ici, des mesures ont été mises en place afin de limiter les risques d’introduction de I'agent pathogéne
au Québec. Par exemple, une restriction sur 'importation des salamandres au Canada est en vigueur et
des mesures sanitaires sont exigées si des importations sont autorisées.

Dans le cas ou certaines exigences sont inscrites sur le permis SEG délivré par le Ministére, ces dernieres
ont préséance sur les recommandations de la présente section.

3.4.1 Lavage du matériel

Tout le matériel ayant été en contact avec I'eau (bottes, bottes de péche, épuisettes, nasses, seaux, etc.)
peut étre un vecteur de transmission d’agents infectieux ou d’espéces exotiques envahissantes. Il est donc
recommandé, entre chaque milieu humide inventori€, de nettoyer a la brosse et de rincer (avec I'eau du
milieu humide) I'ensemble du matériel utilisé afin d’enlever la terre, la vase, les algues, les plantes
aquatiques et tous les petits organismes qui pourraient étre collés a I'équipement (Dejean et coll., 2007,
Groupe de travail canadien sur la santé de I'herpétofaune [GTCSH], 2017). Selon le GTCSH, il est
recommandé d’effectuer le lavage avant de quitter le site d’échantillonnage ou de le faire sur une surface
imperméable. Il est important de faire ce nettoyage entre chaque milieu humide inventorié.

Il est également possible de faire sécher le matériel pour détruire les organismes. Le séchage ne détruit
pas 'ADN, il élimine uniquement les maladies ou les EEE. Afin d’éliminer ces derniéeres, il est nécessaire
de prévoir un temps de séchage minimum de cinq jours consécutifs. Les conditions météorologiques
pendant cette période doivent étre propices au séchage, soit une absence de pluie et un taux d’humidité
inférieur a 65 % (tableau 3). Si jamais la météo est défavorable (pluie ou taux d’humidité atmosphérique
trop élevé), le temps de séchage devra étre prolongé. Avant la période de séchage, toute eau stagnante
doit étre drainée de I'équipement.

3.4.2 Deésinfection du matériel

Entre chaque milieu humide inventorié, tous les équipements doivent étre désinfectés sur place. Il est
préférable de choisir un chemin, une route ou une surface compacte et imperméable suffisamment éloignée
du milieu aquatique pour limiter les écoulements de solution de désinfectants dans le milieu.

Plusieurs désinfectants chimiques ont été évalués pour leur efficacité, leur disponibilité, leur facilité d’'usage
et de rejet aprés utilisation (Dejean et coll., 2007). L'eau de Javel (hypochlorite de sodium) est un
désinfectant efficace, mais son utilisation comporte certains risques pour les utilisateurs, les amphibiens et
le milieu aquatique. Toutefois, le GTCSH mentionne que I'eau de Javel se dégrade relativement vite et
présente un risque moindre pour I'environnement que d’autres désinfectants (GTCSH, 2017). Une
immersion dans une solution d’eau de Javel relativement diluée (1 partie d’eau de Javel dans 19 parties
d’eau, p. ex., 50 ml dans 950 ml) suffit pour neutraliser la chytridiomycose causée par Batrachochytrium
dendrobatidis, les ranavirus et la maladie fongique du serpent causée par le champignon Ophidiomyces
ophiodiicola (GTCSH, 2017). L'eau de Javel diluée doit étre appliquée pendant au moins 15 minutes, et
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son utilisation doit se faire aussi loin que possible du milieu aquatique (Dejean et coll., 2007; GTCSH,
2017).

Tableau 3. Résumé des différentes méthodes de décontamination proposées dans le Guide des
bonnes pratiques en milieu aquatique dans le but de prévenir Iintroduction et la
propagation d’espéeces aquatiques envahissantes

Temps de traitement par

Concentration Pression surface pour déloger les

organismes

Nettoyage* Vapeur > 60 °C 2 600 psi 5 a 10 secondes
60 °C Sans pression 10 minutes
Eau chaude*
60 °C 2 600 psi 5 a 10 secondes
Eau froide <40 °C 2 600 psi 30 secondes
Chlore ou eau de Javel (non 100 mi/L i 10 minutes
concentré)*
Vinaigre blanc* 750 ml/L - 20 minutes

Séchage a lair* Humidité de < 65 % -

5 jours consécutifs

De-9a0°C =

24 heures

Congélation*
—9 °C et moins -

8 heures

Source : MFFP (2018b).
* Tue les organismes aquatiques si les directives sont respectées.

3.4.3 Matériel requis

Le matériel suivant est requis pour bien décontaminer les
éléments utilisés durant un inventaire en milieu aquatique
(GTCSH, 2017; figure 10) :

e Agentde blanchiment domestique commercial : p. ex.,
eau de Javel Clorox"® (ingrédient actif : hypochlorite
de sodium 4 % a 6 %);

e Savon biodégradable;

e Grand seau, sac ou bac pouvant contenir environ 25 L
d’eau (p. ex., bacs Rubbermaid"?);

e Seau ou contenant doté d’un couvercle étanche;

e Contenant d’eau du robinet;

e Flacons pulvérisateurs;

e Brosses a récurer;

e Gants a usage unique;

e Lunettes de sécurité.

Source : GTCSH (2017).
Figure 10. Matériel de décontamination
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3.4.4 Veéhicules

Les véhicules terrestres ne semblent pas étre des vecteurs de transmission reconnus d’agents infectieux.
Cependant, un nettoyage régulier est une précaution souhaitable. La désinfection de I'équipement et son
rangement dans des bacs (eux-mémes régulierement désinfectés) dans le véhicule permettent de limiter
les risques de contamination croisée secondaire.

Les véhicules tout-terrain (VTT) qui ont été en contact avec le milieu aquatique, ainsi que toutes les
embarcations et tout le matériel en contact avec I'eau (rames, ancres, etc.) devraient faire I'objet d’'une
désinfection (lavage a I'eau, puis en fonction de leur taille, trempage, lessivage ou pulvérisation de solution
désinfectante) et d’'un séchage a l'air libre (Dejean et coll., 2007; MFFP, 2018b). Une visite au lave-auto
est une autre option préconisée. Pour les embarcations nautiques, une visite dans une station de lavage
de bateau avec un boyau a pression est un excellent moyen de déloger les résidus qui pourraient
contaminer d’autres plans d’eau.
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4. Protocole standardisé d’inventaire des salamandres de
ruisseaux au Québec

Ce protocole vise a fournir un effort de recherche standardisé, basé sur un nombre de structures soulevées
et une taille de parcelle standard (longueur et largeur). Une procédure abrégée est présentée a I'annexe A.

4.1 Matéeériel

Le matériel suivant est nécessaire au bon déroulement de l'inventaire des salamandres de ruisseaux, sans
toutefois s’y limiter :

» contenant avec de I'eau propre sans chlore;

» petite épuisette pour poissons d’aquarium;

* sacs ZiplocMD;

« contenants de verre ou de plastique transparent;

* gants a usage unigue sans talc, en nitrile (optionnel);

* ruban a mesurer (minimum 25 m);

* ruban a marquer (flag tape);

+ thermometre;

+ petite régle (p. ex., 15 cm);

* GPS et piles de rechange;

« compteur manuel (« cliqueur »);

+ appareil photo;

* procédure abrégée du protocole;

» formulaire de prise de données;

+ étiquette en papier a I'épreuve de I'eau et crayons de plomb;

* guide d’identification;

* loupe;

+ lampe frontale;

+ matériel de désinfection de I'équipement et de lavage des mains;
* une copie du permis SEG délivré par le Ministére et du CBSA.

4.2 Périodes d’inventaire

Les inventaires devront étre réalisés entre le 1° mai et le 30 septembre, avant la chute des feuilles
(tableau 4).

Les inventaires se déroulent de préférence au printemps et a I'automne (Bouthillier, 2011; Price et coll.,
2012). Au printemps, il faut éviter les débits élevés créés par la fonte des neiges, car la détection est moins
efficace (Price et coll., 2012). Idéalement, il faut éviter les périodes les plus chaudes comme les mois de
juillet et d’ao(t. Durant ces périodes, les salamandres se protégent de la dessiccation en s’enfouissant plus
profondément dans le sol ou le lit du cours d’eau (Dubois et coll., 2011). Il devient alors plus difficile de les
observer. Pour les salamandres de ruisseaux du Québec, la meilleure période demeure le mois de
septembre, juste avant que les feuilles tombent. On s’assure ainsi que les niveaux d’eau sont acceptables
et que les températures plus fraiches favorisent I'activité des salamandres.

Toutefois, le moment d’'inventaire optimal est aussi dépendant du type de ruisseau (gros vs petit). Par
exemple, pour un gros ruisseau avec beaucoup d’eau et un écoulement toute la saison, il est préférable de
réaliser I'inventaire lorsqu’il y a moins d’eau, et c’est souvent le cas en juillet et ao(t. Au contraire, pour les
petits ruisseaux intermittents, le printemps ou 'automne sont les saisons ou I'eau s’écoulera davantage
qu’en été, et favorisera la présence des salamandres.
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Tableau 4. Périodes d’inventaire et effort

Effort
Périodes Activités visées

Parcelle Nombre de visites®

Recherche active

Sor_tie des abris 25 m linéaires

1°" mai au 30 juin dhivernage, Soulever un maximum 2
dispersion et )
reproduction d'abris
Retour vers les abris 25 m linéaires

1°" aolt au 30 septembre? | hivernaux et Soulever un maximum 2
reproduction d’abris

1: Roches et bois, de plus de 6 cm de diamétre et enfouis de moins du tiers de leur volume. Les abris doivent étre configurés de
maniere a abriter les salamandres (p. ex., espace disponible entre la structure et le lit du cours d’eau). Les objets retournés doivent
offrir un potentiel d’occupation.

2 : Eviter les périodes de canicule en aodt. La fin de cette période peut se prolonger jusqu’a la chute des feuilles (variable selon les
années et les régions).

3 : La 2¢ visite est nécessaire uniqguement s'il n'y a pas eu détection des especes visées a la 1" visite.

4.3 Effort

Une station de recherche comprend une parcelle de 25 m de long dans un cours d’eau ou une voie
d’écoulement provenant d’une résurgence. Les visites doivent étre effectuées en fonction de I'effort
suggéré pour confirmer 'absence de salamandres (donc quatre visites au total), sinon les inventaires
peuvent cesser dés que les especes visées par le permis sont observées.

Le nombre de stations pour un méme territoire dépend de I'objectif de l'inventaire :

* Pour un inventaire standard, 25 m linéaires x (largeur moyenne du ruisseau + bandes riveraines
de 1 m). Ces données permettront de présenter les résultats en nombre de salamandres par 25 m
de cours d’eau ou en nombre de salamandres par meétre carré (m?);

» Pour une étude d’avant-projet, selon I'importance des perturbations possibles sur 'ensemble de
I'habitat concerné par les travaux, linventaire doit viser minimalement tous les cours d’eau
temporaires ou permanents propices aux salamandres de ruisseaux qui se trouvent dans l'aire des
travaux;

* Pour ce qui est des inventaires réalisés dans le cadre de travaux ponctuels qui traversent un cours
d’eau (p. ex., réfection d’'un pont ou d’'un ponceau), la recherche est effectuée sur 25 m de part et
d’autre d’un point de traverse, pour un total de 50 m linéaires;

+ Pourdes inventaires effectués sur de grandes superficies, on peut appliquer la balise d’'une parcelle
inventoriée a tous les 200 m de cours d’eau ou un nombre de 5 parcelles/km de cours d’eau.

* Veuillez contacter le biologiste responsable de la DGFa de la région concernée afin de connaitre
le nombre de parcelles requises et leur emplacement sur le terrain.

» Dans le cadre d’inventaires visant a vérifier la présence de salamandres de ruisseaux en situation
précaire dans un but de conservation de leur habitat, I'objectif est de documenter minimalement
une mention de présence par kilométre de cours d’eau. Sur un méme cours d’eau, on peut alors
appliquer un pas d’échantillonnage de 400 m pour la station suivante, aprés chaque station ou la
présence d’'une espéce en situation précaire a été détectée.

Le temps requis pour parcourir le trongon de 25 m doit étre pris en note sur les fiches de terrain ainsi que
le nombre de personnes participant a l'inventaire. Un compteur manuel est fortement recommandé pour
dénombrer les structures soulevées.
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4.4 Technique d’inventaire

La technique utilisée pour la détection des salamandres de ruisseaux est la recherche active.

La recherche active consiste a soulever tous les abris potentiels (roches et bois, de plus de 6 cm de
diamétre et enfouis de moins du tiers de leur volume) dans le lit du cours d’eau, de I'aval vers I'amont,
jusqu’a 1 m sur la bande riveraine. Il est trés important, durant ces inventaires, de remettre tous les débris
végétaux et les roches déplacés dans leur position initiale afin de réduire au maximum les effets sur le
microhabitat des salamandres. Une petite épuisette (filet pour poissons d’aquarium) est placée prés de
I'abri retourné lorsque cet abri est dans ou a proximité de I'eau. Cela permettra d’aider a capturer les
salamandres qui s’échappent. Lors du retournement, porter attention aux mouvements inhabituels a la
surface de I'eau, particulierement s'’il y a remise en circulation de sédiments. Ceux-ci peuvent permettre de
détecter la fuite d’'un spécimen. Cette technique est particulierement efficace pour capturer les larves de
salamandres pourpres.

ATTENTION : Pour les roches plus grosses qu'il est difficile de soulever complétement, les salamandres
ont tendance a s’enfuir vers la partie de la roche qui est toujours en contact avec le lit du cours d’eau. I
faut aussi user de grandes précautions afin de ne pas tuer ou mutiler d’individus durant la manipulation.

4.5 Choix des stations d’inventaire

Afin de standardiser l'effort d’inventaire, la recherche active est réalisée dans I'habitat propice aux
salamandres : ruisseaux permanents, temporaires et résurgences, en milieu forestier. La station
d’inventaire est choisie dans le secteur visé en fonction d’un lit d’écoulement et d’abris potentiels (roches,
crevasses, débris ligneux, etc.).

4.5.1 Capture et manipulation des individus

Au moment de manipuler ces amphibiens, les personnes doivent privilégier les méthodes rapides et
efficaces en saisissant I'animal par le corps en évitant de le soulever par la queue. De cette maniére, on
évite que la salamandre ait recours a I'autotomie (mode de défense consistant a détacher la queue pour
distraire le prédateur et permettre la fuite) et perde ainsi ses réserves énergétiques. Les personnes doivent
avoir les mains propres, sans insectifuge, créme solaire, parfums, lotions ou autres substances
potentiellement toxiques ou doivent enfiler des gants a usage unique en nitrile (sans talc et humectés) tel
gue le recommande le Conseil canadien de protection des animaux (CCPA, 2004). Les gants ne doivent
pas contenir de talc et il faut les humidifier avant de manipuler les salamandres.

Les salamandres capturées doivent toujours étre conservées dans un environnement humide et frais, de
préférence a 'ombre pour une durée maximale de 10 minutes. Les captures non identifiables rapidement
peuvent étre maintenues temporairement dans un sac de plastique, contenant de I'eau et de I'air (CCPA,
2004). 1l est recommandé d'utiliser des sacs de plastique (de type ZiplocMD) contenant idéalement I'eau
du cours d’eau (prévoir un contenant avec de I'eau sans chlore si des ruisseaux asséchés sont visités).
Les sacs devront étre décontaminés adéquatement entre chaque usage, tout comme le restant du matériel
entrant en contact direct ou indirect avec les salamandres et leur milieu, si 'on désire les réutiliser a un
autre site. La propagation de maladies telles que la chytridiomycose des salamandres est ainsi évitée (voir
la section « Limites et mises en garde »). Tous les spécimens sont relachés a I'endroit méme de leur
capture.

4.5.2 Identification

L’identification des salamandres doit étre faite par une personne ayant la formation ou I'expérience de
terrain suffisante pour les identifier avec précision, surtout en bordure de I'aire de répartition connue ou un
chevauchement est possible avec I'aire de répartition d’autres espéces.
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Les spécimens doivent étre correctement identifiés par un examen minutieux et, si possible, avec un bon
éclairage. Une loupe et une lampe frontale sont suggérées. Les salamandres sont identifiées a 'aide de
criteres morphologiques externes (Rodrigue et Desroches, 2018). Les animaux munis de branchies seront
considérés comme juvéniles. Les juvéniles qui nécessitent un examen plus approfondi peuvent étre triés
et transférés dans un contenant de plastique ou de verre propre et de I'eau claire pour mieux les examiner.

Des photos doivent étre prises sous différents angles, avec une étiquette indiquant la station, la date et le
numéro de spécimen, pour les présenter a d’autres experts, afin de déterminer 'espéce. Une confirmation
de l'identification par les experts du Ministére est souhaitable dans ces cas particuliers.

4.6 Prise de données

Durant l'inventaire, les données suivantes doivent étre notées sur le formulaire de prise de données
(annexe B) :

* Nom du cours d’eau (si existant);
* Date;
+ Nom des observateurs et leur affiliation;
* Temps de recherche (heure de début et de fin);
»  Température de l'air;
+  Température de I'eau;
*  Numéro de la parcelle;
*  Temps de recherche total (minutes x nombre de participants);
* Nombre de structures soulevées;
« Longueur et largeur moyenne de la parcelle (y compris 1 m de bande riveraine);
+ Coordonnées géographiques (degrés décimaux NAD83; début et fin de la parcelle);
» Type de couvert forestier (feuillus, mixte, résineux);
» Couvert nuageux (0-25 %, 25-50 %, 50-75 %, 75-100 %);
* Menaces;
» Code de I'espéce capturée ou vue (tableau 5);
* Nombre d’adultes;
* Nombre de juvéniles;
*  Nombres d’'ceufs;
» Conditions hydrologiques (pluie moins de 48 heures, sécheresse);
+ Coordonnées géographiques (degrés décimaux NADB83), s’il s’agit d’'une espéce menacée,
vulnérable ou susceptible d’étre désignée (EMVS);
+ Signes de maladie :
- Lésions cutanées;
- Ulceres;
- Léthargie;
- Rougeurs cutanées;
- Enflure des membres;
- Hémorragies;
- Lésions buccales;
- Autre;
* Numéro des photographies.

Si aucune salamandre n’est trouvée, cette information doit apparaitre sur le formulaire de terrain (donnée
Zéro), et une photo du site est requise. Ces données nous permettront d’évaluer I'effort de recherche et
I'habitat inventorié. Dans le cas ou la fouille compléte s’étendrait sur moins de 25 m, il faut indiquer la
distance de fouille effectuée et les raisons dans les remarques. L’absence de salamandre dans les trongons
inventoriés doit étre mentionnée sur la feuille de terrain. Les salamandres ayant échappé a la capture
doivent également étre notées. Si une identification fiable a été faite, il faut indiquer I'espéece. En revanche,
dans les cas douteux, il faut toujours indiquer la mention « sp » pour indéterminée.
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Cas particulier ou une salamandre en situation précaire est observée (salamandre pourpre, salamandre
sombre du Nord ou salamandre sombre des montagnes) :

+ Les coordonnées géographiques des observations sont notées a I'endroit d’observation et une
photo d’un spécimen de chaque espéce est prise. Si I'endroit se trouve dans un cours d’eau non
cartographié et que I'équipe de terrain peut déterminer le trajet de I'écoulement ou un lit apparent
(roches délavées, lit de gravier, traces dans la litiere, etc.), il est suggéré d’effectuer un tracé du
ruisseau. Le mode trace du GPS sera utilisé sur 500 m en amont et en aval de I'observation de la
salamandre. Toutefois, si pour d’autres raisons le tracé au complet du cours d’eau doit étre
effectué, il serait apprécié de recevoir également ces renseignements. Les données seront
transférées en fichier de forme (shapefile) ou encore en ficher GPX dans le rapport a remettre avec
le permis SEG.

Idéalement, des données sur le substrat, sur 'écoulement et sur la qualité de I'eau devraient étre notées
et des échantillons d’eau devraient étre prélevés et analysés, puisque ces facteurs influencent la sélection
de I'habitat par les salamandres de ruisseaux.

Tableau 5. Codes d’identification des urodéles du Québec

Espéce Code

Necture tacheté NEMA
Salamandre a deux lignes EUBI

Salamandre a points bleus AMLA
Salamandre a quatre orteils HESC
Salamandre cendrée PLCI

Salamandre maculée AMMA
Salamandre pourpre GYPO
Salamandre sombre des montagnes DEOC
Salamandre sombre du Nord DEFU
Triton vert (elfe rouge) NOVI

1: Le code est composé des deux premiéres lettres de chaque mot du nom scientifique de I'espece.
En gras, les salamandres de ruisseaux visées par le protocole standardisé.
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5. Protocole standardisé d’inventaire des salamandres de
ruisseaux a I’aide de ’ADNe au Québec

5.1 Méthodologie

Une procédure abrégée d’échantillonnage de I'eau est présentée a I'annexe C.

5.1.1 Matériel

Le matériel requis pour échantillonner I'eau est le suivant :

e Siune pompe portative est utilisée :
o Bottier antichoc pour protéger et transporter la pompe pour la filtration;
o Pompe utilitaire portative (p. ex., ECOFLO, 350 gal/h, 12 V CC [Modéle
n° PUP61DC]) et batterie 12 V rechargeable.

e Siune perceuse est utilisée :

o ensemble de pompage péristaltique avec perceuse a batterie et batteries
rechargeables.

e Cylindre gradué de 2 L ou contenant gradué;

e Paquets de filtration ADNe stériles. Les sachets contiennent un porte-filtre avec filtre de
1 micron, un bout de tubulure pour échantillonner avec un préfiltre de 200 microns installé
au bout avec un élastique (préalablement décontaminé) :

o paquets a usage unique avec filtre autodessiccant,

o paquets a usage unique (p. ex., de marque Smith-Root),

o paquets réutilisables (c’est-a-dire porte-filtre désinfecté avec filtre, préfiltre installé
au bout de la tubulure avec élastique et paire de pinces stériles);

e Tubulure d’échantillonnage de diametre extérieur de 1/2” et de diamétre intérieur de 3/8”
(1,23 cm x 1,9 cm) (p. ex., Waterra — LDPE — HDPE);

e Glaciére pour conserver les échantillons (glaciére électrique ou une glaciére avec blocs
réfrigérants de type Ice PacksMP);

e Gants en nitrile & usage unique;

e Bouteillesde 2 L;

e Eaudistillée;

e Virkon“P Aquatic (solution de 2 %);

e Sacs Whirl-PakMP (4 0z);

o Billes de silice

e Filtre de nylon (160 um; DulytekMP; 200 po x 2 po) (environ 5 cm de long) préalablement
COupé;

e Contenant hermétique (p. ex., TupperwareMP) pour y déposer les sacs Whirl-PakMP;

e Sacs de poubelle;

e Thermomeétre (°C);

e Procédure abrégée;

e Formulaires de terrain et le nécessaire pour prendre des notes;

e GPS avec stations d’échantillonnage préalablement téléchargées;

e Perche avec porte-bouteille.
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5.1.2 Période d’échantillonnage

Il est recommandé de réaliser I'échantillonnage du 1°" mai au 30 septembre (Plante et coll., 2021), soit la
méme période que pour l'inventaire par recherche active (période ou les salamandres sont actives).

Il faut éviter les périodes ou il y a beaucoup de matieres en suspension (MES) dans I'eau (p. ex., jusqu’a
48 h aprés une grosse pluie). Ces périodes augmentent les risques d’inhibition de ’ADNe lors des analyses,
ce qui rendrait les échantillons inutilisables.

Il est également recommandé d’éviter les périodes avec trés peu d’eau dans le ruisseau. Dans cette
situation, il est trés difficile de prélever de I'eau sans toucher le fond du cours d’eau et ainsi mettre des
particules en suspension. Ces particules augmentent les risques d’inhibition lors des analyses au
laboratoire.

5.1.3 Effort d’échantillonnage et nombre d’échantillons

Comme c’est le cas avec la recherche active, I'effort d’échantillonnage avec 'ADNe dépend entierement
de I'objectif et du contexte de I'inventaire. Plus on a d’échantillons, plus le taux de détection augmente. Il
est proposé de prélever les échantillons d’eau le long de transect linaire de 200 m de cours d’eau (Plante
et coll. (2021), en fonction des spécifications suivantes :

e Une seule section de cours d’eau de 200 m linéaires.

e 8 échantillons d’eau de 2 litres par 200 m linéaires, distancés de 25 m, de 'aval vers 'amont. Plante
et coll. (2021) ont démontré qu’avec cet effort, TADNe permet une trés bonne détection des
salamandres de ruisseaux (méme meilleure que la recherche active).

5.1.4 Localisation fine des sites d’échantillonnage

L’idée derriére la localisation fine des sites d’échantillonnage est d’augmenter la probabilité de récolter
'eau a proximité d’'une salamandre. L’hypothése est que plus I'échantillonnage est réalisé prés d’'une
salamandre, plus il y a de chance de capter une molécule d’ADN de I'animal. La localisation des sites ou
sont prélevés les échantillons d’eau doit donc tenir compte des préférences d’habitats de I'espéce visée. I
est ainsi préférable de prélever I'eau au centre du cours d’eau, dans une section ou I'eau est bien mélangée
par I'écoulement (Plante et coll., 2021). Il ne faut pas prélever I'eau trop prés du lit du cours d’eau, sans
quoi il est facile de boucher le filtre de la pompe et d’augmenter les risques d’inhibition lors des analyses.
Un endroit relativement plat et libre de végétation doit se trouver a proximité de la station d’échantillonnage
pour déposer I'équipement de prélévement et permettre de travailler en évitant la contamination des
échantillons.

5.1.5 Volume d’eau a échantillonner

Le volume minimal d’eau a échantillonner a chacune des stations est de 2 L (Plante et coll., 2021).

5.1.6 Préparation du matériel avant les travaux sur le terrain

5.1.6.1 Paquets stériles a usage unique

Avant d’aller sur le terrain, préparer autant de paquets a usage unique que de stations d’échantillonnage
prévues. Pour une filtration a l'aide d’'un paquet a usage unique, les éléments suivants doivent étre
préparés :

1) Préparer les paquets stériles a usage unique (p. ex., Smith-Root; figure 11). Si vous utilisez des
filtres autodessiccants (Thomas et coll., 2019; figure 12), sautez I'étape 2;
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2) Unfiltre doit étre inséré dans chaque porte-filtre. Cette manipulation doit étre effectuée avec des
gants & usage unique en nitrile;

3) Couper une longueur d’environ 3 a 4po (7,6 a 10,1 cm) d’'une tubulure d’échantillonnage
1/2” x 3/8” (1,23 cm x 0,95 cm) pour chaque station d’échantillonnage. Les outils de découpe
doivent étre stérilisés;

4) Une fois les morceaux de tubulure coupés et stérilisés, insérer un bout de tubulure dans chacun
des paquets. Le bout de tubulure peut étre mis directement dans le paquet (figure 12).

© Anne-Marie Béland, MELCCFP.

Figure 11. Paquet de filtration ADNe stérile a usage unique de marque Smith-Root

I rh 3 :
© Anne-Marie Béland, MELCCFP.

Figure 12. Paquet de filtration ADNe stérile avec filtre autodessiccant intégré
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5.1.6.2 Paquets réutilisables
Avant d’aller sur le terrain, préparer autant de paquets réutilisables que de stations d’échantillonnage
prévues. Pour une filtration a I'aide d’un paquet réutilisable, les éléments suivants doivent étre préparés :

1)
2)

3)

4)

5)

Préparer les paquets avec les porte-filtres réutilisables;

Un filtre doit étre inséré dans chaque porte-filtre réutilisable. Cette manipulation doit étre effectuée
avec des gants a usage unique en nitrile;

Couper une longueur d'environ 3 a 4po (7,6 & 10,1cm) d'une tubulure 1/2° x 3/8”
(1,23 cm x 0,95 cm) pour chaque station d’échantillonnage;

Couper un bout d’environ 12 po (30,5 cm) de tubulure de polyéthyléne blanc %" (0,6 cm) pour
chaque station d’échantillonnage. Ce bout de tubulure doit étre courbé dans I'eau chaude afin de
faciliter I'utilisation sur le terrain. Le bout de tubulure sera fixé & un embout qui se visse au porte-
filtre de %" (0,6 cm);

Stériliser tous les morceaux du paquet : 15 minutes aux rayons ultra-violets ou avec une solution
d’eau de Javel a 10 %. Les bouts de tubulure doivent étre désinfectés a I'eau de Javel (10 %).
Une fois tous les éléments stérilisés, le filtre peut étre placé dans le porte-filtre, en y ajoutant une
pince stérile et des gants a usage unique en nitrile. Le paquet peut étre préparé avec les deux
bouts de tubulure, un porte-filtre, une pince stérile, le tout déposé dans un sac a fermeture
glissiére de type ZiplocMP (figure 13). Chaque station d’échantillonnage doit avoir son propre
paquet.

© Anne-Marie Béland, MELCCFP.

Figure 13. Paquet de filtration ADNe stérile réutilisable

5.1.6.3 Sacs de transport de filtre individuel

Pour les paquets avec filtre autodessiccant et ceux a usage unique, le porte-filtre est remis dans son sac
et tous les sacs sont placés ensemble dans un grand sac ZiplocMP.
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Pour les paquets réutilisables : avant d’aller sur le terrain, préparer autant de sacs de transport de filtre
individuel que de stations d’échantillonnage prévues. Ces sacs de transport sont composés de sacs Whirl-
PakMP (4 oz) avec un fond de billes de silice contenant un filtre de nylon d’environ 5cm de long
préalablement coupé (160 um; DulytekMP; 200 po x 2 po).

5.1.6.4 Pompe

Au début de chaque journée, un peu d’huile doit étre mise dans I'entrée de la pompe (figure 14). La
personne responsable de I'échantillonnage doit mettre la tubulure dans un contenant d’eau et faire
fonctionner la pompe pendant 30 secondes pour faire circuler I'huile dans celle-ci.

© Sarah Aubé, MELCCFP.

Figure 14. Préparation de la pompe avec I’ajout d’huile

5.1.7 Echantillonnage et filtration

La procédure abrégée de I'échantillonnage d’eau pour I'extraction de 'ADNe est présentée a I'annexe C.

5.1.7.1 Notes importantes

Note importante n° 1

Lorsqu’il y a eu de fortes précipitations dans les 48 heures précédant I'échantillonnage (plus de 40 mm en
24 heures), il faut déterminer si la sortie aura lieu. La probabilité de détection est meilleure plus le nombre
de jours sans précipitation est grand (Akre et coll., 2019).
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Note importante n° 2

I faut éviter d’échantillonner I'eau prés d’un lieu de regroupement d’oiseaux. Les oiseaux peuvent étre des
vecteurs de différentes sources d’ADNe.

Note importante n° 3

Pour éviter la contamination, I'équipement utilisé (imperméables, contenants, etc.) doit, idéalement, servir
uniguement aux projets d’ADNe.

Note importante n° 4

Méme si notre matériel (incluant les bottes) est théoriquement stérile, on doit éviter de marcher dans le
ruisseau, ou tout autre ruisseau, en amont de notre site d’échantillonnage pour éviter la contamination des
échantillons.

5.1.7.2 Procédure d’échantillonnage
Pour s’assurer d’'un échantillonnage réussi, les étapes suivantes doivent étre respectées :

1. L’équipe sur le terrain devra étre composée d’au moins deux personnes;

2. L’échantillonnage devrait toujours étre exécuté de maniére a ne pas augmenter la turbidité de I'eau
(MFFP, 2021b). L’ADNe peut étre conservé dans les sédiments pendant trés longtemps (Buxton
et coll., 2018), donc le signal pourrait en étre faussé et créer un faux positif;

3. Pour une filtration sur le terrain, il faut préparer la pompe. Une fois sur le site, I'échantillonneur doit
ouvrir le boitier de la pompe et s’assurer qu’elle est bien préparée. Au début de chaque journée,
avant de fixer la tubulure, un peu d’huile devra étre versée dans I'entrée de la pompe (figure 14).
Il faut alors fixer la tubulure et activer la pompe pendant 30 secondes pour que 'huile circule a
l'intérieur. Pendant cette manipulation, I'’échantillonneur devra mettre la tubulure dans un contenant
d’eau pour éviter que la pompe aspire de I'air, ce qui pourrait endommager son moteur;

4. Avant de commencer I'’échantillonnage, il faut faire tourner le moteur de la pompe avec de I'eau
distillée ou de I'eau du milieu a échantillonner. Il s’agit de prendre I'eau sans aucun porte-filtre avec
la tubulure qui se trouve en amont du porte-filtre;

5. L’échantillonneur doit mettre des gants a usage unique et peut ensuite fixer la bouteille stérile
(neuve ou stérilisée) de 2 L au porte-bouteille (perche d’au moins 2 m de longueur; figure 15), sans
toucher au manche (manche manipulé par I'aide-échantillonneur).

6. La bouteille peut maintenant étre plongée dans I'eau a 'aide de la perche manipulée par l'aide-
échantillonneur. L’eau doit étre collectée a une profondeur maximale de 1 m. Si le fond se trouve
a moins de 1 m, il faut faire attention de ne pas toucher le fond avec le systeme d’échantillonnage
(perche et bouteille). Cela remet en suspension les sédiments et pourrait fausser le résultat. Dans
plusieurs cas, la profondeur d’eau ne sera pas suffisante pour étre en mesure de plonger la
bouteille. Dans ces cas, il est possible de déposer le porte-filtre directement dans le ruisseau (figure
16);

7. Effectuer les étapes 4 a 6 pour chacune des stations d’échantillonnage.
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© Sarah Aubé, MELCCFP. © Anne-Marie Béland,
MELCCFP.

Figure 15. Exemples de perche avec porte-bouteille

© Félix Plante, MELCCFP.

Figure 16. Exemple du systéme de pompage lorsque la profondeur d’eau est insuffisante pour
plonger une bouteille d’échantillonnage. Déposer directement le porte-filtre dans le
cours d’eau.
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LES GANTS A USAGE UNIQUE DOIVENT ETRE CHANGES ENTRE CHAQUE STATION
D’ECHANTILLONNAGE S’ILS ONT ETE EN CONTACT AVEC LA POMPE OU TOUT AUTRE
MATERIEL QUI EST UTILISE D’UN SITE A UN AUTRE SANS POUVOIR ETRE DESINFECTES
« TOTALEMENT ».

5.1.7.3 Procédure de filtration

La procédure de filtration qui suit peut étre exécutée sur le terrain (figure 16) ou au laboratoire (figure 17).
Pour une filtration au laboratoire, il faut que les échantillons soient transportés dans des glaciéres
permettant de les garder au froid, et ce, méme si la filtration se fait dans la méme journée. Dans ce cas,
des blancs de procédure (blancs de transport ou blancs de glaciére) doivent étre inclus dans la procédure
d’échantillonnage (voir MFFP, 2021b).

1. L’échantillonneur doit ouvrir un paquet Smith-Root, ou réutilisable, ou un paquet avec filtre
autodessiccant, pour sortir le porte-filtre et les deux tubulures. La tubulure 1/2” x 3/8” doit étre fixée
sur le bout du porte-filtre qui se connecte a la pompe (figures 17A et 14B).

2. La plus grande tubulure est insérée dans la bouteille d’eau collectée. Ensuite, la tubulure de sortie
de la pompe doit étre mise dans un cylindre gradué (ou contenant gradué). Ce dernier doit se
trouver plus bas que la pompe (figure 17C). La pompe peut maintenant étre démarrée par l'aide-
échantillonneur.

3. L’échantillonneur doit filtrer un maximum de 2 L d’eau. Lorsque la pompe présente une résistance
au pompage, souvent dans les eaux troubles ou les filtres peuvent se saturer plus vite, il est
important d’arréter la filtration avant que le filtre ne se brise (de 1 L a 1,5L). Il est important de
noter le volume exact d’eau filtrée dans le cylindre gradué (figure 17C).

4. Si vous utilisez un porte-filtre avec filtre autodessiccant, retirez les tubulures du porte-filtre et
remettez le porte-filtre dans son sac de plastique, passez au point 8.

R

© Sarah Aubé, MELCCFP.

Figure 17. Filtration de I’eau au laboratoire. A) Installation du porte-filtre. B) Installation pour la
filtration d’un échantillon d’eau. C) Cylindre gradué positionné en contrebas de la
pompe
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5. Ensuite, I'échantillonneur doit :

Sortir un sac Whirl-PAKMP contenant des billes de silice et inscrire le numéro de la station au
crayon permanent;

Prendre la pince dans le sachet stérile (en s’assurant de ne pas toucher les bouts de la pince)
(figure 18A);

Ouvrir le porte-filtre (figure 19A);

Enlever délicatement le filtre du porte-filtre avec la pince (figure 19B);

Plier le filtre avec la pince, idéalement deux fois (en s’assurant que les particules filtrées sont
a l'intérieur) (figure 18B);

Mettre le filtre plié dans la pochette de Nylon DulytekMP (préalablement mis dans un sac Whirl-
PAKMP) avec un fond de billes de silice (figure 18C);

Toujours avec la pince, pousser la pochette de nylon (contenant le filtre) au fond du sac de
silice;

Enlever le plus d’'air possible du sac, replier le rebord sur lui-méme et fermer le sac a l'aide
des languettes jaunes.

NE PAS TOUCHER LE FILTRE NI L’INTERIEUR DE LA POCHETTE DE NYLON!

6. Mettre le sac Whirl-PAKMP dans un contenant hermétique et déposer ce dernier dans la glaciére.
7. Répéter les étapes 1 a 6 pour toutes les stations a échantillonner.
8. Pour chaque étang échantillonné, un blanc d’échantillonnage doit étre fait :

a. Pour le blanc d’échantillonnage, de I'eau distillée est versée dans une bouteille de 2 L neuve

(comme celle ayant servi a la collecte des autres échantillons) et cette eau doit étre filtrée
selon la méme méthode et la méme séquence qui a été appliquée a la collecte des

échantillons au site.

N WEELRL >

« Bordure »

Membran;

de « tissu »

© Anne-Marie Béland, MELCCFP.

Figure 18. Manipulations au laboratoire. A) Sac Whirl-PAKMC avec des billes de silice. B)

Retrait et pliage du filtre avec une pince. C) Insertion du filtre dans une pochette de
nylon, dans le sac Whirl-PAK"Y°
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© Félix Plante, MELCCFP.

Figure 19. Manipulations sur le terrain. A) Ouverture du porte-filtre. B) Pliage du filtre

LES SACS WHIRL-PAKMP CONTENANT LES FILTRES DOIVENT TOUJOURS ETRE CONSERVES AU
FROID (4 °C) SUR LE TERRAIN.

LES SACS CONTENANT LES PORTE-FILTRES AVEC FILTRE AUTODESSICCANT PEUVENT ETRE
CONSERVES A TEMPERATURE AMBIANTE EN ATTENDANT L’ENVOI AU LABORATOIRE
D’ANALYSE.

9. L’aide-échantillonneur effectue les taches suivantes :
a. Prendre les notes de terrain;
b. Prendre la température de I'eau avec le thermomeétre;
c. Décrire la végétation (couvert forestier dominant sur les rives, présence d’algues et de plantes
aquatiques).

5.1.8 Conservation des échantillons filtrés au laboratoire (filtres)

Au laboratoire, les filtres doivent étre conservés au congélateur a =20 °C pour au plus 12 mois. Dans le
cas des paquets a usage unique avec filires autodessiccants, c’est au laboratoire que les filtres sont
séparés des porte-filtres.

Dans le cas d'utilisation des ensembles de filtration stérile avec filtre autodessiccant intégré, il est primordial
qu'il ne reste plus d’eau dans le porte-filtre.
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5.1.9 Désinfection du matériel post-échantillonnage

La désinfection du matériel doit se faire entre chaque milieu humide échantillonné.

5.1.9.1 Notes importantes

Note importante n° 4

Si vous utilisez le Virkon™P Aquatic, la solution de 2 % peut étre conservée pendant une semaine (la
coloration diminue avec le temps; si la solution n’est plus rose, vous devez en refaire). L’eau de Javel (en
concentration d’hypochlorite de sodium variant de 3 a 6 %, en vente libre dans les commerces) est une
option valable pour remplacer le VirkonMP Aquatic.

Note importante n° 5

Si aucun de ces produits de ringage n’est disponible, rincer abondamment le matériel avec de I'eau du
robinet a la plus forte pression possible. Désinfecter le matériel dés que possible.

Note importante n° 6

En vue d’éviter la propagation des maladies et des espéces exotiques envahissantes, les précautions
particuliéres décrites dans le Protocole standardisé des procédures de stérilisation et d’échantillonnage
d’eau afin de déterminer la présence d’espéces fauniques dans les milieux hydriques par analyses d’ADNe
au Québec (MFFP, 2021b) doivent étre prises avant d’appliquer la procédure de désinfection pour 'ADNe.

5.1.9.2 Matériel
Les éléments requis pour désinfecter le matériel d’échantillonnage apreés les travaux sur le terrain sont les
suivants :

e VirkonMP Aguatic (en poudre; solution de 2 % : 20 g/L) ou une solution d’eau de Javel a 20 % (une partie

d’eau de Javel dans quatre parties d’eau; p. ex., 200 ml d’eau de Javel dans 800 ml d’eau);
e Masque anti-poussiere;
e [Eau du robinet;
e Eaudistillée;
e Pulvérisateur;
e Bacs avec couvercles (pour conserver les vétements stériles).

5.1.9.3 Procédure de désinfection

Entre chaque milieu humide, il faut procéder a la désinfection de tout le matériel. Le rincage du matériel
n’a pas besoin d’étre fait a I'eau distillée, il peut étre fait a 'eau du robinet. Cependant, si vous rincez de
I'équipement qui entre directement en contact avec ’ADNe, celui-ci doit étre rincé a I'eau distillée. Voici la
procédure :

1. Préparer une solution de 2 % de VirkonMP Aquatic ou une solution d’eau de Javel de 20 % et la
verser dans un pulvérisateur. Pour peser et préparer la solution de Virkon™P Aquatic, un masque
anti-poussiére doit étre porté.

a. Lesimperméables et les bottes doivent étre vaporisés :
i. Letemps d’attente est de 20 minutes pour le Virkon“P Aquatic,
ii. Letemps d’attente est de 10 minutes pour la solution d’eau de Javel,
iii. Par la suite, le tout est rincé a I'eau.
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6. Exigences et transfert des données, des échantillons et
du matériel utilisé

6.1 Permis SEG

Se référer aux exigences formulées par la DGFa se trouvant sur le permis.

Les données doivent étre saisies dans le format de fichier BORAQ tel qu'il est fourni avec le permis SEG.
Les données seront transférées dans BORAQ par le Ministére et les données d’observation des espéces
en situation précaire seront transmises au CDPNQ. Les autres données collectées, telles que I'effort
d’'inventaire avec le nombre de nids potentiels fouillés, le temps investi, etc., devront étre fournies dans un
rapport.

6.2 Norme a respecter pour les documents traitant de ’ADNe

Tous les documents produits doivent répondre a la norme nationale du Canada CSA W 214:21 (Groupe
CSA, 2021).

6.3 Formulaire papier

Selon la méthode de détection choisie, toutes les données devront étre inscrites sur les formulaires de
prise de données suivants :

1- Formulaire de prise de données — Inventaire des salamandres de ruisseaux — Recherche active
(annexe B)

2- Formulaire de prise de données — Echantillonnage de I'’ADNe pour la détection des salamandres
de ruisseaux (annexe D)

Il est important d’apporter ce formulaire sur le terrain et d’'y inscrire directement les données de maniére a
s’assurer que toutes les informations sont notées.

Remplir toutes les sections du formulaire et, si possible, y joindre des photos. Inscrire « ND » ou faire un
trait lorsque l'information n’est pas disponible.

Il est recommandé de faire une copie du formulaire papier ou de le prendre en photo par précaution apres
chaque journée passée sur le terrain.

Dans la mesure du possible, le Ministére demande la collaboration des consultants et de ses partenaires
pour obtenir les résultats de détection par ADNe des salamandres de ruisseaux (pour les coordonnées des
différentes directions, consulter Gouvernement du Québec, 2024a).

6.4 Formulaire électronique

Selon le protocole utilisé, un formulaire électronique est disponible pour les travaux du Ministére (employés
et partenaires seulement). Cette option est encouragée puisqu’elle accélére le traitement et la diffusion de
l'information.
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6.5 Echantillons pour I’analyse d’ADNe

Dans le cas des analyses effectuées par le MELCCFP et ses partenaires, les filtres contenus dans les sacs
Whirl-PakMP et les sacs contenant les porte-filtres & usage unigque avec filtres autodessiccants doivent étre
acheminés a I'adresse suivante :

Anne-Marie Béland, responsable des analyses d’ADNe pour I'’herpétofaune

Direction des espéces fauniques menacées ou vulnérables

Division de la biodiversité

Ministére de 'Environnement, de la Lutte contre les changements climatiques, de la Faune et des Parcs
880, chemin Sainte-Foy, 2.00

Québec (Québec) G1S 4X4

Pour les consultants, les échantillons d’eau doivent étre acheminés a un laboratoire privé ou universitaire
spécialisé dans les analyses d’ADNe. Il est important de suivre les indications et les procédures des
différents laboratoires pour s’assurer de la validité des résultats.

6.6 Elimination du matériel en plastique souillé

Pour les travaux du Ministere seulement, le matériel requis pour le prélevement et la filtration des
échantillons d’eau (p. ex., gants a usage unique, bouteilles, porte-filtres, filtres, etc.) est fourni par la
Direction des espéces fauniques menacées ou vulnérables (DEFAMV). Veuillez contacter la responsable
des analyses d’ADNe pour I'herpétofaune pour obtenir de plus amples détails.

Dans une optique de développement durable, le bureau de Québec du Ministére offre également a ses
collegues le service d’élimination du matériel plastique souillé. Cette gestion se fait par I'entremise d’'un
service de recyclage offert par une entreprise privée spécialisée dans le domaine. Pour en bénéficier, il
suffit de retourner tout le matériel souillé, y compris les gants a usage unique, a la responsable des analyses
d’ADNe pour I'herpétofaune.

Pour les consultants et les partenaires, il faut se renseigner auprés des fournisseurs d’équipement
d’échantillonnage d’ADNe pour connaitre les modalités d’élimination offertes.

6.7 Especes exotiques envahissantes

Si des EEE sont détectées durant I'échantillonnage, il est fortement recommandé de rapporter ces
observations au moyen de I'outil de détection du Ministére (gouvernement du Québec, 2020) : Sentinelle.

Sentinelle est un outil de détection des EEE composé d'une application mobile et d’'un systeme
cartographique accessible sur le Web. Cet outil de détection permet de faire des rapports sur les plantes
et des animaux exotiques envahissants les plus préoccupants et de les consulter. Le rapport se fait
directement en ligne ou au moyen de I'application mobile (gouvernement du Québec, 2020).
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Protocole standardisé
Inventaire des salamandres
de ruisseaux au Québec

Procédure abrégée
— Recherche active —

Objectifs

e Confirmer la présence des espéces de salamandres de ruisseaux afin d’en tenir compte dans le cadre
d’évaluations environnementales de projets pouvant avoir des répercussions sur celles-ci ou leurs habitats.

e Fournir un indice standardisé de captures par unité d’effort, basé sur un nombre de structures soulevées et une

taille de parcelle standard.
e Améliorer les connaissances sur la répartition des espéces de salamandres de ruisseaux.

Méthode

Matériel

Contenant avec de l'eau propre sans
chlore;

Petite épuisette pour poissons
d’aquarium;

Sacs ZiplocMD;

Contenants de verre ou de plastique
transparent;

Gants a usage unigue sans talc en nitrile;
Ruban a mesurer (minimum 25 m);
Ruban a marquer (flag tape);
Thermometre;

Petite regle (p. ex., 15 cm);

GPS et piles de rechange;

gouvernement

Compteur manuel (« cliqueur »);
Appareil photo;

Procédure abrégée du protocole;
Formulaire de prise de données;
Etiquette en papier a I'épreuve de I'eau
et crayons de plomb;

Guide d’identification;

Loupe;

Lampe frontale;

Matériel de désinfection de I'équipement
et de lavage des mains;

Une copie du permis SEG délivré par le
Ministere et CBSA.

Québec
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Protocole standardisé
Inventaire des salamandres
de ruisseaux au Québec

Procédure abrégée (suite)
— Recherche active -

Périodes d’inventaire et effort pour effectuer les inventaires de salamandres de ruisseaux au Québec

Effort

Périodes Activités visées

Parcelle Nombre de visites

Recherche active

Sortie des abris 25 m linéaires
1°" mai au 30 juin d’hivernage, dispersion et . Soulever un maximum 2
reproduction d'abris!

25 m linéaires

Soulever un maximum 2
d’abris

1: Roches et bois, de plus de 6 cm de diamétre et enfouis de moins du tiers de leur volume. Les abris doivent étre configurés de maniére a

abriter les salamandres (p. ex., espace disponible entre la structure et le lit du cours d’eau). Les objets retournés doivent offrir un potentiel

d’occupation.

2 : Eviter les périodes de canicule en ao(t. La fin de cette période peut se prolonger jusqu’a la chute des feuilles (variable selon les années et

les régions).

Retour vers les abris

1°" aolt au 30 septembre? . .
hivernaux et reproduction

Effort

Les visites doivent étre réalisées en fonction de I'effort suggéré pour confirmer I'absence de salamandres (donc 4
visites au total), sinon les inventaires peuvent cesser dés que les especes visées par le permis sont observées.

e Pour un inventaire standard, 25 m linéaires x (largeur moyenne du ruisseau + bandes riveraines de 1 m).

e Pour une étude d’avant-projet, l'inventaire doit viser minimalement tous les cours d’eau temporaires ou
permanents propices aux salamandres de ruisseaux qui se trouvent dans l'aire des travaux.

e Pour des travaux ponctuels qui traversent un cours d’eau, la recherche active est effectuée sur 25 m de part et
d’autre d’'un point de traverse, pour un total de 50 m linéaires.

e Pour des inventaires effectués sur de grandes superficies, appliquer la balise d’'une parcelle inventoriée a tous
les 200 m de cours d’eau ou un nombre de 5 parcelles/km de cours d’eau, ou appliquer les recommandations
de la DGFa consultée.

e Dans le cadre d’'inventaires visant a vérifier la présence de salamandres de ruisseaux en situation précaire dans
un but de conservation de leur habitat, I'objectif est de documenter minimalement une mention de présence par
kilometre de cours d’eau. Sur un méme cours d’eau, on peut alors appliquer un pas d’échantillonnage de 400
m pour la station suivante, aprés chaque station ou la présence d’'une espéce en situation précaire a été
détectée.

Le temps requis pour parcourir le troncon de 25 m doit étre pris en note sur les fiches de terrain ainsi que le nombre
de personnes participant a I'inventaire. Un compteur manuel peut étre utilisé pour aider a dénombrer les structures
soulevées.
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Protocole standardisé
Inventaire des salamandres
de ruisseaux au Québec

Procédure abrégée (suite)
— Recherche active —

Technique d’inventaire
Recherche active

e Soulever tous les abris potentiels de plus de 6 cm de diamétre et enfouis de moins du tiers de leur volume.

e Une petite épuisette d’aquarium peut étre utilisée pour capturer les larves de salamandres dans les pochettes
d’eau sous les abris.

e Fouiller la litiere dans le lit du cours d’eau, de I'aval vers 'amont, et jusqu’a 1 m sur la bande riveraine.

e Remettre tous les débris végétaux et structures déplacés dans leur position initiale.

Choix des stations d’inventaire

¢ Ruisseaux permanents, temporaires et résurgences, en milieu forestier. La station d’inventaire est choisie, dans
le secteur visé en fonction d’'un lit d’écoulement et d’abris potentiels (roches, crevasses, débris ligneux, etc.).

Capture et manipulation des individus

e Avoir les mains propres et humides, sans insectifuge, parfums, lotions ou autres substances potentiellement
toxiques ou doivent enfiler des gants a usage unique en nitrile et sans talc et les humecter.

e Avoir un contenant d’eau propre sans chlore (eau du cours d’eau) pour nettoyer les salamandres capturées.

¢ Privilégier une méthode rapide et efficace de capture en saisissant I'animal par le corps en évitant de le soulever
par la queue.

e Les captures non identifiables rapidement peuvent étre maintenues temporairement dans un sac de plastique
de type ZiplocMD, contenant de I'eau et de l'air.

e Conserver les salamandres capturées dans un environnement humide et frais, de préférence a 'ombre pour
une période maximale de 10 minutes.

e Relacher tous les spécimens a I'endroit méme de leur capture en ayant pris soin de remettre I'abri dans son état
initial.

e Décontaminer les sacs de plastique adéquatement entre chaque usage ou en utiliser des neufs.

Identification

L’identification des salamandres doit étre faite par une personne ayant la formation ou I'expérience de terrain pour
les identifier avec précision.

Guide Amphibiens et reptiles du Québec et des Maritimes (Rodrigue et Desroches, 2018).
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de ruisseaux au Québec

Procédure abrégée (suite)
— Recherche active -

Prise de données

Les données suivantes doivent étre notées sur le formulaire de terrain :

Nom du cours d’eau (si existant);

Date;

Nom des observateurs et leur affiliation;
Temps de recherche (heure de début et de
fin);

Température de l'air;

Température de I'eau;

Numeéro de la parcelle;

Temps de recherche total (minutes x nombre
de participants);

Nombre de structures soulevées;

Longueur et largeur moyenne de la parcelle;
Coordonnées géographiques (degrés
décimaux NADS83; début et fin de la parcelle);
Type de couvert forestier (feuillus, mixte,
résineux);

Couvert nuageux (0-25 %, 25-50 %, 50-75
%, 75-100 %);

Codes d’identification des urodéles du Québec

Espéce Code

Necture tacheté

Salamandre a deux lignes
Salamandre a points bleus
Salamandre a quatre orteils
Salamandre cendrée

Salamandre maculée

Salamandre pourpre

Salamandre sombre des montagnes
Salamandre sombre du Nord

Triton vert (elfe rouge)

Menaces;

Code de I'espéce capturée ou vue;

Nombre d’adultes;

Nombre de juvéniles;

Nombres d’'ceufs;

Conditions hydrologiques (pluie moins de 48
heures, sécheresse);

Coordonnées géographiques (degrés
décimaux NAD83), s’il s’agit d’'une espéce
menaceée, vulnérable ou susceptible d’étre
désignée;

Signes de maladie (Iésions cutanées,
ulcéres, léthargie, rougeurs cutanées, enflure
des membres, hémorragies, Iésions
buccales, autres;

Numeéro des photos.

NEMA
EUBI
AMLA
HESC
PLCI
AMMA
GYPO
DEOC
DEFU
NOVI

1: Le code est composé des deux premieres lettres de chaque mot du nom scientifique de I'espéce.

En gras, les salamandres de ruisseaux visées par le protocole standardisé.
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Inventaire des salamandres
de ruisseaux au Québec

Procédure abrégée (suite)
— Recherche active -

Si aucune salamandre n’est trouvée, cette information doit apparaitre sur le formulaire de terrain (donnée zéro) et
une photo du site est requise. L’absence de salamandres dans le milieu inventorié doit étre mentionnée sur la feuille
de terrain. Les salamandres ayant échappé a la capture doivent également étre notées. Si une identification fiable
a été faite, il faut indiquer I'espéce. Cependant, dans les cas douteux, il faut toujours indiquer la mention « sp. »
pour « indéterminée ».

Idéalement, des données sur le substrat, sur 'écoulement et sur la qualité de I'eau devraient étre notées et des
échantillons d’eau devraient étre prélevés et analysés.

Photographie des spécimens

e Inscrire la date, la station et le numéro de spécimen au crayon de plomb sur I'étiquette.
e Apposer 'étiquette prés de I'animal pour la prise de photos.
e Prendre la photographie et noter son numéro (code, voir tableau suivant) sur le formulaire de terrain.

Désinfection du matériel

Entre chaque milieu humide, désinfecter I'équipement et les bottes pendant 15 minutes dans une solution de
VirkonMP Aquatic ou une solution d’eau de Javel (a faire loin du milieu humide).

Environnement,
Lutte contre

les changements
climatiques,
Faune et Parcs

P
Québec
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FORMULAIRE DE PRISE DE DONNEES — INVENTAIRE DES SALAMANDRES DE RUISSEAUX

Nom cours d’eau (si existant) :

N° de parcelle :

Date (aaaa/mm/jj) :

Observateur(s) : Affiliation :

Temps de recherche : Heure début : Heure fin : Températures Air : °CEau:___ °C
Temps de recherche total (minutes x nombre de participants) : Nombre de structures soulevées :

Parcelle : Longueur de la parcelle : m Largeur moyenne de la parcelle : m

Début parcelle : Latitude aval (DD) : °N. Longitude aval (DD) : °O. NADS83
Fin de la parcelle : Latitude amont (DD) : °N. Longitude amont (DD) : °O. NADS83

Couvert forestier : [Ifeuillus [Imixte [CIrésineux

Couvert nuageux (encercler) : 0-25 % 25-50 % 50-75% 75-100 %

Menaces :
U Zones résidentielles et urbaines denses O Prélevement des eaux de surface
U Zones commerciales et industrielles U Rhamnus cathartica (nerprun cathartique)
Q Sentiers récréatifs Q Présence de 'omble de fontaine introduite
Q Elevage extensif extérieur (sur paturages) Q  Ectoparasites
O Elevage intensif extérieur (forte densité) Q Pathogeéne fongique
U Retrait total du couvert forestier O Pathogeéene viral
U Retrait partiel du couvert forestier U Déversement d'hydrocarbures
Q Véhicules motorisés Q  Erosion du sol, sédimentation
U Gestion de I'eau par ponceau O Sécheresse
Q Drainage en milieu agricole O  Autre (précisez : )
O Drainage en milieu forestier O Autre (précisez : )
Espéce! Nombres Signes de o : . )
(code) Nombre Nombres . Coordonnées geographiques si EMVS N° des
, de , maladie .
. d’adultes | . d’ceufs o 8 (voir tableau au verso) photos
(voir tableau juvéniles (précisez)
au verso)
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long.:
Lat. : Long.:

2 : Especes menacées, vulnérables ou susceptibles d’étre désignées.

3 : Lésions cutanées, ulceres, léthargie, rougeurs cutanées, enflure des membres, hémorragies, lésions buccales, autre (a décrire en remarques ici-bas)

Remarques (si autre menace, la décrire ici) :

£
g
)
3
2

gouvernement

Québec
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FORMULAIRE DE PRISE DE DONNEES — INVENTAIRE DES SALAMANDRES DE RUISSEAUX (SUITE)

Site (nom cours d’eau) : N° parcelle : Date (aaaa/mml/jj) :

Espéce! NG s Signes de ) ) _ _

(code) Nombre de Nombres maladie Coordonnees géographiques si EMVS? N° des
A d’adultes juvéniles d’ceufs Oui/Non (voir tableau plus bas) photos
plus bas)

Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
Lat. : Long. :
2 : espéces menacées, vulnérables ou susceptibles d’étre désignées.

Code! Espéce EMVS Code? Espece EMVS
GYPO Salamandre pourpre oul PLCI Salamandre cendrée NON
DEFU Salamandre sombre du Nord oul NOVI | Triton vert NON
DEOC Salamandre sombre des montagnes Ooul EUBI Salamandre a deux lignes NON
AMLA Salamandre a points bleus NON AMMA | Salamandre maculée NON
NEMA Necture tacheté NON HESC | Salamandre a quatre orteils Oul
Environnement,

Lutte contre

les changements
climatiques,
Faune et Parcs

P
Québec



Annexe C Procédure abrégée — ADNe



Protocole standardisé
Inventaire des salamandres
de ruisseaux au Québec

Procédure abrégée
— ADNe -

Objectifs

e Confirmer la présence des salamandres de ruisseaux afin d’en tenir compte dans le cadre d’évaluations
environnementales de projets pouvant entrainer des répercussions sur celles-ci ou leurs habitats.

e Améliorer les connaissances sur la répartition des salamandres de ruisseaux.

Méthode
Le matériel requis pour faire I'échantillonnage d’eau est le suivant :

Boitier antichoc pour protéger et transporter la
pompe pour la filtration;

Pompe utilitaire portative (p. ex., ECOFLO,
350 gal/h, 12 V CC [Modéle n° PUP61DC));
Batterie 12 V rechargeable;

Cylindre gradué de 2 L ou contenant gradué;
Paquets de filtration ADNe stériles. Les sachets
contiennent un porte-filtre avec filtre de 1 um, un
bout de tubulure pour échantillonner avec un
préfiltre de 200 um installé au bout avec un
élastique (préalablement décontaminé) :

o paquets a usage unique avec filtres
autodessiccants,
o paquets & usage unique (p. ex., de marque

Smith-Root),

o paquets réutilisables (c’est-a-dire porte-filtre
désinfecté avec filtre, préfiltre installé au bout
de la tubulure avec élastique et paire de
pinces stériles);

Tubulure d’échantillonnage de diameétre extérieur
de 1/2” et de diametre intérieur de 3/8”
(1,23cmx1,9cm) (p. ex., Waterra — LDPE —
HDPE);

0

gouvernement

Glaciére pour conserver les échantillons (glaciére
électrique ou une glaciére avec blocs réfrigérants
de type Ice PacksMP);

Gants en nitrile a usage unique;

Bouteilles de 2 L;

Eau distillée;

VirkonMP Aquatic (solution de 2 %);

Sacs Whirl-PakMP (4 0z);

Billes de silice;

Filtre de nylon (160 pm; DulytekMP; 200 po x 2 po)
(environ 5 cm de long) préalablement coupé;
Contenant hermétique (p. ex., TupperwareMP)
pour y déposer les sacs Whirl-PakMP;

Sacs de poubelle;

Thermomeétre (°C);

Procédure abrégée;

Formulaires de terrain et le nécessaire pour
prendre des notes;

GPS avec stations d’échantillonnage
préalablement téléchargées;

Perche avec porte-bouteille.

Québec



Protocole standardisé
Inventaire de salamandres
de ruisseaux au Québec

Procédure abrégée (suite)
— ADNe -

Période d’échantillonnage

Il est recommandé de réaliser I'échantillonnage du 1er mai au 30 septembre.
Effort d’échantillonnage et nombre d’échantillons

¢ Une seule section de cours d’eau de 200 m linéaire.
e 8 échantillons d’eau de 2 litres par 200 métres linéaires, distancés de 25 m, de 'aval vers 'amont.

Localisation fine des sites d’échantillonnage

L’idée est d’'augmenter la probabilité de récolter 'eau a proximité d’'une salamandre. L’hypothése est que plus
I’échantillonnage est réalisé prés d’'une salamandre, plus il y a de chance de capter une molécule d’ADN de I'animal.
La localisation des sites ou sont prélevés les échantillons d’eau doit donc tenir compte des préférences d’habitats
de I'espéce. Il est ainsi préférable de prélever I'eau au centre du cours d’eau, dans une section ou I'eau est bien
mélangée par I'écoulement. Un endroit relativement plat et libre de végétation doit se trouver a proximité de la
station d’échantillonnage pour déposer I'équipement de prélevement et permetire de travailler en évitant la
contamination des échantillons.

Volume d’eau a échantillonner

Le volume minimal d’eau a échantillonner a chacune des stations estde 2 L.

Procédure d’échantillonnage et de filtration sur le terrain

Pour s’assurer d’'un échantillonnage réussi, les étapes suivantes doivent étre respectées :

1. L’équipe sur le terrain devra étre composée d’au moins deux personnes;

2. Une fois sur le site, I'échantillonneur doit ouvrir le boitier de la pompe et s’assurer qu’elle est bien préparée;

3. Avant de commencer I'échantillonnage, il faut faire tourner le moteur de la pompe avec de I'eau distillée ou
'eau du milieu humide. Il s’agit de prendre I'eau sans aucun porte-filtre avec la tubulure qui se trouve
normalement en amont du porte-filtre;

4. L’échantillonneur doit mettre des gants a usage unique et peut ensuite fixer la bouteille stérile (neuve ou
stérilisée) de 2 L au porte-bouteille (perche d’au moins 2 m de longueur), sans toucher au manche (manche
manipulé par I'aide-échantillonneur);

LES GANTS A USAGE UNIQUE DOIVENT ETRE CHANGES ENTRE CHAQUE STATION
D’ECHANTILLONNAGE S’ILS ONT ETE EN CONTACT AVEC LA POMPE OU TOUT AUTRE MATERIEL QUI
EST UTILISE D’UN SITE A UN AUTRE SANS POUVOIR ETRE DESINFECTE « TOTALEMENT ».
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5. La bouteille peut maintenant étre plongée dans l'eau a l'aide de la perche manipulée par l'aide-
échantillonneur. L’eau doit étre collectée a une profondeur maximale de 1 m. Si le fond se retrouve a moins
de 1 m, il faut faire attention de ne pas toucher le fond avec le systeme d’échantillonnage (perche et
bouteille). Cela remet en suspension les sédiments et pourrait fausser le résultat. Dans le cas ou la
profondeur d’eau est insuffisante pour plonger la bouteille, déposer délicatement le porte-filtre directement
dans le cours d’eau.

6. L’échantillonneur doit ouvrir un paquet Smith-Root, ou réutilisable, ou a usage unique avec filtre
autodessiccant, pour sortir le porte-filtre et les deux tubulures. La tubulure 1/2” x 3/8” doit étre fixée sur le
bout du porte-filtre qui se connecte a la pompe.

7. La plus grande tubulure est insérée dans la bouteille d’eau collectée. Ensuite, la tubulure de sortie de la

pompe doit étre mise dans un cylindre gradué (ou contenant gradué). La pompe peut maintenant étre
démarrée.

8. L’échantillonneur doit filtrer un maximum de 2 L d’eau. Lorsque la pompe présente une résistance au
pompage, souvent dans les eaux troubles ou les filtres se saturent plus vite, il est important d’arréter la
filtration avant que le filtre ne se brise (de 1 L a 1,5 L). Il est aussi important de noter le volume exact d’eau
filtrée.

9. Sivous utilisez un porte-filtre avec filtre autodessiccant, retirez les tubulures du porte-filtre et remettez le
porte-filtre dans son sac de plastique, passer au point 13.

10. Pour les autres porte-filtres (Smith-Root ou réutilisable), I'échantillonneur doit :

e Sortir un sac Whirl-PAKMP contenant des billes de silice et inscrire le numéro de la station avec un
crayon permanent;

e Prendre la pince dans le sachet stérile (en s’assurant de ne pas toucher les bouts de la pince);

e  Ouvrir le porte-filtre;

e Enlever délicatement le filtre du porte-filtre avec la pince;

e Plier lefiltre avec la pince, idéalement a deux reprises (en s’assurant que les particules filtrées sont
a l'intérieur);

e Mettre le filtre plié dans la pochette de nylon DulytekMP (préalablement mis dans un sac Whirl-
PAKMP) avec un fond de billes de silice;

e Toujours avec la pince, pousser la pochette de nylon (contenant le filtre) au fond du sac de silice;

e Enlever le plus d’air possible du sac, replier le rebord sur lui-méme et fermer le sac a I'aide des
languettes jaunes.

NE PAS TOUCHER LE FILTRE NI L'INTERIEUR DE LA POCHETTE DE NYLON!

11. Mettre le sac Whirl-PAKMP dans un contenant hermétique et déposer ce dernier dans la glaciére.
12. Répéter les étapes 4 a 11 pour toutes les stations a échantillonner.
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13. Pour chaque milieu humide échantillonné, un blanc de procédure (blanc d’échantillonnage) devra étre fait :

a. Pour le blanc d’échantillonnage, de I'eau distillée est versée dans une bouteille de 2 L neuve (comme

celle ayant servi a la collecte des autres échantillons) et cette eau doit étre filtrée selon la méme
méthode et la méme séquence qui a été appliquée pour la collecte des échantillons au site.

LES SACS WHIRL-PAKMP CONTENANT LES FILTRES DOIVENT TOUJOURS ETRE CONSERVES AU FROID
(4 °C) SUR LE TERRAIN.

LES SACS CONTENANT LES PORTE-FILTRES AVEC FILTRE AUTODESSICCANT
PEUVENT ETRE CONSERVES A TEMPERATURE AMBIANTE EN ATTENDANT L’ENVOI
AU LABORATOIRE D’ANALYSE.

14. L’assistant de I'échantillonneur effectue les taches suivantes :
e Prendre les notes de terrain;
e Prendre la température de I'eau avec le thermomeétre;
o Décrire la végétation (couvert forestier dominant sur les rives, algues et plantes aquatiques).

UNE FOIS DE RETOUR AU LABORATOIRE, LES SACS WHIRL-PAKMP AVEC LES FILTRES DOIVENT ETRE
CONSERVES AU CONGELATEUR A =20 °C POUR UNE DUREE MAXIMALE DE 12 MOIS.

POUR LES PORTE-FILTRES AVEC FILTRES AUTODESSICCANTS, LES MANIPULATIONS RELATIVES AU
RETRAIT DU FILTRE SONT FAITES AU LABORATOIRE.

Désinfection du matériel post-échantillonnage

La désinfection du matériel doit se faire entre chaque milieu humide échantillonné.

Environnement,
Lutte contre
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FORMULAIRE DE PRISE DE DONNEES — ECHANTILLONNAGE DE L’ADNe POUR LA DETECTION
DES SALAMANDRES DE RUISSEAUX

Nom du site :

Nom de I’échantillonneur :

Nom de l'aide-échantillonneur :

Espece(s) visée(s) :

Date de I’échantillonnage (aaaa/mml/jj) :

Couvert forestier : D feuillus |:| mixte |:| résineux

— — — —

Menaces :
U Zones résidentielles et urbaines denses U Gestion de I'eau par ponceau 4 Pathogéne viral
U Zones commerciales et industrielles U Drainage en milieu agricole O  Déversement d'hydrocarbures
U Sentiers récréatifs U Drainage en milieu forestier d Erosion du sol, sédimentation
O Elevage extensif extérieur (sur paturages) O  Préléevement des eaux de surface a Sécheresse
QO Elevage intensif extérieur (forte densité) 4 Rhamnus cathartica (nerprun cathartique) O Autre (précisez :
U Retrait total du couvert forestier U Présence de 'omble de fontaine introduite O Autre (précisez :
U Retrait partiel du couvert forestier U Ectoparasites O Autre (précisez :
U Véhicules motorisés U Pathogene fongique U Autre (précisez :
Heure de
o ) collecte de , . L .
N° de Coordonnées GPS Iéchantillon Prof. (m) Temp. de Volume d’eau Filtre déchiré Type de porte-filtre (usage
I’échantillon (degrés décimaux) (hh:mm ) surface (°C) | filtré par filtre (L) (oui/non) unique [U] ou réutilisable [R])
systéme 24 h)
Lat. :
Long. :
Lat. :
Long. :
Lat. :
Long. :
Lat. :
Long. :
Lat. :
Long. :
. A
gouvernement Quebec



Nom du site :
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FORMULAIRE DE PRISE DE DONNEES — ECHANTILLONNAGE DE L’ADNe POUR LA DETECTION
DES SALAMANDRES DE RUISSEAUX (SUITE)

Date de I’échantillonnage (aaaa/mml/jj) :

N° de
I’échantillon

Coordonnées GPS
(degrés décimaux)

Heure de
collecte de
I’échantillon

(hh:mm,

systeme 24 h)

Prof. (m)

Temp. de
surface (°C)

Volume d’eau
filtré par filtre (L)

Filtre déchiré
(oui/non)

Type de porte-filtre (usage
unique [U] ou réutilisable [R])

Lat. :
Long. :

Lat. :
Long. :

Lat. :
Long. :

Lat. :
Long. :

Lat. :
Long. :

Lat. :
Long. :

Lat. :
Long. :

Lat. :
Long. :

Description de I'habitat et remarques (si autre menace, la décrire ici) :

Environnement,

Lutte contre

les changements

climatiques,
Faune et Parcs

P
Québec
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