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Résumé  

Dans un contexte de dégradation généralisée des écosystèmes d’eau douce et d’érosion de 

la biodiversité, une surveillance accrue de l’état écologique de ces milieux est indispensable. 

L'évaluation de l’état écologique des eaux douces est généralement réalisée par le biais 

d’inventaires des communautés biologiques qui y résident, indicatrices de la qualité de 

l’écosystème (e.g. ichtyofaune, macro-invertébrés benthiques, diatomées, macrophytes). 

Quel que soit le groupe bioindicateur ciblé, les méthodes d’inventaires sont basées sur la 

capture des organismes vivants, leur identification à partir de leurs traits morphologiques et le 

calcul d’indices de qualité du milieu par rapport à un écosystème de référence. En plus d’être 

extrêmement invasives, ces méthodes s’avèrent inopérantes voire impossibles à mettre en 

œuvre dans certains milieux complexes, en raison de leur dynamisme, de leur inaccessibilité 

et du manque de connaissances des espèces qui les peuplent (i.e. rivières intermittentes, 

eaux souterraines). L’émergence des approches moléculaires pour l’étude de la biodiversité 

offre des perspectives nouvelles pour intégrer ces écosystèmes complexes dans la 

bioindication. Plus particulièrement, l’échantillonnage de l’ADN relargué par les organismes 

vivants dans leur milieu, appelé ADN environnemental (ADNe), permet de détecter la 

présence d’espèces à partir d’échantillons prélevés dans l’environnement (e.g. eau, 

sédiments). L’ADNe offre la possibilité d’inventorier la biodiversité de manière non-invasive, 

et ce même dans les milieux les plus dynamiques et difficiles d’accès. Néanmoins, le manque 

de connaissances fondamentales sur la dynamique de l’ADNe et les verrous méthodologiques 

limitent son application pour la bioindication. 

Les enjeux de cette thèse sont i) de mieux comprendre les caractéristiques et la dynamique 

des ADNe relargués par les organismes vivants, ii) de développer un outil d’échantillonnage 

standardisé et applicable à une large variété d’habitats et iii) d’explorer le potentiel 

d’approches basées sur l’ADNe pour la bioindication d’un milieu complexe et dynamique, en 

comparaison avec les inventaires conventionnels. 

 

 
 



 

 

Abstract 
In a context of generalized degradation of freshwater ecosystems and erosion of biodiversity, 

monitoring the ecological status of these environments is essential. Assessing the ecological 

status of freshwaters is generally carried out by inventories of biological communities, which 

are indicators of the quality of the ecosystem (e.g. ichthyofauna, benthic macroinvertebrates, 

diatoms, macrophytes). Inventory involved the capture of living organisms, their identification 

based on their morphological traits and the calculation of environmental biotic indices 

compared to a reference ecosystem. In addition to being extremely invasive, these methods 

have proven to be inoperable or even impossible to implement in certain complex 

environments, due to their dynamism, inaccessibility and lack of knowledge of the species that 

inhabit them (e.g. intermittent rivers, groundwater). The emergence of molecular approaches 

for the study of biodiversity offers new perspectives for integrating these complex ecosystems 

in bioassessment. In particular, the sampling of the DNA released by living organisms into 

their environment, called environmental DNA (eDNA), allows the detection of the presence of 

species from environmental samples (e.g., water, sediment). eDNA offers the possibility to 

caracterise biodiversity in a non-invasive way, even in the most dynamic and difficult to access 

environments. Nevertheless, the lack of fundamental knowledge on eDNA dynamics and 

methodological limitations limit its application for bioassessment, in particular in complex 

aquatic ecosystems. 

The objectives of this thesis are i) to better understand the characteristics and dynamics of 

eDNA released by living organisms, ii) to develop a standardized sampling tool applicable to 

a wide variety of habitats, and iii) to explore the potential of eDNA-based approaches for the 

bioassessment of a complex and dynamic habitat, in comparison with conventional 

inventories. 
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Depuis l’aube de l’humanité, les écosystèmes d’eau douce sont exploités et transformés pour 

procurer nourriture, transport et loisirs (Häder et al., 2020). En exploitant cette ressource rare 

et précieuse, les humains ont fortement dégradé la composition (géo)morphologique, 

chimique et biologique des milieux aquatiques. Les impacts négatifs des activités humaines 

se sont surtout manifestés à la fin de l'Holocène, principalement en raison de l’industrialisation, 

du développement de l’agriculture intensive et de la croissance démographique. Depuis, les 

activités humaines se sont intensifiées et diversifiées en impactant toujours plus sévèrement 

les milieux aquatiques (Reid et al., 2019), et ce dans un contexte global de changement 

climatique. Si bien qu’aujourd’hui, aucun écosystème n’est considéré comme exempt de 

perturbations (Halpern et al., 2008; Vitousek et al., 1997). Évaluer la qualité des écosystèmes 

et maintenir la ressource en eau, sans en affecter la biodiversité, sont des enjeux de premier 

ordre. 
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1. Écosystèmes d’eau douce : menaces et enjeux 
de gestion 

1.1. Une ressource sous pressions 

Sur le volume total de l’eau sur Terre (soit 1,386,000,000 kilomètres cubes), les écosystèmes 

d’eau douce en représentent seulement 2 % dont les 2⁄3 sont présents sous formes de glace 

et de neige permanentes. En définitive, seulement 0,01 % de l’eau douce liquide est contenue 

dans les lacs, les rivières et les zones humides (Postel et Carpenter, 1997). Malgré leur 

représentation pour le moins marginale à l’échelle planétaire, les écosystèmes d’eau douce 

abritent environ 10 % de la biodiversité décrite à ce jour (Balian, 2008; Kopf et al., 2015). Ceci 

les place parmi les milieux les plus diversifiés par unité de volume d’habitat sur Terre. Les 

écosystèmes d’eau douce jouent un rôle clé dans le cycle de l’eau et des nutriments (Wetzel, 

2001). De plus, ces écosystèmes et leur biodiversité fournissent des biens et des services 

irremplaçables à la société incluant des services d’approvisionnement (i.e. alimentaires, 

matériaux, pharmaceutiques), des services de régulation (i.e. pollinisation, régulation de 

l’érosion, du climat et de la qualité de l’eau) et des services culturels (i.e. loisirs, valeurs 

éducatives, scientifiques et artistiques) (UICN, 2013). Malgré leur importance, les milieux 

aquatiques figurent parmi les écosystèmes les plus menacés en termes de dégradation et de 

perte de la biodiversité (Dudgeon, 2019). 

Les activités humaines sont à l’origine de nombreuses perturbations se traduisant par des 

effets délétères et difficilement réversibles sur les milieux aquatiques (Dudgeon, 2019; 

Vörösmarty et al., 2010). Ces perturbations, pouvant se cumuler et interagir entre elles, 

peuvent être classées en trois grandes catégories : la pollution, les altérations physiques 

ou hydromorphologiques et l’invasion d’espèces exotiques et envahissantes. En 

Europe, le développement de l’industrie, de l’agriculture intensive et les rejets de stations 

d’épuration ont été, et sont encore, à l’origine d’une pollution chimique importante (Qadri & 

Faid, 2020). Chaque année dans le monde, ce sont plusieurs millions de tonnes de substances 

chimiques qui sont déversées dans les eaux douces (Schwarzenbach et al., 2006). Parmi ces 

substances on trouve majoritairement des composés organiques (e.g. pesticides, résidus 

médicamenteux) et inorganiques (métaux lourds, PCB), des nutriments (e.g. nitrates, 

phosphore), des matières en suspension et des organismes pathogènes (e.g. virus, 

bactéries).  
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L’eutrophisation (accumulation de nutriments conduisant à la prolifération d’algues parfois 

toxiques) est une des conséquences de l'excès de pollution et entraîne régulièrement des 

mortalités massives de poissons et d’invertébrés (Smith, 2003). En parallèle, les nombreux 

aménagements et installations pour contrôler le débit et la géométrie des cours d’eau (e.g. 

artificialisation des berges, modifications des régimes hydrologiques, extraction de granulats) 

ont fortement altéré les conditions hydromorphologiques des eaux douces (Elosegi & 

Sabater, 2013). Par exemple, les modifications de la forme des cours d’eau (e.g. 

chenalisation) ont homogénéisé les habitats et sont à l’origine d’une perte de diversité 

faunistique et floristique importante (Wasson et al., 1998). D’autre part, les ouvrages tels que 

les barrages et les seuils modifient l’écoulement des eaux et entravent la migration des 

organismes vivants, et sont particulièrement visibles sur la faune piscicole (Søndergaard & 

Jeppesen, 2007).  

Une autre conséquence de ces aménagements, couplée à l’exploitation de la ressource en 

eau elle-même, conduit à des modifications importantes du régime d’écoulement des 

cours d’eau. Certains des plus grands fleuves du monde sont maintenant à sec pendant une 

partie de l'année ou sont susceptibles de l'être (Postel & Richter, 2003). En France en 2022, 

45 % des cours d’eau étaient complètement asséchés pendant la période estivale 

(Observatoire national des étiages, 2022). Ces altérations de débit sont susceptibles d'être 

exacerbées par le changement climatique global, car on peut s'attendre à une plus grande 

fréquence des inondations et des sécheresses. Les habitats aquatiques ainsi modifiés ou 

dégradés par les humains peuvent faciliter, en partie, l’invasion d’espèces exotiques et 
envahissantes en plus des introductions volontaires (e.g. commerce, aquaculture) et 

involontaires (e.g. tourisme) (Bunn & Arthington, 2002; Koehn & MacKenzie, 2004). Les 

exemples dramatiques des impacts de ces espèces sont nombreux : la perte des écrevisses 

à pattes blanches en Europe, des salmonidés dans les lacs et les cours d'eau de l'hémisphère 

Sud (Rahel, 2004). 
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Figure 1-1 : Schéma conceptuel représentant les principales menaces pesant sur les écosystèmes 
d'eau douce (Dudgeon, 2019). 

 

L’ensemble de ces facteurs a profondément dégradé et fragilisé les hydrosystèmes ainsi que 

les communautés biologiques qui les peuplent (Reyjol & Spyratos, 2013). Des études 

indiquent que le déclin des animaux d’eau douce est deux fois plus rapide que celui de leurs 

homologues terrestres (Dudgeon, 2010; Ormerod et al., 2010). Dans les régions développées, 

plus d'un tiers des espèces des principaux groupes d'animaux sont menacées, dont 38 % des 

espèces de poissons en Europe et 39% en Amérique du Nord (Dudgeon, 2019). Dans le 

groupe des amphibiens, ce sont près de 32 % des espèces qui sont menacées d’extinction et 

168 espèces qui pourraient déjà être éteintes (AmphibiaWeb, 2022).  

Au vu de ces constats alarmants, le rétablissement de la qualité des eaux et la surveillance 

de l’état des écosystèmes est devenu un enjeu majeur. En France et en Europe, des politiques 

de gestion ont été mises en place afin d’en réduire les sources de dégradation et protéger les 

écosystèmes d’eau douce face aux menaces qui les incombent. 
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1.2. Politiques de gestion de l’eau  

La prise de conscience de notre impact sur les écosystèmes aquatiques et sa traduction en 

cadre réglementaire est relativement récente. La première loi sur l’eau en France date de 1964 

(Loi sur l'Eau n° 64-1245 du 16 décembre 1964). Action pionnière de l'État en matière de 

protection de l'environnement, elle pose le principe d’une gestion des écosystèmes d’eaux 

douces par bassins versants, rattachés aux principaux fleuves français (Ministère de la 

Transition Écologique et de la Cohésion des territoires, 2021). Elle introduit également le 

principe du « pollueur-payeur » afin de lutter contre la pollution des eaux. À partir des années 

1990, les mesures environnementales se renforcent et donnent naissance à une deuxième loi 

qui concilie développement économique et gestion qualitative de l’eau. L’eau est reconnue 

comme « patrimoine commun de la Nation », et sa gestion est maintenant conduite à l’échelle 

européenne. À cette période, les investissements portent principalement sur les 

aménagements et les technologies de traitement de l’eau en vue d’améliorer sa qualité. 

Cependant, l’unique prise en compte de la composition chimique de l’eau ne suffit pas à 

garantir la durabilité et la qualité de la ressource en eau. De ce constat, est née la Directive 

Européenne Cadre sur l’Eau (DCE, 2000/60/CE), qui place la qualité écologique et le 

fonctionnement biologique des écosystèmes au centre des réglementations. 

1.3. Objectifs de la Directive Cadre sur l’Eau  

Pour lutter contre la dégradation des milieux aquatiques, la Directive Cadre sur l’eau (DCE, 

2000/60/CE) engage les États membres à une reconquête de la qualité de l’eau et des 

écosystèmes. Elle impose l’atteinte du « bon état » général de l’ensemble des masses d’eau 

(i.e. eaux superficielles et souterraines, eaux de transition et eaux côtières), soit atteindre une 

qualité équivalente à un écosystème faiblement altéré par les activités anthropiques (un 

écosystème de référence). Pour cela, une évaluation précise est nécessaire et fait partie des 

programmes de surveillance environnementale. Celle-ci est réalisée par le biais d’une 

caractérisation des communautés biologiques, aussi appelée bioindication, et la prise en 

compte des conditions physico-chimiques et hydromorphologiques des masses d’eau. 

Parmi ces paramètres, la bioindication est le pilier central dont les méthodes sont aujourd’hui 

normalisées et bien intégrées à la réglementation.  
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1.4. Évaluer l’état écologique par la bioindication 

1.4.1. Notions de bioindication et bioindicateurs 

La bioindication repose sur l’idée que les caractéristiques des organismes vivants dans un 

écosystème sont le meilleur reflet de l’état de santé de celui-ci (Blandin, 1986). En effet, 

certains organismes vivants sont extrêmement sensibles, ou à l’inverse tolérants, aux 

variations et altérations de leur environnement, qu’elles soient chimiques, physiques ou 

hydromorphologiques. La bioindication consiste à inventorier certains organismes ou groupes 

d’organismes, appelés « bioindicateurs » capables de refléter l’état d’un milieu et de 

retranscrire l’impact de perturbations. Contrairement aux mesures chimiques et hydrologiques 

qui fournissent une vision instantanée de la qualité du milieu, les bioindicateurs intègrent des 

phénomènes intervenant à différentes échelles de temps et d'espace (Markert et al., 2003). 

Par exemple, ils peuvent révéler la présence d’une pollution, même s’il n’y a pas de rejet de 

polluants au moment de l'échantillonnage (Hynes, 1960). Ils renseignent la présence d’une 

perturbation par divers processus biologiques tels que l’accumulation de substances 

chimiques dans les tissus, la perturbation du cycle de reproduction ou du comportement, ou 

encore des modifications de la composition et de la structure de communautés entières. Un 

bioindicateur peut donc être utilisé à différents niveaux d’organisation : molécule, cellule, 
individu, population, communauté ou biocénose (Niemi & McDonald, 2004).  

La communauté est le niveau biologique retenu par la réglementation de la DCE pour 

l’évaluation de l’état écologique des masses d'eau. Une communauté peut être définie comme 

un ensemble de populations qui coexistent et interagissent entre elles dans un espace et un 

temps donné (Lawton, 1999). Cette échelle semble la plus pertinente pour mettre en évidence 

l’impact d’activités humaines et ainsi d’inférer l’état global de l’écosystème (Attrill & Depledge, 

1997; Clements, 1994). Les fondements théoriques de cette approche sont intimement liés à 

l’écologie des communautés et à la notion de niche écologique. Brièvement, ce concept 

suppose que la composition et la structure des communautés sont en équilibre avec les 

conditions de leur environnement. Selon leurs traits, leur histoire de vie et leurs préférences 

écologiques, les organismes sont adaptés à une certaine gamme de variation des conditions 

de leur milieu (Suding et al., 2004).  
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Par conséquent, si une perturbation d’origine anthropique (e.g. pollutions, barrages) ou 

naturelle (e.g. crue) fait varier les conditions environnementales au-delà de l’amplitude 

auxquelles les organismes sont adaptés, les effets seront mesurables sur leurs 

caractéristiques telles que leur abondance et leur diversité (Marzin, 2013). En pratique, il est 

difficile, voire impossible, de caractériser une communauté de manière exhaustive. Pour cette 

raison, nous nous intéressons généralement à de grands groupes taxonomiques formant 

des assemblages pluri-spécifiques, le plus souvent situés à des niveaux clés dans le réseau 

trophique. Toutefois, le terme de « communauté » est couramment utilisé dans la littérature 

pour se référer à ces assemblages.

1.4.2. Les bioindicateurs réglementaires

Dans le cadre des suivis réglementés par la DCE, cinq communautés biologiques 
(nommées Éléments de Qualité Biologique, EQBs) sont utilisées pour rendre compte de l’état 

écologique des différentes masses d’eau et/ou déceler l’impact d’une perturbation : les 
diatomées, les macroinvertébrés benthiques, l'ichtyofaune, les macrophytes et le 

phytoplancton. Le choix d’un ou plusieurs de ces groupes dépend de l’objectif et du type de 

masse d’eau à évaluer. Néanmoins, les trois premiers groupes cités sont les plus couramment 

utilisés et seront détaillés ci-après. Ces groupes bioindicateurs présentent des cycles de vie 

plus ou moins longs et des sensibilités différentes aux conditions de leur environnement. Ainsi, 

ils offrent des informations complémentaires sur les effets des perturbations, et ce, sur 

différentes échelles de temps. 

Encadré 1 : Caractéristiques d’un bioindicateur

Idéalement, un bon bioindicateur présente les caractéristiques suivantes : 1) facile à 

identifier, 2) une distribution ubiquiste, 3) une faible mobilité (i.e. indication locale), 4) des 

caractéristiques écologiques bien documentées, 5) être abondant, 6) facile à manipuler en 

laboratoire, 7) une grande sensibilité au(x) facteur(s) de stress environnemental(aux). 
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Les diatomées, algues brunes microscopiques (5 à 500 μm), sont particulièrement sensibles 

à la qualité physico-chimique et rendent compte de la qualité générale de l’eau et du niveau 

d'eutrophisation à court terme. Les macroinvertébrés sont des organismes dépourvus de 

vertèbres, visibles à l'œil nu, peuplant le fond des eaux douces. Les macro-invertébrés sont 

fréquemment utilisés en bioindication, car ils couvrent une grande diversité physiologique et 

comportementale. Ils sont sensibles à l’enrichissement en matière organique et en métaux 

lourds, à court et moyen terme. Peu mobiles, les macroinvertébrés renseignent également sur 

les conditions locales de l’habitat. L'ichtyofaune - ensemble des espèces de poissons 

formant un peuplement - est davantage sensible aux modifications hydromorphologiques (e.g. 

présence de barrage empêchant la migration de certains poissons, Van Looy et al., 2014) et 

à la qualité  physico-chimique  des milieux (e.g. désoxygénation de l’eau). Bien que les 

groupes de bioindicateurs soient souvent utilisés seuls pour des raisons économiques, des 

approches multi-indicateurs sont vivement encouragées par les législations (DCE, voir aussi 

Reyjol et al., 2011).

Encadré 2 : Controverse sur les termes « macro-invertébrés » et « poissons »

Il est important de mentionner que les termes de macroinvertébrés et poissons sont, d’un 

point de vue phylogénétique, inappropriés. En effet, ce sont des groupes paraphylétiques 

très hétéroclites. Les macro-invertébrés benthiques au sens de la bioindication désignent, 

peut-être abusivement, la « faune dépourvue de vertèbres visibles à l'œil peuplant le 

benthos ». Les poissons quant à eux regroupent à la fois les Agnathes, les

Chondrichtyens, les Dipneustes et les Actinoptérygiens. Par souci de clarté, je garderais 

les termes de macroinvertébrés et poissons en faisant référence aux organismes ciblés 

par la bioindication, bien qu'ils soient sujets à controverse. Dans ce manuscrit, les macro-

invertébrés regroupent tous les organismes de tailles supérieures à 500 μm présents 

dans le benthos (Tachet et al. 2002) et les poissons désignent les téléostéens, c’est-à-

dire une sous-classe des Actinoptérygiens à laquelle appartient la quasi-totalité des 

poissons communs (99,8 %). 
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1.4.3. Principe et diversité des indices biotiques 

Une fois les organismes bioindicateurs capturés et identifiés, des listes de taxons et leur 

abondance associée sont établies. Ces listes taxonomiques permettent de calculer des 

indices biotiques à partir des métriques telles que l'occurrence, l’abondance et la diversité 

des taxons. Ces indices permettent de donner une note de qualité du milieu, simple et 

compréhensible. Depuis la mise au point du premier indice biotique basé sur les exigences 

des espèces aux pollutions organiques, appelé système saprobique (Kolkwitz & Marsson), de 

nombreux indices biotiques ont été développés dans les différents pays pour évaluer les 

écosystèmes d’eau douce (Birk et al., 2012).  

Figure 1-2 : schéma reprenant les principales étapes de l’approche morphologique pour la bioindication 
issue de Pawlowski et al., (2018). 

On retrouve des indices univariés (utilisant des métriques simples à l’inverse des indices 

multivariés, ou multimétriques) souvent basés sur la richesse ou l’abondance des organismes 

(e.g., Indice de Shannon-Winner, Shannon, 1948; indice d’Evenness, Pielou, 1966; richesse 

des Ephéméroptères, Plécoptères et Trichoptères), des indices de polluo-sensibilité (e.g. 

IPS; Coste et al., 2005), et plus récemment développés des indices multimétriques intégrant 

les traits fonctionnels des organismes tels que la capacité de se reproduire rapidement face 

aux conditions changeantes ou de protéger sa progéniture (e.g., I2M2; Mondy et al., 2012; 

IPR+, Indice Poisson Rivière; Marzin et al., 2014). Ces derniers représentent une avancée 

majeure dans la prise en compte de l’écosystème dans sa globalité en améliorant 

significativement la sensibilité des indices aux différentes perturbations.  
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Actuellement en France, les indices biotiques utilisés pour la surveillance de la qualité 

écologique des eaux douces sont : l’I2M2 pour les macro-invertébrés, l’IBD pour les 

diatomées, l’IPR pour les poissons et l’IBMR pour les macrophytes. Le tableau 6-1 en 

annexes résume les indices utilisés actuellement. Une fois calculés, les indices sont comparés 

à des indices établis à partir d’écosystèmes dits de « référence », correspondant à des 

milieux aquatiques pas ou peu dégradés. C’est cet écart entre l’indice calculé et l’indice de 

référence qui est utilisé pour attribuer une note de qualité et classer les écosystèmes en 5 

catégories d’état écologique allant de « mauvais » à « très bon ». L’état écologique global du 

cours d’eau est ensuite calculé en considérant à la fois l’état biologique, chimique et physico-

chimique (Figure 1-3). 

 

 

Figure 1-3 : Critères utilisés pour définir l'état écologique des masses d'eau. Schéma 
tiré de @SIAVHY 2022. 
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1.5. Utilisation et limites des outils de bioindication actuels  

1.5.1. Approche morphologique 

Quel que soit le groupe bioindicateur ciblé, l’évaluation de la qualité écologique d’un milieu 

requiert : i) la capture ou le prélèvement des organismes vivants, ii) la préservation et/ou le tri 

des spécimens si nécessaire, iii) l’identification des taxons à partir de leurs traits 

morphologiques et iv) le calcul d’un indice de qualité par rapport à un écosystème de 

référence. Bien que des efforts conséquents aient été réalisés pour standardiser et améliorer 

cette approche (appelée approche morphologique ci-après), de fortes contraintes 
méthodologiques limitent sa fiabilité et son échelle d’application à l’ensemble des 
écosystèmes. En plus du coût élevé et de l’aspect fastidieux et chronophage souvent utilisés 

comme arguments pour se tourner vers d'autres méthodes, les principales limites sont 

associées à la capture et l’identification des organismes. 

1- Capture ou prélèvement des organismes : des protocoles invasifs et 
inaplicable dans certains écosystèmes. Afin d’être identifiés, les organismes 

vivants sont échantillonnés en utilisant des méthodes de capture dites invasives, 

c’est-à-dire entraînant des blessures (e.g. pêche électrique pour les poissons) ou 

la mort (e.g. macro-invertébrés prélevés au filet surber). D’autre part, les protocoles 

d’échantillonnage sont applicables uniquement à une certaine typologie 

d’écosystèmes : des milieux entièrement prospectables à pied, présentant un 

écoulement permanent et une faible hauteur d’eau (AFNOR, 2016). Ainsi, les 

milieux sortant de ce cadre comme les cours d’eau larges et profonds, les milieux 

souterrains, les rivières intermittentes (qui peuvent s’assécher sur une longue 

période pendant l’année ; 25 à 40 % du linéaire Snelder et al., 2013), les mares 

temporaires et les zones de transition sont souvent exclus des suivis de 

bioindication. Ceci s’explique, d’une part, par le fait que l’accès à la biodiversité de 

ces milieux peut être limité, voire même impossible. D’autre part, les organismes 

peuplant ces écosystèmes particuliers (i.e. milieux souterrains), peuvent être très 

différents de ceux retrouvés dans les écosystèmes suivis en routine en 

bioindication, incitant ainsi à développer des méthodes d’échantillonnage et des 

indices biotiques adaptés à ce type de milieu.   
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2- Identification taxonomique des organismes : un processus complexe 
associé à une expertise de plus en plus rare. Certains groupes biologiques, 

comme les macro-invertébrés et les diatomées, renferment de très nombreuses 

espèces (par exemple plus de 7000 espèces de diatomées) présentant une grande 

diversité de traits morphologiques. Ainsi, leur identification repose sur une 

expertise taxonomique élevée, qui devient malheureusement de plus en plus rare 

avec la diminution du nombre de taxonomistes spécialistes. D’autre part, en 

prenant l’exemple des macro-invertébrés, des organismes peuvent être mis de 

côté où identifier à des niveaux taxonomiques grossiers (i.e.famille) car trop 

difficiles à identifier, trop petits, endommagés ou encore sous formes larvaires. 

Bien que la plupart du temps, une résolution taxonomique au rang de la famille soit 

suffisante pour détecter l’impact d’une pression anthropique, il semblerait que dans 

des écosystèmes présentant de multiples stress ou des conditions instables, il ne 

permette pas de décrire avec précisions les réponses des communautés 

biologiques aux stress cumulatifs (e.g. pollution et stress hydrologique, Poikane et 

al., 2020, Soria et al., 2020). Par exemple, certains macroinvertébrés comme les 

larves de Chironomidae sont très difficiles à déterminer aux niveaux inférieurs à la 

famille et représentent souvent un unique taxon dans les inventaires. Pourtant, des 

études mettent en avant le potentiel de ces organismes à retranscrire différents 

facteurs de stress (e.g. pollution, Cañedo-Argüelles et al., 2016) lorsque ceux-ci 

sont déterminés à l’espèce. Dans certains cas, une résolution taxonomique plus 

fine permettrait une détection plus fiable des stress naturels et/ou anthropiques. 

1.5.2. Approche d’identification moléculaire 

Ces contraintes méthodologiques, associées à leur cout élevé et leur aspect chronophage, 

ont poussé au développement de méthodes alternatives, notamment basées sur des outils 
moléculaires pour s’affranchir de l’étape d’identification et obtenir une résolution 
taxonomique plus fine. Ainsi, l’ère du moléculaire a d'ores et déjà initié un tournant pour le 

suivi des communautés bioindicatrices (Baird & Hajibabaei, 2012). Une des avancées 

majeures réside dans la possibilité d’identifier et d’inventorier les organismes non plus à partir 

de leurs traits morphologiques, mais à partir de leur ADN (Hebert et al., 2003).  
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Chez les êtres vivants, certaines régions de l’ADN présentent de faibles variations entre 

individus d’une même espèce, alors qu’elles sont élevées entre espèces. C’est le cas de 

certaines régions de l’ADN comme sur le gène COI pour les animaux, les gènes rbcL et matK 

pour les embryophytes (CBOL Plant Working Group 2009), et ITS pour les champignons 

(Nilsson et al., 2009). L’utilisation d’un court fragment d’ADN de ces gènes, appelé marqueur 

génétique ou « barcode », permet de déterminer rapidement et avec précision l’espèce dont 

il est issu. Cette approche est connue sous le nom de barcoding. L’émergence des 

technologies de Séquençage Haut Débit (HTS, Margulies et al., 2005) a rendu possible le 

passage de l’identification d’un seul organisme (barcoding) à l’identification de multiples 

organismes en un seul évènement de séquençage (metabarcoding), à partir de l’ADN extrait 

d’un mélange d’organismes ou de communautés prélevées dans l’environnement. Ainsi, les 

premiers développements du metabarcoding pour la bioindication ont été réalisés sur l’ADN 

de communautés bioindicatrices prélevées in situ ou communautés « bulk » 

(macroinvertébrés : Hajibabaei et al., 2011, diatomées : Kermarrec et al., 2014). Cette 

approche consiste à capturer les organismes dans l’environnement, les broyer pour les macro-

invertébrés ou les fixer dans l’éthanol pour les diatomées, à extraire l’ADN à partir du mélange 

d’organismes obtenus puis à séquencer l’ADN. De par sa rapidité de mise en œuvre, son coût 

réduit et la congruence avec les inventaires morphologiques, l’identification moléculaire des 

bioindicateurs a ouvert la voie de la   « Bioindication du futur ». Dans cette optique, les travaux 

sur les diatomées sont les plus avancés. Un indice diatomique moléculaire a déjà intégré la 

réglementation en Angleterre, et a été étendu à l’échelle d’un réseau de surveillance DCE en 

France (Vasselon, 2017).  

Bien que les approches moléculaires aient permis de s’affranchir de l’étape d’identification en 

apportant une résolution taxonomique fine et une rapidité de mise en oeuvre, elles ne 

permettent pas de s’affranchir des limites liées à la capture des organismes. Elles restent 

invasives et inapplicables dans les écosystèmes complexes, dynamiques ou 
présentant des conditions et/ou une biodiversité particulière (e.g. rivières intermittentes, 

milieux souterrains). Cependant, ces milieux subissent également des pressions 

grandissantes, au même titre que ceux suivis en routine pour la bioindication. Ainsi, 

développer des méthodes pour déceler l’impact de perturbation et évaluer leur état écologique 

fait partie des 10 axes de recherche majeurs pour l’amélioration de la bioindication (Reyjol et 

al., 2014). L’usage de l’ADN environnemental (ADNe) semble particulièrement pertinent pour 

remplir cet objectif et sera testé dans le cadre de cette thèse.  
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2. L’ADN environnemental : une alternative pour la 
bioindication des milieux complexes ? 

Une nouvelle avancée permet d’analyser l’ADN directement libéré par les organismes dans le 

milieu pour les inventorier, sans les capturer ni même les observer : l’ADN environnemental 
ou ADNe. Ces quinze dernières années, l’utilisation de l’ADNe pour étudier la biodiversité a 

suscité un immense intérêt (Beng & Corlett, 2020; Bohmann et al., 2014; Deiner et al., 2017). 

Les organismes laissent des traces d'ADN dans leur milieu sous différentes formes, telles que 

des cellules, des morceaux de tissus, des fèces ou encore du mucus. Ce matériel génétique 

diffuse dans les différents compartiments de l’écosystème, et peut être extrait directement à 

partir d’échantillons environnementaux. Ces échantillons peuvent être extrêmement variés et 

incluent notamment l'eau (Lodge et al., 2012; Thomsen et al., 2012), les sédiments (Turner et 

al., 2015), les biofilms épilithiques (Rivera et al., 2021) ou encore l’air (Clare et al., 2021). 

Après la collecte de cet ADN par différentes méthodes (e.g. filtration d’eau, ou extraction 

directe à partir de sédiments) et son analyse, il est alors possible d'obtenir des mesures 

(présence/absence ou quantité d’ADN) sur des espèces cibles ou même des communautés 

entières via un certain nombre de protocoles de laboratoire qui seront détaillés ci-après. En 

surmontant à la fois les limites liées à la capture et à l’identification morphologique des 

organismes imposées par les méthodes de bioindication actuelles, l’échantillonnage et 

l’analyse de l’ADNe permettraient d’inventorier les communautés biologiques des milieux 

difficiles d’accès ou présentant de multiples pressions, dans lesquels il n’existe pas à ce jour 

de protocole standadisé de bioindication. Au-delà d’une application à la bioindication, 

l’échantillonnage de l’ADNe peut être appliqué dans des domaines extrêmement variés 

comme la conservation, la paléo-écologie ou encore l’étude des relations trophiques. Deux 

exemples d’application sont présentés en annexe III. 

Les sections qui suivent présentent tout d’abord le terme d’ADNe et son origine, ainsi que les 

aspects fondamentaux liés à leur production et leur dynamique dans un écosystème 

aquatique. Dans un deuxième temps, les étapes clés de l’utilisation de l’ADNe seront 

présentées à savoir l’échantillonnage et les principales méthodes de détection des taxons 

aquatiques. 
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2.1. Contradictions dans l’utilisation du terme d’ADNe 

Avant de présenter les caractéristiques de l’ADNe, il est nécessaire de souligner les 

contradictions de l’usage de l'acronyme « ADNe », et le cadre dans lequel il est utilisé dans 

cette thèse. Le terme d’ADNe n’est pas si récent puisqu'il a été premièrement employé dans 

les années 1980 en microbiologie, pour caractériser les communautés bactériennes à partir 

d’échantillons de sols (Ogram et al., 1987; Steffan et al., 1988). En 2008, les recherches de 

Ficetola et al., initient un tournant dans l’utilisation de l’ADNe. Pour la première fois, l’analyse 

de l’ADNe est utilisée pour la détection d’un métazoaire à partir d’échantillons d’eau : un 

amphibien invasif (Rana catesbeiana). À cette époque-là, le terme d’ADNe est employé dans 

un sens très large : il correspond à tout type de matériel génétique provenant d’un échantillon 

environnemental (e.g. eau, sédiments, fèces, air, sol, neige). Dans de tels échantillons, 

plusieurs sources d’ADN peuvent être retrouvées : à la fois des micro-organismes entiers 

invisibles à l’œil nu (e.g. bactéries, diatomées), et des ADN dérivés de macro-organismes (e.g. 

tissus, cellules ; Figure 2-1). Les années suivantes, l’utilisation massive de l’ADNe pour la 

détection de métazoaires a conduit certain·es auteur.ices à considérer l’ADNe comme l’ADN 

dérivé de macro-organismes uniquement, nommé « ADNe extra-organisme » (e.g. cellules, 

tissus), excluant ainsi les organismes entiers (e.g. bactéries, diatomées). Ces deux définitions 

de l’ADNe (ADN au sens large et ADN extra-organismes) sont encore largement employées 

et suscitent de vives discussions (Pawlowski et al., 2020; Rodriguez-Ezpeleta et al., 2021).  

Ceci mène souvent à confondre l’ADN extrait de communautés avec l’ADNe dérivé de macro-

organismes, qui sont pourtant de natures très différentes et ne soulevant pas les mêmes 

problématiques. Ainsi, cette thèse se concentre exclusivement sur l’ADNe dérivé de 
macro-organismes, ou extra-organismes (Figure 2-1). 
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Figure 2-1 : Schéma conceptuel (a) des types d’ADN, organismal (correspondant à des organismes 
entiers) et extra-organisme. (b) Distribution de taille des particules d’ADNe capturées par divers outils 
d’échantillonnage couramment utilisés. 

2.2. L’ADNe issu de macro-organismes et son écologie  

Dans les écosystèmes aquatiques, l’ADNe dérivé de macro-organismes comme les 

poissons, les macro-invertébrés et les plantes, peut se présenter sous différentes formes ou 
états moléculaires, allant de cellules entières à des fragments d’ADN libres ou dissous 

(Figure 2-1). Ces molécules d’ADNe se diffusent dans les différents compartiments de 

l’écosystème et évoluent avec les conditions du milieu. Ainsi, la présence et la quantité 

d’ADNe à un instant et un endroit donnés dépendent à la fois des caractéristiques mêmes des 

molécules d’ADNe, mais aussi de leur dynamique au sein de l’écosystème. Quatre processus, 

que l’on peut regrouper sous le terme « d‘écologie de l’ADNe » proposé par Barnes & Turner 

(2016), constituent le cycle de vie de l’ADNe : (i) l’origine et la production d’ADNe par les 

organismes, (ii) les états (i.e. les différentes formes physiques des molécules d’ADN une fois 

relargué), (iii) le transport et (iv) la persistance des molécules d’ADNe (Figure 2-2). 

Comprendre ces processus permet d’une part de faire le lien entre les molécules d’ADN 

récoltées dans le milieu et les organismes dont elles proviennent, et d’autre part, d'inférer la 

présence d’organismes de manière fiable et précise en particulier pour une application en 

routine de l’ADNe. 
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Figure 2-2 : Les quatre éléments de l'écologie de l'ADNe tels que définis par Barnes et Turner (2016). 
(a) représente la production d’ADNe (origine probable et quantité) ; (b) son état dans l'environnement ; 
(c) sa distance de transport depuis son origine ; et (d) sa persistance. Figure tirée de Barnes et Turner 
(2016). 

2.2.1. Production et états des ADNe 

● Production de l’ADNe  

La production d’ADNe se réfère à la fois à l’origine biologique de l’ADNe, et aux quantités de 

molécules relarguées dans le milieu. L’ADNe peut provenir des organismes vivants via leurs 

déjections (Martellini et al., 2005), de l’excrétion de substance (e.g. mucus, Henley et al., 

2006), des cellules desquamées, ou encore des gamètes (Tsuji & Shibata, 2021). Il peut aussi 

provenir de la décomposition d’organismes morts (Merkes et al., 2014). La prédominance de 

chacune de ces sources d’ADNe dans un milieu aquatique est encore inconnue (Taberlet et 

al., 2018), et peut constituer un défi important pour caractériser les communautés en place. 

La quantité d’ADN produite a été essentiellement étudiée chez les poissons et les amphibiens. 

Les résultats montrent que ces organismes libèrent des quantités importantes d’ADNe, 

dépendantes en partie de la densité d’organismes dans le milieu et de leur biomasse (Doi et 

al., 2015; Lacoursière-Roussel et al., 2016).  
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Cependant, le manque d’informations sur les autres groupes biologiques, tels que les 

invertébrés, limite la généralisation des résultats à l'ensemble des organismes aquatiques. 

Les organismes plus petits et/ou présentant des métabolismes et morphologies éloignés des 

vertébrés sont susceptibles de relarguer des quantités d’ADNe plus faibles et d’être moins 

bien détectés comme le suggèrent les quelques études sur le sujet (Andruszkiewicz Allan et 

al., 2021; Moushomi et al., 2019; Zhao et al., 2021). 

● États des ADNe 

L’état de l’ADNe fait référence aux diverses caractéristiques physiques que peuvent prendre 

les molécules d’ADNe dans un échantillon environnemental : un morceau de tissu, une cellule, 

un fragment d’ADN libre … Certains d’entre eux pourraient être prédominants dans un milieu 

et plus ou moins sensibles à la dégradation selon leur niveau de protection (e.g. présence 

d’une paroi cellulaire). Mais ces aspects sont encore largement sous-évalués dans la 

littérature. Pour identifier les différents états de l’ADNe, des études ont procédé à la filtration 

séquentielle de volumes d’eau avec des filtres présentant des tailles de porosité 

décroissantes, et ont quantifié les particules d’ADNe récupérées sur chaque filtre. Les 

résultats montrent que les particules d’ADNe dérivées de poisson sont majoritairement 

supérieures à 10 μm (Jo et al., 2019; Turner et al., 2014; Wilcox et al., 2015). Ceci a conduit 

les auteur.ices à conclure que l’ADNe relargué dans l’eau, de manière générale, était 

principalement sous forme intracellulaire (1-10 μm ou plus), correspondant à des cellules 

entières ou des parties de tissus biologiques directement détachées ou excrétées par les 

organismes. Ces cellules ou tissus se dégradent ensuite pour atteindre plusieurs états 

intermédiaires (e.g. organites sortis de la cellule, des complexes nucléo-protéiques, de l’ADN 

adsorbé à des particules en suspension ou encore des fragments d’ADN libres ou dissous), 

avant de complètement disparaître.  
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2.2.2. Transport, sédimentation et adsorption 

Dans les milieux aquatiques, les particules d’ADNe peuvent être transportées horizontalement 

par le courant ou verticalement par sédimentation et/ou adsorption sur le substrat benthique 

(Shogren et al., 2017). L’ADNe peut donc être échantillonné à un endroit plus ou moins distant 

de l’organisme dont il est issu. En milieu lentique, le transport horizontal est relativement limité 

(< 100 mètres, Li et al., 2019; Shu et al., 2022), avec une déposition rapide probable des 

ADNe dans le substrat benthique (Fremier et al., 2019). Ainsi l’ADNe collecté dans les lacs et 

les étangs reflète en général la présence d’organismes sources proches. Néanmoins, les 

mouvements d’eau peuvent remettre en suspension l’ADNe précédemment stocké dans les 

sédiments, et entraîner la détection d’un organisme même si celui-ci n’est plus présent dans 

l'environnement (Shogren et al., 2017).  

En milieu lotique en revanche, les ADNe peuvent être transportés horizontalement sur de 

longues distances, allant de quelques mètres à des dizaines de kilomètres dans les rivières 

présentant un fort courant (Deiner & Altermatt, 2014; Nevers et al., 2020; Pont et al., 2018). 

Quel que soit le milieu considéré, l’ADNe peut aussi être retenu ou adsorbé sur des substrats, 

mais ces mécanismes sont encore très peu étudiés et leurs implications pour la détection des 

espèces sont largement méconnues. Les quelques études à ce sujet mettent en évidence une 

rétention rapide de l’ADNe sur des substrats tels que les sédiments et les biofilms développant 

sur des pierres (biofilms épilitiques) (Fremier et al., 2019, Shogren et al., 2017). Par ailleurs, 

il n’est pas impossible que l’ADNe s’adsorbe sur d’autres types de substrats tels que la 

végétation et les débris de bois. Le transport de l’ADNe fait l’objet d’actives recherches, et les 

résultats montrent que les facteurs tels que la morphologie du cours d’eau, la vitesse du 

courant et la saison jouent un rôle déterminant (Thalinger et al., 2021). Des approches de 

modélisation sont en cours de développement afin de mieux décrire la dispersion des ADNe 

et d’identifier les points d’échantillonnage optimaux pour détecter la présence des organismes 

(Andruszkiewicz et al., 2019; Carraro et al., 2020).  
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2.2.3. Persistance et dégradation 

Après la question de la distance à laquelle l’ADNe peut être transporté et détecté depuis 

l’organisme source vient celle de la durée à laquelle il reste détectable. Une fois produit, 

l’ADNe entame un processus de dégradation qui peut être plus ou moins long selon le 

compartiment de l’écosystème (eau, sédiments) et les conditions biotiques et abiotiques 
du milieu (pH, température, UVs). Dans la colonne d’eau, l’ADNe peut persister de quelques 
jours à plusieurs semaines (Barnes et al., 2014 ; Pilliod et al., 2014 ; Strickler et al., 2015a). 

Les auteurs concluent que cette fenêtre de détection relativement courte de l’ADNe offre une 

vision récente des communautés. À l’inverse, dans les sédiments, les ADNe peuvent être 

stockés beaucoup plus longtemps que dans la colonne d’eau et être le reflet de communautés 

plus anciennes. Par exemple, Neslon-Chorney et al., (2019) sont parvenus à reconstruire des 

populations de poissons vieilles de plus de 140 ans à partir d’ADNe issue de sédiments de 

lacs. Les mécanismes de préservation de l’ADNe dans ces différents compartiments et leurs 

intérêts pour la bioindication seront discutés plus en détail dans la section 2.3.  

Parmi les facteurs abiotiques, les UVs, le pH et la température de l’eau semblent influencer 

fortement la persistance de l’ADNe (Stewart, 2019). Par exemple, une étude en microcosme 

montre qu’une température moyenne de l’eau de 5 °C augmente la persistance de l’ADNe de 

10 à 53 jours comparé à une température de 30°C (Strickler et al., 2015). Les facteurs 

biotiques jouent également un rôle clé, comme la présence de micro-organismes pouvant 

dégrader l’ADN rapidement (Salter, 2018; Zulkefli et al., 2019). En outre, les caractéristiques 

intrinsèques des molécules d’ADNe sont aussi à considérer, mais le lien entre états des 

particules et persistance est encore peu exploré. Néanmoins, Mauvisseau et al., (2022) 

proposent des hypothèses pertinentes à ce sujet.  
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2.3. De l’échantillonnage à la description de communautés 
biologiques  

L’ADNe peut être échantillonné à partir de multiples matrices environnementales incluant 

notamment l’eau, les sédiments, les biofilms épilithiques (Rivera et al., 2021), les fèces, la 

glace, l’air. L’utilisation d’une ou l’autre de ces matrices dépend souvent des organismes ciblés 

et de l’objectif scientifique. Par exemple, l’extraction d’ADNe à partir de carottes de glaces 

sera plutôt utilisée pour retrouver de l’ADNe ancien appartenant à des communautés passées. 

Dans cette section seront présentées les matrices et méthodes d’échantillonnage utilisées, ou 

qui pourraient l’être, pour inventorier les communautés biologiques actuelles. 

● Eau 

L’eau est la matrice la plus utilisée pour détecter les espèces et les communautés biologiques. 

La filtration de volumes d’eau (typiquement 1-10 L) sur le terrain ou en laboratoire est la 

méthode la plus courante (Tsuji et al., 2019). Si elle n'est pas effectuée sur le terrain, la 

filtration doit être entreprise le plus rapidement possible (c'est-à-dire dans les 24 heures) pour 

garantir une récupération optimale de l’ADN.  

Elle nécessite le passage de l'eau à travers une membrane (filtre) qui capture l'ADNe, et 

permet d’augmenter la sensibilité de détection des taxons par rapport aux méthodes de 

précipitation et d'ultracentrifugation, restreintes à l’utilisation de faibles volumes d’eau (15–50 

ml) (Doi et al., 2017; Piaggio et al., 2014). Pour procéder à la filtration, les procédés et les 

dispositifs sont très variés (types de filtres, taille de la porosité de filtre), et il n’existe à priori 

pas de consensus sur le matériel et le protocole à utiliser. De plus, la filtration en elle-même 

est assez contraignante puisqu’elle requiert du matériel de pompage, des dispositifs de 

filtration encombrant et parfois difficile à transporter sur le terrain. Ces contraintes ont mené 

des équipes de recherche à développer des solutions de filtration autonome comme des 

robots filtreurs (Thomas et al., 2020; Yamahara et al., 2019, VigiBOAT; SPYGEN), ou des 

dispositifs clés en main plus simples à mettre en œuvre (Waterra eDNA Filters, Waterra USA 

Inc).  
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● Substrats biologiques 

D’autres solutions d’échantillonnage ont récemment vu le jour, comme l’utilisation de certains 

substrats biologiques pour collecter l’ADNe de manière passive, c'est-à-dire sans action 
mécanique de collecte de l’ADNe comme la filtration par exemple. L’usage de biofilms 

épilithiques pour collecter l’ADNe passivement a fait l’objet d'une thèse récente (Rivera, 2022). 

Les biofilms constituent un mélange de bactéries et d’algues unicellulaires, associées à une 

matrice polysaccharidique. Bien que les mécanismes d’accumulation d’ADNe dans les 

biofilms soient encore incertains, ils sont probablement liés à l’adsorption des molécules ADNe 

par interactions ioniques ou à l’utilisation de l'ADNe par les biofilms comme élément structurel 

(Montanaro et al., 2011). L’ADNe dérivé de macro-organismes s’accumule dans les biofilms, 

et peut être directement extrait à partir d’un sous-échantillon de biofilm suspendu dans de 

l’éthanol (Rivera et al., 2022). Dans la même lancée, Mariani et al., (2019) utilisent des 

éponges marines à partir desquelles ils extraient l’ADNe de macro-organismes marins. 

● Sédiments 

Les sédiments sont bien plus concentrés en ADNe que l’eau (Turner et al., 2015). En effet, 

ils sont connus pour accumuler l’ADNe à leur surface par un mécanisme d’adsorption, 

conférant aux ADNe une durée de vie pouvant être très supérieure à celle de l’ADNe dans 

l’eau. L’ADN au sens large peut être adsorbé sur divers composants des sédiments tels que 

l’argile, le quartz et l’hydroxyapatite (Grunenwald et al., 2014, Levy-Booth et al., 2007, Lorenz 

and Wackernagel, 1987). L’ADN s’adsorbe par le biais de liaisons ioniques faibles, telles que 

les interactions électrostatiques (Yu et al., 2013). Ces interactions se font majoritairement par 

le biais de cations inorganiques (Na+, K+, NH4+, Mg2+, Ca2+, Mn2+, Fe2+/3+, Al3+), qui 

relient la surface négative des minéraux aux groupements phosphates de l'ADN, eux aussi 

négatifs (Lorenz et Wackernagel, 1987). Bien que les mécanismes ne soient pas encore 

clairement compris, la conservation de l’ADN à long terme dans les sédiments serait due, en 

partie, aux conditions anoxiques réduisant la dégradation de l’ADN par les nucléases 

(Corinaldesi et al., 2008). L’échantillonnage de sédiments est conduit de préférence dans des 

lacs profonds, où les sédiments se déposent et ne sont pas constamment brassés. L’extraction 

d’ADN à partir de carottes sédimentaires profondes est très utilisée dans un contexte de paléo-

écologie afin de reconstruire des communautés anciennes (Parducci et al., 2017, Pedersen et 

al., 2015).  
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Néanmoins, les couches superficielles des sédiments peuvent contenir des ADN plus récents 

qui se sont déposés récemment et sont susceptibles de refléter la présence de communautés 

actuelles, bien que cette utilisation semble moins courante pour détecter les macro-

organismes. 

2.4. Détection des espèces à partir de l’ADNe  
Une fois extrait d’une ou plusieurs matrices, l’ADNe est utilisé le plus souvent pour deux 

objectifs: i) détecter des taxons cibles ou ii) détecter plusieurs taxons simultanément 
(Figure 2-3). Dans les deux cas, une étape d’amplification d’un fragment d’ADNe, permettant 

de le répliquer en milliers de copies afin qu’il soit majoritaire dans un échantillon. Pour cela, la 

technique d’amplification en chaîne par polymérase (Polymerase Chain Reaction, PCR) est 

utilisée et repose sur le processus de réplication d’un fragment d'ADN par une enzyme, la Taq 

polymérase. Le fragment ciblé (appelé amplicon) est amplifié grâce à l’utilisation d’amorces, 

c’est-à-dire des courtes séquences d’ADN, qui sont conçues pour cibler un taxon ou un groupe 

de taxons en particulier et sont nécessaires à l’initiation de la synthèse de la séquence d’ADN 

par la Taq polymérase. 

2.4.1. Détection de taxons cibles  

La détection d’une espèce cible à partir d’échantillons d’ADNe est une application courante 

(Rees et al., 2014), qui se concentre sur un seul taxon d'intérêt. Cette approche utilise des 

technologies basées sur la PCR précédemment décrite. La PCR quantitative (qPCR) ou PCR 

en temps réel est la plus fréquemment utilisée et permet simultanément d’amplifier l’ADN cible 

et de quantifier le nombre de copies initiales du gène ciblé dans un échantillon. La 

quantification s'effectue le plus souvent par l’ajout d’un colorant (SYBR Green) qui fluoresce 

lorsqu’il se lie à l’ADN double brin. La fluorescence émise est mesurée au cours de 

l’amplification et permet de mesurer la concentration d’ADN. Des technologies plus 

performantes ont récemment vu le jour comme la PCR Digitale en micro-compartiments 
(ddPCR), qui permet une quantification absolue de l’ADN à partir d’un échantillon fractionné 

en micro-gouttelettes. Pour utiliser l’une ou l’autre de ces approches, des amorces spécifiques 

à un taxon donné sont développées et amplifient un court fragment de son ADN, compris 

entre 50 et 150 paires de bases (pb).  
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Généralement, des ADN mitochondriaux (ADN-mt) comme le 16S sont ciblés, plutôt que 

nucléaires (ADN-nu), en raison du nombre élevé de copies par cellule, allouant une probabilité 

de détection plus élevée des ADN dégradés ou faiblement concentrés comme les ADNe. Ces 

approches sont particulièrement utilisées dans le domaine de la conservation des milieux 

aquatiques pour détecter des espèces envahissantes (Ardura et al., 2015, Crane et al., 2021), 

rares et/ou menacées (Jerde et al., 2011, Mauvisseau et al.,) à partir d’échantillons d’ADNe. 

Au-delà de la simple détection d'espèces cibles, ces technologies permettent d’étudier les 

processus liés à l’écologie de l’ADNe comme sa production, sa persistance ou encore les états 

moléculaires en quantifiant de manière précise la concentration d’ADNe cible. D’autre part, 

des études récentes mettent en évidence le potentiel de ces approches pour estimer 

l’abondance et la biomasse des espèces (Doi et al., 2017, Spear et al., 2021), information 

essentielle dans les programmes de surveillance environnementale. 

2.4.2. Détection multi-taxons : le metabarcoding de l’ADNe 

À la différence des méthodes ci-dessus qui permettent la détection d’une espèce à la fois, le 

metabarcoding permet de détecter et d’identifier plusieurs espèces simultanément à partir 

de l’ADNe extrait d’une matrice environnementale. Cette approche consiste à amplifier par 

PCR et à séquencer de courts fragments d’ADNe (barcodes, cf. section 1.5.2). Contrairement 

aux amorces utilisées en détection d’espèces cibles, les amorces utilisées en metabarcoding 

sont dites « universelles » et permettent d’amplifier plusieurs espèces appartenant à un groupe 

taxonomique ciblé. Néanmoins, ces amorces doivent être assez sélectives pour limiter 

l’amplification de groupes taxonomiques non cibles (Marques, 2020). Ainsi, la conception 

d’amorces pour le metabarcoding constitue un vrai défi (Coissac et al., 2012, Elbrecht & 

Leese, 2017, Piñol). Différents gènes sont couramment ciblés pour cette application selon les 

groupes taxonomiques, à savoir le gène COI (Cytochrome Oxidase I) pour les animaux 

(Hebert et al., 2003), les gènes rbcL et matK pour les embryophytes (plantes) (CBOL Plant 

Working Group 2009) et ITS pour les champignons (Nilsson et al., 2009). Pour les animaux, 

le COI a été proposé, car sa variation permet généralement une discrimination au niveau de 

l'espèce et il peut être amplifié par PCR à partir de la plupart des animaux. Les bases de 

données associées comptent désormais des millions de séquences d'ADN vérifiées sur le plan 

taxonomique. De fait, c’est le gène le plus largement utilisé pour le metabarcoding des 

animaux, moyennant certaines limites (Deagle et al., 2014, Piper et al., 2019).  
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Le séquençage de l’ADNe produit des milliers de lectures (« reads » en anglais) associées à 

chaque séquence d’ADN. Ces séquences appartiennent aux espèces du groupe taxonomique 

ciblé. Ces listes de séquences peuvent être « polluées » à la suite, entre autres, d’erreurs de 

PCR et de séquençage. Ne pouvant être utilisées en l’état, des protocoles d’analyse bio-

informatique sont appliqués afin de trier et filtrer les séquences erronées ou de mauvaise 

qualité. Ensuite, les séquences les plus semblables sont généralement regroupées entre elles 

sous forme d’OTUs (Operationnal Taxonomic Units). Les OTUs sont définies comme un 

groupe de séquences dont l'identité de séquence est supérieure à un seuil donné, souvent 

fixé à 97 % (Blaxter et al., 2005), et sont assimilés à une espèce.  

Figure 2-3 : Principales étapes de l'utilisation de l'ADNe pour la détection de communautés biologiques. 
Après échantillonnage, l'ADNe est soit extrait directement de la matrice naturelle soit cela nécessite 
une étape de pré-traitement (e.g. tamisage, filtration). L’ADNe extrait peut être utilisé pour détecter des 
taxons cibles (qPCR, ddPCR) ou séquencé pour décrire des communautés entières. Ensuite, les 
données sont nettoyées à l’aide d’un traitement bio-informatique avant d’être analysées. 
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D’autres méthodes existent et ne sont pas basées sur le regroupement des séquences par un 

pourcentage d’identité comme par exemple, les Amplicon Sequence Variants (ASV) 

(Glassman & Martiny 2018). Un ASV est, simplement, une séquence d’ADN unique obtenue 

après une étape de correction des erreurs de PCR et séquençage (ou « denoising »). Cette 

approche présente l’avantage de sauvegarder un nombre élevé de séquences, qui diffèrent 

parfois de quelques nucléotides, et également de comparer les séquences d’une étude à 

l’autre. In fine, les OTUs ou les ASV sont assignés à une espèce (ou taxon) à l’aide d’une 

base de référence contenant les séquences d’espèces. Si une séquence correspond à une 

espèce non représentée dans la base de données, il n’est pas possible de lui assigner un nom 

d’espèce. À la fin de ce processus, une matrice comprenant la liste des taxons avec un nombre 

de lectures de séquence associées est obtenue. 

3. Potentiels et défis liés à l’utilisation de l’ADNe  
L’échantillonnage et l’analyse de l’ADNe présentent de nombreux avantages (e.g. non-invasif, 

rapidité, identification jusqu’à l’espèce) et se présentent comme une alternative prometteuse 

pour la bioindication. Néanmoins, certains défis à la fois fondamentaux et méthodologiques 

limitent la portée de l’application de l’ADNe pour la détection de communautés bioindicatrices, 

notamment dans les masses d’eau particulières. Les sections qui suivent explorent plus en 

détail l’apport de l’ADNe pour le suivi des communautés bioindicatrices et les défis qui lui sont 

associés. 

3.1. Apports de l’ADNe en milieux complexes et dynamiques 

L’échantillonnage de l’ADNe par le biais de différentes matrices naturelles (eau, sédiments, 

biofilms) permettrait d’accéder à la biodiversité de milieux dans lesquels la bioindication 
est difficile dû à leur manque d'accessibilité ou à leurs conditions environnementales 

particulières. C’est le cas par exemple des habitats qui s’assèchent une partie de l’année (e.g. 

rivières intermittentes, mares temporaires), des habitats profonds (Brandt, 2020) et de 

nombreux milieux souterrains difficilement accessibles (Malard et al., 2022, West et al., 2020 

voir annexes). Par exemple, certaines matrices naturelles permettraient d’accéder à la 

biodiversité en période d’assèchements dans les rivières intermittentes par le biais de matrices 

prélevables même sans écoulement apparent de l’eau (e.g. biofilms, sédiments).  



 

28 

 

Comme l’ADNe peut être transporté par le courant (section 2.2.2), il pourrait fournir des 

informations sur les communautés et les écosystèmes avec une résolution spatio-
temporelle plus large. Ceci offrirait une prise en compte plus intégrative de certains 

écosystèmes dynamiques, présentant notamment différentes mosaïques d’habitats (e.g. 

rivières intermittentes). Enfin, l’identification taxonomique plus fine associée au metabarcoding 

de l’ADNe permettrait de décrire des organismes difficiles à identifier à partir des traits 

morphologiques (e.g. juvéniles, larves, ou forme de résistance), de distinguer des espèces 

proches qui sont sous-évaluées en bioindication tout en répondant de manière sensible à 

différents facteurs de stress. Ainsi, l’ADNe pourrait élargir l’éventail de taxons 
bioindicateurs, en prenant en compte à la fois de nouveaux bioindicateurs et des taxons déjà 

ciblés en bioindication, mais qui ne sont pas utilisés à leur plein potentiel (e.g. macro-

invertébrés). Ceci pourrait permettre notamment de mieux discriminer les différentes sources 

de perturbations dans les milieux subissant de multiples stress. 

3.2. Défis limitant l’application de l’ADNe  

Depuis plusieurs années, des efforts considérables ont été réalisés pour fiabiliser, intercalibrer 

et rendre accessibles les méthodes basées sur l’ADN dans leur ensemble, c’est-à-dire la 

détection des communautés via l’ADN « bulk » (ADN extrait à partir d’homogénat des 

communautés capturées) et l’ADNe (relargué par les organismes dans l’environnement). Des 

consortiums et groupes de travail internationaux tels que la costAction DNAquanet en 
Europe (Leese et al., 2018, Weigand et al., 2017, Bohman et al., 2021) et le Western Regional 

Panel Annual Meeting aux États-Unis ont été mis en place pour intégrer ces méthodes dans 

les suivis routiniers de bioindication. Ces travaux d’envergure mettent en avant l’énorme 

potentiel des méthodes basées sur l’ADN pour le suivi des communautés biologiques. 

Néanmoins on observe une différence assez marquée dans la vitesse de déploiement entre 

le suivi des communautés par l’ADN « bulk » et l’ADNe. Pour ce dernier, le passage de 

l’échantillonnage des communautés à une méthode de détection non-invasive et indirecte 

amène un lot d’incertitudes qui questionnent sur la réelle pertinence de l’ADNe pour la 

bioindication, en particulier dans les milieux complexes et dynamiques. À cela s’ajoutent des 

biais et difficultés inhérentes à l’utilisation de l’ADNe, tels que le risque de contaminations, qui 

sont synthétisés par plusieurs auteurs (Beng et al., 2020, Hansen et al., 2018).  
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Les défis liés à l’implémentation de l’ADNe pour la bioindication, en particulier dans les milieux 

complexes et dynamiques sont détaillés ci-après. 

Défi 1 : Une compréhension partielle de l’écologie de l’ADNe. 

Nous manquons d’une compréhension claire de l’écologie de l’ADNe (production, états, 

persistance, transport). À ce jour, les recherches se sont principalement concentrées autour 

des vertébrés (en particulier les poissons) et des milieux déjà ciblés par la bioindication comme 

les étangs et les lacs (e.g. Eichmiller et al., 2014, Hãnfling et al., 2016, Lawson Handley et al., 

2019), ainsi que les cours d’eau pérennes (e.g. Deiner & Altermatt, 2014; Thalinger et al., 

2021). Dans ce contexte, les connaissances acquises sont d’un côté difficilement transférable 

aux autres groupes biologiques pourtant ciblés par la bioindication, tels que les macro-

invertébrés ou les macrophytes, et de l’autre, aux masses d’eau particulières. En effet, il est 

peu probable que les organismes libèrent des quantités égales d'ADN dans l'environnement 

et que l'ADN de différentes sources se dégrade à vitesse équivalente, même dans des 

conditions environnementales similaires. C’est d’ailleurs ce que laissent entrevoir les quelques 

études à ce sujet qui montrent par exemple que l’ADNe de certains macro-invertébrés est 

présent en très faible quantité dans le milieu, et semble être sous des états différents de celui 

des poissons ou des amphibiens (Dapnia magna; Moushomi et al., 2018, Zaho et al., 2021). 

Actuellement, le nombre d’espèces considéré dans ce type d’étude est encore trop peu 

nombreux pour (i) comprendre les mécanismes de production de l’ADNe et (ii) pour évaluer la 

capacité de l’ADNe à détecter l’ensemble des groupes biologiques ciblés en bioindication. 

Défi 2 : Pertinence du signal d’ADNe pour la bioindication. 

En lien direct avec l’écologie de l’ADNe, la fiabilité et la pertinence du signal spatio-
temporel fourni par l’ADNe pour la bioindication sont encore incertaines. En 

bioindication, on peut chercher à la fois à estimer les changements de composition des 

communautés soumises à des perturbations localement (e.g. pollution), et à évaluer l’état 

global de l’écosystème sur une plus large échelle (en augmentant spatialement 

l’échantillonnage). En milieux lotiques, si l’ADNe fournit un signal congruent avec les 

inventaires obtenus par capture des organismes à un niveau local, ceci peut-être plus 

complexes dans les systèmes lentiques. Dans ces milieux, l’ADNe peut être transporté sur 

plusieurs kilomètres depuis sa source (section 2.2 



 

30 

 

.2) et détecté des organismes dans un rayon plus large que le point de prélèvement considéré. 

De plus, les matrices d’échantillonnage étant de natures très variées (e.g. eau, sédiments, 

biofilms), elles intègrent probablement un signal d’ADN différent. Par exemple, un échantillon 

d’eau devrait contenir des ADNe récemment relargués par les organismes, et être un bon 

proxy pour refléter la présence de communautés à court terme (i.e. quelques jours à quelques 

semaines). Cependant, elle peut intégrer des ADNe d’écosystèmes adjacents ou situés plus 

en amont, ainsi que des ADN exogènes. À l’inverse, les substrats fixés tels que les sédiments 

et les biofilms sont susceptibles de fournir à la fois une information spatiale plus locale et 

une résolution temporelle plus large (de quelques jours à plusieurs centaines de milliers 

d’années). Dans les milieux présentant des conditions hydrologiques variables comme les 

rivières intermittentes, ceci rajoute une complexité supplémentaire, car l’ADNe accumulé dans 

les différentes matrices (sédiments, biofilms) peut être resuspendu après des crues ou le 

brassage avec le courant, ou encore dégradé lorsque le cours d’eau s’assèche. Néanmoins, 

la pertinence de l’ADNe pour ce type de milieu, et en particulier dans un cas concret de 

bioindication (e.g. étude d’impact ou évaluation de l’état écologique) n’a jamais été testée à 

ma connaissance. 

Défi 3 : Absence de standards pour l’échantillonnage et l’analyse 

Malgré la multitude de protocoles d’échantillonnage de l’ADNe développée en eau douce, 

aucun ne peut actuellement être appliqué à l’ensemble des écosystèmes. En effet, quelle que 

soit la méthodologie (e.g. filtres disposés sur des entonnoirs, robots filtreurs), la filtration d’eau 

n’est pas adaptée dans certains environnements où l’eau est par exemple trop turbide pour 

être filtrée et entraîne une obstruction très rapide des filtres (Kumar et al., 2022, Williams et 

al., 2017). Le prélèvement d’eau de manière générale et parfois difficile du fait de la 

configuration du milieu, ou par définition impossible lorsque le cours d’eau est asséché. De 

plus, les autres matrices d’échantillonnage telles que les sédiments, les biofilms épilithiques 

ou les éponges ne sont pas toujours disponibles et prélevables selon les milieux. En l’état, ces 

protocoles semblent sous optimaux pour la bioindication des habitats complexes et 

dynamiques.  

Pour résumer, l’application de l’ADNe à la bioindication se heurte à (i) un manque de 
connaissances fondamentales sur l’ADNe et son évolution dans les milieux aquatiques, 

et (ii) des contraintes méthodologiques (en particulier liées à l’échantillonnage) qui 
entravent l’usage de l’ADNe dans les milieux complexes et dynamiques. 
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3.3. Les rivières intermittentes : un modèle pour tester 
l’applicabilité de l’ADNe dans un milieu dynamique

Les rivières intermittentes (RIs) sont des cours d’eau qui cessent de s’écouler ou s’assèchent 

périodiquement sur un ou plusieurs tronçons. Bien qu’elles soient ignorées des politiques de 

gestion (Acuña et al. 2014, Skoulikidis et al. 2017), ces rivières représentent plus de la moitié 

des rivières mondiales (Datry et al., 2014, Messager et al., 2021). Le nombre et la longueur 

des RIs sont amenés à s'accroître en réponse au réchauffement climatique et à la demande 

croissante des besoins en eau (Cigizoglu et al. 2005, Döll & Schmied 2012). Les RIs peuvent 

présenter une variété de conditions hydrologiques qui évoluent dans le temps et dans 

l’espace, incluant des habitats lentiques, lotiques et des habitats que l’on peut considérer 

comme terrestres pendant les phases d’assèchement (Datry et al., 2017). 

Figure 3-1: Photos de la rivière de l'Albarine (Ain, France) à différents niveaux d'écoulement. Photos : 
H. Verdier.

Elles sont affectées, au même titre que les rivières pérennes (qui s’écoulent en permanence), 

par des impacts anthropiques (pollution, altérations hydromorphologiques, invasions 

biologiques). La détection de ces impacts dans les RIs constitue un défi, car la fiabilité des 

méthodes de bioindication est généralement incertaine pour ces systèmes dynamiques, 

présentant déjà un stress hydrologique (Chiu et al., 2017 ; Stubbington et al., 2018). 
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Des études récentes montrent que, dans la plupart des cas, les méthodes de bioindication 

sont inopérantes (Crabot et al., 2020, Soria et al., 2020). En effet, la qualité écologique des 

cours d’eau intermittents s'appuie généralement sur des méthodes développées pour les 

systèmes pérennes qui ne prennent pas en compte la biodiversité de ces habitats et leur 

résistance aux assèchements (e.g. forme de résistance), de même que la variabilité spatio-

temporelle des conditions hydrologiques. Ainsi, les RIs apparaissent comme un modèle 

approprié pour tester la capacité des méthodes basées sur l’ADNe à répondre aux enjeux de 

la bioindication actuelle : détecter des perturbations anthropiques et évaluer l’état écologique 

des milieux complexes et dynamiques. 

4. Objectifs et structure de la thèse 
Cette thèse propose de lever certains défis fondamentaux et méthodologiques qui freinent le 

déploiement de l’ADNe à la bioindication, en mettant l’accent sur les milieux complexes et 

dynamiques. Les trois principaux objectifs de cette thèse sont : (1) d’apporter des 
connaissances fondamentales sur l’ADNe et son écologie, (2) de développer un outil 
d’échantillonnage passif, facile à utiliser et standardisable à un large éventail de milieux 
aquatiques et (3) d’évaluer la capacité de l’ADNe issu de différentes matrices 
d’échantillonnage à détecter une perturbation anthropique en rivière intermittente.  

La suite de ce manuscrit de thèse se structure en trois chapitres (Chapitre II à IV), 

correspondant aux trois objectifs précédemment exposés, présentés sous forme d’article. Le 

manuscrit se termine par un cinquième chapitre de discussion et de perspectives.  

Le chapitre II est une étude fondamentale réalisée en microcosmes, visant à quantifier la 
production et identifier les états des ADNe relargués dans l'eau par des taxons 

représentatifs des milieux d’eau douce, éloignés phylogénétiquement. Plus particulièrement, 

l’objectif de cette expérience est d'investiguer l’influence de paramètres clés à savoir (i) l’effet 

du taxon ciblé, (ii) l’effet du compartiment génétique d’origine (i.e. mitochondrial ou nucléaire), 

(iii) le moment d’échantillonnage sur la production d’ADNe, l'état des particules et leur 

prédominance au sein d’un échantillon d’eau. 
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Le chapitre III présente le développement et le test d’un capteur passif comme outil 
d'échantillonnage de l’ADNe. Imprimés en 3D à partir d’une résine en hydroxyapatite, les 

capteurs développés reposent sur la propriété des minéraux à adsorber l’ADN et à le protéger 

contre la dégradation. Cette étude présente le concept et la fabrication des capteurs, suivi de 

leur test en microcosmes et en milieux naturels pour capturer de l’ADNe provenant de macro-

organismes (i.e. des isopodes d’eau douce). Pour finir, seront discutées leur réplicabilité et les 

pistes d’amélioration possible. 

Le chapitre IV est une étude exploratoire in situ visant à appliquer l’ADNe en dans un milieu 
présentant à la fois des pressions anthropiques (pollutions chroniques) et un stress lié 
à l’assèchement (rivière intermittence). L’objectif est de tester la capacité de plusieurs 

matrices d’échantillonnage de l’ADNe (capteurs passifs précédemment développés, l’eau, les 

sédiments) à détecter une perturbation anthropique (pollution) dans une rivière intermittente, 

et comparer les résultats obtenus avec l’approche conventionnelle de bioindication 

(morphologie) à partir de communautés d’invertébrés benthiques.  

Le chapitre V dresse (i) une discussion générale des résultats et leurs implications pour la 

bioindication, (ii) une conclusion et des recommandations opérationnelles et (ii) des pistes de 

travail pour approfondir les connaissances sur l’ADNe et son applicabilité. 
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Tableau 6-1: Indices biotiques utilisés pour la bioindication. 

6. Annexe I
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1. Résumé  
Détecter des organismes aquatiques par l’ADNe qu’ils émettent dans l’environnement requiert 

des connaissances sur « l’écologie » de l’ADNe, à savoir son taux de production, son état et 

sa taille (intra ou extra-cellulaire), sa persistance et son transport. Jusqu'à présent, les 

recherches se sont concentrées essentiellement sur les vertébrés et leur ADNe mitochondrial, 

rendant ces résultats difficilement transférables aux autres groupes biologiques comme les 

macro-invertébrés, pourtant essentiels en bioindication. En effet, il est probable que les 

caractéristiques des particules d'ADNe varient fortement entre les espèces aquatiques et les 

compartiments génétiques, avec des conséquences directes sur la détection des espèces. Ce 

chapitre, présenté sous la forme d’un article qui sera prochainement soumis dans la revue 

Environmental DNA, se propose d’étudier deux paramètres clés liés à l’écologie de l’ADNe : 

la production (origine et quantité) et les états (caractéristiques physiques) des particules 

émises dans l’eau.  

Par le biais d’une expérience en microcosmes, nous avons comparé la concentration d'ADNe 

mitochondrial et nucléaire et l’état des particules émises par quatre taxons aquatiques 

éloignés phylogénétiquement : des poissons zèbre, des têtards de grenouille verte, des 

isopodes et des mollusques. Des échantillons d’eau ont été prélevés à différents temps après 

l’ajout des organismes dans les microcosmes (après 7,14 et 21 jours), puis filtrés à travers 

une série de filtres à porosité décroissante (allant de 0,2 à 8 μm). Cette méthode permet de 

séparer les particules d’ADNe par leur taille en les piégeant sur des filtres, et permet d’inférer 

indirectement l’état des particules. Par exemple, on peut supposer que des particules d’ADNe 

piégées sur le filtre à 8 μm sont plutôt de grandes tailles, et correspondent probablement à 

des cellules entières ou morceaux de tissus détachés des organismes (ADNe intracellulaire). 

Nous avons quantifié l'ADNe récolté fraction de taille par qPCR ciblant un gène nucléaire 

(ITS2) et un gène mitochondrial (16S).  

Les résultats montrent que le taux de production et la taille des particules d'ADNe varient 

fortement entre les taxons, selon le compartiment génétique ciblé et, dans une moindre 

mesure, avec le moment d’échantillonnage. Ainsi, la production d’ADNe semblerait liée à des 

facteurs plus complexes que l’abondance et la densité d’organismes dans l’eau, tels que le 

métabolisme ou la physiologie des organismes.  
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En effet, à biomasse équivalente, les isopodes ont produit des quantités nettement inférieures 

(jusqu’à 1000 fois moins) à celles des autres taxons étudiés (mollusque, poisson, amphibien). 

Toutefois, en ciblant l’ADNe d’origine nucléaire, les quantités d’ADNe sont plus importantes 

et pourraient fournir une meilleure détection de ces taxons. Nous avons également observé 

une variabilité temporelle de la concentration des particules de l'ADNe et de leur état, en 

particulier avec l’ADNe d’origine nucléaire. En effet, nous avons observé une accumulation de 

petites particules d’ADNe au cours du temps. Ceci indique un lien complexe entre états, 

origine génomique (nucléaire ou mitochondriale) et persistance des particules d’ADNe dans 

l’environnement. Mis ensemble, ces résultats conduisent à repenser la manière 

d'échantillonner et d'analyser les données relatives à l'ADNe, en particulier pour les 

organismes qui libèrent de l'ADN en très petites quantités et tailles de particules, comme les 

isopodes.  
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2.1. Abstract 

Analysis of eDNA production and particle size distribution (PSD) is essential to understand 

the origin, state and dynamics of eDNA molecules in aquatic ecosystems. To date, research 

has focused on vertebrates and their mitochondrial eDNA. However, it is likely that the 

characteristics of eDNA molecules vary greatly between species and genetic compartments, 

with direct consequences for species detection. Using an indoor tank experiment, we 

compared the rate of mitochondrial and nuclear eDNA production and PSD of four distinct 

aquatic taxa (zebrafish, tadpole, isopod and mollusc). The tank water was sampled repeatedly 

and filtered through a series of filters with decreasing porosity. We quantified mitochondrial 

and nuclear eDNA at each size fraction by qPCR targeting a nuclear gene (ITS2) and a 

mitochondrial gene (16S). We found that the rate of production and the size of DNA particles 

varied greatly between taxa, possibly linked to functional traits and genetic compartments. We 

also observed temporal variability in the concentration and PSD of eDNA, particularly when 

targeting nuclear eDNA. These results lead to a rethinking of how to sample and analyse 

eDNA data, particularly for organisms that release eDNA in very small quantities and particle 

size such as isopods.   

2.2. Introduction 

Aquatic macro-organisms release DNA molecules into their environment, which are termed 

environmental DNA (eDNA). About a decade ago, eDNA sampling and analysis emerged as 

a non-invasive and sensitive approach to infer the presence of species (Ficetola et al., 2008; 

Jerde et al., 2011). Rapid methodological development in the field including sampling and 

extraction protocols, and analytical technologies (i.e. high-throughput sequencing, quantitative 

PCR and droplet digital PCR) have democratised the use of eDNA to study biodiversity. In 

freshwater ecosystems, eDNA has been frequently sampled from water to detect rare, 

threatened or invasive species (Biggs et al., 2015; Takahara et al., 2013; Thomsen et al., 

2012) and to describe whole communities (Deiner et al., 2017). As the list of successful 

applications continues to grow, important international efforts have recently been made to 

standardise eDNA-based methods (Bruce et al., 2021) and integrate them into monitoring 

frameworks (Leese et al., 2018; Loeza Quintana et al., 2020; Pilliod et al., 2019). 
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Despite its expanding use, we lack fundamental knowledge about the ecology of eDNA - its 

release, state, transport and persistence in an ecosystem (Barnes & Turner, 2016). These 

processes control the amount of eDNA at a given time and location, and ultimately determine 

our ability to use an eDNA signal to infer the presence of a given species. So far, studies have 

mainly focused on the transport (Deiner & Altermatt, 2014; Fremier et al., 2019; Jane et al., 

2015; Shogren et al., 2017) and persistence (Barnes et al., 2014; Harrison et al., 2019; 

Sansom & Sassoubre, 2017) of eDNA in relation to environmental conditions. Water eDNA 

molecules can be transported from a few meters from its source to several kilometers, and 

persist from hours to a month (Sansom & Sassoubre, 2017; Seymour et al., 2018; Tsuji et al., 

2017). While transport and persistence were found to be correlated with environmental factors 

(e.g. hydromorphology, season, Troth et al., 2021), these studies also suggested that eDNA 

itself is a mixture of complex and heterogeneous molecules (Shogren et al., 2019). 

eDNA production and states, i.e. the physical forms of eDNA molecules after being shed by 

organisms, are two fundamental aspects in understanding and interpreting eDNA signals. 

Together with the rate of degradation, the rate of eDNA production determines the amount of 

DNA of a given species in the ecosystem. It has been established that eDNA production 

covaries with organism biomass (Maruyama et al., 2014) and is influenced by environmental 

factors such as temperature (Jo, Murakami, et al., 2019; Lacoursière-Roussel et al., 2016). 

The production of eDNA is often estimated on a global level without taking into account the 

possible co-production and co-existence of different states and forms of eDNA molecules. 

Conceptually, eDNA is a pool of DNA molecules of varying states ranging from intracellular 

DNA (e.g. contained in tissues or cells) to extracellular DNA (e.g. organellar DNA, single or 

double stranded DNA fragments; (Mauvisseau et al., 2022).  

Depending on their state, eDNA particles may have different structure, size and weight, and 

thus specific spatio-temporal dynamics (Harrison et al., 2019; Jo, Arimoto, et al., 2019; Nagler 

et al., 2018). For example, heavier intracellular eDNA molecules could rapidly settle to the 

bottom of the water column and become undetectable (Turner et al., 2014). Conversely, 

smaller particles such as mitochondria or free DNA fragments could be further subject to 

dispersion. Finally, the persistence of eDNA molecules in the environment depends on their 

states once produced. For example, membrane-protected eDNA particles (e.g. mitochondria 

or cells) remain intact longer than eDNA in free forms such as extracellular fragments 

(Harrison et al., 2019).  
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Overall, these results demonstrate the importance of improving the fundamental knowledge 

of eDNA states to understand their spatio-temporal dynamics for application in routine 

biomonitoring (Jo et al., 2021).  

One way to study the state of eDNA is to analyse eDNA particle size distribution (PSD). By 

sequentially filtering a volume of water through membranes with decreasing pore size, eDNA 

molecules are separated by size and then quantified. From these estimates, we can then infer 

the PSD as a proxy of eDNA states (i.e. proportion of intracellular, organellar or extracellular). 

So far, eDNA PSD analyses have been mostly done on teleosteans (Barnes et al., 2021; Jo, 

Arimoto, et al., 2019; Turner et al., 2014; Wilcox et al., 2015) and show a similar pattern 

between teleostean species. Although eDNA particles are present in different states and 

cellular structures, particles between 1-10 μm or larger predominate. This suggests that 

teleostean eDNA is mainly in intracellular form (i.e. tissue or whole cells). However, due to 

many biological differences –biomass, metabolism, respiration, reproduction, …–, it is 

possible that other aquatic taxa release eDNA at different concentrations and states. 

Moushomi et al. (2019) were the first to analyse eDNA PSD for an organism different than a 

fish: the cladocera Daphnia (Daphnia magna Strauss 1820). They found that Daphnia eDNA 

particles were smaller than those obtained with teleostean, suggesting that the eDNA PSD 

may vary extensively between taxa. To test this hypothesis, Zhao et al., (2021) analysed the 

eDNA PSD and their degradation for three aquatic taxa simultaneously (a fish, a snail and 

daphnia) and concluded that the three taxa release eDNA in different PSD. Altogether, these 

first results show that the PSD is highly taxa-dependent and reinforces the need to conduct 

similar experiments with other organisms with contrasting anatomies and physiologies.  

Most eDNA PSD analyses have only considered mitochondrial DNA (mt-DNA). Historically, 

mt-DNA has been widely used in DNA-based approaches due to i) its presence in multiple 

copies per cell, increasing the probability of mt-DNA detection and ii) the large amount of mt-

DNA sequences in databases especially for macroorganisms (e.g. MitoFish; Iwasaki et al., 

2013), increasing the chance of taxonomic affiliation in metabarcoding studies. However, 

some authors suggested that using nuclear markers can increase the yield and the 

detectability of eDNA, and therefore be very useful to detect eDNA at very low 

concentration(i.e. < 100 target DNA copies/reaction; Ellison et al., 2006). For example, Jo et 

al. (2019) showed that nuclear DNA (nu-DNA) was more concentrated at a certain eDNA 

particle size than mt-DNA and allowed better detection of Jack Mackerel.  
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Although nu-DNA showed promising results, its production and states are probably very 

different from mt-DNA and further investigation is needed to evaluate its potential (Foran, 

2006; Minamoto et al., 2017). Altogether, the joint analysis of nu- and mt-eDNA production 

and PSD for a diverse set of aquatic taxa is warranted to propose robust and sensitive eDNA 

biomonitoring tools.  

We conducted a tank experiment to explore the state of nuclear and mitochondrial eDNA 

released by taxonomically distant species over time. To do this, we selected four model taxa 

with contrasting lifestyles and physiologies: zebrafish (Danio rerio), a tadpole (Rana 

ridibunda), an aquatic snail (Physa acuta) and an isopod (Asellus aquaticus). We sequentially 

filtered water samples at three sampling times (after 7, 14 and 21 days) with filters of 

decreasing pore size (8 μm - 1.2 μm - 0.6μm - 0.2μm) and precipitated the filtered sample to 

recover eDNA particles below 0.2 μm. We quantified eDNA from each size fractions by 

targeting a mitochondrial gene (16S) and a nuclear gene (ITS2) by quantitative PCR (qPCR). 

We hypothesised that taxa, genetic compartment (mt-eDNA or nu-eDNA) and sampling timing 

influence i) the eDNA concentration and ii) the eDNA particle size distribution. 

2.3. Materials and methods 

2.3.1. Model species 

To explore the influence of taxa, genetic compartment and sampling timing on eDNA 

production and PSD, we conducted an indoor tank experiment at the University of Lyon 1 (69, 

France), from November to December 2021. We chose four freshwater species easy to 

maintain in laboratory conditions with contrasted physiology, leading probably to different 

eDNA production and PSD: adult zebrafish (Danio rerio), green frog tadpoles (Rana 

ridibunda), snail (Physa acuta) and isopods (Asellus aquaticus). Zebrafish and tadpoles were 

purchased on specialised farms, the Plateau de Recherche Expérimentale de Criblage In Vivo 

(IGFL, France) and François production (Pierrelate, France), respectively. Snails and isopods 

were sampled in October 2021, from two freshwater ponds located in an urban area (45 

°81’28’’ N, 4 °96’48’’ E, 700 m2 and 45 °78’01’’ N, 4 °86’79’’ E, 440 m2, France, respectively). 

In each species, we chose individuals with equivalent sizes to limit variation in eDNA release 

due to biomass. Animals were acclimated to laboratory conditions during seven days prior to 

the experiment.  
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2.3.2. Experimental setup

For each taxa, three tank experiments were simultaneously run as replicates. A tank contained 

one taxa only for a total of 12 tanks (Fig. 2-1). The fish tanks and tadpole tanks were placed 

in the same climate controlled-room, on a platform dedicated to the breeding of vertebrates 

(ACSED, France) while snails and isopods were kept in two other separate climate-controlled 

rooms (University of Lyon, 69, France). Each glass tank (25 x 20 x 40 cm) contained 20 

L of osmotic water, oxygenated with aquarium bubblers and with a constant 

temperature of 28°C 2°C for zebrafish, 22°C 2°C for tadpoles and 21°C 2°C 

(mean SD) for snails and isopods and a 12 h daylight cycle. As the taxa have very 

different biomass per individual, we calculated for each taxon the density needed to 

reach an equivalent biomass between the tanks. The density of individuals were: 10 

individuals per fish tank, 20 individuals per tadpoles tank, 100 individuals per snails 

tank and 150 individuals in isopods tank. This experiment was approved by the Comité 

en expérimentation animale de l’université Claude Bernard Lyon I (CEEA-55, 

agreement no. DR2020-34v2).

Figure 2-1: Experimental design
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2.3.3. eDNA sampling  

We collected eDNA from the tanks at three repeated sampling times: 7 days, 14 days and 21 

days after the start of the experiment. As the eDNA concentration is known to peak during the 

first few days of animal acclimation (Maruyama et al., 2014; Sansom & Sassoubre, 2017), 
the first sampling was performed on day 7 in order to reach the eDNA concentration at 

equilibrium. Then, since eDNA is a molecule sensitive to degradation, performing three 

sampling times allowed us to estimate the repeatability of eDNA quantification and PSD 

analysis. At each time point, we collected three 250 mL water samples per tank from the top 

to the bottom of the water column with a Pipet-Aid ® controller (Poly Labo, Paul Block & Cie, 

France) and single-used serological pipettes. Water volumes within tanks were kept constant 

by adding 750 mL of osmotic tap water after each sample collection. Water samples were 

transferred in 500 mL glass sterilised bottles. Immediately after sampling, water samples were 

filtered in a laminar flow hood (Noroit, H-BOX, France) at the ACSED platform (University of 

Lyon, France) using a glass vacuum filtration device (Merck Millipore, Germany). Water 

samples were sequentially filtered on filters with four decreasing porosities (8, 1.2, 0.6 and 0.2 

μm μm pore size, MCE Membrane, Merck Millipore, Germany). Filters were placed into 5 mL 

LoBind ® eppendorf tubes and stored at -80 °C until extraction. A volume of 14 mL of the 

remaining water fraction filtered at 0.2 μm was directly precipitated by adding 35 mL of 96% 

ethanol, 1.4 mL of 3 M sodium acetate and 10 μL of glycogen in 50 mL falcon tubes. The tubes 

were incubated for three days at -80 °C.  

2.3.4. eDNA extraction 

DNA from filters was extracted using a modified protocol of the DNeasy Blood and Tissue kit 

(Qiagen ™ DNA Blood and Tissue kit). Briefly, 500 μL of ATL buffer and 40 μL of proteinase 

K were added into each 5 mL tubes containing filters, vortexed 15 sec and incubated at 56 °C 

in a shaking water bath (Memmert GmbH + Co.KG, WB 14, Schwabach, Germany) at 150 

rpm for 48 hours. After incubation, 400 μL of AL buffer and 400 μL of ethanol 96% were added 

into the tubes and vortexed 15 sec. Next steps were done following manufacturer’s 

recommendations. The precipitated samples, after incubation at -80 °C, were centrifuged at 

1200 rpm for 35 minutes at 4 °C. The pellets obtained were resuspended in 100 μL of 1 X TE 

buffer and extracted with a commercial kit (Qiagen ™ DNA Blood and Tissue kit). Extracted 

DNA samples were placed at -4 °C before quantification.  
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2.3.5. Prevention of contamination 

Before the experiment, tanks, sampling and filtration material (e.g. glass bottles, filtration 

devices) were decontaminated with 5% bleach (  2%), rinsed with osmosis water followed 

by a 15-min ultraviolet light (UVs) treatment. The species were placed in different rooms and 

the tanks were spaced 50 cm apart and covered with aluminium paper to protect the water 

from evaporation, and punctured using sterilised tweezers for aeration. Individuals were fed 

each day with non-animal food to control for potential eDNA input resulting from feeding. 

Excess food was removed 30 minutes after feeding with nets decontaminated with 5% bleach. 

Finally, extraction procedure from filters and precipitates was carried out in a flow-hood 

reserved to very low DNA concentration and decontaminated with 5% bleach and followed by 

a 15-min UVs treatment.  

2.3.6. Negative controls 

To trace potential contamination, we have set up four types of contamination controls: 1) 

experimental controls corresponding to four glass tanks containing osmotic water without 

target eDNA and placed in each climate-controlled room, 2) filtration and precipitation controls 

corresponding to sterile water that was filtered and precipitated with the same equipment and 

protocols than eDNA samples, 3) extraction controls corresponding to filters extracted with a 

commercial kit (Blood and Tissue kit, Qiagen) without having been in contact with water, 4) 

quantification controls corresponding to wells without DNA in qPCR plates.  

2.3.7. Primer design and qPCR quantification 

Quantitative PCR was used to quantify the eDNA released from each taxa, genetic 

compartment and time replicates. Species-specific primers were designed to amplify the 

nuclear (ITS2) and the mitochondrial (16S) genes of D. rerio, R. ridibunda, P. acuta and A. 

aquaticus (Table 2-1). Target genetic regions were selected based on i) the high genetic 

variability between species, ii) the possible presence of multiple copies within a cell and iii) the 

availability of genomic data on the National Center for Biotechnology Information (NCBI). The 

amplification specificity of the primers was tested in silico using primer-BLAST (NCBI) and 

using an alignment of closely related sequences in NCBI.  
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The primer pairs were tested in qPCR for cross amplification using genomic DNA extracted 

from tissue samples (1 ng/μL) from target and non-target species in the experiment. The final 

primer sequences and concentrations, DNA targets, and primer annealing temperatures are 

shown in Table 2-1. The qPCR reaction volume was 10 μL consisting of 1X SsoAdvanced 

Universal SYBR Green Supermix (Bio-Rad Laboratories Inc., Hercules, CA), 0.5 μM of primers 

and 2 μL of DNA. All samples including DNA, positive and negative controls were run in 

triplicate in 96 well-plates on a CFX96 TouchTM Real-Time PCR Detection System (Bio-Rad 

Laboratories, Inc., Hercules, CA). qPCR cycle started with an incubation at 95 °C for 10 min 

followed by 45 cycles of denaturation at 95 °C for 10 sec and an annealing/extension step at 

64 °C or 55 °C for 20 sec before a final melt curve from 65-95 °C (0.5 °C increments). Each 

qPCR plate included a seven-fold dilution series of the purified DNA amplicon as standard, at 

a concentration between 0 and 2.6  0.5 ng/μL quantified by a QuBit 3.0 assay. 

 

Taxa Gene Sequence (5’-3’) Amplicon 
length (bp) 

Annealing 
T°C 

Rana ridibunda 16S F-AAGTTTAACGGCCGCGGTACCC 125 64 °C 
    R-ATCAGTTTCACTGATTGGAGAAAGG     

Rana ridibunda ITS2 F-GGTACCCCGGTCGACCCTC 89 64 °C 
    R-GCAGCCCGTACGGCTAGGCC     

Danio  16S F-GAAGACCCTTTGGAGCTTAAGG 125 64 °C 
rerio   R-GAGGTTGTTTTTTACTCCGTGG     

Danio  ITS2 F-CACCGTCTCTCGACCCGTGG 111 64 °C 
rerio   R-GGTCAGACCCACCGGCAGCC     

Physa acuta 16S F-CCTTTCTATTGACACTAAAAGTGG 118 55 °C 
    R-CTAGTCCAACATCGAGGTCAC     

Physa acuta ITS2 F-ACTAAATCAATCGAGCTCGTC 104 64 °C 
    R-GCTTGGACTTGAAACCACGG     

Asellus aquaticus 16S F-GGTTTAAATGGCTGCAGTATCC 110 64 °C 
    R-CTTGTGTAATAAAAAGCCTACCTC     

Asellus aquaticus ITS2 F-AGCTAGTAAACGGTTAAGGC 108 64 °C 
    R-CTACGACCCAAACGGCTTACG     

Tableau 2-1 :Species-specific primers sets for amplification of 16S and ITS2 gene in qPCR. 
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2.3.8. Data conversion and analysis 

We hypothesised that taxa, genetic compartment and sampling time influence i) eDNA 

production and ii) particle size distribution. To test these two hypotheses, we converted the 

amount of DNA per qPCR reaction (in ng/2μL of reaction) to a number of eDNA copies per 

litre of tank water. This standardised unit is widely used for eDNA analysis and allows 

comparison of values between studies. Negative detections (NA) in any of the qPCR replicates 

were assigned a concentration of zero (Ellison et al., 2006). The DNA concentrations were 

then averaged over the triplicate qPCR measurements.  

(a) eDNA concentration 

To investigate the hypothesis that taxa, genetic compartment and sampling time influence the 

total concentration of eDNA, we summed the number of eDNA copies collected at all size 

fractions per water sample. This gives a total number of copies/L of tank water. The influence 

of the taxa, genetic compartment and sampling time on the eDNA concentration was tested 

using a linear mixed effects model (LMM) with the lmer function from the R package lme4 and 

lmerTest. We fitted a model with taxa, genetic compartment and sampling time as fixed effects 

and tank replicates as random effects. We log10 transformed the eDNA copy number to meet 

the normality assumption of the residuals. We used the functions of the ‘performance’ package 

to assess the quality of the model and reported the model selection procedure in the appendix. 

We tested the significance of each factor using likelihood ratio tests (LRT) between the models 

with and without the tested variable. The effect size of each parameter was measured using 

the ‘eta_sq’ from the ejstats package, which gives the proportion of variance associated with 

each main effect and interaction effect (partial eta squared, η2p,  Levine TR, Hullett CR, 2002). 

Finally, we performed pairwise post hoc comparisons using the ‘emmeans’ function (emmeans 

package, Lenth, 2019) to examine the differences between genetic compartments for each 

species. 
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(b) Particle size and their frequency 

To investigate the hypothesis that taxa, genetic compartment and sampling time affect the 

PSD of eDNA, we used a multinomial baseline-category logit mixed effects model (MLMM) on 

the number of eDNA copies in each particle size fraction (i.e. 5 fractions: <0.2] - 0.2 - ]0.6 - 

1.2] - >=8 ) using the 'mblogit' function in the ‘mclogit’ R package (EIff, 2020). MLMM models 

belong to the category of generalised linear models and determine the probability that the data 

(here an eDNA particule) belongs to one of the groups (here one of the 5 particle size fraction) 

depending on one or more independent variables (here species, genetic compartment and 

sampling time).  

In a MLMM model the probability that an eDNA particule i falls into the fraction j is:  

 

Where j=1 defines the baseline category, and the coefficients ꭤ are used to describe the impact 

of the independent variables on . The model can then be expressed in log-odds relative to 

the baseline: 

 

The best MLMM model selection was determined using the Akaike information criterion 

(Akaike, 1974). All plots were made with the ggplot2 package (Wickham, 2016) and all 

analyses were conducted using R (v 4.0.3).  
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2.4. Results  

2.4.1. Outliers and qPCR assay performance 

Most individuals survived for the duration of the experiment, although 60% of snail individuals 

died in one tank at the beginning of the experiment. In this tank, we quantified an abnormally 

high eDNA copy number (about ten times more) compared to the average DNA copy number 

in other tank replicates. We excluded this data from the following analysis. In all qPCR 

analysis, the R2 values, slope, Ƴ-intercept, and PCR efficiency (%) of the calibration curves 

were 0.98  0.02, -3.49  0.2, -0.48  1.02, 95.3  5.6 (mean  SD) for mt-eDNA and 

0.99  0.004, -3.23  0.2, 2.07  1.06, 105.1  9.8 for nu-eDNA. Despite the high qPCR 

efficiencies and previous specificity tests, we have detected a specificity problem of the 

primers amplifying the ITS2 gene of Danio rerio. Indeed, we observed multiple peaks (i.e. 

misaligned from the main target DNA peak) on the melting curve at Ct values below 30. This 

indicates a phenomenon of cross-amplification of non-target DNA that we were unable to 

resolve despite our efforts to design more specific primer pairs without success (i.e. over 15 

primer pairs tested). As this specificity problem can lead to a significant bias in the eDNA 

quantity estimates, we ran two models, with and without the ITS2 data from Danio rerio. As 

the model findings were similar between the two models, we kept the Danio rerio data and 

discussed these results with caution.  

2.4.2. Contaminations control  

No contamination was observed in all qPCR blanks. However, we observed a low level of 

contamination (i.e. positive detection of target species) in 7 over 22 of the extraction blanks 

(max = 32, mean = 5, sd = 9 copies). This contamination represents less than 0.14% of the 

average number of copies quantified in the tanks containing organisms (i.e. between 5 x 103 

and 4 x 105 eDNA copies/L). As the extraction blanks were processed at the same time and 

in the same flow hood as the DNA samples, it is possible that they were contaminated by 

splashing microdroplets under the hoods. However, the contamination levels are too low to 

influence our results. In the negative control tanks (i.e. containing osmotic water without 

organisms and with food) placed next to the tanks containing organisms, positive detections 

occurred sporadically with varying intensities, depending on the species and marker used.  
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The amphibian and mollusc control tanks showed a very low level of contamination: an 

average of 5 nu-eDNA copies/L and 25 mt-eDNA copies/L in the amphibian control tank, and 

45 mt-eDNA copies/L and 23 nu-eDNA copies/L in the mollusc control tank. The average 

contamination level was higher in the isopod control tanks (410 copies of nu-eDNA/L) and in 

the zebrafish control tanks (15 363 copies of nu-eDNA/L) representing 8% and 14% of the 

average eDNA concentration in tanks containing organisms, respectively. In the latter case, 

contamination increased with the duration of the experiment and was mostly associated with 

filter pore size 0.6 and 1.2 μm, and with the quantification of the nuclear gene. This result 

illustrates the problem of specificity of the primer pairs for the ITS2 Danio rerio gene described 

in section 2.4.1, which probably amplify non-targeted eDNA.  

2.4.3.  eDNA production 

Two factors, the type of taxa and genetic compartment, significantly influenced the production 

of eDNA (LMM, p < 0.01; Figure 2-2 and Table 2-2), while the sampling time had no significant 

effect (LRT, χ²(3) = 5.13, p = .08). First, the concentration of mt-eDNA varied between taxa 

from 101 to 105 copies/L of water: isopods (10 to 103 copies/L), snails (103 to 104 copies/L), 

fish (103 to 104 copies/L) and amphibians (104 to 105 copies/L). Second, the concentration of 

nu-eDNA was 2.5 to 5.5 times higher than that of mt-eDNA, except for amphibians where there 

was little variation in DNA copy number between the two genetic compartments (mt-eDNA = 

4.4 x 105, nu-eDNA = 4.3 x 105 averaged over the three sampling times and tank replicates). 

The LMM model revealed that taxa type (F(3) = 62.8, p < .001, η2p = .96, CI [0.88, 1.00]) has 

the largest effect on eDNA concentration, followed by genetic compartment (F(1) = 37, p 

< .001, η2 = .16, CI [0.09, 1.00]).  
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Third, although the effect of sampling timing is not significant in the selected model, it becomes 

significant when we add the interaction terms between time and species (F(6) = 8.9, p < .001, 

η2 = .03, CI [0.00, 1.00]). However, the model with interaction presents a problem of 

collinearity (VIF = 47.25) and non-normality of the residuals (Shapiro-Wilk test, p = .03) which 

limits its interpretation. Overall, these results showed a weak effect of time which depends on 

the taxa: the eDNA concentration increase for isopods (from 65 to 4530 copies/L on average 

over the three tank replicates), decreased slightly over time (e.g. molluscs and teleosteans) 

or remain relatively stable as for amphibians (Fig. 2-2).

Figure 2-2: Number of mt-eDNA and nu-eDNA copies (eDNA copy/L of water in log scale) per 
species and sampling times (after 7, 14 and 21 days). Each point represents one water sample of 
one tank. The colours represent a species (orange = Asellus aquaticus, purple = Physa acuta, blue 
= Danio rerio, green = Rana ridibunda). The boxplots with the light grey fill represent mt-DNA and 
those with the dark grey fill represent nu-DNA.

Figure 2 2: Number of mt eDNA and nu eDNA copies (eDNA copy/L of water in log scale) per
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Parameters Df Estimates Confidence Interval t P 
(Intercept) 13 2.64 2.4 – 2.9 19.98 < 0.001  
Species          

Physa acuta 8 1.13 0.84 – 1.42 6.83 < 0.001  
Danio rerio 8 1.59 1.3 – 1.9 9.6 < 0.001  

Rana ridibunda 8 2.19 1.9 – 2.5 13.25 < 0.001  
           

Gene          
Nuclear 201 0.43 0.29 – 0.57 6.085 < 0.001  

           

Sampling time          

14 days 201 0.14 -0.04 – 0.31  1.562 0.12 
21 days 201       -0.06 -0.23 – 0.12 -0.637 0.52 

Tableau 2-2: Results of the LMM model testing the effect of species, genetic compartment and sampling 
time on the global eDNA production per species and genetic marker (after log10 transformation). Note: 
Species, genetic compartment and time were added as fixed effects while the tank replicates were 
added as random effects. The model intercept is the species Asellus aquaticus, mt-eDNA and sampling 
time at 7 days. p-values below 5% are in bold. 

2.4.4. eDNA particle size distribution  

We found that the eDNA particle size distribution was strongly dependent on taxa, genetic 

compartments and sampling times. Following the AIC, the best multinomial model was then 

incorporating the effect of these 3 variables and their interactions (Table 2-2). For mt-eDNA, 

we observed a shared pattern consisting of very low frequency of eDNA particles at small size 

fractions (< 0.2 μm) followed by an increase in the frequency of larger eDNA particles (i.e. size 

fraction greater than 0.2μm, Fig.2-4). Despite this general trend, we observed marked 

differences in eDNA concentration by size fraction between species. Snails and tadpoles 

release more than 50% of their mt-eDNA in size fractions larger than 8 μm, whereas isopods 

and fishes release more than 50% of their mt-eDNA in size fractions between 0.2 and 1.2 μm 

(Fig.2-3), with little variation between sampling time. When targeting nu-eDNA, we observed 

a different pattern with a much higher frequency of eDNA particles in the small size fractions 

(0.2 μm and below), especially for isopods which release more than 80% of their eDNA at size 

fractions below 0.6 μm. Regarding temporal changes, the amount of eDNA in small size 

fractions (< 0.2 μm) tends to increase with the duration of the experiment for all taxa, in 

particular for nu-eDNA.  
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Figure 2-3: Pie chart showing the percentage of eDNA copies per particle size class, per species and per 
genetic compartment averaged over the three sampling times.
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Figure 2-4: Frequency of nu-eDNA and mt-eDNA copies per particle size class (< 0.2 to 8 μm), per species 
and per sampling timing (Time 1,2 and 3). Note: eDNA particle counts have been transformed into 
frequency to allow a better graphical representation.
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Tableau 2-3 : Effects of taxa, genetic marker, sampling time and their interactions on the probability that 
eDNA particles belong to a size fraction given by the multinomial model. The reported coefficients are 
log odds, i.e. the relative probability that a particle falls into a given size fraction compared to the 
baseline size fraction which is here the first size fraction (f1,  < 0.2 μm ). The independent variables are 
species, marker, and time. The intercept model is fit for Danio rerio (danio), the mitochondrial particles 
(mito) and for the first sampling time (t0). The impact of a change in an independent variable is then 
given by its influence on the log odds, its significance (*** = p < 0.001; ** = p < 0.01; * = p < 0.05), and 
its standard error in parenthesis. For example, the odds of a mitochondrial zebrafish particle at t0 to fall 
in the second fraction (f2) relative to f1 is exp(0.112)=1.12; it is therefore about as likely to sample a f1 
than a f2 particle. If we switch to Asellus, the same odds now becomes exp(0.112+3.674)=44.08; it is 
now much more likely to sample a f2 than a f1 particule, with this time a highly significant parameter. If 
two different parameters are changed compared to the intercept levels, it is than necessary to also 
include their interactions. 

Parameters f2/f1 f3/f1 f4/f1 f5/f1 
(Intercept) 0.112*** 1.477*** 2.568*** -2.248*** 
  (0.012) (0.011) (0.010) (0.029) 
species: asellus/danio 3.674*** 1.958*** 1.784*** -4.390 
  (0.046) (0.050) (0.045) (14.217) 
species: physa/danio 10.972*** 8.892*** 9.557*** 15.285*** 
  (0.384) (0.384) (0.384) (0.385) 
species: rana/danio -1.797*** -1.847*** -1.881*** 4.019*** 
  (0.013) (0.011) (0.011) (0.029) 
marker: nucl/mito 0.519*** 0.240*** -1.456*** 2.557*** 
  (0.013) (0.011) (0.011) (0.029) 
time: t1/t0 4.216*** 3.628*** 3.608*** 2.089*** 
  (0.015) (0.015) (0.014) (0.015) 
time: t2/t0 1.214*** 2.714*** 2.813*** -0.780*** 
  (0.016) (0.012) (0.011) (0.014) 
species: asellus/danio x marker: nucl/mito -2.993*** -2.922*** -1.142*** 3.137 
  (0.032) (0.035) (0.031) (14.217) 
species: physa/danio x marker: nucl/mito -6.755*** -5.930*** -5.173*** -9.064*** 
  (0.378) (0.378) (0.378) (0.379) 
species: rana/danio x marker: nucl/mito -1.258*** -2.387*** -0.678*** -3.267*** 
  (0.013) (0.012) (0.012) (0.029) 
species: asellus/danio x time: t1/t0 -7.088*** -5.959*** -6.107*** -17.612 
  (0.040) (0.043) (0.036) (40.670) 
species: physa/danio x time: t1/t0 -7.211*** -4.886*** -6.407*** -5.269*** 
  (0.070) (0.070) (0.070) (0.070) 
species: rana/danio x time: t1/t0 0.778*** -0.454*** -0.486*** 0.922*** 
  (0.010) (0.010) (0.009) (0.011) 
species: asellus/danio x time: t2/t0 -3.754*** -5.058*** -5.695*** -14.445 
  (0.042) (0.046) (0.041) (23.528) 
species: physa/danio x time: t2/t0 -5.569*** -6.765*** -6.047*** -4.667*** 
  (0.069) (0.069) (0.069) (0.070) 
species: rana/danio x time: t2/t0 -0.681*** -1.650*** -2.024*** 0.422*** 
  (0.014) (0.011) (0.010) (0.013) 
marker: nucl/mito x time: t1/t0 -1.841*** -2.167*** -1.899*** -2.128*** 
  (0.013) (0.013) (0.012) (0.011) 
marker: nucl/mito x time: t2/t0 -2.188*** -2.408*** -2.650*** -0.846*** 
  (0.013) (0.011) (0.009) (0.006) 
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2.5. Discussion 

2.5.1. eDNA concentration varies across taxa and genetic 
compartment 

We showed that the eDNA concentration in water samples varied strongly across taxa. 

Despite being at same biomass, fish and tadpoles were the two taxa releasing the highest 

amount of eDNA, regardless of the targeted genetic compartment and with values close to 

those reported in the literature (104 and 105 copies/L-1 ; (Klymus et al., 2015; Maruyama et 

al., 2014c; Sassoubre et al., 2016). Although a positive relationship between eDNA 

concentration and organism biomass and/or abundance has been described (Harrison et al., 

2019; Jo et al., 2020), our results show that at this very broad taxonomic scale eDNA 

concentration is likely to be a very poor predictor of biomass variations. As compiled by 

Rourke et al., (2022) for teleostean, biomass and abundances are frequently correlated with 

eDNA concentration, but other biotic factors such as stress, metabolism, development stages, 

reproduction and diet were also frequently found to play a significant role. As we compare 

more and more distantly related taxa, it is likely that the biomass factor becomes less relevant 

compared to other biotic factors. In our experiment, tadpoles released the largest amount of 

eDNA, between 1 and 2 magnitudes more than other species. This eDNA could originate from 

the mucus secreted in large quantities in amphibians, especially under stressful conditions 

such as modifications in ionic conditions and temperature changes (Bernabò et al., 2013). 
It is possible that the microcosm conditions favoured high excretion of mucus and eDNA. In 

addition, the juvenile stage could promote eDNA excretion through cell turnover, as has been 

shown with bluegill sunfish (Maruyama et al., 2014). 

Isopods showed the lowest rate of eDNA production in our experiment, between 3 to 4 

magnitude lower than other taxa and despite the high density of organisms (150 

individuals/tank). These results corroborate those of Andruszkiewicz Allan et al., (2021) 
who found that the rate of eDNA release from marine grass shrimp (Palaemon spp.) in 

microcosms was also very low compared to a marine teleostean (Fundulus heteroclitus) and 

jellyfishes (Aurelia aurita and Chrysaora spp.). As all arthropods, isopods have a chitinous 

exoskeleton which can potentially limit the release of eDNA compared to molluscs, fish and 

tadpoles.  
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Although on average the rate of eDNA production in isopods is low, we observed peaks in 

eDNA concentrations (up to 105 copies/L at 14 and 21 days, Fig 2-2). This suggests that 

isopods may excrete eDNA in pulses during moulting, in contrast to the possibly more constant 

release of eDNA by other organisms. The eDNA-based detection of these organisms may 

therefore be more challenging because it is more dependent on the timing of sampling. Further 

research is needed to analyse the temporal dynamics of eDNA production by arthropods and 

the factors that influence it. 

The concentrations of nu-eDNA were significantly higher than those of mt-eDNA for the 

majority of taxa (isopods, molluscs and teleosteans). This result corroborates those found in 

the literature (Jo, Murakami, et al., 2019; Moushomi et al., 2019) and can be explained 

by several factors. First, eDNA relative copy numbers could be the byproduct of cellular copy 

numbers. As suggested by Minamoto et al. (2017) and Dysthe et al., (2018), the nuclear 

gene targeted in our study (the ITS2 gene) might be present at a higher genomic copy number 

per cell than the mitochondrial gene (16S gene). However, this is unlikely given the high 

number of mitochondria and mitochondrial genome per cell compared to the number of 

ribosomal DNA genes (rDNA) in eukaryotes. For example, in adult zebrafish, cells contain 

about 5500 mitochondrial genomes (Artuso et al., 2012). A simple similarity search 

(discontiguous megablast) of a rDNA human gene (Genbank U13369.1:3657-12969) on the 

zebrafish genomes gives 34 hits of at least 1kb. qPCR estimates of the number of 18S rDNA 

gene (also part of the rDNA gene) give slightly higher estimates in a range of 60 to 327 copy 

number per genome with important variations across tissues and ages (zebrafish adults have 

around 50 copies of the 18S rDNA, (Tao et al., 2020). The number of mitochondrial genomes 

per cell and the number of rDNA gene per nuclear genomes is variable across taxa, but, at 

least for zebrafish, the difference in the gene copy number does not explain the excess of nu-

eDNA compared to mt-eDNA.  
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Second, thanks to its double membrane, mt-eDNA is likely to be less sensitive to degradation 

than mt-eDNA, a factor which could ease its release into the environment, its extraction yield, 

and its subsequent qPCR detection (Moushomi et al., 2019). That being said, not all species 

showed higher nu-eDNA concentrations compared to mt-eDNA indicating that this is not a 

universal pattern. For example, for the species Rana ridibunda, the concentrations of 

mitochondrial and nuclear eDNA were similar. Although the reason why and when nu-eDNA 

tends to be found at high concentration is not yet well understood, the use of nuclear rDNA 

genes appears to be a promising prospect for a more sensitive detection of aquatic organisms 
(Minamoto et al., 2017, Dysthe et al., 2018), particularly for rare species or those releasing 

low amounts of eDNA such as isopods. Unfortunately, the genomic databases contain very 

few nuclear rDNA genes (including ITS sequences), which is challenging to design specific 

primers or perform taxonomic assignment.  

2.5.2. eDNA particle size distribution vary according to taxa and, 
genetic compartment  

Taxa and genetic compartment are major factors controlling the eDNA particle size 

distribution. For all species when targeting their mt-eDNA, we observed a common general 

pattern: very few small eDNA mt-eDNA particles (< 0.2μm) with an increasing frequency of 

large particles. This pattern is consistent with those found by the few studies on the mt-eDNA 

PSD of teleostean species (i.e. Zebrafish, Common Carp, Brook Trout) and on a snail 

(Lymnaea stagnalis). These results confirm the hypothesis that mt-eDNA from water samples 

is rather in the form of large particles corresponding to tissues, whole cells, or even 

agglomerated in faeces. Even though the mt-eDNA PSD was relatively stable compared to 

the nu-eDNA one, we observed differences among taxa. In particular, we noted an absence 

of large particles (> 10 μm) in fish and isopods tanks. This finding could be due to biological 

reasons or technical biases. Firstly, it is possible that these taxa don’t release large eDNA 

particles. As isopods probably release their DNA during moulting as seen in the previous 

section, it is possible that the main source of their eDNA is already fragmented epithelial cells, 

explaining why most of their eDNA particles are between 0.6 and 1.2 μm.  
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The PSD of nu-eDNA showed a completely different pattern to that of mt-eDNA. We observed 

a taxa-specific particle size distribution, with an overall higher frequency of small eDNA 

particles, especially in the isopod tanks. In contrast to mt-eDNA, there was a low frequency of 

large nu-eDNA particles. These results are contradictory to those of Jo et al (2019) who 

quantified the ITS1 of Japanese Jack Mackerel individuals (Trachurus japonicus) and found 

that most nu-eDNA are between 3 and 10 μm. This can be explained partly by the different 

sampling times chosen in our study and those of Jo and collaborators. Since we sampled after 

7 days, eDNA particles may have started degrading and producing a high frequency of small 

particles. Another difference with mt-DNA is that nu-eDNA particle frequencies are more 

variable among replicates. Overall this suggests that mt-eDNA and nu-eDNA particles are 

released in different states by organisms and have different degradation dynamics in water. 

The higher variability suggests that nu-eDNA PSD are unstable and perhaps that their 

distribution in the water column is more heterogeneous. Among the technical reasons, the 

variations could be due to the amplification step. ITS genes can vary between individuals of 

the same species in animals (Chu et al., 2001), which could lead to mismatches between 

primers and eDNA sequences of target organisms. Further investigations are needed to 

understand the origin of these differences between the PSD of nu-eDNA and mt-eDNA. 

2.5.3. Effect of sampling time on eDNA concentration and particle 
sizes 

Because the mechanisms of degradation are complex, choosing the sampling time to study 

eDNA in microcosms is challenging. Our initial objective was to estimate the production and 

states of eDNA at an equilibrium state between eDNA production and degradation, to 

approximate what would be found in the natural environment. Since eDNA is very sensitive to 

degradation, we chose 3 sampling times spaced in time to estimate the replicability of our 

experiment (after 7, 14 and 21 days). We observed that regardless of the sampling time, the 

models conclude that there is an effect of taxon and genetic compartment on both eDNA 

concentration and particle size distribution. However, we were also able to observe a small 

effect of time which was difficult to model, and often interacted with species and genetic 

compartment. For example, eDNA concentration increases in isopod tanks with time, 

decreases in molluscs and fish tanks or remains stable over time in tadpole tanks. Regarding 

the particle size distribution, we observe an increase in the frequency of small particles with 

time, especially in isopod tanks.  
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These temporal variations could be due in part to the replacement of water in the tanks every 

7 days, although this effect should be negligible given the small volumes (700 mL replaced 

out of 20 L of water). It is also possible that temperature had an effect on eDNA concentration 

by stimulating microbial activity in the tanks. Indeed, the most significant decrease in eDNA 

concentration occurred in the zebrafish tanks (Fig. 2-2), with the highest water temperature 

(28°C). An experiment with shorter time steps is needed to better understand the dynamics of 

eDNA. 

2.6. Conclusion 

This study provides important information on the characteristics of macrobial eDNA, and in 

particular eDNA from invertebrates, which has been overlooked until now. We have shown 

that the mechanisms of eDNA production and degradation and the states of eDNA particles 

are complex and depend largely on the taxa considered and the gene targeted. The use of 

smaller pore filters than those recommended by some studies (Zaiko et al., 2022) and the 

targeting of a nuclear gene should allow better detection of some aquatic macro-organisms, 

especially those with an exoskeleton. We draw attention to the need for a thorough 

understanding of the ecology of eDNA and its different states in order to consider 

standardisation of eDNA-based methods.  
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Diverses méthodes peuvent être utilisées pour collecter l’ADNe en milieux aquatiques. Mais 

sont souvent contraignantes ou difficilement applicables à l’ensemble des écosystèmes. Ces 

inconvénients entravent la standardisation d’une méthode d’échantillonnage fiable et 

applicable pour des suivis réglementaires de communautés bioindicatrices. Pour tenter 

d’outrepasser ces limites, le deuxième objectif de cette thèse est de développer des capteurs 

passifs à ADNe, applicable à un large éventail d’écosystèmes, simple à utiliser et 

standardisable. La conception de ces capteurs se base sur la propriété de certains minéraux, 

en particulier l’hydroxyapatite (Hap) à collecter passivement les fragments d’ADN libres dans 

l’eau par adsorption et le protéger contre la dégradation. Ces capteurs ont été imprimés en 

3D à partir d’une résine en hydroxyapatite. Ce chapitre présente succinctement les 

caractéristiques du matériau choisi, et les principaux mécanismes d’adsorption de l’ADN mis 

en jeu. Puis, il présentera une étude visant à tester la capacité des capteurs à collecter de 

l’ADN en conditions contrôlées et naturelles. Les résultats de cette étude ont fait l'objet d'une 

publication dans le journal Molecular Ecology en février 2022 (lien doi : 

https://doi.org/10.1111/1755-0998.13604).  
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1. Résumé  
Certains minéraux sont connus pour leurs propriétés d’adsorption de biomolécules telles que 

l’ADN. C’est le cas de l’hydroxyapatite, un minéral composé principalement de phosphate de 

calcium, pouvant adsorber de l’ADN sur sa surface et ralentir nettement sa dégradation une 

fois adsorbé (Brundin et al., 2013; Okazaki et al., 2001). De fait, l’HAp est courrament utilisée 

sous forme de poudre pour la séparation et l’élution d’acides nucléiques en colonnes 

chromatographiques (Yu et al., 2008). Plusieurs mécanismes semblent intervenir dans 

l’adsorption de l’ADN sur l’hydroxyapatite, bien qu’ils ne soient pas encore totalement compris. 

L’ADN est constitué de groupements phospho-diesters chargés négativement. À pH neutre, 

l’ADN est attiré eletrostatiquement par les charges positives présentes sur la surface des 

minéraux (interaction attractive) et repousser par les charges négatives (répulsive) comme 

sur certaines argiles. Les groupements phospho-diesters négatifs de l’ADN forment des 

liaisons avec les groupements ioniques présents en surface de l’hydroxyapatite, pouvant être 

de nature très variée : interactions électrostatiques, échange de cations, liaisons hydrogènes 

ou encore des ponts cationiques (Douarche et al., 2008, Yu et al., 2013). Toutefois, il 

semblerait que les fragments d’ADN libres s’adsorbent (i) aux groupements positifs de l’HAp 

(Ca2+, Figure 1-1) ou (ii) aux groupements négatifs (dont les groupements phosphates) via 

des cations inorganiques présents en solution (e.g. Mg2+, Ca2+). Certaines interactions entre 

l’ADN et la surface peuvent être très stables (Mauvisseau et al., 2022) donnant lieu a une 

adsorption prolongée de l’ADN sur la surface, malgrè l’évolution des conditions ioniques dans 

l’eau. 
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Figure 1-1: Schéma présentant une des interactions d'adsorption possible entre l'ADN et 
l'hydroxyapatite. Figure tirée de Brundin et al., (2013) 

 

En plus de ces propriétés d’adsorption, l’HAp est très utilisée dans le domaine médical pour 

sa consitution proche des os humains, qui en font un matériau de choix pour la conception 

d’implants prothétiques. Dans cette utilisation, l’HAp est utilisée sous forme de résine, qui est 

ensuite imprimée en 3D selon la forme de l’implant souhaitée. Dans cette thèse, nous 

imprimons des capteurs à partir de cette même résine en HAp et testons leur capacité à 

collecter l’ADNe issus d’organismes vivants en milieu aquatique. Après une phase de 

développement méthodologique (e.g. optimisation de la forme des capteurs, développements 

de protocoles), les capteurs ont été testés en conditions contrôlées et en milieux naturels. Les 

résultats montrent que des capteurs en hydroxyapatite sont capables de collecter des ADN 

de nature variés (ADN de synthèse, ADN extrait d’organismes ou ADNe issus d’organismes 

vivants), rapidement (24 heures), et avec des rendements similaires aux méthodes 

conventionnelles (filtration d’eau). Malgré le fort potentiel des capteurs, un important problème 

de réplicabilité a été mis en évidence et nécessite des recherches supplémentaires pour 

parvenir à un outil d’échantillonnage fiable et standardisable. 
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2.1. Abstract 

The study of environmental DNA released by aquatic organisms in their habitat offers a fast, 

non-invasive and sensitive approach to monitor their presence. Common eDNA sampling 

methods such as water filtration and DNA precipitation are time consuming, require difficult-

to-handle equipment and partially integrate eDNA signals. To overcome these limitations, we 

created the first proof of concept of a passive, 3D-printed and easy-to-use eDNA sampler. We 

designed the samplers from hydroxyapatite (HAp samplers), a natural mineral with a high DNA 

adsorption capacity. The porous structure and shape of the samplers were designed to 

optimise DNA adsorption and facilitate their handling in the laboratory and in the field. Here 

we show that HAp samplers can efficiently collect genomic DNA in controlled set-ups, but can 

also collect animal eDNA under controlled and natural conditions with yields similar to 

conventional methods. However, we also observed large variations in the amount of DNA 

collected even under controlled conditions. A better understanding of the DNA-hydroxyapatite 

interactions on the surface of the samplers is now necessary to optimise the eDNA adsorption 

and to allow the development of a reliable, easy-to-use and reusable eDNA sampling tool. 

 

Key-words: DNA adsorption, Environmental DNA, Hydroxyapatite, Passive sampling, 3D-

printing 
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3. Introduction 
At a time of unprecedented threats on freshwater biodiversity (Dudgeon et al., 2006; Reid 

et al., 2019), it is crucial to develop rapid, accurate and minimally invasive tools to monitor 

aquatic ecosystems. About a decade ago, methods based on the sampling of environmental 

DNA (eDNA) were proposed as a revolutionary way to survey aquatic macro-organisms 

(Deiner et al., 2017). Macro-organisms release DNA in their environment through different 

processes (e.g. faeces, excretion, shedding cells, gametes) and this extra-organismal eDNA 

can take different forms (tissues, cells, organites, nucleo-proteic complexes …). The direct 

sampling of eDNA coupled with molecular analysis methods such as next generation 

sequencing (Shokralla et al., 2012) or targeted approaches such as quantitative polymerase 

chain reaction (qPCR) (Langlois et al., 2020) allow the detection and identification of aquatic 

species while overcoming organism capture. Although eDNA offers many promising 

applications, several methodological challenges remain (Beng & Corlett, 2020). 

eDNA sampling is one of the most challenging steps in eDNA-based approaches. Several 

families of methods exist to sample eDNA from water: precipitation, centrifugation or active 

filtration, the latter being the most commonly used (Tsuji et al., 2019). Within each method 

family, there are a multitude of possible strategies (e.g. volume of the water sample, field or 

laboratory processing, choice of equipment and DNA extraction kits) that vary according to 

the ecosystem studied, the target species and the downstream analysis (Deiner et al., 2015). 
However, all these sampling methods are time-consuming, require human intervention and 

specialised equipment. For example, the filtration of a large volume of water requires pumping 

systems and filtration funnels which are expensive and difficult to handle. In addition, given 

the complex dynamics of eDNA in aquatic environments (i.e. pulsed emission, transport, 

retention, degradation), a single filtered or precipitated water sample will provide a snapshot 

that is likely to be poorly integrative of the overall eDNA signals (Spear et al., 2015). 
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Passive eDNA sampling appears as a promising and simple solution to overcome challenges 

associated with conventional methods. Passive eDNA sampling can be defined as the use of 

natural or artificial substrates that can collect eDNA passively, without human intervention. 

Substrates such as marine sponges (Mariani et al., 2019), biofilms (Rivera et al., 2021) 

and filters immersed directly in water (Bessey et al., 2021) have been used successfully to 

collect eDNA from aquatic systems. Recently, Kirtane and colleagues (Kirtane et al., 2020) 
have shown that montmorillonite and coal-based mineral powders can be used as passive 

eDNA samplers in aquatic environments. As a result of good DNA capture and preservation 

capacity (up to 200 μg genomic DNA per g) (Gardner & Gunsch, 2017), sediments and 

commercial mineral powders may very well be more integrative eDNA substrates than 

methods based on a single water sample. Yet, these substrates are difficult to deploy in the 

environment, particularly in aquatic systems.  

In this study, we developed 3D-printed passive eDNA samplers made of pure hydroxyapatite 

(HAp), a calcium phosphate mineral naturally present in bones. Due to its biocompatibility in 

bone contact (Yetgin, 2013), synthetic HAp is widely used in 3D-printing for the manufacture 

of prosthetic implants (Kattimani et al., 2016). In addition to its clinical benefits, HAp has 

been used since the 1990s in chromatography for its ability to adsorb biomolecules such as 

DNA (del Valle et al., 2014; Okazaki et al., 2001). The mechanism involved is thought to 

be a binding between the phosphate groups of the extracellular DNA and the positively 

charged calcium groups of the hydroxyapatite surface (Brundin et al., 2013). Coupling the 

use of 3D-printing and DNA adsorption properties of HAp allows the creation of an object 

whose shape and composition are optimised for eDNA sampling. In this paper, we described 

the development of hydroxyapatite samplers (HAp samplers) and tested their ability to sample 

eDNA in fresh waters.  

Our objectives were to (i) quantify the HAp samplers DNA adsorption and desorption capacity, 

(ii) assess the range of DNA fragment size sampled, (iii) quantify the repeatability of DNA 

sampling across several cycles of use of the HAp samplers, and (iv) evaluate the samplers 

capacity to recover eDNA in microcosms and under natural conditions. 
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3.1. Materials and methods 

3.1.1. 3D-printed HAp samplers design 

A. Raw material and printing setup 

A photopolymerizable organic resin (3D Mix, 3DCeram Company, HAP, Bonnac-la-Côte, 

France) containing 40-60% (w/v) of hydroxyapatite powder (Ca10(PO4)6(OH)2, stoichiometric 

hydroxyapatite), a synthetic calcium phosphate with Ca/P atomic ratio of 1.67, was the raw 

material used to fabricate the samplers. The samplers were built from this hydroxyapatite-

enriched resin using a 3D stereolithographic printer (CERAMAKER C900, 3DCeram 

Company, with 55 mW laser power and 100 μm layer thickness). Two prototypes of HAp 

samplers were produced: a first test prototype (P1) corresponding to 10 pieces cut from a 3D-

printed mesh with (Fig. 3-1A) to test the concept and the material, and a second prototype 

(P2) printed in 25 copies (Fig. 3-1B) with a higher ratio porosity/surface and an optimised 

design for laboratory and field manipulations. P1 prototypes have an exposed surface of 240 

mm2 and a macroporosity of 500 μm in diameter. P2 has a total surface of 480 mm2 and a 

macroporosity of 400 μm in diameter. 
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Figure 3-1 : Images of 3D-printed hydroxyapatite samplers prototype P1 (a) and P2 (b) obtained with 
a confocal microscope (objective x0.5, LEICA Z16 APO, camera LEICA DMC5400). 

B. Debinding and sintering steps 

Once printed, cleaned with a solvent (Ceracleaner, 3DCeram Company, Bonnac-la-Côte, 

France) and dried, the HAp samplers underwent debinding and then sintering steps. 

Debinding aims at removing all organic components (in particular the organic resin) and was 

conducted in a conventional oven following the thermal cycle described in Table 3-1. Sintering 

aims at consolidating the samplers by densifying them (creation of necks and reduction of the 

porosity between the individual ceramic particles) (Rahaman, 2017), and is achieved by a 

thermal treatment at higher temperature (1 °C/min up to 1150 °C, 60 min. at 1150 °C, followed 

by a second step at 3 °C/min up to 1250 °C, 60 min at 1250 °C, finally cooling to room 

temperature at 3 °C/min). After these steps, no organic components remain and the samplers 

are made of pure HAp as confirmed by X-ray diffraction (XRD). However, sintering is 

accompanied by a ~15% linear shrinkage corresponding to a ~30% decrease of the surfaces 

of HAp samplers after printing. 
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Tableau 3-1: Process parameters for debinding HAp samplers. 

Step 
Temperature 

(°C) 
Heating rate 

(°C/min) 
Dwell (min) 

1 20-200 0.2 120 

2 200-300 0.1 120 

3 300-380 0,1 120 

4 380-550 0.1 120 

5 550-950 1 0 

6 950-20 2 - 

 

3.1.2. Expected DNA recovery from HAp samplers  

We used the term “DNA recovery” to define the quantity of DNA adsorbed and desorbed from 

the HAp samplers. A first estimation of the maximum DNA recovery (DNAmax) can be obtained 

by hypothesising that a single layer of DNA molecules would bind on the HAp surface of the 

samplers. According to equation 1, the number of DNA molecules that can adsorb to the 

surface is obtained by dividing the exposed surface (Se) of a sampler  (P1 = 240 mm2 , P2 = 

480 mm2 ) by the surface of a DNA base pair (Sd = 6.46-10 mm2). The surface of a DNA base 

pair was calculated according to Mandelkern et al (1981) (diameter = 2 nm, length = 3.4 nm). 

The number of DNA molecules per sampler is then divided by Avogadro's constant (NA = 

6.02214076 × 1023 mol - 1) to give the number of DNA moles per sampler. The number of 

moles of DNA is then divided by the molar mass of a DNA base pair (W = 650 daltons) to 

obtain the total mass of DNA that can bind to a sampler. 

 

                           Equation 1  
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According to Equation 1, DNA recovery should be correlated with the surface area of the 

sampler. Being smaller, P1 has a theoretical recovery capacity of 400 ng of DNA per sampler, 

while P2 has a capacity of 800 ng. Because they are based on a simplistic interaction model, 

these estimates are likely to be biased, but they will serve as a first estimation to calibrate 

several experiments of this study.  

3.1.3. Protocol of DNA adsorption and desorption 

The HAp sampler DNA adsorption and desorption protocol was composed of 5 steps (Fig. 3-

2). First, HAp samplers were decontaminated before each experiment by a thermal treatment 

in air at 550 °C for 3 hours (Thermolyne model 30400 furnace), a procedure typically used to 

decontaminate glassware. Second, DNA is adsorbed to the HAp samplers by immersing them 

in an aqueous solution (varying composition upon the present study) containing DNA. Third, 

samplers are transferred to Eppendorf tubes and centrifuged for 1 minute at 3000 rpm to dry 

them. Fourth, samplers are washed with 1 mL of sterile ultrapure water. Finally, DNA is 

desorbed from the samplers by immersing them in 1 mL of 0.1 M phosphate buffer pH 8 

(Grunenwald et al., 2014), vortexed for 30 seconds and incubated at room temperature for 

1 hour.  
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Figure 3-2: DNA adsorption and desorption protocol. 

3.1.4. DNA sampling experiments by HAp samplers 

A. Experiment 1: capacity of DNA adsorption and desorption of fragments of 

various sizes 

We hypothesised that HAp samplers adsorb free DNA fragments and that longer fragments, 

having more adsorption sites, were preferentially adsorbed. To test this, we performed a DNA 

sampling experiment with concentrated DNA fragments of various sizes (i.e. using a DNA size 

marker). After decontamination, a first batch of six HAp samplers (three P1 and three P2) were 

incubated in tubes (one sampler/tube) containing 2 mL of a solution of long DNA fragments at 

1 ng/μL (ƛ DNA / BstEII Digest, 1260-8450 bp). A second batch of six HAp samplers was 

incubated in tubes containing 2 mL of a solution of shorter DNA fragments at 1 ng/μL (PCR 

20 bp Low Ladder, 20-2000 bp).  
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Initial DNA concentration in both solutions was verified by QuBit ® (High Sensitive assay kit, 

range: 0.001 to 100 ng/μL) quantification before the experiment (1 ng/μL  0.2 ng/μL). All 

samplers were incubated for 17 hours on a rotary shaker (IKA Roller 6 Digital, 40 rpm). After 

17 hours of incubation, 10 μL of supernatants in each tube was taken to quantify residual DNA 

and HAp samplers were removed from the DNA solutions using sterile forceps. The DNA was 

desorbed from the samplers according to the protocol in section 2.3.3. The supernatant 

aliquots and desorbed DNA solutions were stored at -20 °C prior to analysis.  

B. Experiment 2: repeatability  

A quantification of repeatability was conducted to test whether HAp samplers can be reused 

after several cycles of use. A cycle of use is defined here as a thermic treatment phase 

followed by a DNA adsorption and desorption phase. For this purpose, five P1 prototypes and 

25 P2 prototypes of HAp samplers were incubated in 5 mL of a concentrated solution of DNA 

size marker (ƛDNA/BstEII Digest 1260-8450 bp) at a concentration of 2.88   0.5 ng/μL on a 

rotary shaker (Roller 10 Digital IKA) for 17 hours. This experiment was carried out three times 

in a row (hereafter called experiments A, B and C) under strictly identical conditions, at room 

temperature (24 °C  2 °C) with decontamination through thermic treatment between each 

use. After incubation, HAp samplers were removed from the DNA solution with sterile clamp, 

washed and DNA was released with 1 mL of 0.1 M phosphate buffer pH 8 according to the 

protocol section 2.3.3. 20 μL of supernatants was taken to quantify residual DNA.  We added 

a DNA degradation control corresponding to three tubes containing the DNA marker solutions 

with no HAp sampler. We quantified DNA in the supernatant at the beginning and end of each 

experiment to calculate a DNA percentage loss (e.g. due to degradation, adsorption to plastic 

tubes) (Gaillard & Strauss, 1998) and estimate the exact amount of DNA adsorbed by the 

samplers. DNA samples (in supernatants and desorbed from samplers) were stored at -20 °C 

prior to analysis. 
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C. Experiment 3: eDNA sampling experiment in microcosm 

Asellus aquaticus, a small freshwater isopod, was used as a target organism to test the 

capacity of the HAp samplers to collect eDNA in microcosm. A. aquaticus is a relevant model 

because it is easy to rear under laboratory conditions and can survive for several days without 

feeding, which is an advantage for avoiding exogenous contamination in eDNA experiments. 

In addition, macroinvertebrates received less attention than fish and amphibians in eDNA-

based studies, and the demonstration that eDNA-based tools work on these organisms is 

essential (Mächler et al., 2014). Last, we have access to genomic resources for this species 

and related species allowing us to design species-specific primers. Forty individuals of A. 

aquaticus sampled from a natural pond (Lyon, France) in April 2019 were divided into eight 

glass microcosms (five individuals / microcosm) containing 500 mL of synthetic water (Peltier 

& Weber, 1985) (Fig. 3-3). Positive controls correspond to microcosms where we injected 

genomic DNA (final microcosm at 1 ng/mL) extracted from a pool of 10 A. aquaticus. After 24 

hours of A. aquaticus acclimatisation, the two prototypes of HAp samplers were incubated in 

microcosms (1 sampler / microcosm) for 24 hours. All microcosms were placed in a cold room 

at 18 °C, spaced 0.5 m apart and covered to limit the risk of contamination. The organisms 

were not fed during the experiment to reduce the amount of allochthonous DNA. After 

incubation, the HAp samplers were removed from the microcosms using sterile forceps. At the 

same time, a 14 mL water sample was taken from each microcosm to compare the amount of 

A. aquaticus eDNA obtained using a conventional method (i.e. eDNA precipitation) with the 

amount of DNA collected by HAp samplers. Directly after the experiment, DNA from HAp 

samplers was desorbed according to section 1.3. of the protocol and purified (Macherey-Nagel 

™ NucleoSpin ™ gel and PCR cleaning kit) to avoid potential inhibition of the downstream 

qPCR by the phosphate buffer (see next section), following the manufacturer's 

recommendations. DNA from the water samples was precipitated by adding 35 mL of 96% 

ethanol, 1.4 mL of 3 M sodium acetate and 10 μL of glycogen in 50 mL falcon tubes. 

 After three days of incubation at -80 °C, the tubes were centrifuged at 1200 rpm for 35 minutes 

at 4 °C. The pellets obtained were resuspended in 50 μL of 1 X TE buffer and extracted with 

a commercial kit (Qiagen ™ DNA Blood and Tissue kit). Precipitated DNA and DNA desorbed 

from HAp samplers were stored at -20 °C prior to analysis. 
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D. Experiment 4: eDNA sampling experiment in situ  

To test the ability of HAp samplers to sample eDNA in natural conditions, an experiment was 

conducted on August 27, 2021 in a freshwater pond located in an urban area where a 

population of A. aquaticus is present (Lyon, France). Environmental DNA sampling was 

carried out at nine locations in the pond. At each location, a P2 HAp sampler was placed at 

an average depth of 20 cm from the water column, attached with a fishing line perpendicular 

to the surface and incubated for 24 hours. Upon collection of the samplers, a 1 L sample of 

water was collected using sterile bottles from all nine locations to compare the amount of 

eDNA obtained using a conventional sampling method, here filtration. Immediately after 

collection, water samples were filtered in a laminar flow hood (Noroit, H-BOX, France) at the 

University of Lyon using a vacuum filtration manifold (ThermoScientific ™, Nalgene ®) and 

47-mm nitrocellulose filters (0.45 μm pore size, MCE Membrane, Merck Millipore, Germany) 

placed in disposable single-use filter funnels (Thermo Fisher Nalgene ™).  

Instead of precipitation, filtration was chosen to increase the volume of sampled water hence 

increasing the probability of detection of the targeted species (Hinlo et al., 2017; Piggott, 

2016; Spens et al., 2017). After filtration, all filters were placed into 5 mL LoBind ® eppendorf 

tubes and stored at -20 °C until extraction. DNA from filters was extracted using a modified 

protocol of the DNeasy Blood and Tissue kit (Qiagen ™ DNA Blood and Tissue kit). Briefly, 

500 μL of ATL buffer and 40 μL of proteinase K were added into 5 mL tubes containing filter 

membranes and incubated at 56 °C with shaking for 24 hours. After incubation, 400 μL of AL 

buffer and 400 μL of ethanol 96% were added in tubes. Next steps were done following the 

manufacturer’s recommendations. After 24 hours of exposure, the HAp samplers were 

removed from the pond and DNA was desorbed following the protocol detailed in section 1.3 

and purified (Macherey-Nagel ™ NucleoSpin ™ gel and PCR cleaning kit) following the 

manufacturer’s protocol. Desorbed DNA from HAp samplers and filtered DNA from water 

samples were stored at -20 °C until quantification.  
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Figure 3-3: Experimental design (experiment 3) testing the efficiency of HAp samplers to recover eDNA 
from Asellus aquaticus in microcosms compared to a conventional sampling methood (precipitation).

3.1.5. Negative controls and contamination tracing

Concentrated DNA (i.e. DNA marker and genomic DNA) and eDNA samples were processed 

separately in dedicated laminar flow hoods and with specific equipment. All equipment such 

as pipettes, filtration material and consumables were decontaminated before each use with a 

decontamination solution (DNA AWAY ®, ThermoScientific ™, France) followed by a 15-min 

ultraviolet light (UV) treatment. Forceps, glass bottles and glass microcosms were immersed 

for 1 hour in a 5% bleach solution, rinsed with sterilised water and were autoclaved before 

use. 
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To trace potential contamination, we have set up four types of contamination controls 

throughout each experiment: 1) initial controls (control HAp samplers) corresponding to DNA 

directly desorbed from HAp samplers without incubation in DNA solution, 2) experimental 

controls corresponding to microcosms or tubes containing water without target DNA in which 

the samplers are incubated and the water is precipitated or filtered, 3) extraction controls 

corresponding to filters extracted with a commercial kit (Blood and Tissue kit, Qiagen) without 

having been in contact with water, 4) quantification controls corresponding to wells without 

DNA in qPCR and fluorescence plates. 

3.1.6. DNA quantification and analysis 

A. Quantification of DNA size marker  

In the first experiment testing DNA recovery of various DNA fragments, we quantified total 

DNA desorbed from HAp samplers and residual DNA in supernatants by fluorescence using 

a QuBit ® 3.0 fluorometer (Invitrogen). We used the dsDNA BR kit (broad range, range: 0.2 to 

1000 ng/μL) according to the manufacturer’s protocol. The results are reported in ng/μL. DNA 

bands profiles were visualised using a Fragment Analyzer (Agilent Technologies). For the 

second experiment (repeatability), desorbed DNA from the HAp samplers and residual DNA 

in supernatants were also measured by fluorescence (excitation at 480 nm and emission at 

520 nm) but using an Infinite M200 Pro microplate fluorometer (TECAN, Switzerland) to allow 

the parallel analyses of many samples (96 samples per reading). A QuantiFluor® dsDNA kit 
was used according to the manufacturer’s protocol, with a DNA sample volume of 10 μL and 

190 μL of working solution. A five-fold dilution series (1500-0 ng/μL) of standard DNA (Lambda 

DNA Standard, 100 ng/μL) was used to build the standard curve and calculate the sample 

DNA concentration in ng/μL. The results are reported in percentage of recovered DNA (i.e. 

DNA adsorbed and desorbed). All DNA samples and controls were quantified in duplicates.  

 

 

 



 

103 

 

B. Quantitative PCR assay for A. aquaticus eDNA 

For experiments testing eDNA sampling by HAp samplers in microcosms and in situ, 

quantitative PCR (qPCR) was used to quantify the amount of A. aquaticus eDNA. We 

designed a pair of primers to specifically amplify a 110 bp fragment of the mitochondrial 16S 

gene of A. aquaticus (5’ GGTTTAAATGGCTGCAGTATCC 3’, 

5‘ CTTGTGTAATAAAAAGCCTACCTC 3’). The amplification specificity of the primers was 

tested in silico using primer-BLAST function (NCBI) and assessed experimentally through 

PCR and electrophoresis gel analysis on a closely related species (Proasellus meridianus). 

The qPCR reaction volume was 10 μL consisting of 1X SsoAdvanced Universal SYBR Green 

Supermix (Bio-Rad Laboratories Inc., Hercules, CA), 0.5 μM of primers and 2 μL of DNA. The 

qPCRs assays were run in 96 well plates on a CFX96 TouchTM Real-Time PCR Detection 

System (Bio-Rad Laboratories, Inc., Hercules, CA) in duplicate for experiment 3, as we had a 

limited amount of DNA material, and in triplicate for experiment 4. qPCR cycle started with an 

incubation at 95 °C for 10 min followed by 45 cycles of denaturation at 95 °C for 10 sec and 

an annealing/extension step at 64 °C for 20 sec before a final melt curve from 65-95 °C (0.5 °C 

increments). For the microcosm experiments (experiment 3), the qPCR plates included a 

single seven-fold dilution series of the purified 16S A. aquaticus amplicons between 2.5 x 1010 

and 2.5 x 103 copies/μL as quantified by a QuBit 3.0 assay. As we expected very low levels of 

A. aquaticus eDNA in the pond (experiment 4), qPCR plates were run with a single seven-fold 

dilution series of purified 16S amplicons with a copy number ranging from 2.5 x 107 and 2.5 x 

101 copies/μL. In both qPCR analysis, the R2 values and PCR efficiency (%) of the calibration 

curves were 0.99 and 101.5  0.1 (mean  SD). 

C. Limit of detection and quantification 

The limit of detection (LOD) was determined as the lowest DNA concentration at which there 

is 95% of detection across replicates and the limit of quantification (LOQ) as the lowest 

concentration at which the coefficient of variation is below 35% (Klymus et al., 2019). LOD 

and LOQ were determined via a 4-fold serial dilution of a 16S A. aquaticus amplicon from 2.5 

x 103 to 2.5 DNA copies/μL. Each dilution was run in 18 qPCR replicates. The LOQ was 2.5 x 

103 and the LOD 2.5 x 102 copies/μL. 
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3.1.7. Statistical analysis 

Wilcoxon tests were performed in DNA sampling experiments to test three null hypotheses: 

(1) HAp samplers recover a similar amount of DNA whether incubated in a solution of short or 

long DNA fragments, (2) both prototypes of HAp samplers recover a similar amount of DNA, 

(3) the amount of eDNA recovered by HAp samplers is similar to that of two conventional 

eDNA sampling methods (i.e. precipitation, filtration). In the repeatability experiment, a Fisher 

exact test was performed to test whether the number of failed recovery was homogeneous 

between experiments A, B and C. Linear mixed-effect models (LMMs) were used to test the 

influence of the prototype version and of the experiment timing (experiment 2). These models 

were fitted with the restricted maximum likelihood method using the package nlme (Pinheiro 

et al., 2021). We tested significance of experiment timing and prototype version using 

likelihood ratio tests (LRT) between the models with and without the tested variable. Plots 

were made with the ggplot2 package (Wickham et al., 2016) and all analyses were conducted 

using R (v 4.0.3).  

3.2. Results  

3.2.1. Experiment 1: DNA adsorption and desorption of various 
fragment sizes 

We first tested the capacity of the HAp samplers to collect DNA using concentrated DNA 

solution. To also test whether DNA fragment size influences DNA adsorption on HAp 

samplers, we exposed them to two DNA size marker solutions at the same concentration 

containing a pool of either medium to long (1260-8450 bp) or short to medium DNA fragments 

(20-2000 bp). After 17 hours of exposure to the samplers, DNA concentrations in the 

supernatants were significantly reduced or too low to be quantified for both solutions and 

prototypes (Table 3-2). The concentrations of DNA recovered by the HAp samplers were 

similar whether incubated in the solution containing the longer or the shorter fragments (Wilcox 

test, p = 0.31). Regarding prototypes, P2 samplers recovered significantly more DNA than P1 

samplers regardless of the solution in which they were incubated (Wilcox test, p = 0.04).  
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Tableau 3-2: DNA concentration in supernatants and recovered from six P1 and six P2 HAp samplers 
(three replicates per marker solution) measured by QuBit ®. 

HAp- 
samplers 

DNA 
marker 

Residual DNA in 
supernatants after 

17h (ng/μL) 

DNA desorbed from 
HAp samplers 

(ng/μL) 

P1-A short 0.105 0.2 
P1-B short ND 0.215 
P1-C short 0.183 0.153 
P2-A short ND 0.677 
P2-B short ND 0.567 
P2-C short ND 0.551 

P1-D long 0.062 0.52 
P1-E long ND 0.88 
P1-F long ND 0.087 
P2-D long ND 0.89 
P2-E long 0.053 0.774 
P2-F long 0.061 0.554 

 

Examination of the DNA band profiles (Fig. 3-4, bottom panel), despite a slight size shift 

between the control profile and the DNA desorbed from the HAp samplers, showed that the 

P1 and P2 HAp samplers recovered all the DNA fragments from both markers. The relative 

intensity among fragments was preserved except for the DNA fragments above 5000 bp which 

were less concentrated after the desorption. Following the manufacturer (Agilent, personal 

communication), the observed size shift is likely to be due to the buffer solution being of 

different composition and concentration between the control ladder solution (TE buffer) and 

the HAp samplers DNA desorption solution (phosphate buffer).  
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Figure 3-4 : (A) experiment 1 layout, (B) electropherograms of the long and short DNA fragments 
desorbed from the HAp samplers. The most concentrated DNA replicates were selected to get a clearer 
description of the fragment distribution (P1-B, P1-E, P2-A, P2-D, Table 2). As standards, the curves 1 
and 4 represent the profile of the initial DNA markers. The horizontal axis represents the size of DNA 
fragments in bp, and the vertical axis represents fluorescence. The left-most (1 bp) and right-most (20 
000 bp) peaks are internal markers. 
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3.2.2. Experiment 2: Repeatability of HAp samplers over time 

A repeatability experiment was conducted to test the hypothesis that HAp samplers can be 

reused and that their recovery efficacy is stable after several cycles of use. We performed 

three consecutive cycles of use (experiment A, B and C), each composed of a 

decontamination, DNA adsorption and desorption steps. The percentage of DNA recovered 

(adsorbed and desorbed) by the samplers was lower in experiment A compared to 

experiments B and C, with an average of 8%, 17% and 15%, respectively (Fig. 3-5). 

Experiment A showed a disproportion of samplers (18 out of 30, against 0 for experiment B 

and C) which failed to recover any DNA compared to the other experiments (Fisher exact test, 

p < 1E-10). Nonetheless, while not associated with any experiment in particular, the 

percentage of DNA recovered was highly variable. The coefficient of variation of the proportion 

of recovered DNA was on average 65% considering all the samplers and 34% when excluding 

the samplers which failed to recover any DNA. After removing the samplers which failed to 

recover any DNA, we tested the influence of the experiment and prototype on the percentage 

of DNA recovered using a linear mixed-effect model with experiments (A, B and C) and 

sampler prototypes (P1 or P2) as the fixed effects, and samplers as random effect on the 

intercept. The experiment had no significant effect on the percentage of DNA recovered (LRT, 

experiment : ). While P2 samplers prototype recover more DNA than 

P1, the effect is not significant (LRT, sampler prototype: ).  
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If we exclude the results of the first experiment, when looking at the relationship between 

residual DNA in the supernatant and DNA recovered by the HAp samplers (Fig. 3-6), we can 

delimit three types of sampler behaviour: (1) a group of 13 samplers with low adsorption 

capacities as demonstrated by a low DNA recovery (< 20%) and a high proportion of DNA 

remaining in the supernatant (>30%); (2) a group of 7 samplers with high adsorption and 

desorption capacities (recovery > 20%, supernatant < 30%); (3) and a group of 5 samplers 

which adsorbed most of the DNA but did not desorb it (supernatant < 30%, recovery < 20%). 

For this last group, an alternative explanation could be that in these tubes DNA degraded or 

was adsorbed on the plastic tubes instead of the samplers. By quantifying residual supernatant 

DNA at the beginning and at the end of each experiment in three tubes without samplers, we 

estimated the average percentage of DNA loss at 25% ( 4.5%) which is too low to explain 

the behaviour of this third group of sampler.

Figure 3-5: Percentage of DNA recovered by two prototypes (P1 and P2) of HAp samplers in three 
consecutive experiments (A, B and C). Five P1 and 25 P2 samplers are sorted according to their DNA 
recovery variance. Samplers that recovered no DNA are in the red box.
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3.2.3. Experiment 3: eDNA sampling in microcosms

We deployed the HAp samplers in microcosms containing isopods (Asellus aquaticus) to test 

their ability to recover eDNA in comparison to a conventional sampling method (here 

precipitation). In a microcosm with no organisms, we observed low levels of DNA that were 

similar or slightly above the amount of DNA observed in control samplers that were not 

immersed in a microcosm (Fig. 3-7). This is indicative of a slight level of cross-contamination 

between microcosms. 

Figure 3-6: Relationship between DNA desorbed from HAp samplers and 
residual DNA in supernatants (%) in three consecutive experiments (A, B 
and C). The lines connect the same sampler used in experiments B and C.
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We therefore determined, for each sampling method, a 16S rDNA copy number below which 

we cannot distinguish between a contamination and a positive result (blank limit, LOB), which 

is more appropriate in this context than the previously calculated LOD and LOQ. The LOB was 

7 x 107 copies for HAp samplers and 10 x 107 copies for precipitation.  Using concentrated 

genomic DNA as a positive control, the samplers recovered up to 2.4 x 1010 DNA 

copies/sampler, one magnitude more than with precipitation. In the microcosms that contained 

isopods, the amount of 16S eDNA molecules was above the LOB in seven HAp samplers and 

in four precipitated water samples out of the eight replicates. The number of 16S eDNA 

molecules recovered was similar between precipitated water samples and HAp samplers 

(Wilcox-test, p = 0.35). 

 

 

 

Figure 3-7 : Number of 
copies (in log scale) of A. 
aquaticus 16S rDNA 
recovered by the two HAp 
prototypes (P1 = triangle, 
P2 = circle) and in 
precipitated water samples 
(blue triangle) after 24 hours 
of incubation in microcosm 
containing A. aquaticus 
genomic DNA u 
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3.2.4. Experiment 4: in situ eDNA sampling 

We tested the ability of nine HAp samplers to recover isopod eDNA under natural conditions 

by immersing them for 24 hours in a freshwater pond that is inhabited by a population of A. 

aquaticus. We compared the amount of DNA recovered from the samplers with that obtained 

by the filtration of nine 1 L samples of water. Despite the very low levels of eDNA amplified 

(i.e. below the limit of detection; 2.5x102 copies/μL), A. aquaticus was detected by seven HAp 

samplers replicates and in three filtered water samples out of the nine samples (Fig. 3-8). On 

average over the nine replicates, HAp samplers recovered a higher amount of DNA than 

filtration (samplers = 6 DNA copies, filtration = 15 DNA copies). Detections of target DNA at 

lower copy numbers than the LOD are common in eDNA studies due to the low DNA 

concentrations of the target species in natural environments (i.e. < 100 target copies/reaction; 

Ellison et al., 2006). Here, we assume that the detections are true positives because 1) all 

samples amplified below 40 cycles (Ct), 2) the melting curve was uniform (without additional 

peaks) and 3) no amplifications of the targeted species occurred in any of the negative controls 

including filtration and extractions control (Klymus et al., 2020). 

Figure 3-8: Number of 
copies of A. aquaticus eDNA 
recovered from HAp 
samplers P2 (orange 
triangles) and in 1 L filtered 
water samples (blue circles). 
Sampling locations in the 
pond are ranging from S1 to 
S9. Each point represents 
the average number of DNA 
copies over three qPCR 
measurements per sample, 
and the vertical bar 
represents the lowest and 
highest estimates.
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3.3. Discussion  

3.3.1.  HAp samplers recover DNA fragments of various sizes 

Using genomic DNA, we validated the concept of passive HAp samplers and their capacity to 

recover free DNA fragments of various sizes. In only 17 hours, HAp samplers recovered up to 

890 ng in experiment 1 and 1750 ng in experiment 2, which is well above the theoretical 

maximum quantity we estimated (400 ng for P1 and 800 ng for P2 samplers) using a projection 

of a DNA monolayer on the surface of the samplers (section 2.3.2). As we predicted, P2 

samplers recovered more DNA than P1 samplers during our experiments. These results 

confirm the high binding affinity between DNA and hydroxyapatite (del Valle et al., 2014; 

Okazaki et al., 2001), which increase with the HAp mass (Brundin et al., 2013) and suggest 

that more than one layer of DNA molecules can bind to the HAp surface. Depending on 

physical parameters such as the microstructure of the surface and the number and size of 

porosities, DNA molecules can be deposited in different ways on the surface of minerals 

(Paget et al., 1992).  

For example, Khanna et al. (1998) found that DNA molecules predominantly adsorb to the 

edges of clays, and that one end of a DNA fragment could bind when the other end is unbound 

and extends outwards. So far, DNA adsorption mechanisms have been described on mineral 

powders or soil particles but remain to be studied on 3D-printed hydroxyapatite surfaces 

(James Cleaves et al., 2011; Yu et al., 2013). Further experiments are needed to 

accurately quantify the maximum adsorption capacity of a HAp sampler and to characterise 

the surface parameters (e.g. microstructure, porosities) that influence DNA adsorption. While 

we hypothesised that longer DNA fragments would be preferentially adsorbed due to a greater 

number of binding sites, we found no clear evidence that longer fragments were preferentially 

adsorbed on the HAp samplers. On the contrary, the examination of DNA band profiles (Fig. 

3-4) suggests that DNA fragments above 5000 bp are less well adsorbed or desorbed of the 

HAp sampler surface.  

 

 



 

113 

 

This is consistent with what is observed on soil particles where smaller DNA fragments (< 3 

Kb) or those with lower molecular weights are adsorbed more easily than longer fragments (> 

7 Kb, Franchi et al., 1999; Ogram et al., 1994). This is explained by an exclusion 

phenomenon of long DNA fragments in the interstices of the mineral, as well as a difference 

in the diffusion coefficient between small and long DNA fragments (Ogwada & Sparks, 1986; 

Yu et al., 2013). As the geometry and microstructure of our HAp samplers differ widely from 

soil particles, the adsorption processes are certainly very different, explaining why we did not 

find a strong effect of DNA fragment size. A sampling method that is not strongly biased toward 

a given range of fragment sizes, or even favours short DNA fragments, is a real advantage for 

eDNA sampling. eDNA is a complex mixture of genetic material ranging from cells to more or 

less degraded free DNA fragments (Wilcox et al., 2015). Free DNA fragments may 

predominate in certain types of environments (e.g. acidic) (Seymour et al., 2018) and may 

be of different sizes depending on their level of degradation. While free DNA adsorbs to the 

HAp samplers, it remains to be tested whether other forms of eDNA such as proteo-nucleic 

complexes or even larger particles can also be sampled. 

3.3.2. Environmental DNA sampling   

Our experiments demonstrated that HAp samplers can sample animal eDNA passively in fresh 

waters. In controlled and natural conditions, at least 80% of the sampler replicates successfully 

detected A. aquaticus eDNA, after only 24 hours of immersion. Given the low biomass of these 

small isopods which, unlike large organisms commonly used in eDNA-based studies (e.g. fish, 

amphibians; Jo et al., 2020; Maruyama et al., 2014), are likely to release very small 

amounts of eDNA, and given the short experiment duration, this overall high rate of detection 

demonstrates the high sensitivity of HAp samplers to detect isopods. Although HAp samplers 

are a promising and simple option for target organism detection, additional field experiments 

are needed to validate HAp samplers efficiency in other ecosystems (e.g. rivers) to describe 

whole communities using metabarcoding.  
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The efficiency of HAp samplers was comparable or higher to that obtained with conventional 

methods used in our study (precipitation and filtration). While the eDNA recovery efficiency of 

the HAp samplers was similar to DNA precipitation in microcosms, it was higher than filtration 

in the pond experiment. As filtration is based on sampling a volume of water at a specific time 

window, it could miss pulse inputs of eDNA (e.g. molts, gametes). Another explanation could 

be that since eDNA degrades rapidly in lentic systems, as has been shown with fish eDNA (Li 

et al., 2019), the eDNA could be mainly in extracellular and degraded form and pass through 

the filters. As the HAp samplers remain in the water longer, they accumulate extracellular DNA 

over time, and are more likely to catch a weak and temporary eDNA signal. In addition, one of 

the characteristics of minerals and in particular hydroxyapatite, is to accumulate DNA and 

protect it from degradation (Pietramellara et al., 2009). DNA adsorbed on mineral surfaces 

can remain in place for several days or more (Brundin et al., 2013; Cai et al., 2006). Further 

investigations need to be carried out to assess the residence time of eDNA on the sampler. 

3.3.3. Repeatability issues 

Although HAp samplers show a great potential for DNA sampling, repeatability appears to be 

a concerning issue. HAp samplers showed extreme variability in DNA recovery among strictly 

identical conditions (Experiment 2). Given the numerous samplers that did not recover any 

DNA during the first but did recover DNA at the later experiments (Fig. 3-5), one might have 

expected that DNA recovery could improve with cycle of use. Nonetheless, no significant 

difference between the two later experiments was found. Furthermore, by simultaneously 

monitoring the residual DNA and the desorbed DNA, we were able to determine that this 

unexplained variability is the result of two variable mechanisms which may act independently: 

a variable DNA adsorption rate and a variable desorption rate.  

Ignoring the first experiment (Fig. 3-6, Exp2.A), 7 samplers adsorbed and desorbed DNA, 13 

did not adsorb DNA and 5 adsorbed DNA but partially desorbed it during the two remaining 

experiments (Fig. 3-6, Exp2.B,C). To our knowledge, there is no literature reporting an 

uncoupling between adsorption and desorption rates. However, Pietramellara et al. (2009) 

found that DNA can be partially desorbed from clay surfaces because the bonds between the 

DNA molecules and the surface are of different nature, which results in different degrees of 

strength.  
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Depending on the strength of the bond, some DNA molecules might be hard to desorb. 

Although electrostatic interactions between the negative charges of the DNA and the surface 

is the main mechanism of DNA adsorption on hydroxyapatite (Okazaki et al., 2001; S. Yetgin, 

2013), other mechanisms are possible such as hydrophobic interaction and OH-bonding 

(Douarche et al., 2008).  

The DNA/surface interactions strongly depend on the physico-chemical properties of the 

sampler surface and the solution in which the binding reaction takes place (Gallo et al., 

2018). Among the surface properties, porosity, specific surface area, crystallinity and 

stoichiometry of the HAp phase (calcium groups can be substituted by other ions) could play 

a major role in DNA adsorption. The different manufacturing steps, such as the HAp 

densification (i.e. sintering), can greatly influence most of these surface properties. In 

particular, ionic substitution (e.g. carbonatation) and partial dehydration are known to occur 

frequently, and heterogeneously, in HAp during thermal treatment (J-P.Lafon, 2004; Wang, 

Dorner-Reisel and Müller, 2004) such as the ones used here to decontaminate the 

samplers before and between experiments, and might be the source of the observed 

variability. In addition, the chemical properties of the aqueous solution such as the pH 

(Alvarez et al., 1998; Cortez & Schnitzer, 1981; Khanna & Stotzky, 1992), ionic strength 

and the concentration of divalent cations (James Cleaves et al., 2011; Saeki et al., 2010) 

significantly impacts DNA adsorption and desorption. For example Wu et al. (2011) showed 

that by lowering the pH of the solution from 8 to 5 during the experiment, the binding between 

the DNA and the surface (here graphene oxide) increased from 30% to 100%. Surface 

analysis needs to be carried out to identify the physical (e.g. porosity, crystalline phases) and 

chemical (e.g. surface ionic groups) parameters involved in DNA binding on the HAp surface 

and the extent to which these parameters are influenced by the manufacturing and use of the 

sampler (e.g. sintering, debinding, immersion in DNA solution).  
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3.4. Conclusion 

In view of the democratisation of the use of eDNA, tools are needed to easily and cost-

effectively sample eDNA. We demonstrate that 3D passive hydroxyapatite samplers can be 

designed and used to collect eDNA, albeit some repeatability issues. Provided we can get a 

better understanding and control of the interaction between eDNA and HAp, this approach 

offers a simple alternative solution for eDNA-based biomonitoring. It also opens up an 

interdisciplinary field at the interface between engineering, surface science and molecular 

ecology.  
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Les deux chapitres précédents ont permis d’acquérir des connaissances fondamentales sur 

l’ADNe (Chapitre II) et de développer un outil d’échantillonnage passif de l’ADNe (Chapitre 

III). Le chapitre qui suit présente une étude dont l'objectif est de tester l’applicabilité de 

diverses méthodes d'échantillonnage d’ADNe, dont les capteurs développés précédemment, 

pour la bioindication dans un milieu complexe et dynamique. Il s’agit d’une étude exploratoire 

sous la forme d’un chapitre en français, qui fera prochainement l’objet d’un article scientifique.  
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1. L’ADNe de macro-invertébrés révèle l’impact 
d’une pollution en contexte d’intermittence 

 

Héloïse Verdier 1,2,3, Maïlys Gauthier1, Thibault Datry3, Tristan Lefébure1 

1 Univ Lyon, Université Claude Bernard Lyon 1,  

CNRS, ENTPE, UMR 5023 LEHNA, F-69622, Villeurbanne, France 

2 Eurofins Hydrobiologie France, Rue Lucien Cuenot, 54521 Maxéville, France 

3 INRAE, UR-Riverly, Centre de Lyon-Villeurbanne, 5 rue de la Doua CS70077, 69626 

VILLEURBANNE Cedex, France 

1.1. Résumé 

Détecter une perturbation anthropique par l’analyse des communautés biologiques, connue 

sous le nom de bioindication, s’avère particulièrement difficile dans les milieux aquatiques 

complexes et dynamiques comme les rivières intermittentes. Pourtant, ces milieux 

représentent près de 50 % des rivières mondiales, et nécessitent des méthodes sensibles et 

fiables pour déceler les impacts anthropiques et appliquer des programmes de gestion et de 

conservation adaptés. Le metabarcoding de l’ADN environnemental (ADNe) pourrait lever les 

verrous liés à la méthode de bioindication conventionnelle. Néanmoins, sa capacité à détecter 

un impact anthropique localisé, en particulier dans les rivières intermittentes, est incertaine. 

De plus, plusieurs matrices d’échantillonnage (e.g ; eau, sédiments) et méthodes associées 

peuvent être utilisées et leur potentiel et leur complémentarité n’a pas été investigué jusqu’à 

présent. Par le biais d’une expérience in situ, l’objectif général de cette étude était d’évaluer 

la capacité des matrices naturelles et artificielles à détecter un impact anthropique en 

condition d’intermittence, et identifier de potentiels bioindicateurs de pollution.  
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Pour cela, nous avons échantillonné les communautés de macroinvertébrés, couramment 

utilisés pour déceler l’impact d’une pollution, à l’amont et à l’aval de stations d’épuration 

agissant comme source de pollution, le long d’une rivière présentant un gradient 

d’intermittence (c’est-à-dire présentant des durées d’assèchements croissantes). Cette étude 

révèle que l’ADNe, lorsqu’il est isolé à partir de certaines matrices environnementales, est 

capable de retranscrire l’impact d’une pollution sur les communautés d’invertébrés, et ce, 

même dans un contexte d’intermittence. De plus, elle met en évidence des taxons qui 

pourraient s’avérer pertinents pour détecter des pollutions dans les rivières intermittentes. 

Ouvre des possibilités pour la bioindication de ces milieux et l’amélioration de leur gestion. 

1.2. Introduction 

Les écosystèmes d’eau douce sont impactés par de multiples perturbations anthropiques 

(Meybeck, 2003; Vörösmarty et al., 2010). La surveillance et l’évaluation de ces impacts sont 

au cœur des législations internationales telles que la Directive Cadre sur l'Eau en Europe 

(DCE, 2000/60/CE) ou le Clean Water Act aux États-Unis (Environmental Law Institute, 2012). 

Cette évaluation se base en grande partie sur la bioindication. Cette approche consiste à 

analyser des communautés biologiques dites « bioindicatrices », témoins des variations des 

conditions environnementales d’origine naturelle et/ou anthropique et donc de la santé des 

écosystèmes (Hillebrand et al., 2018). Les macroinvertébrés benthiques sont couramment 

utilisés comme communautés bioindicatrices en raison de leur panel de réponses aux 

différents facteurs environnementaux, allant de la tolérance à la sensibilité élevée (Birk et al., 

2012; J. N. Macher et al., 2016). Pour cela, les macroinvertébrés benthiques sont prélevés 

dans le milieu à l’aide de filet surber, triés, puis identifiés sur la base de leurs traits 

morphologiques. Les listes taxonomiques établies sont utilisées pour calculer des indices 

biotiques reflétant la qualité du milieu, à partir de données relatives à l'occurrence et à 

l’abondance des taxons, ainsi que des données sur leurs traits biologiques (e.g. polluo-

sensibilité, polyvoltinisme; Bonada et al., 2006; Pereira et al., 2013). 

 

 

 



 

128 

 

Malgré les efforts de standardisation, l'application des méthodes de bioindication 

conventionnelles reste un défi majeur pour de nombreux écosystèmes complexes et 

dynamiques. C’est le cas des rivières intermittentes (RIs) qui cessent de s’écouler ou 

s’assèchent périodiquement sur un ou plusieurs tronçons (Skoulikidis et al., 2017). 

Représentant plus de la moitié des rivières mondiales (Messager et al., 2021), les RIs sont 

des systèmes extrêmement dynamiques puisque soumis à de fortes variations hydrologiques 

dans le temps et dans l’espace (Datry et al., 2017). Elles peuvent à la fois présenter des 

habitats lotiques (eau courante), lentiques (eau stagnante) et terrestres (lit de rivière asséché) 

(Datry et al., 2017). Ces conditions hydrologiques font des RIs des écosystèmes naturellement 

dynamiques, dans lesquels l’impact de perturbations anthropiques est difficile à déceler par 

les approches de bioindication conventionnelles (Stubbington et al., 2018a). Souvent, l'impact 

de perturbations anthropiques n’est pas détectable en contexte intermittent (Crabot, Dolédec, 

et al., 2021; Morais et al., 2004; Soria et al., 2020). Au contraire, dans certains cas, les 

méthodes de bioindication conventionnelles indiquent même une amélioration de l’état 

écologique de tronçons intermittents à l’aval de rejets de station d’épuration, dû à une remise 

en eau « artificielle » (Crabot, Polášek, et al., 2021). Le manque de fiabilité de la bioindication 

standard pour détecter des impacts anthropiques en RIs est dû à deux raisons principales. 

La première raison est que les protocoles de bioindication ont été conçus à partir de rivières 

pérennes et des communautés biologiques qui leur sont inféodées, et sans tenir compte de 

l’assèchement en tant que stress. Par conséquent, cette approche néglige de nombreux 

taxons potentiellement bioindicateurs pour les rivières intermittentes, à la fois durant l’étape 

l'échantillonnage (Watson & Dallas, 2013), mais aussi lors du calcul d’un indice de qualité du 

milieu. En rivière, l’échantillonnage des macroinvertébrés est réalisé exclusivement pendant 

les phases d’écoulement et sur des tronçons localisés (AFNOR, 2014). En plus d’être 

extrêmement invasif, ce protocole s’avère techniquement impossible à mettre en œuvre 

lorsque la rivière est asséchée ou sous forme de mouilles déconnectées (pouvant durer 

plusieurs mois) et ne tient pas compte des processus de dispersion et de sensibilité ou au 

contraire de résistance des organismes aux assèchements (Leigh et al., 2016; Robson et al., 

2011). En particulier, les indices biotiques sont souvent basés sur des taxons polluo-sensibles 

comme les Ephemeroptera, les Plecoptera et les Trichoptera (dénommés EPT). Cependant, 

ces taxons s’avèrent également très sensibles à l’assèchement et leurs réponses à celui-ci ne 

sont pas prises en compte dans le calcul des indices (Reyjol et al., 2014).  
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Or, les taxons comme les Odonata, les Coleoptera et les Heteroptera (dénommés OCH), mais 

aussi les Oligochaeta et les Diptera (Bonada et al., 2006b; Datry, 2012) sont prépondérants 

en RIs, plus tolérants à différents types de dégradation de la qualité de l'eau, notamment la 

pollution de l'eau (Chang et al., 2014), mais sont peu pris en compte dans le calcul des indices. 

L’omission de ces taxons induit une vision tronquée des communautés des RIs réduisant ainsi 

leur potentiel à refléter la présence d’une perturbation additionnelle (e.g. pollution, Cañedo-

Argüelles et al., 2016).  

La deuxième difficulté réside dans l’étape d’identification morphologique des organismes ; 

processus coûteux et fastidieux reposant sur une expertise taxonomique élevée. D’une part, 

ces contraintes méthodologiques et financières réduisent inévitablement le nombre de suivis 

et de points d’échantillonnage. D’autre part, l’identification s’arrête à un niveau taxonomique 

trop grossier (e.g. famille) pour détecter des réponses suffisamment précises des 

communautés aux facteurs de stress, d’autant plus lorsque de multiples sources de stress 

s’additionnent (e.g. assèchements et pollution; (Cañedo-Argüelles et al., 2016; J. N. Macher 

et al., 2016, Stubbington et al., 2018). En effet, les niveaux taxonomiques inférieurs (i.e. genre, 

espèce) sont plus à même de mettre en évidence et distinguer les différents stress 

environnementaux (Bailey et al., 2001). Au vu de l’ensemble de ces challenges et de la 

prévalence des RIs, il est indispensable de développer des méthodes de bioindication 

adaptées aux RIs non invasives, avec une résolution taxonomique plus fine, et pouvant être 

déployé à large échelle spatiale et temporelle (e.g., Steward et al., 2018; Stubbington et al., 

2018, Munné et al., 2021). 

L’utilisation d’outils moléculaires, et particulièrement de l’ADN environnemental (ADNe), 

apparaît comme une alternative prometteuse pour la bioindication des RIs (Blackman et al., 

2021, Laini et al., 2020). L’ADNe dérivé des macro-organismes correspond au matériel 

génétique relargué par les organismes vivants dans leur environnement par divers processus 

biologiques tels que l’excrétion, la desquamation ou encore la défécation (Taberlet et al., 

2018). Une fois relargué, cet ADN transite dans l’écosystème et s’accumule dans des matrices 

environnementales (e.g. eau, sédiments), desquelles il peut être extrait et analysé afin 

d’inférer la présence d’organisme. Le metabarcoding de l’ADNe est une analyse consistant à 

l’amplification et au séquençage simultané de plusieurs espèces à partir d’échantillons 

d’ADNe. 



 

130 

 

Cette approche est apparue comme une révolution (Deiner et al., 2017; Taberlet et al., 2018), 

puisqu’elle permet de caractériser des communautés biologiques entières résidant dans un 

écosystème, et ce, sans avoir à les capturer au préalable. En plus de son caractère non 

invasif, le metabarcoding de l‘ADNe présente de nombreux avantages pour la bioindication 

des RIs. Premièrement, sa facilité de mise en œuvre et sa rapidité permettent d’augmenter 

l’échelle temporelle et spatiale des inventaires de communautés biologiques. Ainsi, il 

permettrait une meilleure prise en compte (i) de la variabilité spatio-temporelle des RIs et (ii) 

de la dispersion des organismes, processus clé dans les hydrosystèmes intermittents. 

Deuxièmement, le metabarcoding de l’ADNe permettrait d’accéder à une diversité 

d’organismes plus importante que par les approches de taxonomie morphologique. Elle 

permettrait notamment d’identifier des espèces difficiles à échantillonner, sous forme de 

résistance ou à des stades juvéniles (e.g. larves) pouvant réagir différemment aux facteurs de 

stress environnementaux (Sturmbauer et al., 1999, Eisenring et al., 2016). De plus, une 

meilleure résolution taxonomique pourrait mettre en évidence des taxons à forts potentiels 

bioindicateurs généralement sous-évalués par l’approche morphologique, comme les 

Chironomidae, les Hydropsychidae et les Baetidae (Resh & Unzicker, 1975, Lencioni et al., 

2012). 

Néanmoins, d’importantes interrogations demeurent quant aux informations fournies par 

l’ADNe, et en particulier sa capacité à retranscrire l’impact d’une perturbation à une échelle 

locale. L’ADNe est un mélange complexe de molécules, le plus souvent collecté à partir 

d’échantillons d’eau qui sont ensuite filtrés. Or, l’ADNe en suspension dans l’eau peut être 

transporté à plusieurs kilomètres depuis sa source et se dégrader à des vitesses variables 

(Barnes & Turner, 2016). Ainsi, l’ADNe issu des échantillons d’eau peut aussi bien refléter les 

communautés à l’échelle du bassin versant (Deiner et al., 2016) qu’à un niveau local sur les 

communautés (Jeunen et al., 2019; Lim et al., 2016). D’autres matrices biologiques 

accumulent l’ADNe, mais sont encore peu utilisées dans un contexte de bioindication, comme 

les sédiments ou les biofilms se développant sur des pierres (Rivera et al., 2021). Ces 

matrices pourraient intégrer un signal plus local et être prélevées même lorsque le lit de la 

rivière est asséché (e.g. sédiments). Néanmoins, l’ensemble de ces matrices ne sont pas 

toujours disponibles ou prélevables selon les milieux aquatiques (e.g. absence de sédiments 

fins, milieux profonds) ou les phases hydrologiques d’une rivière (e.g. crue ou assèchement).  
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Le développement de capteurs d’ADNe artificiels a émergé pour collecter passivement et 

simplement l’ADNe dans de telles conditions et dans un large éventail de milieux aquatiques 

(Kirtane et al., 2020, Verdier et al., 2022). De nature très variée, les matrices intègrent 

certainement un signal ADN très différent. Cependant, leur potentiel et leur complémentarité 

pour la bioindication n’ont pas encore été évalués. Cette étude exploratoire vise à évaluer la 

capacité du métabarcoding de l’ADNe issu de quatre matrices naturelles et artificielles (eau, 

sédiments, biofilms, capteurs passifs en hydroxyapatite développés précédemment) à 

détecter une perturbation d’origine anthropique (i.e. pollution) dans une rivière intermittente. 

Pour cela, un échantillonnage de l’ADNe, en parallèle d’un inventaire conventionnel de 

macroinvertébrés, a été réalisé à l’amont et l’aval de trois stations d'épuration agissant comme 

source de pollution. Nous émettons l’hypothèse que les diverses approches - ADNe et 

conventionnelles - offriront une vision différente des communautés de macroinvertébrés, et 

que l’ADNe permettra notamment de mieux détecter une perturbation anthropique, lorsqu’elle 

intervient dans un contexte d’intermittence.  

Les objectifs de cette étude sont de (i) comparer les inventaires des communautés de 

macroinvertébrés obtenus via les approches d’échantillonnage morphologiques et basés sur 

l’ADNe, (ii) d’évaluer la capacité de l’ADNe issue de diverses matrices à détecter l’effet d’une 

perturbation anthropique (i.e. pollution) en plus d’une perturbation hydrologique. Les résultats 

sont ensuite discutés dans un contexte d’amélioration de la bioindication en contexte 

intermittent. 

1.3. Matériels et méthodes 

1.3.1. Sites d’étude 

L'étude a été menée sur l'Albarine, une rivière intermittente située dans l'est de la France (Ain, 

69). L’Albarine prend sa source à 950 m d’altitude et draine un bassin versant de 313 km2. 

Cette rivière se caractérise par une section pérenne où l’eau s’écoule en continu le long d’un 

plateau karstique sur environ 45 km, et, plus en aval, par une section présentant un régime 

d'écoulement intermittent sur environ 10 km (Fig. 1-1). Sur cette section intermittente, les 

assèchements se produisent de manière saisonnière et forment un gradient d’intermittence 

qui s’intensifie vers l’aval (c’est-à-dire des phases d’assèchement plus longues).  
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Chaque année, les phases d’assèchement à l’aval conduisent à un lit de rivière complètement 

sec en été et jusqu'en automne (Datry et al., 2012).

Figure 1-1 : (A) Localisation de la rivière de l’Albarine, (B) carte du bassin versant de l’Albarine montrant 
la section pérenne (remplissage blanc) et la section intermittente (remplissage rose) ainsi que les 6 
sites d’échantillonnages (ronds = sites de référence, triangles = sites pollués) distribués le long du 
gradient d’intermittence (PR = Pérenne, MI = Moyennement Intermittente, FI = Fortement Intermittente).

Trois stations d'épuration ont été sélectionnées comme source de pollution, sur des zones 

présentant différents degrés d’intermittence afin de représenter de manière exhaustive la 

diversité des conditions hydrologiques de la rivière. La première station est située sur une 

zone pérenne (PR) qui s’écoule à un débit constant toute l’année, la deuxième est située sur 

une zone moyennement intermittente (MI), présentant un débit nul 60 % du temps sur une 

année, et la troisième située sur la zone fortement Intermittente (FI), présentant un débit nul 

70 % du temps sur une année (Datry, 2012; Larned et al., 2011). Le choix s’est porté sur des 

stations d’épuration présentant des taux de rejets organiques compris entre 900 et 33 333 EH 

(Equivalent-Habitant, quantité de pollution émise par personne et par jour, Tableau 1-1). 
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Tableau 1-1 : Caractéristiques des stations d'épuration 

 

Les échantillons ont été prélevés à l’amont et l’aval de chaque station d’épuration, soit un total 

de six points de prélèvement (Figure 1-1). Les points en amont sont considérés comme des 

sites de références (REF), non impactés par les effluents de stations d'épuration. Les points 

en aval correspondent aux sites pollués (P) par les effluents de station d'épuration. La 

campagne d’échantillonnage à été conduite entre mai et juin 2021, période pendant laquelle 

le débit était continu sur l'ensemble des sites. Cette période a été sélectionnée afin de 

conduire en parallèle l’échantillonnage de l’ADNe et des communautés par l'approche 

morphologique, cette dernière ne pouvant être réalisée que lorsque la rivière est en eau. Le 

dernier épisode d'assèchement s'est terminé sur les zones intermittentes plus de 60 jours 

avant le début de l'expérience et à notre connaissance, le site pérenne a coulé en continu 

pendant les 20 dernières années. 

1.3.2. Données physico-chimiques  

Une caractérisation de la composition physico-chimique de l’eau a été réalisée deux mois 

avant l’échantillonnage des communautés, et consistait en la mesure des nutriments 

(ammonium, nitrite, nitrate, orthophosphate), des matières en suspension (MES), de la 

demande biochimique et chimique en oxygène (DBO5 et ST-DCO) et du carbone organique 

dissous (COD). Au moment de l’échantillonnage des communautés biologiques, des variables 

environnementales complémentaires ont été mesurées comme la hauteur d’eau (cm), la 

largeur mouillée (cm) et la vitesse du courant (cm.s -1). L’altitude (m), la latitude et la longitude 

de chaque site ont été obtenues avec un GPS Garmin. La conductivité (μS.cm-1) et la 

température (°C) ont été mesurées avec un conductimètre. Le pH et le pourcentage d’oxygène 

dissous ont été mesurés avec une sonde multiparamètres en amont des points de 

prélèvements pour éviter un biais dans les mesures. Le pourcentage d’ombrage a été estimé 

visuellement sur un tronçon de 20 fois la largeur mouillée en moyenne. 

Condition hydrologique Capacité de 
stockage (EH) Type de traitement

Niveau 
d'intermittence 

(%)
Pérenne (PR) 1200 Lit bactérien

Moyemment Intermittente (MI) 900 Boue activée - 
aération prolongée

Fortement Intermittente (FI) 33 333 Boue activée - 
aération prolongée
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1.3.3. Échantillonnage des macroinvertébrés  

Sur chacun des 6 sites, un inventaire conventionnel des macro-invertébrés benthiques a été 

réalisé en suivant le protocole européen standardisé (Multi-Habitat Sampling, norme XP T 90-

333 in AFNOR, 2010). Pendant les conditions de faible débit, les spécimens ont été collectés 

sur les différents types de mésohabitats rencontrés sur le site en 12 réplicats, avec un filet 

Surber (surface d'échantillonnage 0,05 m2, maille de 500 m). Les spécimens prélevés ont été 

placés et conservés dans des flacons hermétiques contenant de l’alcool à 96°. Les spécimens 

ont été triés, comptés et identifiés au niveau du genre, ou à la famille et sous-famille pour les 

Oligochetae, certains Diptera (e.g. Chironomidae), les Trichoptera les Limnephilidae, les 

Coleoptera, les Dytiscidae et les Hydrophilidae par le laboratoire EUROFINS 

HYDROBIOLOGIE FRANCE (AFNOR, 2010).  

1.3.4. Échantillonnage de l’ADNe  

Sur chaque site, l’ADNe a été échantillonné dans quatre matrices : (i) des capteurs passifs en 

hydroxyapatite (Verdier et al., 2022), (ii) une filtration d’eau, (iii) une extraction à partir de 

sédiments (Turner et al., 2015) et (iv) une à partir de biofilms (Rivera et al., 2021). Deux jours 

avant l’échantillonnage des matrices naturelles (eau, sédiments, biofilms), huit capteurs 

passifs ont été fixés à l’aide de fil de fer sur des piquets préalablement autoclavés, et disposés 

dans la rivière, de façon à les immerger entièrement dans l’eau. Le nombre de réplicats (8) a 

été limité par le nombre total de capteurs disponibles.  

Les capteurs ont été laissés dans la rivière pendant 48 heures, durée suffisante pour capturer 

l’ADNe tout en évitant l’obstruction de la surface des capteurs par des substrats biologiques 

(e.g. feuilles, sédiments) et le développement de biofilm microbien. Après immersion, les 

capteurs ont été collectés et placés dans des tubes Eppendorf Lobind® et placés dans la 

glace sur site et pendant le transport (environ 1 heure) afin d’éviter la dégradation de l’ADN 

avant l’extraction. Après récupération des capteurs, les matrices naturelles (eau, sédiments 

et biofilms) ont été collectées en 12 réplicats par matrice et par site, comme pour l’inventaire 

conventionnel. Ce niveau de réplication élevé permet de quantifier la variabilité du signal 

ADNe et de mieux quantifier les incertitudes liées à la détection d’espèces (Ficetola et al., 

2015; Hestetun et al., 2021). Pour la matrice eau, 2 litres d’eau ont été collectés sur chacun 

des 12 points de prélèvement à l’aide de flacons stériles en polyéthylène et avec des gants. 
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Immédiatement après collection, les échantillons d’eau ont été filtrés à l’aide d’une pompe à 

vide reliée à des entonnoirs filtrants (filtres de 0,45 μm en fibre de cellulose, MCE Membrane, 

Merck Millipore, Germany) disposés sur une rampe de filtration (Vacuum filtration manifold, 

Nalgene ®). Les filtres ont ensuite été placés dans des tubes Eppendorf Lobind ® de 5 mL. 

Pour la matrice biofilms, les biofilms ont été prélevés sur cinq pierres à chacun des 12 points 

de prélèvement, soit un total de 60 pierres par site. Ils ont été collectés en grattant la surface 

supérieure des pierres avec une brosse à dents propre, conformément à la norme européenne 

EN 13946 (AFNOR, 2014).  

Les échantillons de biofilms ont été conservés dans des tubes Falcon © stériles de 50 mL, 

fixés dans de l'éthanol (70%) selon les protocoles européens (AFNOR 2014). Enfin, pour la 

matrice sédiments, 50 mL de sédiments de surface ont été collectés à l’aide de spatules 

stériles et transférés dans des tubes Falcon © stériles de 50 mL. L’ensemble des échantillons 

ont été placés dans la glace sur site et pendant le transport (environ 1 heure) afin d’éviter la 

dégradation de l’ADNe, puis stockés au laboratoire à -80°C pour les filtres et les sédiments, 

et à 4°C pour les biofilms jusqu’à extraction. Pour les capteurs, l’ADNe a été extrait le jour 

même. 

1.3.5. Extraction ADN, PCR et séquençage 

A. Extraction ADN  

 Capteurs passifs en hydroxyapatite 

Le jour de l’échantillonnage, en laboratoire, les tubes contenant les capteurs ont été 

centrifugés pendant 1 minute à 3000 rpm afin d’évacuer le liquide contenu dans les porosités. 

Les capteurs ont ensuite été rincés avec 1 mL d'eau ultrapure stérile puis l'ADNe a été désorbé 

selon le protocole utilisé par Verdier et al., (2022). Les échantillons d’ADNe extraits ont été 

stockés à -4 °C avant l’amplification et le séquençage.  
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 Extraction à partir des filtres  

L'ADNe des filtres a été extrait à l'aide d'un protocole modifié du kit DNeasy Blood and Tissue 

(Qiagen ™ DNA Blood and Tissue kit). En résumé, 500 μL de tampon ATL et 40 μL de 

protéinase K ont été ajoutés dans chaque tube de 5 mL contenant les filtres, vortexés pendant 

15 secondes et incubés à 56 °C dans un bain-marie avec agitation (Memmert GmbH + Co.KG, 

WB 14, Schwabach, Allemagne) à 150 rpm pendant 48 heures. Après incubation, 400 μL de 

tampon AL et 400 μL d'éthanol 96 % ont été ajoutés dans les tubes et vortexés pendant 15 

secondes. Les étapes suivantes ont été effectuées selon les recommandations du fabricant. 

Les échantillons d’ADN extraits ont été stockés à -4 °C avant l’amplification et le séquençage.  

 Extraction à partir des biofilms 

Les échantillons contenant les biofilms fixés dans l’éthanol ont été centrifugés à 4°C à 13 000 

rpm afin de précipiter le matériel biologique (Eppendorf Centrifuge ® 5430 V2.2). Les 

extractions ont été réalisées à partir du culot de biofilms avec le kit Genomic DNA from soil 

(Macherey Nagel ™ Nucleospin Soil ™). Pour cela, 700 μL de tampon SL1 ont été ajoutés au 

culot précédemment obtenu. Le mélange a été agité horizontalement avec un vortex pendant 

5 minutes à 100 rpm puis centrifugé à 11000 g pendant 2 minutes. Après ajout de 150 μL de 

tampon SL3, les tubes ont été centrifugés à 11 000 g pendant 3 minutes. Les étapes suivantes 

ont été effectuées selon les recommandations du fournisseur. La dernière étape d’élution 

d’ADN a été réalisée dans 30 μL de tampon SE. Les échantillons d’ADN extraits ont été 

stockés à -4 °C avant l’amplification et le séquençage.  

 Extraction à partir des sédiments 

Les sédiments ont été homogénéisés avant extraction à l’aide de spatules stériles et pesés 

sur une balance de précision. Les extractions ont été réalisées à partir de 800  0,12 mg de 

sédiments à l’aide du kit Genomic DNA from soil (Macherey Nagel ™ Nucleospin Soil ™) en 

suivant le même protocole que celui utilisé pour les biofilms.  
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B. PCR et séquençage 

Les ADNe ont été amplifiés par PCR avec un couple d’amorces développées spécifiquement 

pour l’ADNe des invertébrés benthiques (FwhF2/EPTDr2n, Leese et al., 2020) et plus 

particulièrement les EPTD (Ephemeroptera, Plecoptera, Trichoptera et Diptera). Ces amorces 

amplifient un fragment d’ADN du gène CO1 d’une longueur de 142 pb. Des queues Illumina 

ont été ajoutées aux séquences des deux couples d’amorces pour préparer une deuxième 

PCR, permettant le séquençage ADN. La première PCR (PCR 1) a été faite en triplicats dans 

un volume total par triplicat de 35 μL contenant une concentration en tampon de 1X et 0,36 

μMol de chaque amorce sens et antisens et 5 μL d'ADNe. Les réactions de PCR ont été 

réalisées selon le protocole d’amplification suivant : dénaturation à 95°C pendant 8 minutes, 

suivie de 30 cycles de 95 °C pendant 30 secondes, 50 °C pendant 1 minute et 72 °C pendant 

1 minute. Une extension finale de 72 °C pendant 7 minutes a été effectuée, suivie d’une 

diminution de la température à 4 °C pour éviter la dégradation de l'ADN. Trente échantillons 

PCR ont été sélectionnés aléatoirement afin de vérifier l’efficacité de l’amplification sur gel 

d’agarose 3 %.  

Les PCR ont ensuite été envoyées à la plateforme GenoToul (INRAE, Toulouse) où les 

produits de la PCR 1 ont été purifiés puis amplifiés dans une deuxième PCR permettant un 

double-indexage de chaque échantillon et leur préparation pour le séquençage avec l’ajout 

d’oligonucléotides (P5 ou P7) spécifiques à la technologie utilisée le séquençage, ici Illumina. 

Les librairies ainsi obtenues ont été séquencées en utilisant le kit de séquençage 2*250 

paired-end V3 MiSeq par GenoToul.  

C. Prévention des contaminations et contrôles négatifs 

Pour limiter au maximum les contaminations sur le terrain, des ustensiles à usage unique 

étaient réservés pour chaque matrice ADNe (e.g. spatules, entonnoirs de filtration). Avant 

l’échantillonnage et entre chaque site de prélèvements, tout le matériel y compris les waders 

était décontaminé avec de la javel 5 % (  2 %). Pour limiter la cross-contamination entre 

échantillons, l’ordre de prélèvements des matrices naturelles et artificielle s’est fait de la 

concentration supposée d’ADNe la plus faible à la plus forte : capteurs, eau, biofilms, 

sédiments.  
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En laboratoire, les échantillons ont été extraits sous des hottes réservées aux échantillons 

ADN faiblement concentrés, préalablement décontaminées à la javel 5 % (  2 %) et traitées 

15 min aux UVs. Des contrôles négatifs de contamination ont été réalisés à chaque étape : 1) 

des contrôles de terrain correspondant à la filtration d’eau stérile, ii) des contrôles d’extraction 

correspondant à de l’eau stérile extraite avec les mêmes kits d’extraction que les échantillons 

contenant de l’ADN et iii) des contrôles de PCR correspondant à des échantillons d’eau 

amplifiés en parallèle des échantillons d’ADNe. 

D. Traitement bio-informatique 

Le package DADA2 (version 1.20.0, Callahan et al., 2017) a été utilisé pour assigner chaque 

séquence ADN à un ASV (“Amplicon Sequences Variants”), à partir des reads MiSeq 

demultiplexées (forward et reverse). Les séquences de primers ont été retirées des reads en 

utilisant le logiciel cutadapt v 1.9.1 (Martin, 2011). Après avoir retiré les séquences de primers, 

les séquences ont été filtrées (longueur minimale de 120 nucléotides et aucun N autorisé) et 

dérépliquées. Les séquences forward et reverse ont ensuite été fusionnées avec la fonction 

‘mergePairs’ du package DADA2 avec un minimum de recouvrement entre les deux 

séquences de 20 bp et un nombre maximum de mismatches de 5 bases. Les séquences 

chimères ont ensuite été de novo détectées et retirées avec “removeBimeraDenovo” 

(méthode consensus). Enfin, les ASVs avec une abondance inférieure à 0.0001 % dans tous 

les échantillons ont été retirés, car ces ASVs peuvent être le produit d’erreurs de PCR ou de 

séquençage. L’étape d’assignement taxonomique des ASVs a été réalisée en utilisant 

l’algorithme RDP Classifier (Wang et al., 2007) avec un seuil de bootstrap de 75 %. La base 

de données utilisée correspondait à un jeu d’entraînement disponible sur CO1 Classifier (v 

4.0.1, Porter & Hajibabaei, 2018) mis à jour en avril 2019 et constitué de données de COI 

issues des bases de référence GenBank et BOLD Systems. Seules les séquences d’ADN 

appartenant aux macroinvertébrés ont été conservées dans notre jeu de données pour les 

analyses. Des courbes de raréfaction (Annexe 3-1) sur la diversité alpha ont été effectuées et 

ont indiqué qu’un minimum de 10 000 lectures était suffisant pour capturer la majeure partie 

de la diversité au sein des échantillons. Au total, 59 échantillons n’avaient pas la profondeur 

minimale requise et n’ont pas été conservés pour les analyses. Ces échantillons appartiennent 

aux contrôles négatifs (24 échantillons), où sont associés aux capteurs passifs (28 

échantillons) et aux sédiments (7 échantillons). 
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1.3.6. Analyse de données 

Des diagrammes de Venn ont été réalisés avec le package ‘venn diagramm’ afin de comparer 

le nombre de familles uniques et partagées entre les différentes matrices et approches. Pour 

tester les effets des perturbations (pollution et intermittence) sur la richesse taxonomique, des 

ANOVAs à deux facteurs ont été conduites. Pour tester l’effet de ces mêmes facteurs sur la 

structure des communautés, des ordinations multidimensionnelles non métriques (NMDS) 

avec le basées sur les distances de Bray Curtis ont été réalisées avec la fonction ‘metaMDS’ 

du package vegan. Pour tester la différence de structure des communautés entre sites de 

référence et pollués mises en évidence avec les NMDS, une analyse de la variance par 

permutation (PERMANOVA) a été réalisée pour chaque méthode d’échantillonnage et zone 

de la rivière (PR, MI et FI). Cette analyse a utilisé les fonctions ‘adonis2’ du package vegan, 

et ‘pairwise.adonis’ du package pariwiseAdonis. A partir des matrices de distances Bray 

Curtis, une analyse de pourcentage de similarité (SIMPER ; Clarke & Ainsworth, 1993) a été 

conduite pour calculer la contribution (%) de chaque taxon à la dissimilarité entre les sites de 

référence et sites pollués de chaque zone de la rivière. Finalement, l’analyse ‘Indval’ avec la 

fonction ‘multipatt’ a été conduite pour identifier des taxons potentiellement bioindicateurs de 

pollution en rivière intermittente. En utilisant le package ‘Indicspecies’ (Caceres, Jansen, & 

Caceres, 2011), cette analyse génère un indice de valeur de l'indicateur pour chaque taxon 

et catégorie de sites (référence ou pollué). Elle permet de mesurer le degré de spécificité d’un 

taxon pour une condition environnementale, en combinant à la fois sa fréquence et son 

abondance. Les graphiques ont été réalisés avec le package ‘ggplot2’. 

1.4. Résultats 
1.4.1. Physico-chimie 

Sur les trois zones de la rivière - pérenne, moyennement intermittente et fortement 

intermittente – les paramètres physico-chimiques mesurés varient peu entre les sites placés 

en amont (référence) et en aval (pollué) des stations d’épuration, montrant à priori une faible 

contamination de l’eau par les stations d’épuration sélectionnées. 
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Tableau 1-2: Résultats des analyses physico-chimiques réalisées sur les 6 sites de prélèvements de la 
rivière (PR = Pérenne, MI = Moyennement Intermittente, FI = Fortement Intermittente, REF = site de 
référence, P = site impacté par les effluents de station d’épuration. 

 

1.4.2. Résultats de l’inventaire morphologique et du séquençage 
de l’ADNe 

(a) Approche morphologique 

 

En morphologie, un total de 65 taxons ont été identifiés et assignés à différentes résolutions 

taxonomiques, allant de l’espèce à la famille. Les 4 phylums identifiés appartiennent aux 

Arthropoda (88 %), des Annelida (4,4 %), des Plathelminthes (4,6 %) et des Mollusca (3 %). 

 
(b) ADN environnemental 

 

Le séquençage de l’ADNe a produit en moyenne de 142 045 ± 84 871 lectures pour l’ensemble 

des échantillons (moyenne ± écart-type). Après les étapes de tri, 126 877 ± 75 459 séquences 

ont été obtenues réparties comme suit selon les matrices d’échantillonnage : 193 688 ± 69 

652 dans l’eau, 121 384 ± 31 981 dans les biofilms, 111 660 ± 48 983 dans les sédiments et 

54 719 ± 69 652 avec les capteurs passifs.  
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Sur l’ensemble des lectures, toutes matrices d’échantillonnage confondues, 99,2 % des 

séquences correspondaient aux Arthropoda, 0,6 % aux Annelida et 0,2 % correspondaient 

entre autres aux Cnidaria, Rotifera et Bacteria. Seuls les Arthropoda, les Annelida et les 

Cnidaria ont été conservés pour la suite des analyses. 

Figure 1-2 : Diagrammes circulaires comparant l’abondance relative (en %) des communautés 
d’invertébrés benthiques (au niveau de l’ordre) entre l’approche morphologique et l'échantillonnage de 
l’ADNe à travers différentes matrices.
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1.4.3. Comparaison des inventaires morphologiques et issus du 
métabarcoding de l‘ADNe

Les quatre principaux phylums (Arthropoda, Annelida, Mollusca et Plathelminthes) ont été 

détectés par l’ensemble des méthodes d’échantillonnage. Quelle que soit la matrice 

d’échantillonnage d’ADNe, les communautés étaient dominées par l’ordre des Diptera (entre 

75 et 97 %). Le deuxième ordre le plus dominant était les Ephemeroptera (1,6 à 8 %) dans 

l’eau et les biofilms, les Coleoptera dans les sédiments et les Plecoptera dans les capteurs 

passifs (Figure 1-2). Parmi les 267 familles détectées au total, seules 14 étaient communes à 

l’ensemble des approches d’échantillonnages (Figure 1-3) dont les Chironomidae, très 

majoritaires, et les Simuliidae (Figure 1-4). Douze familles ont été uniquement détectées par 

la morphologie, dont 5 familles de Trichoptera (Hydropsychidae, Polycentropodidae, 

Psychomyiidae, Sericostomatidae, Glossosomatidae), deux familles de Plecoptera 

(Chloroperlidae et Perlodidae) et l'isopode Asellus aquaticus. Les échantillons d’eau ont 

détecté 179 familles, dont 82 étaient uniques à cette matrice, dont les plus abondantes sont 

les Milichiidae (Diptera) et les Halictidae (Hymenoptera). Dans les sédiments, 128 familles 

sont détectées dont 36 uniques, dont les plus abondantes appartiennent à l’ordre des Araneae 

(en particulier les familles des Ochyroceratidae et des Theridiidae).

Figure 1-3: Diagramme de Venn représentant le 
nombre de familles détectées par la morphologie
et les quatre matrices ADNe.
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Figure 1-4: Heatmap comparant 
les familles détectées par 
l'approche morphologique et par 
l'ADNe issus des différentes 
matrices (eau, sédiments, biofilms, 
capteurs) au rang de la famille. Les 
cases blanches sont synonymes 
d’une abondance égale à zéro. 
Pour alléger la représentation, 
seules les familles avec une 
abondance relative supérieures à 
0.001% sont représentées. Les 
familles présentant une 
abondance relative inférieure à 
0.0001% sont disponibles en 
annexes. 
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1.4.4. Détection des perturbations : intermittence et pollution 

 

En morphologie, la permanence d’écoulement a un effet significatif sur la richesse 

taxonomique alors que la pollution n’a pas d’effet (Tableau 1-3). Avec l’ADNe, les effets de la 

permanence d’écoulement et de la pollution dépendent de la matrice d’échantillonnage. Pour 

la matrice eau, la richesse taxonomique est significativement impactée par la permanence 

d’écoulement et la pollution (Tableau 1-3), et l’effet de la pollution est significatif quel que soit 

le niveau d’intermittence (Figure 1-5). Pour la matrice biofilms, l’effet de la pollution dépend 

de la permanence d’écoulement (interaction significative ; Tableau 1-3): l’effet de la pollution 

est uniquement visible dans la zone moyennement intermittente (Figure 1-5). Avec les 

capteurs passifs, seule la permanence d’écoulement a un effet significatif (Tableau 1-3). Enfin, 

aucun des deux facteurs n’a d’effet significatif sur la richesse issue des sédiments (Tableau 

1-3). Il est important de noter que la permanence d’écoulement a un effet négatif sur la 

richesse taxonomique avec l’approche morphologique (57,5 % de diminution entre la zone 

pérenne et la zone fortement intermittente ; Figure 1-5) alors qu’elle a eu un effet positif avec 

l’ADNe (60 % d’augmentation dans l’eau, 14 % dans les biofilms et de 80 % avec les capteurs 

entre la zone pérenne et la zone fortement intermittente). Elle n’a cependant pas d’effet 

significatif dans les échantillons de sédiments. 

 
 



145

Figure 1-5 : (a) Nombre de taxons observés et (b) nombre d’ASVs dans les sites de référence (REF) et 
pollués (P) par les effluents de station d’épuration, selon trois niveaux d’écoulement de la rivière (PR= 
Pérenne, MI = Moyennement Intermittente, FI = Fortement Intermittente) et par méthode 
d'échantillonnage. Les p-values sont celles associées aux tests post-hoc comparant la richesse 
taxonomique entre les sites de référence et les sites pollués. * indique p-value < 0,001 ; ** indique 0,001 
≤ p-value < 0,1 ; * indique 0,1 ≤ p-value < 0,5 ; ns indique p-value ≥ 0.5).
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Tableau 1-3 : Effet de la pollution et de la permanence d’écoulement sur les métriques de diversité-α 
(ANOVA à deux facteurs) par méthode d’échantillonnage. Les p-values significatives sont indiquées en 
gras. 

 Méthode Paramètre Df Sum Sq Mean Sq F value Pr (>F) 
  Pollution 1 10.9 10.89 1.294 0.259 

Morphologie Permanence 
d’écoulement 2 451.2 225.6 26.812 3e-09 *** 

  Pollution x Permanence 
d’écoulement 2 25.9 12.93 1.537 0.223 

            
  Pollution 1 116645 116645 85.077 1.75e-13 *** 
Eau Permanence 

d’écoulement 2 208886 104443 76.177  < 2e-16 *** 

  Pollution x Permanence 
d’écoulement 2 7580 3790 2.764 0.0703 

            
  Pollution 1 1217 1217 7.383 0.0084 ** 
Biofilms Permanence 

d’écoulement 2 10399 5199 31.543 2.43e-10 *** 

  Pollution x Permanence 
d’écoulement 2 1216 608 3.688 0.0303 * 

            
  Pollution 1 47 46.6 0.129 0.721 

Sédiments Permanence 
d’écoulement 2 160 79.8 0.22 0.803 

  Pollution x Permanence 
d’écoulement 2 2188 1093.8 3.021 0.056. 

            
  Pollution 1 983 983 2.422 0.146 

Capteurs Permanence 
d’écoulement 2 12980 6490 15.983 0.0004 *** 

  Pollution x Permanence 
d’écoulement 2 16 8 0.02  0.98 
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Figure 1-6 : Analyse NMDS, basée sur une matrice de distance de Bray-Curtis, des communautés 
d’invertébrés sur les sites de référence (cercles) et pollués (triangles) selon trois niveaux d’écoulement 
de la rivière (PR = Pérenne, MI = Moyennement Intermittent, FI = Fortement Intermittent), pour 
l’approche morphologie et les méthodes basées sur l’ADNe (filtres, biofilms, sédiments). Les ellipses 
indiquent le niveau de confiance à 95 % basé sur le centroïde calculé pour chaque zone (PR, MI et FI).
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L’ordination par NMDS montre que l’ensemble des approches d’échantillonnage discriminent 

les communautés des 3 zones présentant différents degrés d’intermittence. Plus 

particulièrement, la zone pérenne est bien différenciée par rapport aux deux autres zones 

(Figure 1-6). Concernant la pollution, seul l’ADNe issu des matrices eau et biofilms ont permis 

de différencier les sites de référence des sites pollués, dans la zone pérenne et moyennement 

intermittente pour les échantillons d’eau, et seulement dans la zone moyennement 

intermittente pour les biofilms (Tableau 1-4). Aucune approche ne permet de différencier 

significativement un effet pollution en condition fortement intermittente, même si la matrice 

ADNe eau montre un effet faible (permanova, R2 = 0.08, p = 0.15). Les capteurs passifs à 

ADNe ne sont pas représentés, car le nombre d’échantillons sauvegardés pour les analyses 

est trop insuffisant (section 1.3.5) pour l’ordination NMDS. 

La suite des analyses se concentre sur l’ADNe issu de la matrice eau, ayant montré la 

meilleure capacité à distinguer l’effet de la pollution sur les communautés. Lorsqu’on 

s’intéresse en détail à cette matrice, les taxons ayant la plus forte contribution à la 

différenciation des sites de référence et pollués appartiennent majoritairement à la famille aux 

Chironomidae (Diptera), et ce, quel que soit le degré d’intermittence (analyse SIMPER, 

contribution supérieure à 20 %). Le tableau 3-1 en annexes II montre les 10 taxons contribuant 

le plus aux différences entre sites de référence et pollués. L’analyse Indval (Mcgeoch et al., 

1998), réalisée à partir de la matrice eau, a permis de mettre en évidence des taxons 

potentiellement bioindicateurs de pollution dans les zones plus ou moins intermittentes. La 

majorité des taxons bioindicateurs appartiennent à l’ordre des Diptera (de 76 à 100 % selon 

les zones). Dans la zone pérenne, 11 taxons ont été identifiés et appartiennent aux familles 

des Chironomidae (45 %), des Tipulidae (18 %) et des Anthomyiidae (18 %). Dans la zone 

moyennement intermittente, 25 taxons ont été associés à la pollution et appartiennent 

majoritairement aux familles des Chironomidae (60 %), des Tipulidae (13 %) et des Simuliidae 

(13 %). Dans la zone fortement intermittente 15 taxons bioindicateurs ont été associés à la 

pollution et appartiennent aux familles des Chironomidae (47 %), des Sarcophagidae (13 %) 

et des Syrphidae (13,3 %).  
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Tableau 1-4 : Analyse PERMANOVA testant la différence de structure des communautés mises en 
évidence avec les NMDS, entre les sites de référence et les sites pollués, par niveau d’écoulement et 
par méthode d’échantillonnage. Les p-values significatives sont en gras. 

 Méthode  Permanence 
d’écoulement Sites Df R2 F Pr(>F) p.adjusted 

Morphologie 

Pérenne REF-P 1 0.11 2.62 0.01 0.19 
Moyennement 

intermittent REF-P 1 0.08 1.95 0.06 0.85 

Fortement 
intermittent REF-P 1 0.15 3.59 0.007 0.1 

Eau 

Pérenne REF-P 1 0.11 2.85 0.001 0.015 
Moyennement 

intermittent REF-P 1 0.12 2.71 0.002 0.03 
Fortement 
intermittent REF-P 1 0.08 1.86 0.01 0.15 

 Biofilms 

Pérenne REF-P 1 0.04 1.04 0.345 1 
Moyennement 

intermittent REF-P 1 0.15 3.84 0.005 0.075 
Fortement 
intermittent REF-P 1 0.04 0.91 0.579 1 

Sédiments 

Pérenne REF-P 1 0.09 1.9 0.02 0.34 
Moyennement 

intermittent REF-P 1 0.05 1.05 0.36 1 

Fortement 
intermittent REF-P 1 0.07 1.6 0.02 0.33 

Capteurs 

Pérenne REF-P 1 0.54 2.35 0.33 1 
Moyennement 

intermittent REF-P 1 0.11 0.83 0.53 1 

Fortement 
intermittent REF-P 1 0.23 0.92 0.8 1 
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1.5. Discussion 

L’approche morphologique utilisée pour déceler les impacts anthropiques sur écosystèmes 

d’eau douce est sous optimale en rivière intermittente pour de multiples raisons : (i) l’omission 

de taxons fréquents dans les RIs potentiellement biondicateurs, (ii) la résolution taxonomique 

souvent trop grossière pour mettre en évidence les réponses des taxons face aux 

perturbations et (iii) des suivis réalisés à une échelle spatiale et temporelle trop restreinte et 

pas assez souple et dynamique pour prendre en compte la variabilité des conditions 

hydrologiques et des communautés dans les RIs, en particulier les mécanismes de dispersion. 

L’utilisation de l’ADNe à travers de multiples matrices naturelles et artificielles pourrait 

surmonter ces challenges en couplant une meilleure résolution taxonomique, des capacités 

d’intégration spatio-temporelle plus large et un accès à une diversité d'organismes importante, 

potentiellement bioindicatrice de perturbations. Cependant leur capacité à retranscrire un 

impact anthropique dans un contexte d’intermittence n’à pas encore été évaluée. Par le biais 

d’une étude in situ, les objectifs de cette étude étaient de (i) comparer les approches de 

bioindication conventionnelles et celles basées sur l’ADNe, et (ii) d’évaluer la capacité des 

matrices naturelles et artificielles à détecter un impact anthropique en condition 

d’intermittence, et identifier de potentiels bioindicateurs de pollution.  

1.5.1. Différentes visions de la biodiversité 

La comparaison des inventaires de macro-invertébrés entre l’approche morphologique et 

l’ADNe montre à la fois des congruences et des différences marquées. Les taxons 

appartenant à l’ordre des Diptera dominent les inventaires, quelle que soit l’approche utilisée 

(morphologique ou ADNe). Cet ordre couvre une large diversité de taxons, connus pour être 

dominants dans les écosystèmes d’eau douce en termes d’abondance et de diversité 

(Armitage & Blackburn, 1990; Pinder, 1986). Aux niveaux taxonomiques inférieurs (i.e. famille 

et niveaux inférieurs), nous observons d’importantes différences entre les inventaires puisque 

très peu de familles sont communes à l’ensemble des approches (14 seulement sur 267 au 

total), avec jusqu’à 5 fois plus de familles détectées par l’ADNe couvrant à la fois des taxons 

aquatiques et des taxons d’habitats ripariens et/ou terrestres (e.g. Culicidae; Diptera, 

Cicadidae; Hemiptera). À l’inverse, certaines familles d’EPTD préférentiellement ciblées par 

les amorces employées n’ont été détectées que par la morphologie.  
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Cette faible congruence entre les inventaires de macroinvertébrés obtenus par la morphologie 

et le metabarcoding de l’ADNe est souvent rapportée dans la littérature (Keck et al., 2022). 

Ces divergences peuvent être dues à de multiples raisons; techniques, biologiques ou liées à 

la résolution spatiale fournie par l’ADNe.  

Le couple d’amorces utilisé peut expliquer en partie les divergences entre morphologie et 

metabarcoding de l’ADNe. Concevoir des amorces amplifiant uniquement l’ADN des 

macroinvertébrés est difficile, car ces derniers constituent un groupe paraphylétique vaste et 

très diversifié (protostomiens dont les EPT ne représentent qu'un faible pourcentage). Pour 

cibler les macroinvertébrés traditionnellement étudiés, le metabarcoding repose sur 

l’utilisation d’amorces hautement dégénérées (Brantschen et al., 2021). Ces amorces 

amplifient souvent un large éventail de fragments d'ADN non ciblés (e.g. algues, bactéries) 

en plus des macro-invertébrés. Plusieurs couples d’amorces ont été développés ces dernières 

années pour tenter d’augmenter la spécificité des amorces au groupe ciblé, et le choix de l’un 

ou l’autre dépend de l'objectif visé. Il est clair qu'il n'existe pas de solution unique et que nous 

nous acheminons plutôt sur des sets d'amorces ciblant des groupes de macro-invertébrés 

différents (Clark et al., 2017; Elbrecht et al., 2019; Grey et al., 2018 ; Hajibabaei et al., 2019; 

Taberlet et al., 2018). Notre étude utilise un couple d’amorces ciblant le gène COI 

(Cytochrome Oxydae I), conçues pour amplifier spécifiquement les taxons EPTD 

(EPTDr2n/fwhF2), souvent essentiels pour le calcul des indices biotiques.  

Ces amorces ont été choisies, car elles permettent de réduire considérablement le nombre de 

taxons non-cibles (99 % des séquences ont été assignées aux Arthropoda) par rapport à 

d’autres amorces où les séquences correspondant aux Arthropoda représentent souvent 

moins de 40 % des séquences totales (e.g. les amorces BF2/BR2 and fwhF2/fwhR2n, Leese 

et al., 2021; Rivera et al., 2021). Néanmoins, ces amorces excluent certains taxons (testées 

in silico, Leese et al., 2021), notamment des crustacés (entre autres l’isopode Asellus 

aquaticus) et certains genres de Trichoptera (Rhyacophila et Hydropsyche), effectivement 

absents de nos inventaires basés sur l’ADNe. Ainsi, pour les macroinvertébrés, l’utilisation de 

plusieurs amorces est souvent préconisée pour assurer la détection des taxons 

particulièrement ciblés par la bioindication (Corse et al., 2019; Hajibabaei et al., 2019). 

Néanmoins, la non-détection de ces taxons par métabarcoding de l’’ADNe ne doit pas 

masquer la multitude d’autres taxons détectés par cette approche, qui peut apporter une réelle 

valeur ajoutée à la bioindication conventionnelle (Sweeney et al., 2011).  
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Le processus d’assignation taxonomique peut aussi être source de biais et/ou de divergences. 

Premièrement, les bases de données pour les macro-invertébrés sont moins complètes que 

pour d’autres groupes taxonomiques tels que les téléostéens, un groupe beaucoup plus 

restreint, et peuvent conduire à des erreurs d’assignation, en particulier sur des séquences 

courtes comme celles utilisées dans cette étude. Deuxièmement, une multitude d’outils 

d'assignement existent pour assigner une séquence à un taxon. Ces outils reposent sur des 

méthodologies très différentes (similitude, composition en mots, placement phylogénétique, 

RDP), et pour lesquels une variété de paramètres sont à définir (e.g. seuil de similarité, 

probabilité postérieure, …). L’utilisation de l’un ou l’autre de ces outils peut être source de 

grandes variations impactant la fiabilité de l’assignement (Bik, 2021; Hleap et al., 2021). Dans 

ce contexte, une étude de sensibilité et de spécificité est probablement nécessaire en amont 

d’une analyse de ce type. Troisièmement, les séquences sont souvent assignées au rang de 

l’espèce, ce qui peut surestimer la diversité obtenue avec l’ADNe. Par exemple, 57 genres de 

Chironomidae (Diptera) ont été détectés avec l’ADNe alors qu’ils n’ont pas pu l’être avec 

l’approche morphologique, l’identification s’arrêtant à la famille pour ces taxons. 

Des raisons biologiques peuvent aussi expliquer les différences entre les inventaires 

morphologiques et ceux basés sur l’ADNe. La biologie des organismes, et en particulier le 

taux de production d’ADNe, influence fortement leur détectabilité. Tout d'abord, les 

organismes ont des taux de production d'ADNe variables (Andruszkiewicz Allan et al., 2021; 

Carraro et al., 2020; Chapitre II Article 1), ce qui suggère que la quantité d'ADNe dans l'eau 

n'est pas nécessairement proportionnelle à l’abondance des individus. Certains taxons sont 

susceptibles de relarguer de plus grandes quantités d’ADN comme ceux produisant du mucus 

(e.g. mollusques). À l’inverse, les organismes présentant un exosquelette comme les 

crustacés, ou certains organismes comme les trichoptères construisant une protection à partir 

de matériaux abiotiques peuvent relarguer moins d'ADNe dans leur environnement et être 

moins détectables. Tous ces facteurs biologiques ont un impact sur la production d'ADNe et 

sa concentration dans les substrats et peuvent sensiblement impacter la détection des 

organismes. 
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Une différente résolution spatiale entre l’ADNe et la morphologie peut aussi fortement 

influencer les inventaires de biodiversité fournis par ces deux approches. Avec l’ADNe, un 

grand nombre de familles ont été détectées uniquement dans les sédiments et l’eau (entre 36 

et 82 familles). Parmi elles, des taxons terrestres tels que des Lepidoptera, Drosophilidae 

(Diptera), Cicadidae (Cigales; Hemiptera), et des Cerambycidae (Coleoptera). Ceci confirme 

l’hypothèse selon laquelle un échantillon d’eau, et dans une moindre mesure de sédiment, 

peut intégrer en partie l’ADNe d’écosystèmes adjacents ou situés plus en amont, du fait du 

transport de l’ADNe en particulier en milieux lotiques (Deiner et al., 2016; Pont et al., 2018).  

Ces résultats sont confirmés par la richesse taxonomique qui augmente en aval de la 

rivière, suggérant une accumulation d’ADNe en aval, alors que la richesse obtenue 

par l’inventaire morphologique, elle, diminue.  

1.5.2. Détection d’une pollution dans un contexte d’intermittence 

L’intermittence montre un effet antagoniste sur la richesse des communautés entre l’approche 

morphologique et le metabarcoding de l’ADNe. Par l’approche morphologique, la richesse des 

zones intermittentes est beaucoup plus faible que celle de la zone pérenne (57,5 % plus 

faible). Ce résultat corrobore le constat de plusieurs auteurs, qui suggèrent une forte 

diminution de la richesse taxonomique et de la diversité avec le degré d’intermittence (Datry 

et al., 2017), bien qu’il arrive que l’intermittence n’ait pas d’effet sur la richesse dans certaines 

rivières où les habitats sont relativement stables (Skoulikidis et al., 2011; Kalogianni et al., 

2017). Cette diminution de la richesse est en partie liée à une abondance et une diversité 

beaucoup plus faible des taxons EPT dans les tronçons subissant des assèchements, même 

si ces derniers ont eu lieu plusieurs mois auparavant. Ceci est dû à “l’effet mémoire” de 

l’intermittence sur ces mêmes sites, qui implique que même lorsque l’écoulement reprend 

après une période d’assecs, les communautés sont encore impactées par l’effet de 

l’assèchement à long terme (Datry et al., 2011; Datry et al., 2012). Dans les zones 

intermittentes, les communautés sont plutôt dominées par les Diptera (surtout les 

Chironomidae) et les Oligochaeta. Avec l’ADNe en revanche, nous observons le schéma 

inverse.  
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Avec l’ADNe issu de l’eau, des biofilms et des capteurs, la richesse augmente avec le gradient 

d’intermittence. Ce résultat révèle potentiellement une sensibilité différente des matrices 

ADNe à l'intermittence, ou, plus probablement, une accumulation d’ADNe en aval de la rivière 

correspondant au site le plus intermittent. Les résultats ont montré que la matrice eau intègre 

des ADNe provenant d’écosystèmes pas seulement aquatiques, mais aussi terrestres ou 

ripariens, suggérant un transport de l’ADNe en aval. Ainsi, la matrice eau en aval de la rivière 

agirait comme un « collecteur » de l’ADNe expliquant l’augmentation de la richesse. Avec 

l’ADNe issu de sédiments, la richesse taxonomique n’a pas été impactée par l’intermittence 

et est restée relativement stable entre la zone pérenne et les zones intermittentes. Dans les 

sédiments, la richesse peut être augmentée localement par l’ADN résiduel stocké dans les 

sédiments (Pansu, 2014), sur des durées souvent plus longues que les autres matrices 

naturelles modifiant ainsi complètement la relation avec les processus tel que les 

assèchements ou les transferts de l’amont vers l’aval. 

 

L’analyse de physico-chimie n'a pas révélé de contamination de l’eau par les effluents de 

station d’épuration, quel que soit le degré d’intermittence de la rivière. En effet, les paramètres 

mesurés tels que la Demande Biologique en Oxygène (DBO) ont peu varié entre les sites de 

référence (amont de station d’épuration) et les sites pollués (aval de station d’épuration). 

Pourtant plusieurs études antérieures sur les mêmes sites de prélèvements montrent une 

forte contamination (Crabot et al., 2021). L’absence de contamination avérée de l’eau peut 

être liée au fort débit au moment du prélèvement (de 18,5 m2/s le 11/02/2021, Hydroportail), 

qui a pu engendrer une dilution suffisamment forte pour diminuer drastiquement la 

concentration en polluants. De plus, ces stations d’épuration ne rejettent pas continuellement 

leurs effluents. Mis ensemble, ces résultats montrent qu’une analyse physico-chimique de la 

composition de l’eau a un instant précis n’intègre pas les contaminations chroniques ou 

sporadiques. Dans ce contexte, le recours aux communautés bioindicatrices telles que les 

macroinvertébrés, est particulièrement pertinent pour déceler un potentiel impact et c’est la 

base même des approches de bioindication qui intègre la variabilité physico-chimique de 

l’environnement sur des temps longs. 

 

 



 

155 

 

Un effet de la pollution sur la richesse et la structure des communautés de macroinvertébrés 

est détecté par l’ADNe issu de l’eau et des biofilms, alors qu’il n’a pas été détecté par 

l'approche morphologique. En morphologie, l’effet de l’intermittence est tellement fort, en 

particulier sur les taxons sensibles comme les EPT, que ces derniers ne reflètent pas le stress 

supplémentaire dû à la pollution. L’ADNe issu de l’eau est la seule qui met en évidence l’effet 

de la pollution sur la richesse, quel que soit le degré d’intermittence.  

L’effet de la pollution dans la zone présentant un fort degré d’intermittence entre les sites de 

référence et pollués est moins visible, certainement dû, en partie, à l’accumulation de l’ADNe 

en aval qui vient brouiller le signal. Pour les biofilms, l’impact de la pollution dépend du niveau 

d’intermittence puisqu’elle est détectée uniquement dans la zone moyennement intermittente. 

Malgré les évidences que l’ADNe intègre la biodiversité à une large échelle spatiale (e.g. 

présence de taxons terrestres), il semblerait que cette approche selon la matrice utilisée soit 

aussi capable de déceler une perturbation à un niveau local. En effet, la présence de stations 

d’épuration interrompt localement l’augmentation progressive de la richesse taxonomique 

vers l’aval de la rivière (Figure 1-5). On note une diminution locale de la richesse pouvant aller 

jusqu’à 62 % entre les sites de références et pollués. Des études récentes font le même 

constat : l'ADNe peut capter des signaux locaux même en milieux lotiques (Cantera et al., 

2022; Jeunen et al., 2019; J.-N. Macher et al., 2018). Entre les sites de références et pollués, 

on note une diminution importante de l’abondance des ADNe issus des EPT (Ephemeroptera, 

Plecoptera et Trichoptera), taxons connus pour être particulièrement sensibles à la pollution 

organique (Vivier, 1972), mais aussi des Coleoptera, des Calanoida et des Cyclopoida. 

L’abondance de certains taxons a augmenté dans les sites pollués par rapport aux sites de 

référence, en particulier les Chironomidae et les Simuliidae (Diptera). La résolution 

taxonomique plus fine fournie par l’ADNe nous permet de mettre en évidence la diversité de 

ces taxons, omise par l’approche morphologique. En comparaison avec d'autres groupes 

d'insectes (tels que les Ephemeroptera et les Plecoptera), les réponses des différentes 

espèces de Chironomidae aux facteurs de stress environnementaux sont très variables, ces 

dernières montrant des réponses moins précises au niveau à la famille (Carew et al., 2011). 

Identifier ces taxons au genre ou à l’espèce permettrait peut-être de détecter et différencier 

les sources de stress et devenir des bioindicateurs pertinents pour les rivières intermittentes 

(Czechowski et al., 2020). 
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1.6. Conclusion 

En comparant les inventaires de macro-invertébrés obtenus par l'ADNe et les inventaires 

conventionnels, nous fournissons des informations importantes sur l’applicabilité de l’ADNe 

pour la bioindication des rivières intermittentes. Cette étude montre que l'échantillonnage de 

l'ADNe via différentes matrices, donne des visions différentes de la composition et de la 

diversité des communautés par rapport à l’approche morphologique. L’échantillonnage ADNe 

permet, selon les matrices utilisées, de mettre en évidence l’impact d’une perturbation à un 

niveau local, et ce même dans un milieu subissant un stress hydrologique lié à des 

assèchements saisonniers. Grâce à l’apport d’une résolution taxonomique plus fine, l’ADNe a 

permis de mettre en évidence des bioindicateurs s’avérant pertinents pour les rivières 

intermittentes, comme les Chironomidae. De plus amples investigations sont toutes de même 

nécessaires pour valider la fiabilité du signal renvoyé par l’ADNe, et déployer cette approche 

sur un plus grand nombre de sites afin de vérifier l’applicabilité de l’ADNe dans des conditions 

environnementales variées. 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

157 

 

2. Références 
 

AFNOR, 2004. Qualité de l’eau – Détermination de l’indice biologique global normalisé (IBGN) 
(No. NF T90-350). AFNOR. 

AFNOR, 2010. Qualité de l’eau -Traitement au laboratoire d’échantillons contenant des 
macroinvertébrés de cours d’eau. (No. XP T90-388). AFNOR. 

AFNOR, 2016. Macroinvertébrés : Prélèvement en cours d’eau peu profond (No. NF T90-
333). AFNOR. 

Andruszkiewicz Allan, E., Zhang, W. G., C. Lavery, A., & F. Govindarajan, A. (2021). 
Environmental DNA shedding and decay rates from diverse animal forms and thermal 
regimes. Environmental DNA, 3(2), 492–514. https://doi.org/10.1002/edn3.141 

Armitage, P. D., & Blackburn, J. H. (1990). Environmental stability and communities of 
chironomidae (diptera) in a regulated river. Regulated Rivers: Research & 
Management, 5(4), 319–328. https://doi.org/10.1002/rrr.3450050404 

Bailey, R. C., Norris, R. H., & Reynoldson, T. B. (2001). Taxonomic resolution of benthic 
macroinvertebrate communities in bioassessments. Journal of the North American 
Benthological Society, 20(2), 280–286. https://doi.org/10.2307/1468322 

Barnes, M. A., & Turner, C. R. (2016). The ecology of environmental DNA and implications for 
conservation genetics. Conservation Genetics, 17(1), Article 1. 
https://doi.org/10.1007/s10592-015-0775-4 

Bik, H. M. (2021). Just keep it simple? Benchmarking the accuracy of taxonomy assignment 
software in metabarcoding studies. Molecular Ecology Resources, 21(7), 2187–2189. 
https://doi.org/10.1111/1755-0998.13473 

Birk, S., Bonne, W., Borja, A., Brucet, S., Courrat, A., Poikane, S., Solimini, A., van de Bund, 
W., Zampoukas, N., & Hering, D. (2012). Three hundred ways to assess Europe’s 
surface waters: An almost complete overview of biological methods to implement the 
Water Framework Directive. Ecological Indicators, 18, 31–41. 
https://doi.org/10.1016/j.ecolind.2011.10.009 

Blackman, R. C., Altermatt, F., Foulquier, A., Lefébure, T., Gauthier, M., Bouchez, A., 
Stubbington, R., Weigand, A. M., Leese, F., & Datry, T. (2021). Unlocking our 
understanding of intermittent rivers and ephemeral streams with genomic tools. 
Frontiers in Ecology and the Environment, 19(10), Article 10. 
https://doi.org/10.1002/fee.2404 

Bonada, N., Prat, N., Resh, V. H., & Statzner, B. (2006). DEVELOPMENTS IN AQUATIC 
INSECT BIOMONITORING: A Comparative Analysis of Recent Approaches. Annual 
Review of Entomology, 51(1), Article 1. 
https://doi.org/10.1146/annurev.ento.51.110104.151124 



 

158 

 

Bonada, N., Rieradevall, M., Prat, N., & Resh, V. H. (2006). Benthic macroinvertebrate 
assemblages and macrohabitat connectivity in Mediterranean-climate streams of 
northern California. Journal of the North American Benthological Society, 25(1), 32–
43. https://doi.org/10.1899/0887-3593(2006)25[32:BMAAMC]2.0.CO;2 

Brantschen, J., Blackman, R. C., Walser, J.-C., & Altermatt, F. (2021). Environmental DNA 
gives comparable results to morphology-based indices of macroinvertebrates in a 
large-scale ecological assessment. PLOS ONE, 16(9), e0257510. 
https://doi.org/10.1371/journal.pone.0257510 

Callahan, B. J., McMurdie, P. J., & Holmes, S. P. (2017). Exact sequence variants should 
replace operational taxonomic units in marker-gene data analysis. The ISME Journal, 
11(12), Article 12. https://doi.org/10.1038/ismej.2017.119 

Cañedo-Argüelles, M., Bogan, M. T., Lytle, D. A., & Prat, N. (2016). Are Chironomidae 
(Diptera) good indicators of water scarcity? Dryland streams as a case study. 
Ecological Indicators, 71, 155–162. https://doi.org/10.1016/j.ecolind.2016.07.002 

Cantera, I., Decotte, J.-B., Dejean, T., Murienne, J., Vigouroux, R., Valentini, A., & Brosse, S. 
(2022). Characterizing the spatial signal of environmental DNA in river systems using 
a community ecology approach. Molecular Ecology Resources, 22(4), 1274–1283. 
https://doi.org/10.1111/1755-0998.13544 

Carraro, L., Mächler, E., Wüthrich, R., & Altermatt, F. (2020). Environmental DNA allows 
upscaling spatial patterns of biodiversity in freshwater ecosystems. Nature 
Communications, 11(1), 3585. https://doi.org/10.1038/s41467-020-17337-8 

Chang, F.-H., Lawrence, J. E., Rios-Touma, B., & Resh, V. H. (2014). Tolerance values of 
benthic macroinvertebrates for stream biomonitoring: Assessment of assumptions 
underlying scoring systems worldwide. Environmental Monitoring and Assessment, 
186(4), 2135–2149. https://doi.org/10.1007/s10661-013-3523-6 

Clark, S., Smallwood, S., Lee, H., Krueger, F., Reik, W., & Kelsey, G. (2017). Genome-wide 
base-resolution mapping of DNA methylation in single cells using single-cell bisulfite 
sequencing (scBS-seq). Nature Protocols, 12, 534–547. 
https://doi.org/10.1038/nprot.2016.187 

Clarke, K., & Ainsworth, M. (1993). A method of linking multivariate community structure to 
environmental variables. Marine Ecology Progress Series, 92, 205–219. 
https://doi.org/10.3354/meps092205 

Corse, E., Tougard, C., Archambaud-Suard, G., Agnèse, J.-F., Messu Mandeng, F. D., Bilong 
Bilong, C. F., Duneau, D., Zinger, L., Chappaz, R., Xu, C. C. Y., Meglécz, E., & Dubut, 
V. (2019). One-locus-several-primers: A strategy to improve the taxonomic and 
haplotypic coverage in diet metabarcoding studies. Ecology and Evolution, 9(8), 4603–
4620. https://doi.org/10.1002/ece3.5063 

Crabot, J., Dolédec, S., Forcellini, M., & Datry, T. (2021). Efficiency of invertebrate-based 
bioassessment for evaluating the ecological status of streams along a gradient of flow 
intermittence. Ecological Indicators, 133, 108440. 



 

159 

 

https://doi.org/10.1016/j.ecolind.2021.108440 

Crabot, J., Polášek, M., Launay, B., Pařil, P., & Datry, T. (2021). Drying in newly intermittent 
rivers leads to higher variability of invertebrate communities. Freshwater Biology, 
66(4), 730–744. https://doi.org/10.1111/fwb.13673 

Czechowski, P., Stevens, M. I., Madden, C., & Weinstein, P. (2020). Steps towards a more 
efficient use of chironomids as bioindicators for freshwater bioassessment: Exploiting 
eDNA and other genetic tools. Ecological Indicators, 110, 105868. 
https://doi.org/10.1016/j.ecolind.2019.105868 

Datry, T. (2012). Benthic and hyporheic invertebrate assemblages along a flow intermittence 
gradient: Effects of duration of dry events: River drying and temporary river 
invertebrates. Freshwater Biology, 57(3), 563–574. https://doi.org/10.1111/j.1365-
2427.2011.02725.x 

Datry, T., Bonada, N., & Boulton, A. J. (Eds.). (2017). Intermittent rivers and ephemeral 
streams: Ecology and management. Academic Press, an imprint of Elsevier. 

De Caceres, M., Legendre, P. (2009). Associations between species and groups of 
sites: indices and statistical inference. Ecology, URL 
http://sites.google.com/site/miqueldecaceres/ 

Deiner, K., Bik, H. M., Mächler, E., Seymour, M., Lacoursière Roussel, A., Altermatt, F., Creer, 
S., Bista, I., Lodge, D. M., Vere, N., Pfrender, M. E., & Bernatchez, L. (2017). 
Environmental DNA metabarcoding: Transforming how we survey animal and plant 
communities. Molecular Ecology, 26(21), Article 21. 
https://doi.org/10.1111/mec.14350 

Deiner, K., Fronhofer, E. A., Mächler, E., Walser, J.-C., & Altermatt, F. (2016). Environmental 
DNA reveals that rivers are conveyer belts of biodiversity information. Nature 
Communications, 7(1), 12544. https://doi.org/10.1038/ncomms12544 

Eisenring, M., Altermatt, F., Westram, A. M., & Jokela, J. (2016). Habitat requirements and 
ecological niche of two cryptic amphipod species at landscape and local scales. 
Ecosphere, 7(5), e01319. https://doi.org/10.1002/ecs2.1319 

Ficetola, G. F., Pansu, J., Bonin, A., Coissac, E., Giguet-Covex, C., De Barba, M., Gielly, L., 
Lopes, C. M., Boyer, F., Pompanon, F., Rayé, G., & Taberlet, P. (2015). Replication 
levels, false presences and the estimation of the presence/absence from eDNA 
metabarcoding data. Molecular Ecology Resources, 15(3), 543–556. 
https://doi.org/10.1111/1755-0998.12338 

Grey, E. K., Bernatchez, L., Cassey, P., Deiner, K., Deveney, M., Howland, K. L., Lacoursière-
Roussel, A., Leong, S. C. Y., Li, Y., Olds, B., Pfrender, M. E., Prowse, T. A. A., 
Renshaw, M. A., & Lodge, D. M. (2018). Effects of sampling effort on biodiversity 
patterns estimated from environmental DNA metabarcoding surveys. Scientific 
Reports, 8(1), Article 1. https://doi.org/10.1038/s41598-018-27048-2 

Hajibabaei, M., Porter, T. M., Wright, M., & Rudar, J. (2019). COI metabarcoding primer choice 



 

160 

 

affects richness and recovery of indicator taxa in freshwater systems. PLOS ONE, 
14(9), e0220953. https://doi.org/10.1371/journal.pone.0220953 

Hestetun, J. T., Lanzén, A., Skaar, K. S., & Dahlgren, T. G. (2021). The impact of DNA extract 
homogenization and replication on marine sediment metabarcoding diversity and 
heterogeneity. Environmental DNA, 3(5), 997–1006. https://doi.org/10.1002/edn3.223 

Hillebrand, H., Blasius, B., Borer, E. T., Chase, J. M., Downing, J. A., Eriksson, B. K., Filstrup, 
C. T., Harpole, W. S., Hodapp, D., Larsen, S., Lewandowska, A. M., Seabloom, E. W., 
Van de Waal, D. B., & Ryabov, A. B. (2018). Biodiversity change is uncoupled from 
species richness trends: Consequences for conservation and monitoring. Journal of 
Applied Ecology, 55(1), 169–184. https://doi.org/10.1111/1365-2664.12959 

Hleap, J. S., Littlefair, J. E., Steinke, D., Hebert, P. D. N., & Cristescu, M. E. (2021). 
Assessment of current taxonomic assignment strategies for metabarcoding 
eukaryotes. Molecular Ecology Resources, 21(7), 2190–2203. 
https://doi.org/10.1111/1755-0998.13407 

Jeunen, G., Knapp, M., Spencer, H. G., Lamare, M. D., Taylor, H. R., Stat, M., Bunce, M., & 
Gemmell, N. J. (2019). Environmental DNA (eDNA) metabarcoding reveals strong 
discrimination among diverse marine habitats connected by water movement. 
Molecular Ecology Resources, 19(2), 426–438. https://doi.org/10.1111/1755-
0998.12982 

Kalogianni, E., Vourka, A., Karaouzas, I., Vardakas, L., Laschou, S., & Skoulikidis, N. Th. 
(2017). Combined effects of water stress and pollution on macroinvertebrate and fish 
assemblages in a Mediterranean intermittent river. Science of The Total Environment, 
603–604, 639–650. https://doi.org/10.1016/j.scitotenv.2017.06.078 

Keck, F., Blackman, R. C., Bossart, R., Brantschen, J., Couton, M., Hürlemann, S., Kirschner, 
D., Locher, N., Zhang, H., & Altermatt, F. (2022). Meta-analysis shows both 
congruence and complementarity of DNA and eDNA metabarcoding to traditional 
methods for biological community assessment. Molecular Ecology, 31(6), 1820–1835. 
https://doi.org/10.1111/mec.16364 

Kirtane, A., Atkinson, J. D., & Sassoubre, L. (2020). Design and Validation of Passive 
Environmental DNA Samplers Using Granular Activated Carbon and Montmorillonite 
Clay. Environmental Science & Technology, 54(19), Article 19. 
https://doi.org/10.1021/acs.est.0c01863 

Laini, A., Beermann, A. J., Bolpagni, R., Burgazzi, G., Elbrecht, V., Zizka, V. M. A., Leese, F., 
& Viaroli, P. (2020). Exploring the potential of metabarcoding to disentangle 
macroinvertebrate community dynamics in intermittent streams. Metabarcoding and 
Metagenomics, 4, e51433. https://doi.org/10.3897/mbmg.4.51433 

Larned, S. T., Schmidt, J., Datry, T., Konrad, C. P., Dumas, J. K., & Diettrich, J. C. (2011). 
Longitudinal river ecohydrology: Flow variation down the lengths of alluvial rivers. 
Ecohydrology, 4(4), 532–548. https://doi.org/10.1002/eco.126 

Leese, F., Sander, M., Buchner, D., Elbrecht, V., Haase, P., & Zizka, V. M. A. (2020). Improved 



 

161 

 

freshwater macroinvertebrate detection from eDNA through minimized non-target 
amplification [Preprint]. Ecology. https://doi.org/10.1101/2020.04.27.063545 

Leese, F., Sander, M., Buchner, D., Elbrecht, V., Haase, P., & Zizka, V. M. A. (2021). Improved 
freshwater macroinvertebrate detection from environmental DNA through minimized 
nontarget amplification. Environmental DNA, 3(1), 261–276. 
https://doi.org/10.1002/edn3.177 

Leigh, C., Bonada, N., Boulton, A. J., Hugueny, B., Larned, S. T., Vander Vorste, R., & Datry, 
T. (2016). Invertebrate assemblage responses and the dual roles of resistance and 
resilience to drying in intermittent rivers. Aquatic Sciences, 78(2), 291–301. 
https://doi.org/10.1007/s00027-015-0427-2 

Lencioni, V., Marziali, L., & Rossaro, B. (2012). Chironomids as bioindicators of environmental 
quality in mountain springs. Freshwater Science, 31(2), 525–541. 
https://doi.org/10.1899/11-038.1 

Lim, N. K. M., Tay, Y. C., Srivathsan, A., Tan, J. W. T., Kwik, J. T. B., Baloğlu, B., Meier, R., 
& Yeo, D. C. J. (n.d.). Next-generation freshwater bioassessment: EDNA 
metabarcoding with a conserved metazoan primer reveals species-rich and reservoir-
specific communities. Royal Society Open Science, 3(11), 160635. 
https://doi.org/10.1098/rsos.160635 

Macher, J. N., Salis, R. K., Blakemore, K. S., Tollrian, R., Matthaei, C. D., & Leese, F. (2016). 
Multiple-stressor effects on stream invertebrates: DNA barcoding reveals contrasting 
responses of cryptic mayfly species. Ecological Indicators, 61, 159–169. 
https://doi.org/10.1016/j.ecolind.2015.08.024 

Macher, J.-N., Vivancos, A., Piggott, J. J., Centeno, F. C., Matthaei, C. D., & Leese, F. (2018). 
Comparison of environmental DNA and bulk-sample metabarcoding using highly 
degenerate cytochrome c oxidase I primers. Molecular Ecology Resources, 18(6), 
1456–1468. https://doi.org/10.1111/1755-0998.12940 

Martin, M. (2011). Cutadapt removes adapter sequences from high-throughput sequencing 
reads. EMBnet.Journal, 17(1), Article 1. https://doi.org/10.14806/ej.17.1.200 

McGeoch, M. A., & Chown, S. L. (1998). Scaling up the value of bioindicators. Trends in 
Ecology & Evolution, 13(2), 46-47. 

Messager, M. L., Lehner, B., Cockburn, C., Lamouroux, N., Pella, H., Snelder, T., Tockner, 
K., Trautmann, T., Watt, C., & Datry, T. (2021). Global prevalence of non-perennial 
rivers and streams. Nature, 594(7863), 391–397. https://doi.org/10.1038/s41586-021-
03565-5 

Meybeck, M. (2003). Global analysis of river systems: From Earth system controls to 
Anthropocene syndromes. Philosophical Transactions of the Royal Society of London. 
Series B: Biological Sciences, 358(1440), 1935–1955. 
https://doi.org/10.1098/rstb.2003.1379 

Morais, M., Pinto, P., Guilherme, P., Rosado, J., & Antunes, I. (2004). Assessment of 



 

162 

 

Temporary Streams: The Robustness of Metric and Multimetric Indices under Different 
Hydrological Conditions. In D. Hering, P. F. M. Verdonschot, O. Moog, & L. Sandin 
(Eds.), Integrated Assessment of Running Waters in Europe (pp. 229–249). Springer 
Netherlands. https://doi.org/10.1007/978-94-007-0993-5_14 

Munné, A., Bonada, N., Cid, N., Gallart, F., Solà, C., Bardina, M., Rovira, A., Sierra, C., Soria, 
M., Fortuño, P., Llorens, P., Latron, J., Estrela, T., Fidalgo, A., Serrano, I., Jiménez, 
S., Vega, R., & Prat, N. (2021). A Proposal to Classify and Assess Ecological Status 
in Mediterranean Temporary Rivers: Research Insights to Solve Management Needs. 
Water, 13(6), Article 6. https://doi.org/10.3390/w13060767 

Pansu, J. (2014). Impacts des activités anthropiques sur la biodiversité: Une approche spatiale 
et temporelle par analyse de l’ADN environnemental. 267. 

Pereira, H. M., Ferrier, S., Walters, M., Geller, G. N., Jongman, R. H. G., Scholes, R. J., 
Bruford, M. W., Brummitt, N., Butchart, S. H. M., Cardoso, A. C., Coops, N. C., Dulloo, 
E., Faith, D. P., Freyhof, J., Gregory, R. D., Heip, C., Höft, R., Hurtt, G., Jetz, W., … 
Wegmann, M. (2013). Essential Biodiversity Variables. Science, 339(6117), 277–278. 
https://doi.org/10.1126/science.1229931 

Pinder, L. C. V. (1986). Biology of Freshwater Chironomidae. Annual Review of Entomology, 
31(1), 1–23. https://doi.org/10.1146/annurev.en.31.010186.000245 

Pont, D., Rocle, M., Valentini, A., Civade, R., Jean, P., Maire, A., Roset, N., Schabuss, M., 
Zornig, H., & Dejean, T. (2018). Environmental DNA reveals quantitative patterns of 
fish biodiversity in large rivers despite its downstream transportation. Scientific 
Reports, 8(1), Article 1. https://doi.org/10.1038/s41598-018-28424-8 

Porter, T. M., & Hajibabaei, M. (2018). Automated high throughput animal CO1 metabarcode 
classification. Scientific Reports, 8(1), Article 1. https://doi.org/10.1038/s41598-018-
22505-4 

Resh, V. H., & Unzicker, J. D. (1975). Water Quality Monitoring and Aquatic Organisms: The 
Importance of Species Identification. Journal (Water Pollution Control Federation), 
47(1), 9–19. 

Reyjol, Y., Argillier, C., Bonne, W., Borja, A., Buijse, A. D., Cardoso, A. C., Daufresne, M., 
Kernan, M., Ferreira, M. T., Poikane, S., Prat, N., Solheim, A.-L., Stroffek, S., Usseglio-
Polatera, P., Villeneuve, B., & van de Bund, W. (2014). Assessing the ecological status 
in the context of the European Water Framework Directive: Where do we go now? 
Science of The Total Environment, 497–498, 332–344. 
https://doi.org/10.1016/j.scitotenv.2014.07.119 

Rivera, S. F., Rimet, F., Vasselon, V., Vautier, M., Domaizon, I., & Bouchez, A. (2022). Fish 
eDNA metabarcoding from aquatic biofilm samples: Methodological aspects. 
Molecular Ecology Resources, 22(4), 1440–1453. https://doi.org/10.1111/1755-
0998.13568 

Rivera, S. F., Vasselon, V., Mary, N., Monnier, O., Rimet, F., & Bouchez, A. (2021). Exploring 
the capacity of aquatic biofilms to act as environmental DNA samplers: Test on 



 

163 

 

macroinvertebrate communities in rivers. Science of The Total Environment, 763, 
144208. https://doi.org/10.1016/j.scitotenv.2020.144208 

Robson, B., Chester, E., & Austin, C. (2011). Why life history information matters: Drought 
refuges and macroinvertebrate persistence in non-perennial streams subject to a drier 
climate. Marine and Freshwater Research, 62, 801–810. 
https://doi.org/10.1071/MF10062 

Skoulikidis, N. T., Sabater, S., Datry, T., Morais, M. M., Buffagni, A., Dörflinger, G., Zogaris, 
S., del Mar Sánchez-Montoya, M., Bonada, N., Kalogianni, E., Rosado, J., Vardakas, 
L., De Girolamo, A. M., & Tockner, K. (2017). Non-perennial Mediterranean rivers in 
Europe: Status, pressures, and challenges for research and management. Science of 
The Total Environment, 577, 1–18. https://doi.org/10.1016/j.scitotenv.2016.10.147 

Skoulikidis, N. Th., Vardakas, L., Karaouzas, I., Economou, A. N., Dimitriou, E., & Zogaris, S. 
(2011). Assessing water stress in Mediterranean lotic systems: Insights from an 
artificially intermittent river in Greece. Aquatic Sciences, 73(4), 581. 
https://doi.org/10.1007/s00027-011-0228-1 

Soria, M., Gutiérrez-Cánovas, C., Bonada, N., Acosta, R., Rodríguez-Lozano, P., Fortuño, P., 
Burgazzi, G., Vinyoles, D., Gallart, F., Latron, J., Llorens, P., Prat, N., & Cid, N. (2020). 
Natural disturbances can produce misleading bioassessment results: Identifying 
metrics to detect anthropogenic impacts in intermittent rivers. Journal of Applied 
Ecology, 57(2), 283–295. https://doi.org/10.1111/1365-2664.13538 

Steward, A. L., Negus, P., Marshall, J. C., Clifford, S. E., & Dent, C. (2018). Assessing the 
ecological health of rivers when they are dry. Ecological Indicators, 85, 537–547. 
https://doi.org/10.1016/j.ecolind.2017.10.053 

Stubbington, R., Chadd, R., Cid, N., Csabai, Z., Miliša, M., Morais, M., Munné, A., Pařil, P., 
Pešić, V., Tziortzis, I., Verdonschot, R. C. M., & Datry, T. (2018a). Biomonitoring of 
intermittent rivers and ephemeral streams in Europe: Current practice and priorities to 
enhance ecological status assessments. Science of The Total Environment, 618, 
1096–1113. https://doi.org/10.1016/j.scitotenv.2017.09.137 

Stubbington, R., Chadd, R., Cid, N., Csabai, Z., Miliša, M., Morais, M., Munné, A., Pařil, P., 
Pešić, V., Tziortzis, I., Verdonschot, R. C. M., & Datry, T. (2018b). Biomonitoring of 
intermittent rivers and ephemeral streams in Europe: Current practice and priorities to 
enhance ecological status assessments. Science of The Total Environment, 618, 
1096–1113. https://doi.org/10.1016/j.scitotenv.2017.09.137 

Sturmbauer, C., Opadiya, G. B., Niederstatter, H., Riedmann, A., & Dallinger, R. (1999). 
Mitochondrial DNA reveals cryptic oligochaete species differing in cadmium 
resistance. Molecular Biology and Evolution, 16(7), 967–974. 
https://doi.org/10.1093/oxfordjournals.molbev.a026186 

Sweeney, B., Battle, J., Jackson, J., & Dapkey, T. (2011). Can DNA barcodes of stream 
macroinvertebrates improve descriptions of community structure and water quality? 
Journal of the North American Benthological Society, 30, 195–216. 
https://doi.org/10.1899/10-016.1 



 

164 

 

Taberlet, P., Bonin, A., Zinger, L., & Coissac, E. (2018). Environmental DNA: For Biodiversity 
Research and Monitoring. Oxford University Press. 

The Clean Water Act Jurisdictional Handbook (2nd ed.), Environmental Law Institute, 
Washington, DC (2012) 

Turner, C. R., Uy, K. L., & Everhart, R. C. (2015). Fish environmental DNA is more 
concentrated in aquatic sediments than surface water. Biological Conservation, 183, 
93–102. https://doi.org/10.1016/j.biocon.2014.11.017 

Verdier, H., Konecny-Dupre, L., Marquette, C., Reveron, H., Tadier, S., Grémillard, L., 
Barthès, A., Datry, T., Bouchez, A., & Lefébure, T. (2022). Passive sampling of 
environmental DNA in aquatic environments using 3D-printed hydroxyapatite 
samplers. Molecular Ecology Resources, 22(6), 2158–2170. 
https://doi.org/10.1111/1755-0998.13604 

Vivier, P. (1972). Action de la pollution organique sur la faune aquatique d’eau douce. La 
Houille Blanche, 58(2–3), 143–149. https://doi.org/10.1051/lhb/1972010 

Vörösmarty, C. J., McIntyre, P. B., Gessner, M. O., Dudgeon, D., Prusevich, A., Green, P., 
Glidden, S., Bunn, S. E., Sullivan, C. A., Liermann, C. R., & Davies, P. M. (2010). 
Global threats to human water security and river biodiversity. Nature, 467(7315), 555–
561. https://doi.org/10.1038/nature09440 

Wang, Q., Garrity, G. M., Tiedje, J. M., & Cole, J. R. (2007). Naïve Bayesian Classifier for 
Rapid Assignment of rRNA Sequences into the New Bacterial Taxonomy. Applied and 
Environmental Microbiology, 73(16), 5261–5267. https://doi.org/10.1128/AEM.00062-
07 

Watson, M., & Dallas, H. (2013). Bioassessment in ephemeral rivers: Constraints and 
challenges in applying macroinvertebrate sampling protocols. African Journal of 
Aquatic Science, 38(1), 35–51. https://doi.org/10.2989/16085914.2012.742419 

 

 

 

  



 

165 

 

3. Annexes II 
 

 

 

 

  

Figure 3-1: Courbe de raréfaction sur les données brutes issus du 
séquençage ; pour chaque échantillon selon les matrices d'échantillonnage 
utilisées (rouge = eau, vert = capteurs, bleu = sédiments, noir = biofilms). 
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Figure 3-2 : Heatmap comparant les 
familles détectées par l'approche 
morphologique et par l'ADNe issus des 
différentes matrices (eau, sédiments, 
biofilms, capteurs) au rang de la famille 
(abondance supérieure à 0.0001%). 
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Les écosystèmes d’eau douce et leur biodiversité font face à des pressions anthropiques 

grandissantes, qui peuvent se cumuler et interagir entre elles. Les méthodes de bioindication 

actuelles (capture et identification morphologique des bioindicateurs), en plus d’être invasives, 

ne sont pas toujours fiables pour retranscrire l’impact de ces perturbations, et sont 

inapplicables dans beaucoup d’écosystèmes complexes et dynamiques (e.g. larges rivières, 

rivières intermittentes, eaux souterraines). Dans ces conditions, des méthodes non invasives, 

sensibles et idéalement applicables à l’ensemble des milieux sont nécessaires. 

L’échantillonnage des communautés biologiques à travers l’ADNe qu’elles émettent dans 

l’environnement pourrait répondre à cet objectif. Cependant, le manque de compréhension 

fondamentale sur la production d’ADNe et sa dynamique, ainsi que les contraintes 

méthodologiques liées à l’échantillonnage en particulier dans les milieux complexes et 

dynamiques, limite encore son intégration dans un cadre réglementaire. Cette thèse proposait 

de lever les défis à l’application de l’ADNe pour la bioindication en (i) étudiant la production et 

l’état de l’ADNe et leurs impacts sur la détection des espèces (ii) développant un capteur 

passif à ADNe, standardisable et applicable dans un large panel de milieux et en (iii) testant 

la capacité de plusieurs outils d’échantillonnage de l’ADNe à détecter un impact anthropique 

dans une rivière subissant un stress hydrologique (rivière intermittente). Ce chapitre présente 

une synthèse des résultats obtenus dans un contexte opérationnel, puis il fournit des pistes 

de travail pour approfondir les connaissances sur l’ADNe et son applicabilité à la bioindication 

des écosystèmes complexes ou peu accessibles. 
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1. Synthèse et discussion 

1.1. Interactions complexes entre états, origine et persistance 
de l’ADNe 

L’écologie de l’ADNe (production, état, persistance et transport) est un aspect fondamental 

essentiel pour comprendre la dynamique de l’ADNe en milieux aquatiques, et inférer la 

présence d’espèces de manière fiable. Jusqu’à présent, deux aspects ont été sous-évalués : 

la production et l’état des particules d’ADNe relarguées dans l’environnement. Ces 

paramètres conditionnent à la fois la quantité d’ADNe disponible dans un milieu et la forme 

sous laquelle il est susceptible d’être détecté. Initialement, la quantité et l’état des particules 

d’ADNe sont probablement très différents selon les espèces et le compartiment génomique 

ciblé, et plus ou moins stable dans le temps. Le premier objectif de cette thèse visait à 

quantifier et à caractériser l'état des particules d’ADNe relarguées par des taxons éloignés 

phylogénétiquement, en fonction du temps et du compartiment génétique ciblé (nucléaire et 

mitochondrial). Les résultats (Article 1, Chapitre II) suggèrent un lien complexe entre l’état 
des particules d’ADNe, leur origine génomique et leur persistance dans la colonne d’eau. 

Cette section met en avant (i) l’apport de cette thèse dans la compréhension globale de 

l’écologie de l’ADNe en écosystème d’eau douce et (ii) les implications possibles sur la façon 

d’échantillonner et d'analyser l’ADNe. 

1.1.1. Nouvelles données sur les états de l’ADNe 

Les premières études sur l'état des particules concernent quasi exclusivement les poissons 

et leur ADN mitochondrial. Les résultats entre espèces de poissons étant congruents, les 

auteur.ices concluent alors que l’ADNe est relargué majoritairement sous forme de particules 

de tailles supérieures à 10 μm, et correspondent donc à des cellules entières ou morceaux de 

tissus (Turner et al., 2014, Jo et al., 2019, Barnes et al., 2021). Ces particules proviendraient 

majoritairement des fèces, du mucus ou des gamètes (Rivera et al., 2022), bien que ce dernier 

aspect n’ait pas été testé expérimentalement. Une fois dans l’eau, ces cellules seraient 

dégradées par différents processus à une vitesse constante (e.g. UVs, enzymes, acidité de 

l’eau), les conduisant d’un état intracellulaire à des fragments d’ADN libres dans l’eau, jusqu’à 

leur complète disparition (Jo, Murakami et al. 2019).  



 

171 

 

Les résultats de cette thèse, montrent que cette hypothèse semble beaucoup moins valable 

pour des organismes taxonomiquement éloignés des poissons. L’ADNe semblerait être 
relargué sous différents états et quantités selon les taxons. D’une part, les quantités 

d’ADNe relarguées sont extrêmement variables d’un taxon à l’autre, et certains ont des taux 

de production très faibles (les isopodes relarguent jusqu’à 1000 fois moins d’ADNe que les 

autres taxons). Ceci démontre que la production d’ADNe n’est pas seulement définie par la 

biomasse et la densité d’organismes dans un milieu, mais par des mécanismes plus 

complexes tels que le métabolisme ou la physiologie. D’autre part, bien qu’on ait mesuré des 

états à l’équilibre (entre production et dégradation), les fortes différences entre taxons 

permettent de suggérer que l’ADNe est émis sous de multiples états : des cellules entières 
(majoritaire chez les téléostéens), des cellules déjà fragmentées (majoritaire chez les 

isopodes), voire même des organelles ou des fragments d’ADNe libres (Dapnia magna, 

Moushomi et al., 2018). L’ADNe formerait alors dès le départ un mélange de particules 

polydisperses dans le milieu (molécules qui diffèrent du point de vue de la masse moléculaire 

ou de la constitution).  

En fonction de leur typologie (e.g. libres, adsorbées), les particules d’ADNe pourraient 

présenter une dynamique, une vélocité ou encore des capacités d’adsorption et de rétention 

différentes. Les caractéristiques physiques des particules, souvent omises dans les 

expériences sur la dynamique de l’ADNe, pourraient également jouer un rôle déterminant 

dans la persistance et la dispersion de l’ADN en milieu aquatique et ainsi la détection des 

espèces. Elles pourraient expliquer, en faisant le lien avec les conditions environnementales 

(e.g. vitesse de courant, morphologie du cours d’eau), pourquoi la détection des espèces via 

l’ADNe peut être si variable d’un écosystème à l’autre (Chapitre I, section 2.2.2). Ci-après sont 

présentées des hypothèses sur les liens entre les différents états de l’ADNe et leur dynamique 

(c’est-à-dire leur persistance et leur transport). Puis, les implications potentielles de ces 

hypothèses pour l’échantillonnage et l’analyse de l’ADNe seront mises en avant. 
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1.1.2. Lien entre états, origine génomique et dynamique des 

particules d’ADNe 

Selon leurs états et leur origine génomique, les particules d’ADNe pourraient persister et être 

transportées de manière variable dans l’environnement. Une fois relarguées, les particules 

d’ADNe semblent se dégrader à différentes vitesses selon (i) l’origine génomique dont ils 

proviennent (nucléaire ou mitochondrial) et (ii) leur états (intra ou extracellulaire). Les résultats 

de l’Article 1 vont dans ce sens avec une accumulation des petites particules d’ADNe 

nucléaires dans le temps. Jo et al., (2019) supportent nos résultats en montrant que l’ADN 

nucléaire (ITS1) issu de maquereau se dégrade plus vite que le mitochondrial dans l’eau. 

Concernant la dégradation selon les états de l’ADNe, des études ont comparé la vitesse 

dégradation de fragments d’ADN libres de différentes tailles dans l’eau et indiquent une 

dégradation rapide de grands fragments (719 pb). Les fragments d’ADN courts (127 pb) 

semblent, eux, persister plus longtemps (Jo et al., 2017) et s’accumuler dans l’eau (Chapitre 

II, Figure 2-4). On peut également imaginer que selon leurs états, les particules d’ADNe 

puissent se disperser différemment. Par exemple, les particules d’ADNe légères telles que les 

fragments d’ADN libres pourraient rester dans la colonne d’eau et être transportées par le 

courant, ou être adsorbés sur des matières en suspension et des substrats présents dans 

l’eau (e.g. végétation, biofilm, sédiments). En effet, les fragments d’ADNe libres présentent un 

squelette phosphatés chargé négativement, qui peut se lier à certaines surfaces par le biais 

d’interactions ioniques (Chapitre III, section 1). À l’inverse, les particules d’ADNe les plus 

lourdes comme les cellules entières pourraient rapidement sédimenter. 

Bien que ces hypothèses puissent être valables en conditions contrôlées ou dans des milieux 

naturels relativement stables, elles le sont certainement beaucoup moins en milieux lotiques 

par exemple, où la persistance des particules d’ADN n’est pas seulement liée à leur 

dégradation, mais à des mécanismes complexes de transport, d’adsorption et de rétention de 

ces particules. Plus particulièrement, dans les écosystèmes intermittents, présentant par 

exemple des alternances de phases d’écoulement (e.g. crue, bas débit), ou des échanges de 

flux d’eau important avec la zone hyporhéique. De plus, la remobilisation importante des 

sédiments dans ces systèmes peut représenter une source de variabilité supplémentaire pour 

la détection de l’ADNe.  
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Dans ces conditions, étudier l’état de l’ADNe sa persistance et son transport séparément 
semblent sous optimales pour comprendre la dispersion et la dynamique de l’ADNe 

(Andruszkiewicz Allan et al., 2021). De plus amples investigations sont nécessaires pour 

mieux comprendre les liens entre états, dynamiques et conditions environnementales, afin de 

fiabiliser l’information fournie par l’ADNe. Des perspectives sont proposées ci-après (section 

3.1). 

1.1.3. Capteurs passifs en hydroxyapatite : un potentiel masqué 

par une grande variabilité 

L’échantillonnage de l’ADNe est l’une des étapes déterminantes pour collecter une quantité 

d’ADNe suffisante et inférer la présence des organismes. Le deuxième objectif de cette thèse 

était de développer des capteurs passifs, réutilisables et applicables idéalement dans divers 

habitats aquatiques. Les capteurs passifs à ADNe se sont montrés efficaces pour collecter 

des ADN de nature très différente (ADN de synthèse, ADN extrait d’organismes entiers ou 

ADNe), rapidement (en moins de 24H), en conditions contrôlées et naturelles (e.g. étang, 

rivières). Leur utilisation a par exemple permis de (i) détecter des espèces cibles dont le taux 

de production d’ADNe est extrêmement faible (Asellus aquaticus, Chapitre II) en surpassant 

les autres méthodes d’échantillonnage (filtration), et (ii) décrire des communautés de macro-

invertébrés en rivière intermittente via le metabarcoding de l’ADNe (Chapitre IV). Cette section 

met en avant les potentiels des capteurs comparés aux autres méthodes d’échantillonnage 

de l’ADNe, et discute des problèmes de variabilité observés. 

Ces résultats montrent l’intérêt des capteurs en hydroxyapatite pour collecter l’ADNe, en 

particulier de certains macro-invertébrés où l’ADNe est susceptible d’être libéré sous forme 

de pulse d’ADNe et dans différents états (voir section précédente). D’une part, parce qu'une 

immersion prolongée des capteurs permet de collecter l’ADNe relargué de manière 

discontinue, et d’autre part, parce qu'ils sont susceptibles de capturer l’ADNe sous différents 

états, et particulièrement des fragments d’ADN libres dans la colonne d’eau. Dans le Chapitre 

III, la majorité des capteurs placés dans un étang (7 sur 9 capteurs) ont permis de collecter 

l’ADNe issu d’isopodes, surpassant la méthode de filtration d’eau.  
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Ce résultat confirmerait l’hypothèse que l’ADNe, du moins en étang et pour ces isopodes 

(Article 2), serait principalement sous forme de fragments d’ADN libres qui seraient 

difficilement capturés par les filtres. L’adsorption des fragments d’ADN libres sur 

l’hydroxyapatite est bien connue, et a été vérifiée expérimentalement (Article 2, Expérience 

1). Les capteurs pourraient également collecter d’autres états de l’ADNe, par exemple sous 

forme intracellulaire. En effet, l’hydroxyapatite est particulièrement utilisée pour fabriquer des 

implants prothétiques, car elle favorise le développement tissulaire et cellulaire à sa surface, 

garantissant le succès de l’implantation dans l’organisme humain (Ducheyne et Qiu, 1999, 

Bertazzo et al., 2010). Bien qu’à ce stade celà soit très hypothétique, il est possible que les 

capteurs puissent adsorber des cellules entières à leur surface une fois immergé dans l’eau 

(Bertazzo et al., 2010; Iwamoto et al., 2016). 

D’un point de vue opérationnel, les capteurs offrent de nombreux avantages par rapport aux 

autres méthodes d‘échantillonnage utilisées au cours de cette thèse (filtration d’eau et 

extraction d’ADNe à partir de sédiments ou de biofilms épilithiques). Premièrement, ils sont 

rentables et permettent un gain de temps important. Une fois fabriqués, les capteurs sont 

réutilisables et leur mise en pratique repose sur des étapes simples et peu coûteuses. On 

peut estimer que la pose de capteurs dans un milieu est 2 à 3 fois plus rapide que la filtration 

d’eau ou le prélèvement de biofilms et de sédiments. Ensuite, ils peuvent être utilisés dans 

beaucoup de conditions environnementales. Ils pourraient être utilisés dans des milieux qui 

ne sont pas propices au développement de biofilms, lorsque les sédiments fins sont très peu 

disponibles comme dans l’étude in situ de cette thèse (Article 3, Chapitre IV), ou encore 

lorsque l’eau est trop turbide pour être filtrée. De plus, leur maniabilité permettrait de les 

déployer dans des milieux peu accessibles. Enfin, il est possible de contrôler le temps 

d’immersion des capteurs dans l’eau et donc le temps d’intégration de l’ADN sur la surface, 

contrairement aux autres méthodes. En effet, la filtration est basée sur un prélèvement d’eau 

à un instant précis, peut-être pas suffisamment intégratif de la biodiversité. À l'inverse, l'eau 

et les sédiments accumulent de l’ADNe au cours du temps, et ce temps d'intégration inconnu 

pourrait fournir un signal temporel trop large et inutilisable pour la bioindication. 

 

 



 

175 

 

Malgré leurs potentiels évidents, d’importants problèmes de réplicabilité ont été observés. 

Tout au long des expériences, que ce soit en laboratoire (Chapitre III) et en milieux naturels 

(Chapitres III et IV), des variations extrêmes de la captation d’ADNe ont été observées, sans 

qu’il soit possible d’identifier leur origine dans le temps imparti de la thèse. La principale 

difficulté réside dans l’aspect imprédictible de la variation de captation. En effet, certains 

capteurs qui ne collectaient pas d’ADN à une expérience donnée pouvaient en collecter dans 

une autre, et ce de manière très aléatoire même lorsque les conditions expérimentales étaient 

proches de l’identique entre expériences. Bien que les résultats n’aient pas été tous présentés 

dans le Chapitre III, de nombreuses expériences ont été réalisées pour tenter de comprendre 

l’origine de cette variabilité. Ces expériences visaient à tester de multiples facteurs qui 

pourraient influencer la captation d’ADNe :  

(i) des facteurs biologiques liés à l’ADN source (e.g. origine et type des ADN, densités des 

organismes, types d’organismes sources d’ADNe),  

(ii) des facteurs abiotiques liés au milieu dans lequel sont immergés les capteurs (e.g. 

mouvements d’eau, composition ionique de l’eau, pH, température), 

(iii) des facteurs liés aux protocoles d’utilisation des capteurs (e.g. temps d’immersion, kits 

d’élution de l’ADN, température ambiante).  

Les résultats n’ont pas été présentés dans le corps du manuscrit, car étaient souvent difficiles 

à exploiter, et se sont finalement avéré être liés à une variabilité de captation. Cette variabilité 

vient très probablement des paramètres de surface des capteurs. Notamment des 

phénomènes de dissolution de la surface ont souvent lieu lorsque l’hydroxyapatite entre en 

contact avec l’eau (Bertazzo et al., 2010). Ainsi des substitutions ioniques en surface 

(changement de groupements ioniques en surface et remplacement par d’autres) pourraient 

complètement inhiber l’adsorption de l’ADNe dans certaines conditions. De plus amples 

investigations sur les caractéristiques physico-chimiques de surface sont requises pour 

comprendre ce problème de réplicabilité et seront présentées en perspectives (section 3.2). 
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1.1.4. Signal de l’ADNe : local, régional ou les deux ? 

Pour être applicable à la bioindication, en particulier en milieu complexe, l’ADNe doit fournir 

un signal spatio-temporel fiable et exploitable sur les communautés biologiques présentes. Le 
troisième objectif de la thèse était de tester la capacité de l’ADNe extrait à partir de 
plusieurs matrices naturelles, ainsi que les capteurs développés, à retranscrire l’impact 
d’une pollution locale dans une rivière intermittente. Dans la littérature, l’échelle spatiale 

du signal ADNe en rivière est très variable (section 2.2). La majorité des études ont décrit un 

transport de l’ADNe vers l'aval, jusqu’à plusieurs dizaines de kilomètres depuis sa source (par 

exemple, Deiner et Altermatt, 2014 ; Jane et al., 2015 ; Laporte et al., 2020 ; Nukazawa et al., 

2018 ; Sansom et Sassoubre, 2017 ; Shogren et al., 2019). Certain.es auteur.ices prônent 

alors l’ADNe comme un « intégrateur » de la biodiversité à l’échelle de paysage entier (Deiner 

et al., 2016). Néanmoins, la complexité de la dynamique de l’ADNe, mise en lumière 

notamment dans le Chapitre II, mène à considérer ces conclusions avec prudence. 

Dans l’étude exploratoire menée en rivière intermittente (Article 3, Chapitre IV), nous nous 

attendions à ce que les matrices d’échantillonnages (naturelles et capteurs passifs), selon leur 

typologie, fournissent une description des communautés à différentes échelles spatiales. La 

filtration d’eau pourrait fournir une vision à une échelle régionale de par le transport horizontal 

de l’ADNe, alors que les substrats fixés (capteurs, biofilms et sédiments) donnerait une vision 

plus locale du fait d’une rétention rapide de l’ADNe émit à proximité (Fremier et al., 2019). De 

manière surprenante, la filtration d’eau a fourni un double signal sur la biodiversité : à la 
fois local et régional. D’une part, la filtration d’eau était la seule méthode ayant permis de 

déceler l’impact local de la pollution sur la richesse et la structure des communautés de macro-

invertébrés. Ce signal local concordait avec l’approche morphologique puisqu’il correspondait 

à une diminution drastique des taxons polluo-sensibles (e.g. Ephemeroptera) dans les sites 

pollués et, à l’inverse, une forte abondance relative de taxons à priori polluo-tolérants (e.g. 

Chironomidae, Simulidae).  
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D'autre part, la filtration a fourni également un signal « régional » des communautés de par (i) 

la détection d’ADNe issus de taxons terrestres (Cicadidae, Hemiptera) et (ii) une accumulation 

de l’ADN dans les zones les plus en aval de la rivière, démontrant bien un transport horizontal 

de l’ADNe vers l’aval. Bien que ce double signal puisse être dû à une multitude de facteurs, 

agissant probablement en interaction, cela conduit à se questionner sur deux aspects qui 

pourraient jouer un rôle clé. 

Le type de substrats présents pourrait fortement affecter la détection de l’ADNe dans la 

colonne d’eau. Par exemple, Buxton et al. (2017) indique que les sédiments peuvent avoir 

une influence importante sur la disparition de l’ADNe dans l’eau, en particulier la présence de 

sédiments fins. En effet, il semblerait que les particules d’ADNe soient piégées dans les 

interstices des sédiments ou substrats benthiques (Fremier et al., 2019, Shogren et al., 2017). 

La rivière étudiée dans cette thèse était constituée d’un lit de galet avec très peu de sédiments 

fins accessibles. Ainsi, le brassage par le courant, associé à la faible sédimentation de l’ADNe 

a pu favoriser la présence d’ADNe dans l’eau et dans les biofilms épilithiques. En effet, la 

richesse était plus importante dans ces deux compartiments et augmentait vers l’aval de la 

rivière, alors qu’elle était bien plus faible dans les sédiments et restait stable entre l’amont et 

l’aval de la rivière. Ainsi, la présence et la quantité de substrat d’un milieu pourraient être 
déterminants pour la détection des espèces par l’ADNe. En d’autres termes, plus la 

présence de substrat est importante, moins la quantité d’ADNe dans l’eau sera importante et 

vice versa. Cette hypothèse pourrait expliquer pourquoi la détection d’une espèce d’isopode 

(A.aquaticus) en étang (Chapitre III, Article 2) par filtration d’eau était médiocre. En effet, cet 

étang présente une faible hauteur d’eau, peu de brassage, et une quantité de substrat 

biologique, dont des particules fines beaucoup plus importantes que la rivière intermittente 

étudiée dans le dernier chapitre. Ceci expliquerait la sédimentation ou l’adsorption rapide de 

l’ADNe et sa disparition de la colonne d’eau, le rendant difficilement détectable à travers un 

échantillon d’eau. 
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Le double signal retrouvé par la filtration d’eau pourrait être due à une différence de 
transportabilité des ADNe selon l’état, la taille et la constitution des particules relarguées. 

Nous avons vu dans le chapitre II que selon l’espèce considérée et le compartiment génétique, 

l’ADNe pouvait prendre différents états et potentiellement persister plus ou moins longtemps 

dans les différentes matrices naturelles. Comme vu précédemment (section 1.1.3), certaines 

particules d’ADNe plus lourdes pourraient parcourir une distance plus faible que les particules 

plus légères telles que les fragments d’ADNe libres (cf section 1.1.2), et rester relativement 

proches des organismes sources. Ces particules pourraient constituer le pool local d’ADN 

observé. À l’inverse, les particules légères telles que les fragments d’ADN être libres 

pourraient être transportées plus en aval, et composer le pool « régional » d’ADN. Néanmoins, 

le peu d’informations disponibles à ce sujet limite l’établissement d’hypothèses solides. 

Pour conclure, l’ADNe selon la méthode d’échantillonnage employée est capable de 

retranscrire des perturbations locales, mais aussi d’intégrer une échelle spatiale plus large. 

Néanmoins, la pertinence de ce double signal pour la bioindication doit être vérifiée dans des 

contextes plus diversifiés (e.g. rivières plus ou moins larges, sinueuses, en conditions 

d’assèchements). En particulier, une attention doit être portée sur la structure du bassin 

versant et ses différentes composantes, et spécifiquement les zones situées le plus en aval. 

Il est possible que la capacité de l’ADNe à détecter une perturbation locale dans ces zones 

soit moins fiable, car floutée par l’effet « collecteur » d’ADNe. De futures investigations sont 

nécessaires afin de confirmer le réel potentiel de l’ADNe pour la bioindication dans ce type de 

milieu, ainsi que la pertinence apportée par ces différents signaux d’ADN. Ces aspects seront 

discutés section 3.3.1. 
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1.1.5. Implications des résultats pour l’échantillonnage, l’analyse de 

l’ADNe pour la bioindication 

Mis ensemble, les résultats de cette thèse mènent à s’interroger sur la manière optimale 

d’échantillonner et d’analyser l’ADNe pour garantir la détection des espèces dans le cadre de 

la bioindication. Si la filtration d’eau est la méthode d’échantillonnage d’ADNe la plus utilisée, 

elle semble à priori ne pas être optimale du fait qu’elle omet une grande partie des particules 

d’ADNe en ne ciblant que certaines tailles de particules. Or dans le Chapitre IV, c’est cette 

même méthode qui a donné les meilleurs résultats comparés à toutes les autres méthodes 

explorées (extraction de sédiments, biofilms et capteurs en hydroxyapatite). Ainsi, il semblerait 

qu’il n’existe pas, pour l’instant, de méthodologie « unique » optimale pour détecter des 

espèces par l’ADNe. Dans certains milieux (e.g. selon la quantité de sédiments et de biofilms), 

ou pour certaines espèces (e.g. isopodes), une méthode d’échantillonnage pourrait être 

meilleure qu’une autre. Ainsi, la détection de l’ADNe est influencée par une multitude de 

paramètres allant des caractéristiques intrinsèques de l’ADN, à sa dynamique jusqu’aux 

méthodes d’échantillonnage et d’analyse employées.  

A cela s’ajoute d’autres défis, tel que l’accès aux informations d’abondance des organismes. 

L'abondance relative ou absolue est utilisée dans le calcul de la plupart des indices biotiques 

(Pawlowski et al., 2018). Les difficultés à estimer l’abondance des organismes semblent être 

reliées d’une part à la méthode de détection (détection de taxon cible ou multi-taxons) et le 

type d’organisme ciblé. La quantité d’ADNe de poissons et d’amphibiens cibles, mesurée en 

PCR quantitative, est souvent corrélée à la biomasse des organismes (Lacoursière-Roussel 

et al., 2016; Yates et al., 2019). Ces résultats encourageants laissent entrevoir la possibilité 

de relier la concentration d’ADN à l’abondance des individus. Néanmoins, ceci semble 

beaucoup plus difficile pour les macro-invertébrés qui émettent de l’ADNe de manière 

discontinue, souvent à des concentrations très faibles comparées aux poissons et aux 

amphibiens. Dans ce cas, la concentration d’ADN ne semblerait pas être un bon proxy pour 

estimer l’abondance (Chapitre II, Article 1). Avec le metabarcoding de l’ADNe (détection de 

multiples espèces), estimer l’abondance apparait encore plus difficile (Shaw et al., 2016 ; 

Elbrecht et al., 2017).  
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Le nombre de séquences générées par le metabarcoding ne correspond pas directement au 

nombre d’individus ou à la biomasse (Carew et al., 2013; Elbrecht et Leese, 2015). De 

multiples facteurs peuvent influencer l’estimation de l’abondance des organismes à partir des 

séquences obtenues. Premièrement, nous avons vu précédemment qu’à une biomasse 

donnée, les taxons émettent des quantités d’ADNe différents. Deuxièmement, l’efficacité des 

amorces PCR et de la réaction en elle-même est source de biais. Le nombre de séquences 

finales attribuées à une espèce donnée dépend fortement du nombre d'amplicons générés 

pendant la réaction PCR. L'efficacité des amorces PCR diffère selon les espèces (Kermarrec 

et al., 2013 ; Elbrecht et Leese, 2015 ; Elbrecht et al., 2017, Elbrecht et al., 2017). Ainsi, les 

amorces peuvent amplifier préférentiellement l’ADN de certains taxons, ce qui conduit à une 

situation courante où la plupart des lectures de séquençage appartiennent majoritairement à 

quelques espèces dont l’ADN est facilement amplifié par rapport aux autres. En outre, 

l'efficacité des amorces PCR diffère probablement d'un échantillon à l'autre en fonction de la 

communauté biologique ciblée. À l'heure actuelle, il n'existe pas de solution unique et simple 

pour résoudre les problèmes liés à l’estimation de l'abondance. L'approche la plus fiable 

consiste à n'utiliser que les données de présence/absence, comme proposée dans le cas du 

macrozoobenthos d'eau douce (Elbrecht et Leese, 2015). D’autres solutions ont été 

proposées et consistent à utiliser des facteurs de correction, comme développé par Vasselon 

et al. (2017) pour les diatomées. Néanmoins, ceci reste difficile à appliquer sur des 

organismes pluri-cellulaires. 
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2. Conclusion et recommandations 
Dans l’ensemble, ce travail de thèse a démontré le potentiel de l’échantillonnage de l’ADNe 

pour la bioindication, notamment pour détecter une perturbation anthropique dans une rivière 

subissant déjà un stress hydrologique. Néanmoins, les recherches et développements 

concernant l’ADNe de macro-invertébrés a pris un certain retard par rapport aux autres 

groupes (e.g. poissons, Keck et al., 2022), et des efforts restent encore à fournir pour aller 

vers l’intégration de l’ADNe à la bioindication. Plus particulièrement, cette thèse montre 

l’importance et la nécessité de mieux comprendre la dynamique de l’ADNe, en tissant des 

liens avec d’autres domaines de recherche tels que la physique et la chimie pour mieux 

comprendre les mécanismes de dispersion et de dégradation de l’ADNe. Pour le moment, 

l’ADN extrait directement à partir des communautés ou « bulk DNA » de macro-invertébrés 

apparait comme une solution exploitable à plus court terme (Blackman et al., 2019) permettant 

de consolider les développements méthodologiques (e.g. protocoles de laboratoire, biais 

d’amorces) et analytiques (e.g. aspects quantitatifs) avant de passer à la détection des 

organismes par l’ADNe. 
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3. Perspectives 

3.1. Mieux comprendre les liens entre états, persistance et 

transport de l’ADNe 

Cette thèse met en évidence les liens complexes entre états, origine génomique et dynamique 

(persistance et transport) des particules d’ADNe dans les milieux aquatiques. Une 

caractérisation plus fine des états de l’ADNe directement produits par les organismes, en lien 

avec leur dégradation et leur transport permettrait d’aller plus loin dans la compréhension de 

sa dynamique dans les milieux aquatiques. En effet, la méthode de filtration séquentielle 

utilisée dans le Chapitre II (Article 1) est trop indirecte pour inférer avec précision les états de 

l’ADN. D’une part, la filtration d’un volume d’eau à travers plusieurs filtres, suivi de l’extraction 

peut entraîner des pertes d’ADN au cours des différentes étapes et sous-estimer la quantité 

d’ADNe. D’autre part, la taille des particules piégées sur les différents filtres n’est certainement 

pas un bon proxy pour inférer l’état moléculaire de ces particules. Par exemple, si des 

particules d’ADNe sont piégées sur un filtre de grande porosité (e.g. supérieur à 10 μm), nous 

estimerons qu’il s’agit de cellules ou de tissus. Or, il peut s’agir de fragments d’ADNe libres 

adsorbés sur des matières en suspension ou agglomérés entre eux. Ainsi, une perspective 

intéressante serait de réaliser une expérience en canal artificiel couplant (i) une meilleure 

prise en compte de la dynamique spatio-temporelle des différents états de l’ADNe et (ii) 

l’utilisation d’un outil analytique pour caractériser plus finement l’état des particules.  

Cette expérience consisterait à placer des organismes vivants dans un canal artificiel 

contenant des sédiments et des biofilms, dont le débit et l’écoulement de l’eau seraient 

contrôlables. Des prélèvements d’eau, de biofilms et de sédiments seraient réalisés juste 

après l’ajout des organismes (1h) puis à plusieurs temps rapprochés (2h, 6h, 12h) pour 

mesurer exactement la quantité de particules d’ADNe produite et leurs états. Le prélèvement 

des différentes matrices naturelles permettrait d’estimer indirectement le transport de l’ADNe 

et sa rétention après relargage. Dans un deuxième temps, les organismes seraient retirés du 

canal puis les mêmes prélèvements seraient réalisés, en l’absence d’organismes pour 

mesurer la vitesse de dégradation de l’ADNe dans les différents substrats.  
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Enfin, l’ADNe serait quantifié par qPCR pour mesurer la quantité d’ADN et le taux de 

dégradation. Enfin, au lieu d’utiliser un système de filtration séquentiel, les états des particules 

pourraient être déterminés à l’aide d’un cytomètre trieur. Cet appareil permet d’isoler et de 

récupérer une ou plusieurs population(s) extra et intra-cellulaire(s) selon des critères de taille, 

de granulosité (contenu cellulaire) et/ou de fluorescence (récepteur, transformation génétique, 

phase cellulaire…). Il serait donc possible d’utiliser des marqueurs ADN pour trier et identifier 

les particules d’ADNe selon leur taille et leur origine génomique (sondes fluorescentes 

différentes pour l’ADNe mitochondrial et nucléaire), et estimer de manière plus directe le type 

de particules d’ADNe et leur origine biologique. Néanmoins, cette technologie est aujourd’hui 

appliquée dans des domaines très éloignés de l’ADNe. En conséquence, une étape de 

développement importante sera nécessaire pour adapter cette technique à des particules en 

très faibles concentration comme l’ADNe, dont le signal pourrait se confondre avec le bruit de 

mesure de l’appareil. Une étape de filtration et/ou de précipitation de l’échantillon d’eau 

pourrait notamment être nécessaire pour concentrer l’échantillon en ADNe. In fine, une 

meilleure connaissance des états de l’ADNe, leur persistance et leur transport permettrait ainsi 

le développement de modèle statistique prenant en compte l’ensemble de ces paramètres et 

mieux estimer la distribution de l’ADNe dans l’environnement. 

3.2. Voies d’amélioration des capteurs passifs à ADNe  

3.2.1. Mieux comprendre les interactions ADNe/surface 

Ces travaux de thèse ont mis en évidence le fort potentiel des capteurs en hydroxyapatite 

pour collecter passivement l’ADNe en milieux aquatiques. Cependant, la grande variabilité 

dans l’efficacité de captation (c’est-à-dire l’adsorption) d’ADN empêche pour l’instant son 

application pour inventorier la biodiversité. Nous avons vu dans le Chapitre III que l'adsorption 

de l’ADNe sur l’hydroxyapatite est intimement liée à l'interaction chimique entre l'ADN et la 

surface. Ainsi, trois paramètres semblent déterminants pour l’adsorption de l’ADN à 

l’hydroxyapatite et la stabilité de la liaison : les caractéristiques physiques (e.g. 

microstructure, porosité) et chimiques (groupements de surface et leur stabilité) de la surface 

des capteurs, et le(s) type(s) d’interaction(s) liant l’ADN à cette surface ainsi que leur 
force.  
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Des modifications des propriétés de surface des capteurs au cours de l’utilisation pourraient 

être à l’origine des problèmes de réplicabilité observés pendant les expériences de la thèse. 

Le point de départ serait de caractériser ces propriétés et identifier si elles varient d’un capteur 

à l’autre, ou évoluent au cours des étapes d’utilisation des capteurs (décontamination, 

immersion dans l’eau et élution). Ceci pourrait donner des indices sur l’origine de la variabilité 

de captation d’ADNe et des pistes pour optimiser les paramètres de fabrication. Cette section 

propose différentes analyses permettant de mesurer ces paramètres. 

Perspective 1 : Caractérisation des propriétés physiques de la surface.  

La microstructure regroupe l’ensemble des propriétés physiques microscopiques de surface 

pouvant influencer la captation d’ADN. Parmi ces propriétés, la porosité et la cristallinité 

pourraient être particulièrement importantes à considérer. La porosité fait référence aux 

« vides » microscopiques d’un matériau solide. Il en existe deux types: la porosité ouverte et 

fermée. La structure poreuse est dite fermée lorsque les pores ne sont pas reliés entre eux et 

sont inaccessibles à l'eau et à l'air puisqu'ils ne débouchent pas en surface, et ouverte lorsque 

les pores sont reliés entre eux, formant des canaux très fins. Il a été montré que plus un 

matériau est poreux, plus il favorise l’adsorption de biomolécules. Ceci est lié à l’augmentation 

de la surface spécifique (en m2/gramme de matière), c'est-à-dire simplement, la surface 

disponible pour fixer l’ADN. L’objectif ici serait de comparer le type de porosité et la quantité 

de pores entre des capteurs ayant montré des rendements de captation contrastés. La 

porosité peut être évaluée par un montage d’Archimède. 

Perspective 2 : Caractérisation chimique 

Après avoir caractérisé les propriétés physiques de surface, la prochaine étape serait de 

caractériser les propriétés chimiques et en particulier les groupements ioniques 
permettant l’adsorption de l’ADN. Pour cela, il serait possible d’utiliser des technologies de 

spectroscopie infrarouge types FT-IR ou Raman (FTIR). Toutes les molécules émettent, par 

le biais de leur liaisons chimiques, des vibrations (e.g. déformation, élongation). Lorsque ces 

molécules sont excitées par une source d’énergie, elles vont émettre un signal vibrationnel 

qui leur est propre. Ainsi, il est possible de reconnaitre la signature des molécules et d’identifier 

le groupement chimique dont elles proviennent. 
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En pratique, cette analyse consiste à envoyer un rayonnement infrarouge à des longueurs 

d’onde différentes sur l’échantillon (ici les capteurs), les modes vibrationnels des molécules 

aux différentes longueurs d’onde sont retranscrites sur un spectre. En d’autres termes, on 

obtient des bandes d’absorption, résultant de modes vibrationnels intramoléculaires qui 

absorbent la source d’énergie. La position (longueur d’onde convertie en nombre d’onde) et 

la forme des bandes d’absorption d’un spectre sont donc caractéristiques des groupements 

chimiques d’où elles proviennent. Cette analyse permettrait donc de déterminer les 

groupements moléculaires en surface, notamment ceux responsables de l’adsorption 

(calcium, phosphate). 

Ce travail de caractérisation des surfaces a déjà été initié dans le cadre d’une collaboration 

avec le laboratoire Matériaux Ingénierie et Sciences (MATEIS, Lyon), plus particulièrement 

les équipes Céramiques et Composites. Cette collaboration a donné lieu à un stage de Master 

2, et débouchera probablement sur un sujet de thèse. 

3.2.2. Optimisation de la surface des capteurs 

En plus d’une caractérisation physico-chimique de la surface et des interactions avec l’ADN, 

plusieurs paramètres initiaux dans la confection des capteurs peuvent être optimisés pour 

renforcer l’adsorption et augmenter la quantité d’ADN adsorbée. Comme évoqué 

précédemment, les interactions ioniques sont primordiales pour assurer l’adsorption de 

l’ADNe. Plus spécifiquement, les groupements phosphate en surface des capteurs sont 

particulièrement importants puisque c’est à eux que les groupements phosphate de l’ADN 

sont supposés se relier par le biais de cations inorganiques présents dans l’eau (Na+, K+, 

NH4+, Mg2+, Ca2+, Mn2+, Fe2+/3+, Al3+). Deux propositions peuvent être faites pour 

augmenter le nombre de sites d’adsorption sur la surface et favoriser les liaisons avec l’ADN. 

Perspective 1 : Contrôler le ratio Ca/P de la surface 

Les capteurs sont imprimés à partir d’une résine en hydroxyapatite contenant majoritairement 

du phosphate (P) de calcium (Ca). Parmi les résines disponibles à la vente, certaines 

présentent des ratios de concentration Ca/P différents. Sélectionner une résine avec un ratio 

Ca/P plus élevé permettrait peut-être d’augmenter la quantité de phosphate disponible dans 

les capteurs une fois imprimé, fournissant un nombre de sites de fixation pour l’ADNe plus 

important.  
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Perspective 2 : Fonctionnalisation de la surface.  

Une autre alternative pour optimiser l’efficacité de captation des capteurs serait la technique 

de fonctionnalisation de surface. La fonctionnalisation de surface désigne l'optimisation ou 

l'ajout de propriétés à la surface d'un matériau dans le but d'améliorer ses performances ou 

lui conférer de nouvelles fonctionnalités (adhérence, accroche mécanique…). Pour les 

capteurs passifs à ADNe, l’objectif serait « d’ajouter » des groupements ioniques positifs pour 

favoriser l'adsorption d’ADN et la stabiliser. 

3.3. Un pas vers la bioindication du futur  

3.3.1. Fiabilisation du signal spatio-temporel de l’ADNe 

L’échantillonnage de l’ADNe, selon la méthode employée (filtration) a permis de mettre en 

évidence une pollution localisée sur les communautés bioindicatrices (macro-invertébrés) en 

rivière intermittente (Article 3, Chapitre IV). Ces résultats prometteurs doivent cependant être 

confirmés par des expériences supplémentaires afin de (i) fiabiliser cette information et (ii) 

la valider dans des écosystèmes présentant des conditions environnementales 
contrastées. Bien que les inventaires de macro-invertébrés entre l’ADNe et l’approche 

morphologique semblent congruents, les différences en termes de résolution taxonomique 

limitent la pertinence de la comparaison. Par exemple, les Chironomidae sont assignés au 

rang de la famille en morphologie, alors qu’ils le sont à l’espèce en ADNe. Dans ces conditions 

il est difficile de vraiment savoir si les espèces de Chironomidae recensées par l’ADNe sont 

réellement présentes localement.  

Ainsi, pour vérifier la capacité de l’ADNe à refléter les communautés au niveau local, une 

solution serait de comparer les inventaires de macro-invertébrés avec ceux obtenus par une 

méthode d’échantillonnage locale fiable, et présentant une identification taxonomique aussi 

fine que l’ADNe. Pour cela, utiliser le metabarcoding de l’ADN extrait directement des 

communautés prélevées in situ serait une solution appropriée. De plus, ceci permettrait 

découpler l’apport de l’identification moléculaire par le séquençage, de l’apport d’une méthode 

d’échantillonnage qui intègre un signal spatial à plus large échelle (ADNe). Ce travail de 

comparaison est déjà en cours puisqu’il a été initié dans le cadre d’une collaboration avec un 

projet de recherche (MISTRAL, Université Lyon 1).  
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Ce projet vise à identifier les meilleurs protocoles d’extraction d’ADN pour le metabarcoding 

issus de communautés « bulk » de macro-invertébrés. Ainsi, les campagnes 

d’échantillonnage du projet Mistral et de la thèse ont été réalisé en parallèle, sur les mêmes 

sites de prélèvements. 

Deuxièmement, une seconde étape de validation serait de réaliser une campagne 

d’échantillonnage de l’ADNe via, différentes matrices naturelles, à l’échelle du bassin versant 

entier avec des points d’échantillonnage couvrant au maximum l’hétérogénéité spatiale. Ainsi, 

cela permettrait de valider la capacité de l’ADNe à retranscrire des perturbations locales en 

considérant les différentes parties du bassin versant, et son potentiel effet « collecteur » de 

l’ADNe en aval (section 1.2.2). Sur ce jeu de données, des analyses de nestedness et de 

turnover pourraient être réalisées afin de voir si la biodiversité trouvée avec l’ADNe en aval 

un sous-échantillon de la biodiversité en amont ou si elle représente une biodiversité 

unique/différente. Ces analyses consistent en la décomposition de la diversité beta en deux 

composantes (nestedness et turnover) pour connaître la part de chacune dans la diversité. 

Les données pourraient être ensuite comparées à un projet d’envergure, où des 

communautés de macro-invertébrés ont été prélevées sur plus de 600 points sur le bassin 

versant de l’Albarine (projet DRYvER, Riverly, INRAE). 

3.3.2. Développement d’indices biotiques ADNe pour les rivières 
intermittentes 

A. Les Chironomidae comme bioindicateurs 

Les résultats de cette thèse ont mis en évidence des taxons qui s’avèreraient être des 

bioindicateurs de pollution pertinents en rivière intermittente ; et plus particulièrement le 

groupe des Chironomidae. Ce groupe est l’un des plus abondants et diversifiés parmi les 

insectes peuplant les écosystèmes d'eau douce (Ashe et al., 1987, Ferrington, 2008). Leur 

potentiel en tant que bioindicateur est largement reconnu depuis plusieurs dizaines d’années 

(Nicacio & Juen, 2015), mais les difficultés liées à leur identification morphologique ont 

restreint la possibilité de développer des indices biotiques. Utiliser l’ADNe issu de ces 

organismes permettrait de révéler leur potentiel, en particulier pour la bioindication des rivières 

intermittentes. 



 

188 

 

Les Chironomidae sont ubiquistes, et peuvent être présents sur une large gamme de gradients 

environnementaux, y compris les gradients de pH, de salinité, d'oxygène dissous, de niveau 

d'eau et de température (Armitage et al., 2012). Selon les espèces, ils peuvent répondre de 

manière spécifique à différents stress. Par exemple, Beermann et al., (2018) ont étudié l’effet 

de différentes pressions en microcosmes et sur 35 espèces de Chironomidae, et 15 d’entre 

elles fournissaient des réponses spécifiques aux facteurs de stress. Ceci est particulièrement 

intéressant pour les RIs, car certaines espèces pourraient résister à l’assèchement, et dans 

le même temps, être sensibles à la pollution. D’autre part, ils peuvent peupler de nombreux 

habitats typiques des RIs, aussi bien des habitats lentiques, lotiques que des mares 

temporaires. Leur utilisation permettrait ainsi de démêler les différents facteurs de stress en 

rivière intermittente, et mettre en évidence plus clairement des perturbations anthropiques. 

Pour développer des indices basés sur l’ADNe des Chironomidae, plusieurs étapes seraient 

nécessaires en amont. Premièrement, toutes les espèces n’ont probablement pas les mêmes 

réponses aux différentes pressions, ainsi il faudrait tout d’abord mesurer la tolérance ou à 

l’inverse la sensibilité de ces organismes à des gradients de pression (e.g. assèchements, 

pollution). Deuxièmement, il serait nécessaire de concevoir des amorces PCR suffisamment 

spécifiques à l’ensemble des espèces de Chironomidae pour garantir une détection fine des 

taxons. Enfin, des bases de données exhaustives recensant les espèces présentes sur le 

territoire devraient être développées. Néanmoins, cette dernière étape suppose que les 

Chironomidae des différentes régions soient suffisamment bien connus et identifiables pour 

permettre une assignation à l’espèce. 

B. Indices basés sur les séquences  

Le développement d’indices basés sur l’ADNe des Chironomidae apparait comme une 

perspective intéressante. Néanmoins, les difficultés liées aux bases de données et à 

l’estimation de l’abondance (section 1.1.6) des organismes pourraient fortement limiter leur 

potentiel bioindicateur dans le calcul d’indice biotique. Une autre possibilité serait de 

s’affranchir complètement de la taxonomie, en utilisant les ASV ou les OTUs produits à partir 

des séquences ADN comme proxy d’espèces. Ceci découlerait sur un indice non pas 

taxonomique, mais un indice « ASV » ou « OTU ». Ce type d’approche permet d'exploiter 

l’ensemble des séquences ADN, même si la plupart des espèces ne sont pas référencées 

dans la base de données, ce qui pourrait être le cas pour les Chironomidae dont l’identification 

morphologique est complexe.  
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Pour les rivières intermittentes, il serait intéressant d’analyser, sur un jeu de données 

conséquent, la structure des séquences (ASV ou OTUs) le long de gradients d’intermittence 

et de pollution. Ceci permettrait de voir si l’on observe une « signature » génétique particulière 

en fonction de la source de perturbation. Récemment, plusieurs auteurs ont proposé une 

méthode sans taxonomie en développant des approches de machine learning (algorithmes 

d'apprentissage automatique supervisé, SML) pour prédire l’état écologique (Cordier et al., 

2017; Keck et al., 2017). Les résultats montrent que les indices biotiques basés sur les 

séquences issues de communautés de foraminifères reflètent assez bien l’état écologique 

d’un milieu marin. Bien que des développements soient encore nécessaires, ce type 

d’approche offre des perspectives prometteuses pour estimer l’état écologique ou déceler des 

impacts anthropiques en milieux aquatiques, en particulier ceux où la bioindication est encore 

impossible.
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