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Résumé 
 

Les diatomées sont des algues unicellulaires microscopiques qui sont d’excellents 

indicateurs de l’état écologique du milieu dans lequel elles se trouvent. Dans le cadre de la 

Directive Cadre sur l’Eau (DCE), les communautés de diatomées sont utilisées pour évaluer la 

qualité des cours d’eau. Pour cela, des indices de qualité basés sur la sensibilité des espèces à la 

pollution sont calculés à partir de la composition et de l’abondance relative des taxa de diatomées. 

L’identification des espèces est généralement réalisée au microscope, ce qui, en plus d’être 

complexe, peut être assez long et coûteux lorsqu’il s’agit de traiter de nombreux échantillons. 

 Une nouvelle méthode développée récemment permet d’identifier les espèces, non plus 

sur la base de leur variabilité morphologique, mais sur la base de leur variabilité génétique en 

utilisant de courtes séquences ADN (ou barcodes ADN). Combinée aux technologies de 

séquençage à haut débit, cette approche moléculaire, appelée metabarcoding, permet d’identifier 

l’ensemble des espèces présentes au sein d’un échantillon environnemental et de traiter plusieurs 

centaines d’échantillons en parallèle. Ces avantages font du metabarcoding une alternative à la 

méthode d’identification morphologique, intéressante dans le cadre de la DCE. Bien que plusieurs 

études aient montré la capacité de cette approche à identifier correctement les espèces de 

diatomées retrouvées dans des échantillons environnementaux, le manque de fiabilité dans la 

quantification des abondances relatives des espèces limite le calcul d’indices fiable et l’utilisation 

du metabarcoding comme outil pour la bioindication. Les objectifs de ce travail de thèse ont donc 

été (i) d’identifier et d’optimiser les biais impactant la quantification relative des diatomées en 

metabarcoding ; (ii) d’appliquer l’approche moléculaire à large échelle, sur des échantillons 

environnementaux de réseaux de cours d’eau afin de comparer les évaluations de qualité 

obtenues par les approches morphologique et moléculaire. 

 Dans un premier temps, nous avons évalué les biais de quantification liés à l’extraction de 

l’ADN sur des cultures pures de diatomées et des échantillons environnementaux. Bien que le 

choix de la méthode d’extraction affecte la qualité et la quantité des ADN extraits, ainsi que les 

abondances relatives de certaines espèces obtenues en metabarcoding, la composition de la 

communauté ainsi que les notes de qualités ne sont pas significativement affectées. Nous avons 

donc décidé d’utiliser pour la suite des travaux la méthode GenElute qui produit les plus grandes 

quantités d’ADN pour un moindre coût. Dans un deuxième temps, grâce à des expériences de 

qPCR réalisées sur des cultures pures de diatomées, nous avons montré que le nombre de copies 

du gène rbcL (utilisé comme barcode ADN) est proportionnel au biovolume des cellules, ce qui a 

pour conséquence une surestimation des espèces à gros biovolumes en metabarcoding. A partir 

de cette corrélation, un facteur de correction a été proposé et appliqué sur les données de 



 
 

metabarcoding issues de communautés artificielles et d’échantillons environnementaux, 

permettant d’obtenir des abondances relatives d’espèces comparables à celles obtenues en 

microscopie et d’améliorer la fiabilité des notes de qualité. Finalement, l’application de l’approche 

moléculaire à l’échelle des réseaux DCE de surveillance des cours d’eau de Mayotte et de France 

métropolitaine a permis de montrer que le metabarcoding est une alternative plus rapide et plus 

économique que l’approche morphologique, tout en permettant une bonne évaluation de la 

qualité des cours d’eau. 

 Nos travaux confirment que l’approche moléculaire peut être utilisée pour évaluer la 

qualité des cours d’eau. Cependant d’autres études devront être réalisées avant d’envisager une 

application en routine et une implémentation dans la DCE, notamment en termes de 

standardisation et de normalisation des méthodes utilisées dans l’approche moléculaire. 



 

Abstract 
 

 Diatoms are microscopic unicellular algae which are excellent indicators of the ecological 

status of the environment in which they live. In the Water Framework Directive (WFD), diatom 

communities are used to assess the quality of rivers. For this purpose, quality indices based on the 

susceptibility of species to pollution are calculated from the composition and relative abundance 

of diatom taxa. Species identification is typically carried out under a microscope, which, in addition 

to being complex, can be time-consuming and costly when many samples are processed. 

 A newly developed method allows species to be identified, not on the basis of their 

morphological variability, but on the basis of their genetic variability using short DNA sequences 

(or DNA barcodes). Combined with high-throughput sequencing technologies, this molecular 

approach, called metabarcoding, allows to identify all the species present in an environmental 

sample and to process several hundred samples in parallel. These advantages make 

metabarcoding an alternative method to those based on morphological identification, which is 

interesting for the WFD. Although several studies have demonstrated the ability of this approach 

to correctly identify diatom species found in environmental samples, the lack of reliability in the 

quantification of the species relative abundances limits the reliability of calculated quality indices 

and the use of metabarcoding as a tool for biomonitoring. The objectives of this thesis were (i) to 

identify and optimize the biases impacting the relative quantification of diatoms in 

metabarcoding; (ii) to apply the molecular approach at a larger scale on environmental samples 

from river networks in order to compare quality assessments obtained by morphological and 

molecular approaches. 

 First, we quantified the bias associated with DNA extraction using pure diatom cultures 

and environmental samples. Although the choice of the extraction method affects the quality and 

the quantity of extracted DNA, as the relative abundances of some species identified with 

metabarcoding, the community composition and water quality index values are not significantly 

affected. Thus, we decided to use the GenElute method for other works realized during the thesis, 

as this method produces the largest quantities of DNA at a lower cost. In a second step, using qPCR 

experiments carried out on pure diatom cultures, we showed that the rbcL gene copy number 

(used as DNA barcode) is correlated to the cell biovolume, which results in an overestimation of 

large biovolume species with the metabarcoding. On the basis of this correlation, a correction 

factor was proposed and applied to metabarcoding data obtained from artificial diatom 

communities and environmental samples, allowing to obtain species relative abundances similar 

to those obtained with the morphological approach and to improve the reliability of water quality 

index values. Finally, the application of the molecular approach at the scale of the WFD rivers 



 
 

monitoring networks of Mayotte and France has enabled us to show that metabarcoding is a faster 

and cheaper alternative to the morphological approach, while allowing a good water quality 

assessment of streams. 

 Our work confirms that the molecular approach can be used to assess the quality of rivers. 

However, further studies will have to be performed before considering a routine application and 

its implementation in the WFD, particularly in terms of standardization of the methods used in the 

molecular approach. 
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1. Gestion des écosystèmes d’eau douce 

Au cours de son histoire, l’homme a sans cesse cherché à étudier et à comprendre son 

environnement. Dans un premier temps en décrivant ce qui l’entoure (e.g. la faune, la flore, les 

phénomènes naturels), il tente par la suite de déterminer quel impact l’environnement peut avoir 

sur lui et sur son mode de vie. Ainsi on retrouve dès l’antiquité des traités, comme « des airs, des 

eaux et des lieux » attribué à Hippocrate en 400 avant JC (Daremberg 1855), qui expliquent 

comment les vents, la qualité de l’air ou encore la qualité de l’eau peuvent affecter la santé 

humaine. Il faudra attendre les 17éme et 18éme siècles, avec l’expansion coloniale de l’Europe dans 

les tropiques, pour voir apparaître les premiers écrits où l’homme prend réellement conscience 

de son impact sur l’environnement (Grove & Damodaran 2006). A l’époque, les activités 

humaines pratiquées dans les îles, en lien avec la production du sucre, avaient accéléré les 

phénomènes de déforestation et d’érosion des sols notamment aux Bermudes (Tryon 1684) et à 

la Barbade (Grove 1995). Les colons réalisent alors qu’il est nécessaire de protéger les ressources 

environnementales afin de pérenniser leurs activités commerciales.  

 

 

Figure 1 – Impact de l’homme sur les écosystèmes marins. 
(source : Halpern et al. 2008) 
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 Depuis, les activités humaines se sont développées et diversifiées, évoluant en parallèle 

des avancées technologiques et répondant aux exigences d’une société en perpétuelle croissance. 

L’urbanisation, les transports, l’agriculture et l’élevage, l’accès aux ressources, la 

production/consommation de biens et d’énergies n’ont eu de cesse de modifier et d’impacter 

l’environnement, si bien qu’actuellement aucun écosystème terrestre ou aquatique ne peut être 

considéré comme vierge d’activité anthropique (Vitousek et al. 1997; Halpern et al. 2008). Bien 

que les écosystèmes marins soient les plus étudiés et apparaissent comme très fortement 

impactés par les activités humaines (Figure 1), les écosystèmes d’eau douce sont les plus menacés 

et nécessitent donc une attention particulière (Abell 2002; Dudgeon et al. 2006; Collen et al. 

2014). 

 

1.1. Ecosystèmes d’eau douce 

1.1.1. Ressources en eau douce 

 L’eau douce ne représente que 0,8 % de la surface totale du globe et seulement 3 % de 

l’eau sur Terre (Pimentel et al. 1997), ce qui en fait une ressource précieuse. Précieuse pour la 

biodiversité car, malgré sa faible proportion sur terre, les écosystèmes d’eau douce abritent 9,5 % 

des espèces animales et 1 % des plantes vasculaires décrites sur terre (Balian et al. 2008). Mais 

surtout précieuse car c’est une ressource vitale pour tous les organismes, dont l’homme, et qui 

offre de nombreux services. L’homme a ainsi pu bénéficier des ressources en eau douce pour ses 

besoins comme la consommation pour usages domestiques et industriels, l’irrigation, la pêche ou 

encore les loisirs, si bien que les activités humaines font parties intégrantes des flux d’eau à 

l’échelle globale (Figure 2). Bien que l’homme n’utilise que 10 % de la ressource en eau douce 

disponible chaque année (Oki & Kanae 2006), il n’en reste pas moins que 80 % de la population 

mondiale est exposée à un risque en lien avec la sécurité de l’eau (Vörösmarty et al. 2010). Le 

risque majeur est principalement lié au manque d’eau, avec 2/3 de la population mondiale 

affectée par de sévères pénuries au moins 1 mois par an, principalement en Chine et en Inde 

(Vörösmarty et al. 2000). Si les pays d’Europe semblent moins affectés par les pénuries d’eau, ils 

sont confrontés aux risques liés à une diminution de la qualité des eaux en lien avec les activités 

humaines, qui se traduit notamment par une perte de biodiversité dans les milieux aquatiques 

(Dodds et al. 2013). 
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Figure 2 – Cycles naturel et anthropogénique de l’eau à l’échelle globale. 
(source : Oki & Kanae 2006) 

 

1.1.2. Sources de dégradation des milieux aquatiques 

 La plupart des activités anthropiques présentent un risque pour les milieux aquatiques et 

peuvent entrainer la dégradation des ressources en eau douce ainsi qu’une perte de biodiversité 

(Vörösmarty et al. 2010). On peut ainsi regrouper ces activités en fonction de leur impact sur 

l’environnement : 

• Altération physique ou hydromorphologique : Afin de répondre aux différents besoins en eau 

liés à la production d’énergie, l’industrie, l’agriculture/l’élevage, la consommation humaine ou 

encore pour se protéger contre les crues, de nombreux aménagements et constructions ont 

été réalisés, principalement sur les cours d’eau. Les barrages sont les ouvrages les plus 

abondants, avec environ 40 000 barrages de plus de 15m de haut ainsi que 800 000 plus petits, 

ils permettent de retenir 10 000 km3 d’eau soit environ 5 fois le volume d’eau contenu dans 

les rivières du monde (Dudgeon et al. 2006; Zarfl et al. 2015). De tels ouvrages sont une 

source de dégradation des habitats en amont (e.g. inondations, apparition de nouvelles zones 

ripariennes), en aval (e.g. variation des débits, de la profondeur et de la largeur de la rivière) 

et sont responsables de la fragmentation physique des cours d’eau (Kikyo et al. 1999; Nilsson 

2005). Ceci affecte directement les communautés aquatiques et peut se traduire par une perte 

directe de diversité, l’apparition d’espèces mieux adaptées aux nouvelles conditions (dont des 
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espèces exotiques envahissantes) ou encore une diminution de la capacité de reproduction de 

certaines espèces (Carlisle et al. 2011; Lehner et al. 2011). 

 

 

Figure 3 – Principales sources de pollutions des eaux douces par les activités humaines. 
(source : Withgott and Brenan 2007) 

 

• Pollution de l’eau : Les activités humaines liées à l’industrie, l’agriculture et aux usages 

domestiques sont les principales sources de pollution des milieux aquatiques (Figure 3). Ces 

pollutions peuvent se regrouper en différentes catégories incluant les pollutions par les 

composés organiques (e.g. pesticides, détergents, solvants) et inorganiques (e.g. métaux 

lourds), les nutriments, les matières en suspension, l’apport d’organismes pathogènes 

(bactéries, virus) ou encore des perturbations physiques du milieu (Voulvoulis & Georges 

2016). La grande diversité des stress apportés par ces pollutions chimiques et physiques 

aboutit à des effets très variés sur les écosystèmes aquatiques. Certains composés comme les 

pesticides ont une toxicité directe et peuvent bloquer la photosynthèse ou inhiber le système 

nerveux des organismes aquatiques (DeLorenzo et al. 2001). Les composés comme les métaux 

lourds et les polluants organiques persistants (e.g. les PCB) sont très peu dégradés dans 

l’environnement et souvent bioaccumulés par les organismes, affectant potentiellement la 

« santé » de toute la chaîne alimentaire, y compris l’homme (Ratte 1999; Geyer et al. 2000). 
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L’apport de nutriments, principalement d’azote et de phosphore en lien avec l’agriculture et 

les rejets domestiques, a pour effet de favoriser le développement d’algues et de « végétaux 

supérieurs » aboutissant à l’eutrophisation des milieux aquatiques. Il en résulte une 

diminution de la teneur en oxygène de l’eau, rendant celle-ci toxique pour certains organismes 

aquatiques mais aussi potentiellement impropre à la consommation, la baignade, l’irrigation 

ou encore la pêche (Carpenter et al. 1998; Dodds & Smith 2016). 

• Apparition d’espèces exotiques envahissantes : On considère comme espèce exotique 

envahissante « une espèce allochtone (non indigène) dont l’introduction (volontaire ou 

fortuite) par l’Homme, l’implantation et la propagation menacent les écosystèmes, les 

habitats ou les espèces indigènes avec des conséquences négatives sur les services 

écosystémiques et/ou socio-économiques et/ou sanitaires» (Sarat et al. 2015). Ces espèces 

sont généralement introduites volontairement (e.g. commerce, aquaculture) ou 

involontairement (e.g transport, tourisme) par l’homme dans l’environnement (Hulme 2009). 

Si elles n’ont pas toutes un effet négatif, elles n’en restent pas moins la 2éme source de perte 

de biodiversité dans les écosystèmes d’eau douce (García-Berthou et al. 2005). En effet, ces 

espèces peuvent avoir un impact direct sur les communautés autochtones (e.g. compétition 

pour les ressources, prédation, vecteurs de pathogènes) ou indirect en modifiant leur habitat 

(e.g. altération physique, augmentation de la turbidité) (Crooks 2002). 

A tous ces facteurs locaux viennent s’ajouter des facteurs environnementaux globaux, 

comme le changement climatique, qui complexifient davantage la compréhension des impacts sur 

les écosystèmes d’eau douce (Ormerod et al. 2010; Woznicki et al. 2016). Ainsi, l’accumulation 

de stress peut aboutir à des effets croisés de type antagonistes (stress AB << stress A + stress B), 

synergiques (stress AB >> stress A + stress B), additifs (stress AB = stress A + stress B) ou inversés 

(stress AB ≠ stress A + stress B) sur les écosystèmes d’eau douce, les effets antagonistes étant 

prépondérant selon Jackson et al. (2016). Par exemple, le réchauffement climatique permet de 

lutter contre les effets délétères des rayons ultraviolet (UV-B) chez les Daphnies en induisant un 

mécanisme de réparation photo-enzymatique (MacFadyen et al. 2004). Dans certains lacs, l’effet 

croisé du réchauffement climatique avec le phénomène d’acidification est supérieur à la somme 

de leurs effets individuels, aboutissant à une augmentation de la biomasse du zooplancton (effet 

synergique) tandis que le réchauffement semble amoindrir l’effet positif de l’acidification sur la 

croissance du phytoplancton (effet antagoniste) (Christensen et al. 2006).  

Bien qu’il soit important de comprendre comment tous ces stress peuvent interagirent 

entre eux et impacter les écosystèmes d’eau douce afin de mieux les protéger (Hering et al. 2015), 
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nos connaissances sur le sujet restent encore limitées et des politiques de gestion et de protection 

de ces écosystèmes ont d’ores et déjà été mises en place (e.g. Managing Aquatic ecosystems and 

water Resources under multiple Stress (MARS) project, http://www.mars-project.eu/). 

 

1.2. Evolution des politiques de gestion de l’eau 

1.2.1. Politiques de gestion en France 

La mise en place d’une réelle politique de gestion de l’eau en France est assez récente et 

remonte aux années 1950-60 en lien avec la révolution industrielle et l’augmentation des 

pollutions des ressources en eau. La première loi sur l’eau du 16 décembre 1964, a mis en place 

une gestion par bassin hydrographique en divisant le territoire en 6 grands bassins, créant pour 

chacun une agence de l’eau et un comité de bassin (Narcy 2003). Cette action favorisait une 

gestion collective des ressources en eau à l’échelle des bassins, les ressources financières étant 

issues des redevances perçues auprès des usagers de l’eau en fonction de leur consommation 

d’eau et du niveau de pollution émis dans le milieu (principe de « pollueur-payeur ») (Feuillette 

2004). Cette loi est l’une des premières actions de l’état en matière de protection de 

l’environnement, le ministère de l’environnement n’étant créé qu’en 1971. A partir des années 

1990, les politiques de gestion de l’eau vont s’orienter de plus en plus vers des objectifs en lien 

avec le développement durable, suivant la « tendance » créée lors du « Sommet de la Terre » de 

Rio de Janeiro en 1992. Ainsi, la loi sur l’eau du 3 Janvier 1992 définit l’eau en tant que "patrimoine 

commun de la Nation" avec pour objectif la préservation des ressources en eau et des 

écosystèmes aquatiques (Girard 2012). Afin d’y parvenir, la loi propose la mise en place de 

nouveaux outils de gestion des eaux à l’échelle des bassins : les Schémas Directeurs 

d'Aménagement et de Gestion des Eaux (SDAGE).  

Le 23 Octobre 2000, l’Union Européenne adopte la « Directive Cadre sur l’Eau » (DCE) qui 

propose une politique communautaire de gestion de l’eau à l’échelle de l’Europe. Elle est 

transposée en droit français le 21 avril 2004 et servira de patron pour la mise en place de la 3éme 

Loi sur l’Eau et les Milieux Aquatiques (LEMA) le 31 Décembre 2006. De fait, la gestion de l’eau en 

France est actuellement régie par les législations française et européenne. Bien que la LEMA 

propose d’améliorer les conditions d’accès à l’eau, une meilleure transparence du fonctionnement 

du service public de l’eau (via la création de l’Office National de l’Eau et des Milieux Aquatiques – 

ONEMA qui fait dorénavant partie intégrante de l’Agence Française pour la Biodiversité – AFB) et 
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une meilleure organisation de la pêche en eau douce, l’objectif majeur est de veiller à l’atteinte 

des objectifs fixés par la DCE, à savoir le bon état des masses d’eau à l’échelle européenne. 

 

1.2.2. La Directive Cadre sur l’Eau (DCE) 

Les ressources en eau ainsi que les pollutions ne se bornant pas aux frontières entre états, 

la DCE a pour vocation d’harmoniser et de simplifier les politiques de gestion de l’eau entre les 

pays de la communauté européenne (Chave 2001). L’objectif principal étant d’atteindre un « bon 

état » des eaux, et ce avec obligation de résultats sous peine de sanctions financières. Pour ce 

faire, la DCE reprend le principe de gestion de l’eau par bassin versant, déjà initié en France en 

1964, mais cette fois-ci à l’échelle de l’Europe avec 110 districts hydrographiques (Kallis 2001). En 

France, il existe 12 bassins hydrographiques dont 7 bassins métropolitains (Adour-Garonne, 

Artois-Picardie, Loire-Bretagne, Rhin-Meuse, Rhône-Méditerranée, Corse, Seine-Normandie) et 5 

bassins d’outre-mer correspondant aux DOM (Guadeloupe, Guyane, Martinique, La Réunion et 

Mayotte). L’application de la DCE repose sur la mise en place de cycles de gestion sur chacun des 

bassins, chaque cycle comprenant 4 phases : (i) un état des lieux des ressources en eau ; (ii) la 

préparation des SDAGE qui indiquent les objectifs de gestion à mettre en œuvre (e.g. 

aménagements) ainsi que les objectifs en terme de qualité et de quantité d’eau ; (iii) les mesures 

à mettre en place pour atteindre ces objectifs ; (iv) leur application. Un calendrier d’application de 

la DCE a été mis en place en France comprenant 3 cycles de gestion successifs pour lesquels 

l’atteinte des objectifs fixés par les SDAGE sera évaluée à la fin de chaque cycle en 2015, 2021 et 

2027.  

Afin de simplifier les méthodes d’évaluation de la qualité des eaux, la DCE classe les milieux 

aquatiques par masses d'eau en différenciant les eaux souterraines des eaux de surface (cours 

d’eau, lacs, eaux de transition et eaux côtières). En France, des sites représentatifs des différentes 

masses d’eau ont été sélectionnés afin de mettre en place des réseaux de surveillance à l’échelle 

du territoire (Petit & Michon 2013) (Figure 4): 

- Réseau de Contrôle de Référence (RCR) : composé de sites dits de référence, c’est-à-dire 

de sites représentatifs des différentes masses d’eau et faiblement impactés par les pressions 

anthropiques, ils servent à définir les limites du « très bon état ». Pour les cours d’eau, 393 sites 

ont ainsi été sélectionnés et sont régulièrement contrôlés (Mengin et al. 2010). 

- Réseau de Contrôle et de Surveillance (RCS) : inclus des sites représentatifs de l’état 

général des eaux en France (dont certains sites du RCR) avec 2043 sites pour les eaux de surface 
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(dont 1669 stations sur les cours d’eau) et 1940 sites pour les eaux souterraines. Ces sites sont 

surveillés en permanence avec une évaluation annuelle de la qualité. 

- Réseau de Contrôle et Opérationnel (RCO) : cible des sites nécessitant une attention 

particulière car susceptibles de ne pas atteindre « le bon état » requis par la DCE. Le RCO comprend 

4 618 sites pour les eaux de surfaces (certains sites pouvant aussi faire partie du RCS) et 1446 sites 

pour les eaux souterraines (Petit & Michon 2015). Leur suivi peut être suspendu si la masse d’eau 

atteint le « bon état ». 

Afin d’évaluer la qualité de l’eau sur chaque site, plusieurs paramètres sont contrôlés en 

fonction des masses d’eau. Le « bon état » des eaux souterraines est évalué en fonction de leur 

état chimique et quantitatif, tandis que les eaux de surface sont évaluées en fonction de leur état 

chimique et écologique. 

 

 

Figure 4 – Répartition des stations des réseaux de contrôle de surveillance (RCS) et de contrôle 
opérationnel (RCO) pour les eaux de surface. 

(source : Petit & Michon 2013) 
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1.3. Evaluation de la qualité des cours d’eau 

1.3.1. Etat chimique et écologique 

L’état général de la qualité d’une station de prélèvement sur un cours d’eau est évalué en 

fonction de son état chimique (2 classes de qualité) et de son état écologique (5 classes de 

qualités), suivant les recommandations de la DCE traduites en droit français et résumées dans un 

guide (Ministère de l’Environnement de l’Énergie et de la Mer 2016) (Figure 5). 

• Etat chimique : Pour attribuer l’état chimique d’une station, 45 paramètres correspondant à 

des substances ou groupes de substances sont contrôlés. Des normes de qualité 

environnementales (NQE) sont définies pour chaque paramètre, correspondant à des seuils 

de concentrations dans l’environnement. Ainsi, on attribue à chaque paramètre l’état « bon » 

ou « mauvais » en fonction du respect ou non des NQE, l’état chimique de la station étant 

considéré comme en « mauvais état » dès qu’un seul paramètre est classé « mauvais », selon 

le principe dit de l’élément déclassant (« one out, all out »). 

 

 

Figure 5 – Critères utilisés pour définir le bon état général des cours d’eau. 
 

• Etat écologique : L’attribution de l’état écologique d’une station repose sur plusieurs éléments 

de qualité : biologiques (espèces végétales et animales), physico-chimiques (température, 

oxygène, salinité, pH, concentration en nutriments), hydromorphologiques (débit d’eau, 

substrat du lit, structure de la rivière) et chimiques (polluants spécifiques de l’état écologique). 

Des indicateurs basés sur des indices biologiques, des valeurs seuils (pour les paramètres 
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physico-chimiques) ou des NQE (polluants) sont mis en place pour définir l’état de chaque 

élément de qualité (Annexe 1). 

 

1.3.2. Evaluation de la qualité biologique  

Les organismes aquatiques étant en contact direct avec le milieu, ils sont directement 

impactés par des altérations ou modifications des conditions de celui-ci et reflètent donc son état 

de santé général, ce qui en fait d’excellents indicateurs biologiques de la qualité du site où ils se 

trouvent (Blandin 1986; Xu et al. 1999). L’évaluation de la qualité des cours d’eau par la 

bioindication est imposée par la DCE et repose sur la comparaison des communautés aquatiques 

rencontrées sur un site donné par rapport à celles rencontrées sur des sites de référence censées 

représenter le « très bon état » écologique (Bailey et al. 1998). Ces derniers sont choisis pour 

représenter au mieux l’état potentiel du site testé en l’absence de pressions anthropiques. 

Différentes métriques biologiques sont utilisées pour calculer des indices qui permettent 

d’évaluer l’écart de qualité entre le site testé et les sites de référence, permettant un classement 

dans l’une des 5 classes de qualité: très bon, bon, moyen, médiocre et mauvais (Birk et al. 2012; 

Kelly 2013) (Annexe 2). Concrètement, la classe de qualité du site testé est évaluée sur la base 

de « ratios de qualité écologique » (« Ecological Quality Ratios » ; EQR) correspondant au rapport 

entre la valeur d’indice du site testé et la valeur d’indice obtenu pour les sites de référence. Pour 

caractériser l’état de qualité biologique des cours d’eau, la DCE impose : 

• l’utilisation de 4 ou 5 éléments de qualité biologique, correspondant à 5 groupes 

d’organismes aquatiques : poissons, macrophytes, invertébrés benthiques, phytobenthos 

(principalement les diatomées benthiques) et phytoplancton (seulement pour les grands 

cours d’eau) (Reyjol et al. 2013). 

• que les indices de qualité créés pour ces 5 éléments de qualité biologique prennent en 

compte l’abondance et la composition des espèces retrouvées (ainsi que la structure de l'âge 

pour les poissons). Cependant la DCE n’impose ni l’utilisation d’indice de qualité en 

particulier, ni les valeurs seuils bornant les 5 classes de qualité, chaque état membre étant 

libre de développer et d’utiliser ses propres indices (Hering et al. 2010), dans les limites fixées 

par l’exercice d’intercalibration de l’Union Européenne (voir section 1.4.1 de l’annexe V de la 

DCE). 

 Les 5 groupes utilisés comme éléments de qualité biologique sont censés réagir 

différemment aux variations des conditions environnementales (e.g. physico-chimie, pollution) et 

sur des échelles de temps plus ou moins longues (Barbour et al. 1999) (Figure 6). Leur utilisation 
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conjointe permet ainsi de mieux caractériser l’état du milieu, et ce à différents niveaux de la chaîne 

trophique. Cependant, certains organismes comme les diatomées, qui représentent une part 

importante du phytoplancton et du phytobenthos, sont des bioindicateurs très étudiés car 

présentant de nombreux avantages pour évaluer la qualité des cours d’eau. 

 

 

Figure 6 – Caractéristiques des 5 éléments de qualité biologique. 
(source : Keck et al. 2017) 
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2. Les diatomées comme bioindicateurs 

 Les diatomées sont des microorganismes eucaryotes, unicellulaires et microscopiques qui 

sont apparus il y a environ 250 millions d’années (le plus vieux fossile de diatomée retrouvé datant 

de 190 millions d’années) (Sims et al. 2006; Sorhannus 2007). Elles font partie de l’infrarègne des 

Heterokonta et appartiennent plus précisément au phylum des Bacillariophyta, formant un 

groupe très diversifié avec environ 12 000 espèce décrites et potentiellement 100 000 espèces 

existantes (Guiry 2012; Mann & Vanormelingen 2013). Ces algues photosynthétiques sont 

retrouvées dans tous les écosystèmes aquatiques, marin et d’eau douce, et sont tellement 

abondantes qu’elles produisent environ 20 % de notre oxygène et réalisent 40 à 45 % de la 

production primaire des océans (Field et al. 1998; Mann 1999). Les premières représentations de 

diatomées obtenues grâce à la microscopie remontent à 1703 (Round et al. 1990a) et les 

recherches menées jusqu’au début du 20ème siècle ont principalement permis « d’explorer » et de 

« systématiser » les connaissances sur les diatomées. Depuis les recherches ont permis de montrer 

que les diatomées sont d’excellents indicateurs qui permettent d’explorer et d’interpréter de 

nombreux problèmes écologiques mais aussi pratiques, dont l’évaluation de la qualité des cours 

d’eau (Smol & Stoermer 2010). 

 

2.1. Biologie des diatomées 

2.1.1. Principaux composants de la cellule 

 Comme tous les organismes eucaryotes, les cellules des diatomées contiennent différents 

organites nécessaires à leur bon fonctionnement : un noyau généralement positionné au centre 

de la cellule, des mitochondries, un complexe formé de plusieurs corps de Golgi, une vacuole qui 

occupe la majeure partie de la cellule ainsi que des gouttelettes lipidiques (Bedoshvili & 

Likhoshway 2012) (Figure 7). Les cellules des diatomées présentent 2 caractéristiques 

notables qui auront leur importance dans ces travaux de thèse : 

• Le frustule : la cellule des diatomées est entourée par une paroi composée de silice (Si02) 

produite par la cellule et issue de la polycondensation du Si(OH)4 présent naturellement dans 

le milieu aquatique (Kröger & Poulsen 2008). Cette paroi forme une boite protectrice en 

forme de « boite de pétri » appelé le frustule. Les valves, qui correspondent aux deux 

couvercles de la boite, sont entourées et connectées ensemble par une ou plusieurs ceintures 

connectives qui forment le cingulum (Figure 8). L’hypothèque est composée de la plus petite 
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des deux valves et de l’hypocingulum, tandis que l’épithèque inclut la plus grande valve et 

l’épicyngulum (Cox 2014). Les valves peuvent avoir des stries, des pores ou encore un raphé 

(absent chez les diatomées centriques), donnant une ornementation caractéristique à chaque 

espèce et permettant leur classification sur la base de leur morphologie. Les diatomées sont 

ainsi groupées en 2 grandes classes : les centriques et les pennées (Figure 8).  

 

 

Figure 7 – Ultrastructure d’une cellule de diatomée avec ses principaux composants. 
(source : Yang et al. 2011) 

 
 

 

Figure 8 – Structure du frustule chez les diatomées centriques (a) et pennées (b).  
E = epitheca, H = hypotheca, C = cingulum. (adapté de Cox 2014, Mann et al. 2016). 
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• Le chloroplaste : la forme, la position et le nombre de chloroplastes dans la cellule varient 

d’une espèce à l’autre (Bedoshvili et al. 2009). Grossièrement, les diatomées pennées sont 

caractérisées par la présence de 1 à 8 chloroplastes plutôt de grande taille, tandis que les 

diatomées centriques sont le plus souvent caractérisées par la présence de plusieurs dizaines 

de chloroplastes de petite taille (Round et al. 1990a). Le chloroplaste a la particularité d’avoir 

4 membranes, résultat de l’histoire évolutive des diatomées caractérisée par 2 endosymbioses 

successives : une endosymbiose primaire entre une cyanobactérie et une cellule eucaryote à 

l’origine de la création du chloroplaste retrouvé par exemple chez les plantes terrestres, les 

algues vertes et rouges ; une endosymbiose secondaire entre une algue rouge et une cellule 

eucaryote hétérotrophe hôte (Green 2011; Keeling 2013). Le reticulum endoplasmique n’est 

pas présent dans la cellule des diatomées car il a été intégré dans les membranes du 

chloroplaste (Gibbs 1981). Le chloroplaste contient de la chlorophylle a et c ainsi que d’autres 

pigments caroténoïdes, notamment la fucoxanthine, donnant leur couleur brune aux 

diatomées. Les chloroplastes possèdent leur propre matériel génétique constitué de plusieurs 

copies du génome circulaire (≈ 120 kbp) agrégées sous la forme d’un « anneau nucléoïde » 

(Coleman 1985; Brembu et al. 2014). 

 

2.1.2. Cycle de vie et reproduction 

Durant leur cycle de vie, les diatomées se multiplient la plupart du temps de manière 

végétative par mitoses successives, produisant à partir d’une cellule mère unique, deux cellules 

filles identiques d’un point de vue génétique. Ce style de division est partagé par tous les 

organismes eucaryotes (animaux, végétaux, levures) avec les mêmes étapes de division mitotique, 

bien que les mécanismes moléculaires de chaque modèle de cellule varient (De Martino et al. 

2009). Durant la mitose chez les diatomées, chaque cellule fille hérite d’une des deux valves de 

silice de la cellule mère (Figure 9). Une fois la cytodiérèse effectuée, chaque cellule fille va produire 

des vésicules de silice qui serviront à construire la deuxième valve manquante. Afin que le frustule 

définitif de la cellule fille conserve sa forme de « boite de pétri », la nouvelle valve synthétisée est 

plus petite que la valve héritée. A cause de la différence de taille des valves de la cellule mère, on 

obtient alors deux cellules filles de tailles différentes. Ce phénomène, qui a pour effet d’entrainer 

une diminution progressive de la taille des cellules au fil des générations, suit le modèle décrit par 

Macdonald (1869) et Pfitzer (1869) (Figure 9). 
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Figure 9 – Multiplication végétative induisant une réduction de la taille des cellules. 
N = Nucleus; MC = microtubule center; SDV = silica deposition vesicle (adapté de Zurzolo & 

Bowler 2001, Hense & Beckmann 2015) 
 

Les diatomées sont les seules algues qui ont besoin de passer par la reproduction sexuée 

pour restaurer leur taille initiale, ce mode de reproduction étant généralement un facteur de 

dispersion ou de dormance (Edlund & Stoermer 1997). La reproduction sexuée ne peut être 

initiée que lorsque certaines conditions sont remplies. Premièrement, les cellules végétatives 

doivent avoir atteint une taille minimale de l’ordre de 30 à 40 % de la taille maximale de la cellule 

(Lewis 1983). Deuxièmement, les conditions environnementales doivent être favorables, par 

exemple en termes de température, de concentration en nutriments ou encore de luminosité 

(Edlund & Stoermer 1997). D’autres mécanismes complexes, comme la production de 

phéromones, semblent jouer un rôle important dans l’induction de la reproduction sexuée et 

permettent d’augmenter les chances de rencontre entre les partenaires (Moeys et al. 2016). De 

ce fait la reproduction sexuée est un phénomène plutôt rare dans l’environnement, les cycles de 

reproduction pouvant survenir après plusieurs années voire dizaines d’années de cycles végétatifs 

(Mann 1988). Il existe différents modes de reproduction en fonction des groupes de diatomées : 

principalement l’oogamie chez les centriques (gamète male petit et mobile via un flagelle / gamète 

femelle gros et immobile) et l’isogamie chez les pennées (gamètes mâles et femelles de grande 

taille et immobiles, difficiles à différencier) (Round et al. 1990a; Chepurnov et al. 2004). Quel que 
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soit le mode de reproduction sexuée, la fécondation des deux gamètes aboutit à la production de 

« l’auxospore » (Figure 10), une cellule qui possède une paroi de silice plus fine, permettant de 

restaurer la taille initiale et maximale de la cellule (Medlin & Kaczmarska 2004). 

 

 

Figure 10 – Reproduction sexuée et formation de l’auxospore. 
(source : Weir 1982) 

 

2.1.3. Classification des diatomées 

 La classification des diatomées n’a eu de cesse d’évoluer depuis des siècles, le point de 

départ pouvant être attribué à Carl Adolf Agardh vers 1830-1832 (Williams & Kociolek 2007). A 

cette époque, les diatomées étaient classées en fonction de la forme et de la symétrie générales 

de leur frustule. Il faut attendre 1927, avec l’évolution des outils de microscopie, pour voir 

apparaître le développement d’un système de classification plus robuste proposé par Karsten 

(Karsten 1928). Celui-ci se base sur les motifs retrouvés sur les valves du frustule pour différencier, 

au sein du phylum Bacillariophyta, deux ordres : les Centrales et les Pennales. Les Centrales 

regroupent les diatomées centriques qui ont une symétrie radiale, tandis que les Pennales 

regroupent les diatomées dites pennées qui possèdent une symétrie bilatérale en forme de 

« plume » (Figure 8). Actuellement, c’est la classification proposée par Round et al. (1990) qui est 

la plus utilisée et comporte 3 classes : Coscinodiscophyceae (centriques), Fragilariophyceae 

(pennées sans raphé) et Bacillariophyceae (pennées avec raphé). Bien que cette classification évite 

au mieux les groupes polyphylétiques, de nombreux groupes paraphylétiques subsistent et 

empêchent d’avoir une bonne représentation de l’évolution des diatomées (Mann et al. 2016). 

Depuis, de nouvelles classifications ont été proposées prenant en compte des paramètres 

cytologiques (e.g. structure des pyrénoïdes dans les chloroplastes, paroi de l’auxospore) ou 
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utilisant la phylogénie des diatomées (Medlin & Kaczmarska 2004; Theriot et al. 2010). Encore 

une fois, ces classifications ne résolvent pas tous les problèmes de classification et sont sources 

de « vifs » débats entre diatomistes (Williams & Kociolek 2007; Medlin 2010). Récemment, 

Mann et al. (2016) se sont basés sur tous ces paramètres (morphologique, cytologique, 

phylogénétique) pour proposer un « compromis » en définissant de nouvelles subdivisions et 

classes au sein des Bacillariophyta (les modifications majeures concernant les diatomées 

centriques) tout en gardant les genres décrits par Round et al. (1990) (Annexe 3). 

 

2.2. Ecologie générale et réponses aux pressions environnementales 

2.2.1. Formes de vie et habitats 

Les cellules de diatomées peuvent être mobiles, attachées ou suspendues, ce qui leur 

permet de coloniser une grande variété d’habitats dans les milieux aquatiques. On peut ainsi 

différencier les cellules planctoniques libres dans le milieu des cellules benthiques qui vivent à la 

surface de différents supports. 

• diatomées planctoniques : étant des organismes photosynthétiques, les diatomées ont la 

possibilité de se développer dans la colonne d’eau des milieux aquatiques (e.g. rivières, lacs, 

océans) tant que la quantité de lumière disponible est suffisante. A cause de leur frustule de 

silice, les diatomées sont de nature plus lourdes que l’eau, ce qui fait qu’elles ont tendance à 

couler naturellement et à former des flocs encore appelés « neige » (Lund 1954). Comme les 

espèces planctoniques ne sont pas mobiles, elles ne peuvent rester en suspension que grâce 

aux mouvements d’eau créés par les courants et le vent. Ce mécanisme serait une stratégie 

adaptative qui apporterait de nombreux avantages : faciliter l’incorporation de nutriments, 

fuir les zones pauvres en silice ou encore éliminer les cellules les moins compétitives 

(Smetacek 1985; Sandgren 1988). Bien qu’étant des organismes unicellulaires, les diatomées 

planctoniques présentent différentes formes de vie, en cellule seule ou en colonies ayant des 

formes variées : étoile/zigzag, ruban ou filament (Figure 11 a,b,c,d). Ces formes varient d’une 

espèce à l’autre et en fonction des conditions de l’environnement ainsi que des interactions 

avec les autres espèces. Elles permettent par exemple de lutter contre la prédation ou 

d’apporter une meilleure flottabilité et ainsi éviter la sédimentation (Rimet & Bouchez 2012b; 

Nakov et al. 2015). 
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Figure 11 – Exemples de formes de vie observées chez les diatomées planctoniques (a,b,c,d) et 
benthiques (e,f,g). 

(adapté de Mann et al. 2016) 
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• diatomées benthiques : les diatomées benthiques peuvent être mobiles ou fixées sur toute 

sorte de support dans les milieux aquatiques. Seules les diatomées pennées ont la possibilité 

de se déplacer « en glissant » grâce au mucilage libéré au niveau du raphé (Edgar & Pickett-

heaps 1983). La mobilité peut être induite lors de carence en silice (Bondoc et al. 2016) ou en 

fonction des conditions de luminosité (McLachlan et al. 2009). Avec d’autres organismes (e.g. 

bactéries, champignons, algues, protozoaires) elles se développent au sein d’un biofilm 

aquatique et forme le périphyton qui peut être catégorisé en fonction du support colonisé 

(Mann et al. 2016) : épilithon (substrats durs et inertes), épiphyton (végétaux aquatiques), 

épipélon / endopélon (à l’extérieur / intérieur du sédiment), épipsammon (grains de sable),  

métaphyton (mucilage produit par d’autres algues), épyzoon  (macroorganismes comme les 

oiseaux ou encore les crustacés). Certaines espèces peuvent être retrouvées dans plusieurs 

habitats ou être spécifiques d’un seul type d’habitat. Les diatomées benthiques peuvent 

adopter des formes de vies beaucoup plus variées que les diatomées planctoniques (Round 

et al. 1990a), allant de la cellule unique, en passant par des colonies denses (Figure 11 e,f) et 

des structures plus complexes avec des colonies formant des filaments ou se développant à 

l’intérieur de cylindres composés de polysaccharides (Figure 11 g). En fonction de leur forme 

de vie, les diatomées seront plus ou moins sensibles aux stress présents dans l’environnement. 

Par exemple les formes prostrées (cellules fortement fixées sur le support) sont moins 

sensibles à la prédation par « broutage » mais sont limitées en terme d’accès aux ressources 

(Stevenson et al. 1996). A l’inverse, les formes filamenteuses accèdent plus facilement à la 

lumière et aux nutriments mais en contrepartie sont sensibles à la prédation et aux contraintes 

physiques de l’environnement. Les différentes formes de vie rencontrées correspondent donc 

à une adaptation des espèces aux contraintes de l’environnement et peuvent servir à classer 

les diatomées. Passy (2007a) a ainsi pu regrouper les diatomées en 3 guildes morphologiques 

qui répondent à des gradients de nutriments et de perturbation du courant : « low profile » 

(petites espèces fortement fixées ou peu mobiles), « high profile » (espèces plus grandes avec 

des formes de vies complexes) et « motile » (espèces très mobiles) (Rimet & Bouchez 2012b; 

Tapolczai et al. 2016). 

L’évaluation de la qualité des cours d’eau dans le cadre de la DCE reposant principalement 

sur le phytobenthos (le phytoplancton étant utilisé pour les plans d’eau et les très grand cours 

d’eau), nous travaillerons principalement avec les communautés de diatomées benthiques. 
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2.2.2. Réponses des communautés benthiques aux pressions 

Dès que des substrats sont immergés, la formation du biofilm aquatique se fait très 

rapidement en plusieurs étapes : (i) dépôt de matière organique sur le substrat, (ii) à l’échelle de 

quelques heures des bactéries se développent et produisent du mucilage pour se fixer, (iii) après 

quelques jours les premières diatomées pennées de petite taille (e.g. Navicula) colonisent le 

support, (iv) s’ensuit la colonisation de cellules plus grande avec des formes de vie plus complexes 

(Azim et al. 2005). Un biofilm aquatique mature peut contenir une grande diversité d’organismes 

comprenant aussi bien des insectes que des champignons, en passant par des ciliés et bien 

entendu des diatomées (Figure 12). On considère que la communauté de diatomées benthiques 

a atteint un équilibre lorsque 4-5 espèces contribuent à 80 % de la biomasse totale sur une durée 

de 4-5 semaines, la biomasse totale restant stable sur cette période (Lengyel et al. 2015). La 

richesse spécifique au sein des communautés de diatomées benthiques est directement liée à la 

taille des cellules et suit une loi unimodale, les espèces à petit biovolume sont abondantes alors 

que les espèces à gros biovolumes sont généralement peu abondantes (Passy 2007b). Ces 

dernières constituent cependant une part importante de la biomasse, parfois plus importante que 

celle des petites espèces (Lavoie et al. 2006). Cette distribution correspond à un compromis entre 

accès aux ressources et dispersion, les espèces les plus grosses captant mieux la lumière et les 

nutriments mais ayant un taux de croissance et une capacité de dispersion plus faible que les 

petites espèces (Passy 2007b). A cette diversité de biovolumes interspécifique vient aussi s’ajouter 

la variabilité intraspécifique liée à la reproduction végétative, la différence de taille entre les 

cellules les plus petites et les plus grandes d’une population pouvant atteindre un facteur 5 (Hense 

& Beckmann 2015). L’état physiologique des cellules au sein de la communauté est aussi 

fortement impacté par les pressions environnementales et la mortalité naturelle des diatomées. 

Celui-ci ne se résume plus à « vivant » ou « mort » mais correspond à un gradient d’états avec des 

cellules plus ou moins endommagées caractérisées par des frustules déformés (formes 

tératologiques), une perte d’intégrité membranaire, une dégradation des pigments 

photosynthétiques (réduisant la photosynthèse) ou encore une dégradation de l’ADN génomique 

(Veldhuis et al. 2001; Pandey et al. 2017). 
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Figure 12 – Diversité biologique retrouvée au sein d’un biofilm aquatique de rivière. 
(source : Battin et al. 2016) 

 

Les diatomées se caractérisent par une grande diversité spécifique avec des préférences 

écologiques variées leur permettant de coloniser de nombreux milieux. La structure des 

communautés benthiques est donc déterminée par les conditions et pressions qui s’exercent sur 

le périphyton. Les cours d’eau étant par nature des écosystèmes très variables, de nombreux 

facteurs peuvent affecter les communautés benthiques : l’intensité lumineuse, la température de 

l’eau, le pH, les concentrations en silice et nutriments, les paramètres hydrologiques et 

hydromorphologiques (e.g. vitesse du courant, profondeur) ainsi que des facteurs biotiques (e.g. 

prédation) (Stevenson et al. 1996; Lengyel et al. 2015). Ces paramètres varient naturellement au 



 

23 
 

cours des saisons, si bien que des communautés différentes en termes d’abondance, de diversité, 

de biomasse totale et de formes de vie peuvent se succéder au cours de l’année (Andrus et al. 

2013; Larras et al. 2014). L’apparition de nouvelles pressions qui s’exercent sur le periphyton (e.g. 

pollutions anthropiques) a pour effet de restructurer les communautés de diatomées en fonction 

de leurs préférences écologiques. Par exemple, certaines espèces sont très sensibles à la présence 

de polluants organiques et inorganiques (e.g. atrazine, phénols, métaux lourds, nutriments), 

tandis que d’autres sont plus ou moins affectées par la présence de minéraux (e.g. nitrates, 

phosphates) (Pandey et al. 2017). En fonction du type de pollution, la diversité et la richesse 

spécifique au sein de la communauté peuvent diminuer ou augmenter (Hillebrand & Sommer 

2000; Izsak et al. 2002). On retrouve alors des assemblages spécifiques de diatomées qui sont 

caractéristiques du type et du niveau de pollution rencontrés. Ceci justifie l’utilisation des 

diatomées comme bioindicateurs de la qualité de l’eau dans le cadre de la DCE. 

 

2.3. Evaluation de la qualité des cours d’eau via les diatomées 

2.3.1. Développement des indices diatomiques 

Le premier indice permettant l’évaluation de la qualité des cours d’eau en se basant sur la 

composition spécifique de microalgues (dont les diatomées), en prenant en compte leurs 

préférences écologiques ainsi que leur tolérance aux pressions, est attribué aux travaux de 

Kolkwitz & Marsson (1908). Ils montrent alors que les conditions du milieu, notamment la 

matière organique, déterminent la structure des communautés algales. Ils ont ainsi pu créer un 

indice saprobique qui permet de classer les cours d’eau en 4 classes de qualité en fonction du 

degré de pollution par la matière organique. Dès lors de nombreux indices basés sur les diatomées 

se sont développés (e.g. Butcher 1947; Fjerdingstad 1950; Zelinka & Marvan 1961) et on 

retrouve 3 catégories d’indice : les indices autécologiques, les indices multimétriques et les indices 

basés sur des modèles prédictifs. Les indices autécologiques, comme celui développé par 

Kolkwitz & Marsson en 1908, reposent généralement sur l’abondance relative des taxons 

présents et leurs préférences écologiques vis-à-vis de la pollution étudiée. Les indices 

multimétriques réunissent en un seul indice plusieurs métriques caractéristiques de la 

communauté qui répondent aux pressions de l’environnement (e.g. richesse spécifique, traits 

écologiques, fréquence de certains groupes de taxons) (Stevenson et al. 2010a).  Les modèles 

prédictifs quant à eux, à la différence des indices autécologiques où la comparaison avec les sites 

de référence passe par le calcul de ratios d’indices (EQR), déterminent la qualité d’un site en 
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évaluant directement l’altération de sa communauté par rapport à une communauté de référence 

retrouvée dans des sites non altérés et présentant les meilleures conditions possibles, ce pour une 

région donnée (Feio et al. 2009). Cette dernière approche est assez complexe à mettre en place 

car elle nécessite un jeu de données suffisamment grand pour pouvoir définir la communauté de 

référence. 

Les indices autécologiques étant les plus simples à mettre en place, la plupart des indices 

diatomiques actuels sont construits de cette manière et se basent généralement sur la formule 

développée par Zelinka & Marvan (1961) :  
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Celle-ci prend en compte pour chaque taxon (j) : son abondance ou son abondance relative dans 

la communauté (a), une valeur de sensibilité à une pollution ou à plusieurs polluants qui 

définissent son « optimum écologique » (s), une valeur indicatrice de la tolérance du taxon à la 

pollution, qui peut se définir comme sa capacité de résilience (v). Les indices basés sur cette 

formule diffèrent généralement entre eux par le nombre de taxons (j) rentrant dans le calcul de 

l’indice, ainsi que les valeurs indicatrices de tolérance (v) et de sensibilité (s) utilisées pour chaque 

taxon.  

Afin de répondre aux exigences de la DCE, des indices basés sur les communautés de 

diatomées benthiques ont été développés dans toute l’Europe (Ács et al. 2004; Kelly 2013), 

principalement en adaptant des indices déjà existant comme l’Indice de Polluosensibilité 

Spécifique (IPS) (Cemagref 1982). La DCE imposant une harmonisation des méthodes entre les 

états membres, des exercices d’intercalibration sont réalisés pour comparer les méthodes 

d’échantillonnage, les conditions de références ou encore la définition des 5 classes de qualité 

(Poikane et al. 2014). 

En France, le premier indice diatomique était basé sur 55 espèces et avait été développé 

pour évaluer la qualité des eaux dans le bassin de la Seine (Coste & Leynaud 1974). Depuis deux 

indices sont couramment utilisés : 

• Indice de Polluosensibilité Spécifique (IPS) (Cemagref 1982): à l’origine l’IPS ne comprenait 

que 263 taxons, mais grâce à la complétion des bases de références il comprend 3143 taxons 

en 1999 et plus de 6214 en 2009. Les valeurs indicatrices de tolérance (v) et de sensibilité (s) 

de chaque taxa sont déterminées sur la base de différents paramètres physico-

chimiques observés aux sites d’échantillonnage de ces taxa (e.g. température de l'eau, pH, 

conductivité, matières en suspension, DBO5, DCO, O2). La valeur de sensibilité (ou IPSS) est 

notée de 1 à 5 et indique si une espèce est indicatrice de mauvaise qualité d’eau (1, 
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polluorésistante) ou de bonne qualité d’eau (5, polluosensible). La valeur indicatrice de 

tolérance (ou IPSV) est notée de 1 à 3 et correspond à des espèces allant de très tolérantes 

(1, ubiquiste) à peu tolérantes (3). 

• Indice Biologique Diatomées (IBD) (Lenoir & Coste 1996) : l’IBD a été développé de manière 

à simplifier le nombre de taxons utilisés dans le calcul de l’IPS, en enlevant les espèces 

considérées comme rares et en regroupant sous la forme de taxons appariés les espèces 

difficiles à identifier (Prygiel & Coste 2000). La création de l’IBD a été réalisée à partir d’un 

jeu de données de plus de 3000 sites ayant permis de : (i) définir les 1478 taxons utilisés dans 

le calcul (dont 838 espèces « vraies »), (ii) définir 7 classes de qualité d’eau sur la base de 

données physico-chimiques (pH, conductivité, DBO5, O2, NH4, PO4, NO3) (Coste et al. 2009). 

Le calcul de l’indice prend ainsi en compte l’abondance relative des taxons dans l’échantillon, 

leur valeur écologique et leur probabilité de présence dans chacune des 7 classes de qualité. 

Cette méthode a été normalisée (AFNOR NFT 90-354 2000, 2007) et est actuellement 

utilisée dans le cadre de la DCE. 

 Les valeurs obtenues via l’IBD et l’IPS sont ensuite comparées aux valeurs d’indice 

obtenues pour les sites de référence afin de calculer les EQR. La valeur d’EQR est ensuite ramenée 

à une note sur 20, ce qui permet de catégoriser la qualité de l’eau étudiée en fonction des 5 classes 

de la DCE : très bonne (17 à 20), bonne (13 à 17), moyenne (9 à 13), médiocre (5 à 9), mauvaise 

(note inférieure à 5). Grâce à la prise en compte de nombreux paramètres physico-chimiques, l’IPS 

et l’IBD permettent de donner une information sur la qualité globale des eaux ; d’autres indices 

comme le Trophic Diatom Index sont plus des indicateurs de l‘eutrophisation du milieu (Kelly & 

Whitton 1995). Bien que l’IBD soit requis par la DCE, l’IPS reste néanmoins plus précis car il prend 

en compte la totalité des espèces présentes dans le milieu et est un indice de référence dans les 

exercices européens d’intercalibration (Coste et al. 2009). 

 

2.3.2. Application et limites des indices diatomiques 

 L’application des indices diatomiques requiert donc de décrire la communauté benthique 

présente sur le site étudié d’un point de vue qualitatif (liste des taxons présents) et quantitatif 

(abondance relative de chaque taxon). Ce travail, réalisé en microscopie par l’analyse 

morphologique des frustules, nécessite plusieurs étapes (Figure 13): 

 



26 
 

 

Figure 13 – Evaluation de la qualité écologique des cours d’eau via l’approche morphologique. 

 

• Prélèvement : afin d’obtenir une communauté de diatomées benthiques la plus 

représentative possible du cours d’eau et de la station étudiée, l’échantillonnage suit un 

protocole standardisé au niveau européen qui définit : la zone du cours d’eau à prélever, le 

nombre et le type de substrats échantillonnés, le mode de conservation de l’échantillon (CEN 

- EN 13946 2004). Grossièrement, les diatomées benthiques sont récupérées en grattant avec 

une brosse à dent la surface de substrats durs immergés (pierres), le biofilm alors obtenu est 

collecté et conservé dans une solution de préservation (formaldéhyde, lugol ou éthanol). 

• Préparation de l’échantillon : en vue de son observation au microscope, une partie du biofilm 

collecté précédemment est soumise à différents traitements chimiques afin de détruire la 

matière organique et les carbonates de calcium présents dans l’échantillon. A la fin, 

l’échantillon ne contient plus que les frustules de silice des diatomées qui sont ensuite montés 

entre lame et lamelle avec un résine à fort indice de réfraction, permettant une analyse en 

microscopie (CEN - EN 13946 2004). 

• Détermination des diatomées : la détermination des taxons présents ainsi que leur 

abondance relative dans la communauté est réalisée en microscopie optique  sur la base de 

l’identification et l’énumération de 400 valves (CEN EN 14407 2004). L’identification des 

espèces se fait via la reconnaissance morphologique des valves par un expert taxonomiste. 

• Calcul de l’indice : afin de faciliter le calcul des indices de qualité (IPS ou IBD) ainsi que la 

gestion des inventaires d’espèces, un logiciel a été spécialement mis en place : OMNIDIA  

(Lecointe et al. 1993). Il centralise et met à jour régulièrement les informations relatives aux 

valeurs écologiques des taxons (valeurs de sensibilité et de tolérance), à la liste les taxons 

utilisés par les différents indices et permet le calcul en parallèle de nombreux indices 

diatomiques (e.g. IPS, IBD, TDI). Une fois le calcul de l’indice réalisé, la note obtenue permet 

de déterminer la classe de qualité (très bon, bon, moyen, …) de la station étudiée. 

 Les indices diatomiques autécologiques, tels que l’IPS et l’IBD, utilisés dans le cadre de 

l’évaluation de la qualité des cours d’eau sont performants mais sont dépendants de la qualité des 
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données utilisées pour la conception de l’indice. Avant sa mise à jour en 2007, certaines difficultés 

méthodologiques affectaient le calcul de l’IBD et la note finale de qualité pour certains sites : 

l’indice était conçu sur la base d’un jeu de données trop faible (1332 relevés) faisant apparaître 

un manque de représentativité biogéographique; aucun élément ne permettait de prendre en 

compte les pollutions toxiques (e.g. métaux lourds) ; certaines espèces morphologiquement 

proches mais avec des préférences écologiques différentes étaient regroupées au sein du même 

taxon apparié faussant les notes (Coste et al. 2009). Les indices autécologiques, comme l’IBD et 

l’IPS, nécessitent de connaitre les préférences écologiques de chaque espèce. Malheureusement 

ces informations sont manquantes pour de nombreuses espèces de diatomées, ce qui fausse le 

calcul de l’indice car ces espèces ne sont pas prises en compte (Passy & Bode 2004). Enfin, bien 

que la capacité des diatomées à répondre rapidement aux modifications de leur environnement 

en fasse d’excellents bioindicateurs, c’est aussi une source de variabilité et d’incertitude. Les 

assemblages de diatomées ayant une forte hétérogénéité spatiale et temporelle, ils peuvent par 

exemple varier d’une berge à l’autre de la rivière ou même d’un substrat à un autre (Fisher & 

Dunbar 2007). De ce fait, la manière dont le prélèvement est réalisé (e.g. choix du substrat) crée 

de l’incertitude et peut avoir un impact non négligeable sur l’indice final (Besse-Lototskaya et al. 

2006; Kelly et al. 2009). 

 Au fil du temps, avec l’accumulation des connaissances et des expériences, des mesures 

ont été mises en place afin de limiter au mieux tous ces biais, notamment avec la mise en place 

de méthodes standardisées pour le prélèvement des diatomées ou encore la complétion des bases 

de références de valeurs autécologiques (nombre de sites étudiés, nouveaux taxons). Cependant, 

l’efficacité des indices diatomiques réside dans la méthode utilisée pour caractériser les 

assemblages de diatomées (composition et abondance relative d’espèces), à savoir la microscopie. 

 

2.3.3. Limites liées à l’utilisation de la microscopie 

 Les indices diatomiques requièrent une identification précise des taxons au niveau 

spécifique. Pour y arriver on se base sur la reconnaissance morphologique des frustules en 

microscopie, ce qui permet d’identifier et de dénombrer les espèces qui composent la 

communauté représentative du site étudié. Cependant, l’approche morphologique présente des 

limites qui peuvent affecter le calcul d’indice et l’évaluation de qualité qui en découle. 

• Expertise taxonomique : certaines espèces ont des morphologies très proches mais possèdent 

des préférences écologiques différentes (Vanelslander et al. 2009). Ajouté au fait qu’on 

retrouve au sein d’une même population des individus de tailles variables en lien avec la 
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reproduction végétative (Hense & Beckmann 2015), certaines espèces ont une grande 

variabilité morphologique en réponse aux conditions environnementales (Kociolek & 

Stoermer 2010) ou en présence de composés toxiques (Pandey et al. 2017). De ce fait, 

l’identification des diatomées sur la base des caractéristiques morphologiques du frustule 

nécessite une expertise taxonomique élevée. Malgré cela, différents experts peuvent arriver 

à des identifications différentes, faussant les conclusions écologiques qui sont faites  (Morales 

et al. 2001). 

• Evolution des connaissances taxonomiques : la taxonomie des diatomées suit une évolution 

rapide et constante, fortement liée à l’évolution des méthodes de classification. Cela rajoute 

une difficulté supplémentaire car, pour reprendre les mots de David Mann, « … the species 

taxonomy of diatoms is messy and lacks a satisfactory practical or conceptual basis … » (Mann 

1999). Les taxonomistes doivent donc actualiser régulièrement leurs connaissances, tenir 

compte des synonymies de chaque espèce et mettre à jour les bases de référence qui servent 

au calcul des indices de qualité (e.g. Omnidia). Toutes ces modifications sont une source de 

confusion pour les taxonomistes, ce qui peut faire apparaître des incohérences dans les 

identifications (Prygiel et al. 2002; Coste et al. 2009). De ce fait, des exercices d’harmonisation 

et d’intercalibration sont nécessaires pour limiter au maximum ces erreurs (Kahlert et al. 

2009; Almeida et al. 2014). 

• Détermination d’individus morts : la préparation des échantillons pour l’observation 

morphologique des frustules en microscopie ne permet pas de différencier les cellules qui 

étaient initialement vivantes des cellules mortes. En plus de comptabiliser les cellules mortes 

non informatives de la qualité du milieu, la présence de frustules provenant de communautés 

adjacentes et transportées par le courant peut être une source d’erreur (Round 1998). Bien 

que cela ne semble pas affecter la robustesse des comptages (Gillett et al. 2009), il est 

dommage de perdre cette information biologique qui peut avoir un intérêt pour évaluer l’état 

écologique des cours d’eau (Gillett et al. 2011). 

• Coût et temps d’analyse: le coût et le temps d’analyse d’un échantillon sont directement 

dépendants de la complexité de l’assemblage et de la résolution taxonomique souhaitée, la 

détermination au niveau spécifique étant la plus onéreuse (Bennett et al. 2014). Des coûts 

supplémentaires peuvent s’ajouter si l’utilisation du microscope électronique à balayage est 

nécessaire pour l’identification de certaines espèces. 

 En soit, tous ces facteurs n’empêchent pas d’avoir une représentation qualitative et 

quantitative robuste des assemblages de diatomées. De plus, les indices de qualité ayant été 
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développés sur la base des comptages réalisés au microscope (e.g. IPS, IBD), l’approche 

morphologique est très performante pour l’évaluation de la qualité de l’eau. Cependant, son 

application devient limitante quand il s’agit d’évaluer rapidement et précisément l’état écologique 

de milliers de sites inclus dans les réseaux de surveillance (RCR, RCS, RCO). Le manque de 

taxonomistes, le manque de répétabilité entre les études, le temps d’analyse relativement long et 

le coût associé se révèlent alors difficiles à gérer. De nouvelles approches moléculaires basées sur 

l’ADN se sont donc développées afin de permettre une évaluation plus rapide, plus économique 

et plus répétable de la composition des assemblages de diatomées. 
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3. Metabarcoding et bioindication 

 Evaluer la diversité biologique d’une communauté consiste à déterminer sa richesse 

taxonomique (le nombre de taxons présents) et sa composition (abondance relative des taxons au 

sein de la communauté) (Frontier et al. 2008). Pour les organismes eucaryotes, cette évaluation 

repose généralement sur une approche basée sur la reconnaissance de caractéristiques 

morphologiques. Comme nous l’avons vu précédemment pour les diatomées, ces caractéristiques 

sont parfois loin d’être suffisantes pour différencier les espèces et nécessitent une expertise 

taxonomique élevée. Ce constat est d’autant plus vrai pour les organismes procaryotes comme les 

bactéries où les méthodes classiques, basée sur la mise en culture, ne permettent d’identifier dans 

l’environnement que la portion cultivables des bactéries, à savoir seulement 0.1 à 10 % des 

espèces (Theron & Cloete 2000). Afin de pallier les lacunes des approches classiques, de nouvelles 

méthodes d’identification des espèces ont été développées via des approches moléculaires basées 

sur l’ADN. 

 Chaque nucléotide d’une séquence ADN ayant la probabilité de correspondre à 4 bases (A, 

T, C, G), une séquence composée seulement de 15 nucléotides génère 415 (≈ 109) possibilités de 

séquences uniques, 100 fois plus que le nombre d’espèces estimées sur Terre (Hawksworth & 

Kalin-Arroyo 1995). Cet exemple simpliste permet de visualiser le potentiel qu’à l’ADN à 

différencier les espèces non plus sur la base de leur variabilité morphologique, mais grâce à leur 

variabilité génétique. Depuis la première description de la structure de l’ADN en 1953 (Watson & 

Crick 1953) de nombreuses méthodes de biologie moléculaire ont été développées, les premières 

méthodes permettaient d’identifier les individus grâce à des sondes ADN spécifiques s’hybridant 

sur l’ADN (Gale & Crampton 1987). Il faudra attendre le développement du séquençage (Sanger 

et al. 1977) et de la PCR (Saiki et al. 1985; Mullis et al. 1986), pour voir apparaître les premières 

identifications basées sur le séquençage de produits PCR (Kocher et al. 1989). C’est par la suite, 

grâce au « Barcoding » proposé par Hebert et al. (2003), méthode qui permet d’identifier une 

espèce sur la base d’une séquence courte d’ADN ou « barcode », et à l’évolution récente des 

technologies de séquençage qu’il devient possible d’identifier l’ensemble des espèces retrouvées 

dans un échantillon environnemental : c’est le « Metabarcoding ». 

  



 

31 
 

3.1. Développement du metabarcoding 

3.1.1. Du barcoding au metabarcoding 

Le barcoding est une méthode moléculaire qui utilise un marqueur génétique, à savoir une 

courte séquence d’ADN ou « barcode », pour identifier à quelle espèce appartient un individu 

(Hebert et al. 2003). Pour cela, l’ADN est extrait de l’individu à identifier, le barcode ADN d’intérêt 

est ensuite amplifié par PCR et séquencé avant d’être comparé à une base de référence composée 

de séquences ADN issues d’espèces connues (Figure 14). Le séquençage reposait sur la 

technologie Sanger qui permet d’obtenir des séquences ADN de longue taille (> 1 kb), offrant ainsi 

la possibilité d’utiliser des gènes entiers comme barcode pour identifier les individus et ainsi de 

faire des analyses phylogénétiques solides (Shokralla et al. 2012). Par exemple, l’un des premier 

barcode utilisé correspondait à une séquence de 658 pb localisée sur le gène mitochondrial cox1 

codant pour l’enzyme cytochrome c oxydase I (Hebert et al. 2003). Ce gène présentait l’avantage 

d’être facilement amplifiable par PCR grâce à son grand nombre de copies, des amorces PCR 

universelles robustes étaient disponibles (e.g. Folmer et al. 1994) et l’évolution du gène 

suffisamment rapide pour discriminer des espèces proches (Hebert et al. 2003). Cependant ce 

barcode ne permettait pas une bonne identification au niveau spécifique des individus 

appartenant à certains groupes, comme les plantes et les champignons (Frézal & Leblois 2008; 

Kress & Erickson 2012). Depuis, différents critères ont été mis en avant, notamment par 

Valentini et al. (2009), pour caractériser un bon barcode ADN et optimiser au mieux le barcoding : 

(i) la séquence de la région ciblée doit être proche entre individus d’une même espèce, 

mais différente entre les espèces. 

(ii) elle doit pouvoir être standardisée, donc pouvoir être retrouvée chez des groupes 

taxonomiques différents. 

(iii) la région ciblée doit contenir suffisamment d’information phylogénétique pour 

permettre d’assigner facilement des espèces inconnues, notamment grâce à leur positionnement 

dans les arbres phylogénétiques, ou non référencées aux bons groupes taxonomiques (e.g. genre, 

famille). 

(iv) les zones de fixation des amorces PCR doivent être les plus conservées possibles afin 

de permettre une amplification la plus fiable et la plus robuste possible. 

 Comme il est fort probable qu’aucune séquence ADN ne puisse répondre à tous ces 

critères (Nielsen & Matz 2006), de nombreux barcodes ont été développés pour identifier les 

espèces appartenant à différents groupes d’organismes comme les animaux, les plantes, les 
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champignons, les protistes, les bactéries ou encore les archées (Ji et al. 2013). Malgré les biais 

inhérents au choix du barcode, le barcoding devient un outil d’identification puissant et 

complémentaire à la taxonomie classique (Hajibabaei et al. 2007), contribuant par exemple à 

différencier des espèces habituellement indiscernables sur la base de simples critères 

morphologiques (Hebert et al. 2004). 

 

Figure 14 – Les différentes étapes du barcoding. 
(adapté de Gill et al. 2016) 

 

 Par la suite, émerge le concept de « metabarcoding » (Sogin et al. 2006, Valentini et al. 

2009), c’est-à-dire la possibilité d’identifier au niveau spécifique tous les organismes présents dans 

un échantillon environnemental. Le metabarcoding émergera réellement grâce à l’apparition des 

technologies de « séquençage de nouvelle génération » (NGS) aussi appelées technologies de 

« séquençage à haut débit » (HTS), qui permettent de séquencer en parallèle plusieurs millions de 

séquences longues de plusieurs centaines de bases. Le haut-débit permettra de s’affranchir des 

limites du clonage séquençage utilisé initialement. 

 Dès la sortie du premier séquenceur 454 en 2005 (Margulies et al. 2005), il devient dès 

lors possible d’évaluer la « totalité » de la diversité biologique d’une communauté 

environnementale à une échelle sans précédent, permettant par exemple pour les communautés 

microbienne de prendre en compte les taxons rares ou impossibles à cultiver (e.g. Sogin et al. 

2006). Depuis, le terme « metabarcoding » est préféré à celui de barcoding environnemental et il 

désigne : « l’identification de l’ensemble des espèces (ou niveaux taxonomiques supérieurs) sur la 

base des barcodes amplifiés et séquencés à partir de l’ADN total extrait d’un échantillon 

environnemental (e.g. sol, eau, fèces) ou d’un mélange de plusieurs spécimens» (Taberlet et al. 

2012a) (Figure 15). L’ADN environnemental peut être définit comme l’ADN extrait à partir 
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d’échantillons environnementaux, sans étape préalable d’isolement des organismes et inclut donc 

l’ADN retrouvé libre d’origine extracellulaire (e.g. ADN issus d’individus mort) ainsi que  l’ADN 

intracellulaire des microorganismes (Keck et al. 2017). 

 

 

Figure 15 – Les différentes étapes du metabarcoding. 
(source : Keck et al. 2017) 

 

3.1.2. Contraintes liées au metabarcoding 

 Bien que le metabarcoding soit une approche puissante pour évaluer la diversité 

biologique d’un échantillon environnemental, plusieurs facteurs peuvent s’avérer 

problématiques. 

• Choix du barcode : afin d’être suffisamment discriminant taxonomiquement pour permettre 

une identification à l’espèce, les barcodes développés pour le barcoding sont généralement 

d’une longueur ≥ 500 pb. Bien que les technologies HTS se soient rapidement développées ces 

dernières années (Goodwin et al. 2016), les séquences obtenues en sortie de séquençage sont 

en général plus courtes, de l’ordre de 300 pb. De plus, en fonction du type d’échantillon 

analysé, l’ADN peut être fortement dégradé et ne permettre l’amplification que de fragments 

courts ≈ 150 pb (Taberlet et al. 2012a). De ce fait, pour le metabarcoding il a fallu adapter les 
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barcodes existants, créés à l’origine via la technologie Sanger et trop longs pour le HTS, voire 

en créer de nouveaux en fonction des communautés ciblées. Face à la difficulté de trouver un 

barcode adapté, certaines études proposent d’utiliser plusieurs barcodes en parallèle pour 

augmenter les chances d’identifier correctement les espèces présentes dans un échantillon 

(Cowart et al. 2015). 

• Base de référence de barcodes : l’efficacité du metabarcoding à identifier les espèces réside 

dans la complétude de la base de référence utilisée. Celle-ci doit contenir suffisamment de 

séquences pour permettre de couvrir la diversité du groupe ciblé et ainsi permettre une 

identification au niveau spécifique. La création d’une telle base repose sur le séquençage 

« Sanger » de spécimens isolés (e.g. individu, culture pure) dont la taxonomie a été 

formellement établie (Taberlet et al. 2012b). La complétion des bases de référence est donc 

particulièrement chronophage et coûteuse, particulièrement pour les microorganismes, 

comme les diatomées, qui doivent préalablement être isolés et mis en culture. 

• Qualité des données obtenues : de nombreux facteurs peuvent affecter la qualité des 

données, que ce soit d’un point de vue qualitatif (taxons identifiés) ou quantitatif (abondances 

relatives des taxons). Ceci est particulièrement dû au choix des méthodes et technologies 

utilisées pour réaliser le metabarcoding. Par exemple, les étapes d’amplification PCR et de 

préparation des librairies de séquençage sont connues pour avoir des effets sur les inventaires 

de diversité obtenus en HTS (e.g. Esling et al. 2015a; Kebschull & Zador 2015; Valentini et 

al. 2016).  De la même manière, il existe actuellement plusieurs technologies HTS pour 

effectuer les séquençages qui produisent des données de  qualité différente en terme de 

longueur des séquences ou encore d’incorporation d’erreurs dans les séquences (insertion et 

délétion de nucléotides) (e.g. Bragg et al. 2013; Schirmer et al. 2015; Goodwin et al. 2016). 

Enfin, les filtres de qualités et les divers traitements bio-informatiques réalisés sur les données 

HTS afin d’obtenir des données plus fiables affectent eux aussi les inventaires moléculaires 

(Bokulich et al. 2012; Pylro et al. 2014). D’un point de vue qualitatif, tous ces biais peuvent 

aboutir à la détection d’espèces absentes de l’échantillon (faux-positifs) ou à la non détection 

d’espèces présentes dans l’échantillon (faux négatifs). Pour ce qui est de l’aspect quantitatif, 

le metabarcoding ne permet qu’une quantification relative des taxons sur la base de 

proportion de séquences. De plus, à cause des biais, le lien entre proportion de séquences et 

abondance ou biomasse des spécimens est difficile à mettre en avant (Egge et al. 2013), si 

bien qu’en attendant de pouvoir exploiter pleinement les données quantitatives produites en 
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metabarcoding, certaines études préfèrent ne pas en tenir compte dans leurs analyses (e.g. 

Chariton et al. 2015). 

• Analyse des données : les technologies HTS offrent la possibilité de séquencer en parallèle 

plusieurs échantillons à la fois (ce qu’on appelle le multiplexage), ce qui génère une grande 

quantité de données qui font entrer les analyses écologiques dans l’ère du « Big data » (Marx 

2013, Keck et al. 2017). Afin de mieux visualiser cette évolution, en 2012 la technologie HTS 

« Hiseq 2000 » permettait de produire 6 millions de séquences, ce qui correspondrait à une 

pile de feuilles de 48 km de hauteur si on imprimait les résultats (Coissac et al. 2012). Ainsi de 

nouveaux outils d’analyse ont dû être développés pour permettre de produire et de traiter 

l’immense quantité de données issues des HTS, comme des programmes d’évaluation de la 

qualité des barcodes (Ficetola et al. 2010), de détection des séquences chimériques (Edgar et 

al. 2011), qui permettent d’aligner un grand nombre de séquences (Fonseca et al. 2012) ou 

de réaliser des assignations taxonomiques des séquences (Wang et al. 2007; Somervuo et al. 

2017). Certains logiciels comme Mothur (Schloss et al. 2009), Qiime  (Caporaso et al. 2010), 

HTseq (Anders et al. 2015) ou encore OBITools (Boyer et al. 2016) regroupent en une seule 

interface les différents outils permettant le traitement et l’analyse des données obtenues en 

metabarcoding. De plus, de nombreux pipelines fournissent des recommandations sur les 

différentes étapes de nettoyage et les paramètres à appliquer pour obtenir des données 

moléculaires fiables, certains étant mis à jour en ligne régulièrement (e.g. Kozich et al. 2013, 

http://www.mothur.org/wiki/MiseqSOP). De nombreuses études comparent les 

performances et limites de chaque approche (e.g. Majaneva et al. 2015). 

 Afin de pouvoir utiliser correctement le metabarcoding, il est nécessaire de mettre en 

place des règles adaptées qui tiennent compte de ces limitations, ce en fonction des espèces 

ciblées  (e.g. détection des espèces aquatiques, Goldberg et al. 2016) ou encore de l’objectif de 

l’étude (e.g. détection d’espèces invasives, Trebitz et al. 2017). Une fois ces considérations prises 

en compte, le metabarcoding devient un outil puissant qui offre de nombreuses possibilités 

d’application. 

 

3.1.3. Applications du metabarcoding 

Malgré ces limites, le metabarcoding est apparu comme une approche complémentaire aux 

méthodes d’identification classiques basées sur la morphologie. Grâce à l’utilisation de l’ADN 

environnemental, de nombreuses études ont été menées pour caractériser différentes 
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communautés d’organismes (e.g. bactéries, champignons, protistes, plantes, animaux) et ce dans 

des habitats très variés (e.g. sédiments, permafrost, rivières, lacs) (Taberlet et al. 2012c; Debroas 

et al. 2015; Thomsen & Willerslev 2015; Kammerlander et al. 2015; Pawlowski et al. 2016). 

L’utilisation du metabarcoding a ainsi pu s’étendre à de nombreuses applications parmi 

lesquelles : 

• Protection et conservation de la biodiversité : afin de lutter contre le déclin permanent de la 

biodiversité sur Terre et mettre en place des moyens de protection efficaces, il est nécessaire 

de connaitre l’état et la distribution des espèces (Ji et al. 2013). La diversité biologique étant 

sous-estimée par les approches classiques, le metabarcoding apparait comme un outil 

complémentaire pour la préservation de la biodiversité (Thomsen & Willerslev 2015). 

• Interactions trophiques : au sein des réseaux trophiques, les espèces entretiennent des 

interactions de type proie/prédateur, hôte/parasite et herbivore/plantes qui sont clés pour 

les transferts de matière et le fonctionnement de l’écosystème  (Pompanon et al. 2012). 

L’étude de ces interactions permet de comprendre le fonctionnement des écosystèmes et 

repose généralement sur l’analyse du régime alimentaire des espèces via l’étude de la 

composition des excréments ou des contenus stomacaux. Ces échantillons sont 

particulièrement difficiles à étudier via les approches morphologiques, tandis que l’ADN qu’ils 

contiennent, une fois analysé via le metabarcoding, permet de déterminer précisément le 

régime alimentaire d’un individu (e.g. chat léopard, Shehzad et al. 2012 ; poissons Albaina et 

al. 2016). Il est aussi possible de mettre en évidence des interactions jusqu’alors impossibles 

à observer en différenciant par exemple les types de pollen transportés par une abeille ou 

encore en identifiant les traces de salive retrouvées sur un fruit (Clare 2014). 

• Paléoécologie : l’ADN stocké dans la glace et les sédiments (terrestres et aquatiques) peut 

persister sur des périodes de temps longues pouvant aller jusqu’à des centaines de milliers 

d’années en l’absence de lumière et de sources de dégradations (Willerslev et al. 2003).   Cet 

ADN constitue une archive qui permet de reconstituer l’histoire des communautés et des 

processus écologiques passés. Différents exemples d’applications récentes existent, 

permettant de clarifier les liens existant entre la diversité des communautés lacustres et les 

forçages locaux (eutrophisation) et globaux (climat) à l’échelle de quelques décennies ou 

millénaires, par exemple pour les communautés microbiennes eucaryotes (Capo et al. 2016, 

2017) ou encore pour les cyanobactéries (Monchamp et al. 2016). 

• Ecotoxicologie : comme nous l’avons évoqué  précédemment, les communautés biologiques 

retrouvées dans les écosystèmes d’eau douce répondent aux conditions de leur 
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environnement. Elles sont donc utilisées pour tracer les impacts environnementaux liés aux 

rejets d’origines anthropiques ou de contaminants (e.g. Relyea & Hoverman 2006; Clements 

& Rohr 2009). Par exemple, (Pascault et al. 2014) ont utilisé le metabarcoding pour évaluer 

l’effet du tebuconazole (pesticide) sur les communautés bactériennes de lacs et de rivières. 

• Surveillance environnementale : le metabarcoding est de plus en plus utilisé en combinaison 

des approches classiques afin d’évaluer la qualité de l’environnement. Il permet par exemple 

de détecter et de suivre la prolifération d’espèces exotiques non indigènes plus efficacement 

que les méthodes de surveillance classique (observation directe) en cherchant des traces 

d’ADN dans l’environnement (e.g. prolifération de la grenouille taureau en France, Dejean et 

al. 2012).  Il est aussi de plus en plus utilisé pour évaluer l’impact des activités humaines sur 

les écosystèmes comme l’impact des fermes à saumon sur l’enrichissement des sédiments 

benthiques (Pochon et al. 2015) ou encore la réponse des communautés microbiennes du sol 

à des contaminations par des nanoparticules (McGee et al. 2017).  

 Le metabarcoding présente de nombreux avantages pour la bioindication, mais son 

utilisation dans le cadre de l’évaluation de la qualité des cours d’eau a été particulièrement 

développée ces dernières années. 

  

3.2. Intérêt pour la bioindication  

3.2.1. « Biomonitoring 2.0 » 

 La structure des communautés biologiques utilisées pour l’évaluation de la qualité des 

cours d’eau (e.g. macroinvertébrés, poissons, diatomées) est influencée par de nombreux facteurs 

environnementaux et d’origine anthropique, ce à l’échelle globale, régionale et locale, (Figure 16). 

Afin de permettre une meilleure surveillance environnementale, il est nécessaire d’obtenir une 

quantité suffisante de données sur les différents paramètres et facteurs qui affectent la qualité du 

milieu. Pour cela, de nombreux outils d’acquisition de données à haut-débit ont été mis en place, 

comme par exemple l’utilisation de sondes ou d’outils de télédétection qui permettent 

l’acquisition de données physico-chimique du milieu à très haute fréquence (Keck et al. 2017). 

L’utilisation du metabarcoding répond donc à un besoin urgent de développer de nouvelles 

approches complémentaires aux méthodes classiques, permettant de produire suffisamment de 

données et de connaissances sur les communautés biologiques afin d’anticiper la réponse des 

écosystèmes à des stress multiples ainsi qu’aux changements environnementaux (Friberg et al. 

2011; Dafforn et al. 2016). 
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Figure 16 – Exemples de facteurs influençant les communautés biologiques utilisées en 

bioindication. 
(adapté de Baird & Hajibabaei 2012) 

 

Les données produites par le metabarcoding via les HTS offrent donc de nombreux 

avantages pour la bioindication (Keck et al. 2017) : (i) la grande quantité de données générées 

permet d’analyser plusieurs centaines d’échantillons en parallèle et offre ainsi la possibilité de 

surveiller plus de sites tout en permettant une évaluation précise de la biodiversité ; (ii) 

l’automatisation de l’identification des espèces a permis d’augmenter la vitesse d’acquisition des 

données, permettant d’évaluer plus rapidement l’état écologique des sites analysés ; (iii) il est 

possible d’obtenir une grande variété de données en ciblant plusieurs groupes indicateurs en 

parallèle (e.g. poissons, macroinvertébrés) ; (iv) les données moléculaires obtenues offrent une 

grande variabilité génétique ce qui permet de différencier précisément les espèces entre elles, 

mais aussi de différencier les communautés représentatives de sites impactés ou de référence 

(pour plus d’informations voir Article annexe I). Tous ces éléments liés à l’utilisation du 

metabarcoding comme outil pour la bioindication sont à l’origine de la notion de « Biomonitoring 

2.0 » (Baird & Hajibabaei 2012).  
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3.2.2. Bioindication des cours d’eau 

 L’utilisation du metabarcoding pour la bioindication des cours d’eau a été développée plus 

ou moins rapidement en fonction des groupes d’organismes étudiés. Par exemple, pour les 

poissons, le metabarcoding a permis la détection des espèces grâce à leurs traces d’ADN 

retrouvées dans l’eau issues d’individus morts ou libérées par des individus vivants (e.g. fèces) 

(Taberlet et al. 2012a). Il suffit alors d’utiliser le metabarcoding sur l’ADN extrait à partir d’un 

échantillon d’eau, ce qui est plus simple que la mise en place des méthodes d’échantillonnages 

classiques (e.g. filets, pêches électriques) parfois lourdes et inefficaces pour certaines espèces 

(Valentini et al. 2016). De cette manière il est possible d’obtenir des inventaires d’espèces 

comparables à ceux obtenus via l’approche morphologique (Shaw et al. 2016; Civade et al. 2016). 

Cependant le manque de fiabilité des données quantitatives obtenues en metabarcoding 

(abondance relative de séquences) limite, dans ce cas particulier (poissons) et dans l’état actuel 

des techniques, le calcul des indices utilisés pour l’évaluation de la qualité de l’eau (Valentini et 

al. 2016; Shaw et al. 2016). 

Le metabarcoding a été très rapidement testé pour identifier les communautés de 

macroinvertébrés benthiques dans les cours d’eau. Dès 2011, Hajibabaei et al. (2011) comparent 

l’efficacité des approches morphologique et moléculaire (metabarcoding) pour identifier les 

espèces de macroinvertébrés benthiques issues de 2 rivières, l’une située en zone urbaine et 

l’autre dans une zone protégée. Leurs résultats montrent qu’il est possible d’avoir des inventaires 

d’espèces via le metabarcoding aussi précis qu’avec l’approche morphologique. De plus, ils 

mettent en évidence la possibilité de discriminer des sites impactés par des activités anthropiques 

de sites non impactés. Dès lors, de nombreuses études ont permis de développer et d’optimiser 

cette méthode, comme la préservation des échantillons de macroinvertébrés dans l’éthanol 

(Hajibabaei et al. 2012) ou encore le choix du barcode et de primers adaptés (Elbrecht & Leese 

2017), permettant d’avoir des inventaires d’espèces précis (e.g. Hajibabaei et al. 2012; Carew et 

al. 2013; Gibson et al. 2015). Récemment, une étude réalisée sur 18 cours d’eau Finlandais a 

comparé des indices basés sur des données de présence/absence des macroinvertébrés obtenues 

via les approches moléculaire et morphologique (Elbrecht et al. 2017b). Les valeurs d’indices 

obtenues étaient fortement corrélées entre les deux approches et permettaient une bonne 

évaluation de l’état écologique des cours d’eau. Cependant, comme indiqué précédemment pour 

les poissons, l’absence de relation claire entre abondance relative des séquences et abondances 

relative des taxons empêche encore l’utilisation des indices de qualité compatibles avec les 

exigences de la DCE (Elbrecht & Leese 2015). 
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En ce qui concerne les diatomées benthiques, l’application du metabarcoding pour 

l’évaluation de la qualité des cours d’eau n’a été développée que récemment, notamment dans le 

cadre du travail de thèse de Lenaïg Kermarrec (Kermarrec 2012), qui a montré le fort potentiel de 

cette approche pour l’évaluation de l’état écologique des cours d’eau dans le cadre de la DCE. 

C’est ce dernier point que nous allons aborder plus en détail dans la suite du manuscrit. 

 

 



 

41 
 

4. Metabarcoding des diatomées 

Comme nous l’avons évoqué précédemment, l’identification morphologique des 

diatomées est particulièrement complexe par rapport à celle d’autres organismes bioindicateurs 

comme les macroinvertébrés ou les poissons. Le metabarcoding est donc apparu comme une 

solution prometteuse face aux limitations inhérentes aux méthodes classiques basées sur la 

reconnaissance morphologique des frustules. Bien que le principe du barcoding ait été proposé 

par Hebert et al. dès 2003, la recherche d’un barcode adapté à l’identification des diatomées ne 

démarrera qu’avec les travaux de Evans et al. (2007). Depuis, de nombreuses études ont proposé 

différents gènes comme barcode (Moniz & Kaczmarska 2009; Hamsher et al. 2011; 

Zimmermann et al. 2011; Stoof-Leichsenring et al. 2012). Les premiers travaux mettant en place 

le metabarcoding des diatomées se feront dans un premier temps avec des tests sur des 

communautés artificielles constituées de mélanges de cultures pures (Kermarrec et al. 2013b), 

puis sur des communautés naturelles benthiques de diatomées prélevées dans des rivières 

(Kermarrec et al. 2014; Zimmermann et al. 2015). Par la suite, l’utilisation du metabarcoding des 

diatomées comme outil pour l’évaluation de l’état écologique des cours d’eau va rapidement se 

développer. 

 

4.1. Potentiel pour évaluer l’état écologique des cours d’eau  

4.1.1. Développement du metabarcoding des diatomées 

Le développement du metabarcoding des diatomées a tout d’abord nécessité de définir 

un barcode approprié pour identifier les espèces. Historiquement, 5 marqueurs génétiques, 

facilement amplifiables en PCR et offrant suffisamment de variabilité génétique avaient été 

identifiés comme barcodes potentiels : le gène mitochondrial cox1 initialement proposé par 

(Hebert et al. 2003) ; le gène chloroplastique rbcL (Stoof-Leichsenring et al. 2012) ; différentes 

régions du génome codant pour les gènes ribosomaux 18S et 28S, ainsi que la région ITS non 

codante (pour une revue voir Pawlowski et al. 2016). Bien qu’aucun de ces marqueurs ne soit 

parfait, les gènes 18S et rbcL semblent plus efficaces pour différencier les espèces de diatomées 

et sont donc plus adaptés pour une utilisation en bioindication (Kermarrec et al. 2013b; Guo et 

al. 2015; Pawlowski et al. 2016). Leur efficacité à identifier les espèces présentes dans des 

communautés environnementales de rivière via le metabarcoding a été mise en évidence pour la 
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région V4 du gène 18S (Zimmermann et al. 2015) et un fragment du gène rbcL (312 pb) 

(Kermarrec et al. 2014). Cependant, l’utilisation du gène rbcL comme barcode présente certains 

avantages par rapport au gène 18S : le gène rbcL code pour une protéine (l’enzyme Ribulose-1,5-

bisphosphate carboxylase/oxygénase ou Rubisco) et de ce fait possède une variabilité 

intragénomique plus faible que le 18S (quelques insertion/délétion facilement détectables), 

rendant les séquences plus faciles à aligner et à comparer (Mann et al. 2010) ; l’utilisation du gène 

rbcL permet d’obtenir une meilleure résolution taxonomique au niveau spécifique que le 18S 

(Kermarrec et al. 2013b) ; ce gène étant localisé sur le génome chloroplastique, le risque de 

contamination et d’amplification non spécifique d’autres organismes (e.g. champignons) est 

fortement diminué par rapport à des gènes nucléiques (Evans et al. 2007). C’est pourquoi 

certaines études recommandent l’utilisation du gène rbcL comme barcode pour les diatomées, la 

région ITS pouvant être utilisée dans un deuxième temps, l’utilisation conjointe des deux barcodes 

devant en théorie permettre une identification plus robuste des espèces (Hamsher et al. 2011; 

Kermarrec et al. 2013b). 

L’efficacité du metabarcoding pour identifier les espèces présentes dans un échantillon 

environnemental repose également sur la qualité de la base de référence utilisée pour 

l’assignation taxonomique des séquences. Ces bases de barcodes sont créées à partir de cultures 

« pures » de diatomées, population de cellules identiques issues d’une seule cellule (par mitoses 

successives) isolée à partir d’échantillons environnementaux, et doivent contenir au minimum : 

les informations concernant l’origine de la culture (e.g. lieu de prélèvement) ; le nom de l’espèce 

(taxonomie complète) identifiée sur la base de la morphologie ; la ou les séquences ADN 

représentatives de la culture, obtenues par séquençage Sanger (Zimmermann et al. 2014). Dans 

la dynamique des travaux de thèse de Lenaïg Kermarrec (Kermarrec 2012) et du réseau de 

systématique de l’INRA (RSyst, http://www.rsyst.inra.fr/), la base R-syst::diatom a été développée 

spécifiquement pour les diatomées, et donne désormais un libre accès aux séquences ADN de 

référence des diatomées pour les barcodes 18S et rbcL (Rimet et al. 2016). Cette base présente 

l’avantage (i) d’être complétée tous les 6 mois, prenant ainsi en compte les nouvelles séquences 

obtenues à partir de cultures pures et déposées dans les bases de données de séquences 

internationales ; (ii) d’utiliser un système de curation et de contrôle pour ne garder que les 

données fiables (e.g. identification des espèces correcte, qualité des séquences, disponibilité des 

photos en microscopie, identification des synonymies taxonomiques) ; (iii) être en accès libre pour 

la communauté internationale. 
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4.1.2. Limites et potentiel pour l’évaluation de l’état écologique des cours d’eau 

La méthode proposée pour évaluer l’état écologique des cours d’eau par une approche 

moléculaire est la même que celle décrite précédemment (Figure 13), si ce n’est que l’on utilise le 

metabarcoding au lieu de la microscopie pour déterminer les taxons présents ainsi que leurs 

abondances relatives (Figure 17). 

 

 

Figure 17 – Evaluation de la qualité écologique des cours d’eau via l’approche moléculaire 
(metabarcoding). 

 

Cependant la mise en place de l’approche moléculaire peut être limitée par : 

• Incomplétude de la base de référence : bien que les bases de référence de barcodes soient 

complétées régulièrement (e.g. R-syst::diatom), elles ne couvrent pas toute la diversité des 

diatomées. Par exemple, certaines espèces retrouvées dans des régions particulières (e.g. 

régions tropicales) et peu référencées dans les bases peuvent compliquer l’utilisation du 

metabarcoding dans ces régions (Kermarrec et al. 2014). De ce fait, seule la partie assignée 

des données moléculaires peut être utilisée lors du calcul des indices, ce qui peut fausser les 

notes obtenues et l’évaluation de qualité qui en découle. La complétion des bases de 

référence est donc un facteur important  mais complexe à mettre en œuvre car nécessitant 

d’isoler et de cultiver de nouvelles espèces pour pouvoir les séquencer (Zimmermann et al. 

2014). Récemment, une nouvelle approche a été proposée pour compléter les bases de 

références (Rimet et al. 2018). Il s’agit d’utiliser directement comme barcodes des séquences 

environnementales de diatomées obtenues en metabarcoding dans des échantillons de faible 

diversité et présentant un taxon non référencé et dominant. L’identité taxonomique de ces 

barcodes fait l’objet d’une double confirmation à la fois morphologique (microscopie) et 

phylogénétique. 
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• Divergence entre inventaires morphologique et moléculaire : en plus des biais inhérents aux 

metabarcoding qui affectent l’identification et la quantification des taxons  (décrits 

précédemment dans le paragraphe 3.1.2), d’autres biais liés à l’utilisation des diatomées 

peuvent être à l’origine des différences observées entre les inventaires taxonomiques 

obtenus avec les deux approches : (i) des erreurs d’identification morphologique des espèces 

lors de la détermination au microscope optique ; (ii) la présence de frustules appartenant à 

des individus morts dans l’échantillon naturel qui sont observés en microscopie mais non 

détectés en metabarcoding ; (iii) lors de l’extraction de l’ADN total à partir du biofilm 

aquatique, de l’ADN extracellulaire peut être présent dans l’échantillon (Dejean et al. 

2011), ce qui peut aboutir à la détection de faux positifs en metabarcoding avec des espèces 

non représentatives de la communauté benthique comme par exemple des espèces 

planctoniques (Rivera et al. 2017) ; (iv) la présence d’espèces cryptiques pour lesquelles 

l’identification sur la base de critères génétiques peut permettre de différencier des individus 

morphologiquement identiques (Kermarrec et al. 2013a), cette diversité cryptique pouvant 

contribuer aux différences entre les inventaires moléculaire et morphologique (Visco et al. 

2015); (v) à l’inverse, en fonction du barcode choisi et de sa résolution taxonomique, certaines 

espèces proches ne sont pas différenciables en metabarcoding, ce qui ne permet qu’une 

identification au niveau du genre (e.g. le barcode rbcL de 312 bp ne permet pas de différencier 

Fragilaria vaucheriae et Fragilaria rumpens) ; (vi) les comptages en microscopie reposent sur 

l’identification de 400 valves tandis qu’aucune limite n’est fixée au metabarcoding qui peut 

plus facilement mettre en évidence des espèces rares de par une forte profondeur de 

séquençage. 

 Malgré le faible pourcentage de séquences assignées au niveau spécifique (seulement 30% 

dans l’étude de Visco et al. 2015) et le faible nombre de taxons communs identifiés par les  deux 

approches (de 22% à 75% dans l’étude de Kermarrec et al. 2014), les valeurs d’indices diatomiques 

calculés à partir des inventaires taxonomiques morphologiques et moléculaires sont 

généralement similaires (Kermarrec et al. 2014; Visco et al. 2015). Le calcul des indices 

diatomiques semble donc permettre une certaine souplesse dans la précision des inventaires 

taxonomiques moléculaires. Ceci est notamment dû au fait que les taxons non identifiés via le 

metabarcoding sont généralement peu abondants dans les échantillons et ont donc un faible poids 

dans le calcul des indices par rapport aux taxons abondants (Kermarrec et al. 2014; Visco et al. 

2015). De plus, même si une identification au niveau spécifique n’est pas possible, il est possible 

d’utiliser des niveaux taxonomiques supérieurs (e.g. genre) dans le calcul des indices tout en 
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conservant une bonne évaluation de l’état écologique des cours d’eau (Rimet & Bouchez 2012a). 

Si des améliorations sont encore nécessaires, les données qualitatives fournies par le 

metabarcoding sont suffisamment fiables pour être utilisées dans le calcul des indices de qualité. 

Cependant, comme aucune corrélation fiable entre abondances relatives de séquences et 

abondances des taxons n’a encore pu être montrée, le plus grand potentiel d’amélioration des 

indices de qualité moléculaire réside dans l’optimisation de la quantification en metabarcoding. 

 

4.2. Verrous majeurs liés à la quantification 

4.2.1. Biais biologiques 

En fonction des organismes étudiés, certains facteurs biologiques peuvent avoir un impact 

direct sur les proportions de séquences obtenues en metabarcoding. Un des problèmes récurrents 

est le fait que le nombre de copies du gène utilisé comme barcode par cellule n’est pas constant 

et peut varier fortement d’une espèce à l’autre. L’abondance relative des séquences obtenues en 

metabarcoding est donc liée à la fois à l’abondance du taxon dans l’échantillon, mais aussi au 

nombre de copies du gène qu’il possède. Cela peut aboutir à la surreprésentation ou la sous-

représentation de certaines espèces dans les inventaires moléculaires, comme montré pour les 

communautés microbiennes (Kembel et al. 2012), les diatomées (Zimmermann et al. 2015), les 

macroinvertébrés (Elbrecht et al. 2017a) ou encore les poissons (Deagle et al. 2013). Le nombre 

de copies d’un gène dans une cellule dépend principalement (i) du nombre de copies du gène par 

génome, (ii) du nombre de copies du génome par cellule, (iii) du nombre d’organites ou de plastes 

présents dans la cellule pour certains gènes (e.g. nombre de chloroplastes pour le gène rbcL, 

nombre de mitochondries pour le cox1). Par exemple le gène 16S peut varier de 1 à 15 copies par 

cellules chez les bactéries et les archées (Lee et al. 2009) tandis que le gène 18S peut varier de 1 

à plusieurs milliers de copies chez les organismes eucaryotes unicellulaires (Zhu et al. 2005; 

Weber & Pawlowski 2013; de Vargas et al. 2015). De plus, l’application du metabarcoding aux 

organismes multicellulaires tels que les poissons ou les macroinvertébrés pour lesquels la masse 

des individus ainsi que la densité des cellules peuvent être des biais supplémentaires qui 

favorisent la surreprésentation des plus grosses espèces (Deagle et al. 2013; Elbrecht et al. 

2017a). Les diatomées présentent l’avantage d’être des organismes unicellulaires qui ne sont pas 

impactés par ces deux paramètres biologiques. Cependant, il semblerait que chez les diatomées, 

ainsi que pour la majorité du phytoplancton, la quantité d’ADN intracellulaire soit directement 

corrélée au biovolume cellulaire (Boucher et al. 1991; Zhu et al. 2005). Le nombre de copies de 
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certains gènes retrouvés dans une cellule est donc directement lié à la taille de la cellule (comme 

montré pour le gène 18S, Godhe et al. 2008), ce qui peut aboutir à une surestimation en 

metabarcoding des diatomées avec un biovolume élevé par rapport aux espèces de plus petite 

taille. 

Un autre biais biologique, qui peut aussi être considéré comme un biais technique, est lié 

au frustule des diatomées utilisé par l’approche morphologique pour identifier les espèces. Le 

frustule possède une très grande résistance mécanique et est capable de résister à des pressions 

allant jusqu’à 100-700 tonnes/m2 (Hamm et al. 2003; Sumper & Brunner 2006). Il est aussi 

capable de résister à des traitements chimiques extrêmes comme ceux réalisés lors de la 

préparation des échantillons de biofilms avant la détermination au microscope (e.g. acide 

chlorhydrique). La plupart des méthodes d’extraction d’ADN reposent sur des traitements 

chimiques ou mécaniques qui ont pour objectif de lyser les cellules afin d’en libérer l’ADN, celles-

ci n’étant pas forcément adaptées pour les diatomées (Nguyen et al. 2011; Yuan et al. 2015). 

Deiner et al. (2015) ont montré, pour les bactéries et les eucaryotes d’eau douce, que le choix de 

la méthode de lyse cellulaire affecte l’efficacité de l’extraction d’ADN ainsi que la détection de 

certaines espèces en metabarcoding. Pour les diatomées, il est donc possible que les séquences 

obtenues en metabarcoding, ainsi que leurs abondances relatives, soient affectées par la méthode 

d’extraction d’ADN employée. 

 

4.2.2. Biais techniques 

Outre l’étape d’extraction de l’ADN déjà évoquée précédemment, les différentes techniques 

et méthodes utilisées pour produire et traiter les données moléculaires peuvent introduire à 

toutes les étapes du metabarcoding de nombreux biais qui affectent les abondances relatives de 

séquences : 

• Amplification PCR : les biais et erreurs inhérents à l’amplification par PCR de gènes à partir 

de mélanges complexes d’ADN extraits d’échantillons environnementaux sont connus depuis 

longtemps (Wagner et al. 1994; Polz & Cavanaugh 1998). En plus d’empêcher une 

identification correcte des taxons, ceux-ci peuvent affecter à la fois la qualité et les 

proportions des séquences obtenues en HTS (Figure 18): (i) en fonction de l’affinité 

d’appariement des primers aux séquences environnementales, de la température 

d’hybridation ou encore du nombre de cycles d’amplification, il peut y avoir une amplification 

préférentielle de certaines séquences qui fausse les abondances relatives des taxons (Sipos 

et al. 2007; Pinto & Raskin 2012); (ii) il peut y avoir une amplification stochastique des 
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séquences si l’efficacité de la PCR n’est pas optimale, ce qui se résume par le fait que certaines 

séquences ne sont pas dupliquées à chaque cycle, déséquilibrant les proportions d’amplicons 

obtenues en fin de PCR (Kebschull & Zador 2015) ; (iii) en fonction de l’état de l’ADN (Pääbo 

et al. 1990) et de l’enzyme polymérase utilisée (Odelberg et al. 1995), l’enzyme polymérase 

peut « sauter » d’une séquence à une autre lors de l’amplification, ce qui aboutit à la création 

de séquences hybrides ou « chimères » qui impactent elles aussi la quantification en 

metabarcoding (Amend et al. 2010). Plusieurs études ont proposé des solutions pour 

prévenir au maximum ces biais comme l’utilisation de cocktails de primers (Hong et al. 2009) 

ou de primers dégénérés (Elbrecht & Leese 2017), différentes stratégies d’amplifications 

(Kebschull & Zador 2015), l’utilisation de logiciel de détection des chimères (e.g. UCHIME, 

Edgar et al. 2011). Cependant, la meilleure option serait de pouvoir s’affranchir de la PCR et 

de séquencer directement l’ADN environnemental comme proposé par Liu et al. (2016). 

• Séquençage via les HTS : depuis l’apparition de la technologie de séquençage 454 en 2005 

(Margulies et al. 2005), de nouvelles technologies de séquençages HTS se sont développées 

et de nombreuses études ont comparé leurs caractéristiques (e.g. voir Loman et al. 2012; van 

Dijk et al. 2014; Laehnemann et al. 2016; Goodwin et al. 2016 pour les références les plus 

récentes). Les taux d’erreurs liés aux insertions et aux délétions de nucléotides dans les 

séquences varient grandement d’une technologie à l’autre, allant de 0,1 % pour la technologie 

Illumina Hiseq à 1 % pour le Ion Torrent PGM, et jusqu’à 13% pour le Pacific Biosciences RS II 

(Goodwin et al. 2016). En plus de poser des problèmes d’assignation taxonomique (e.g. 

Degnan & Ochman 2012), les séquences présentant trop d’erreurs risquent d’être éliminées 

lors des traitements bio-informatiques, affectant les abondances relatives des taxons (Schloss 

et al. 2011). L’évolution des technologies HTS ainsi que l’utilisation de certaines stratégies de 

séquençage, comme le séquençage bidirectionnel des séquences, permettent de réduire au 

maximum les erreurs incorporées durant le séquençage (Fox et al. 2014). A cela s’ajoute le 

fait que certaines technologies (e.g. Ion Torrent PGM) peuvent produire des séquences de 

longueurs variables, les séquences trop courtes risquant d’être éliminées lors des traitements 

bio-informatiques et non comptabilisées (Deagle et al. 2013). 

 



48 
 

 

Figure 18– Erreurs et biais potentiellement introduits par la PCR. 
(source : Kebschull & Zador 2015) 

 

• Traitements bio-informatiques : compte tenu de la quantité de données générée par les HTS 

et le metabarcoding, de nombreux outils et logiciels de bio-informatique ont été développés 

pour faciliter leur analyse et sont accessibles via des programmes comme Mothur (Schloss et 

al. 2009) ou QIIME (Caporaso et al. 2010) (voir  Bik et al. 2012 et Oulas et al. 2015 pour une 

liste plus complète). Plusieurs étapes sont généralement réalisées  pour passer des séquences 

brutes en sortie de séquenceur à un inventaire taxonomique : (i) « pre-processing » : plusieurs 
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échantillons pouvant être séquencés simultanément, cette étape a pour but d’affilier chaque 

séquence à son échantillon d’origine et de les préparer pour les analyses suivantes ; (ii) 

« trimming »: afin d’éliminer les séquences douteuses, celles-ci sont filtrées sur la base de 

leur qualité/longueur et les séquences chimériques sont éliminées ; (iii) « OTU clustering » : 

les séquences sont regroupées en unité taxonomique opérationnelle (OTU) sur la base de leur 

similarité ; (iv) Assignation taxonomique : via les bases de référence, une taxonomie peut être 

assignée soit à chaque séquence, soit directement à chaque OTU. Il existe de nombreux 

programmes qui peuvent réaliser ces étapes, chacun utilisant des méthodes et des 

algorithmes différents avec autant de paramètres à régler (e.g. longueur et qualité minimales 

des séquences, % de similarité utilisé pour créer les OTUs) qui peuvent affecter la structure 

des communautés (e.g. méthode de clustering, Schmidt et al. 2015). Par exemple, Majaneva 

et al. (2015) ont utilisés 18 stratégies bio-informatiques différentes pour caractériser les 

communautés eucaryotes retrouvées dans différents échantillons (glace, neige, eau). Leurs 

résultats montrent qu’en fonction de la stratégie employée (e.g. choix de longueur de 

séquence, méthode de clustering, suppression des chimères), on obtient des compositions 

taxonomiques très différentes qui mènent parfois à des conclusions écologiques diférentes. 

 L’effet de ces biais sur les données de metabarcoding obtenues à partir de communautés 

benthiques de diatomées a été très peu étudié. De ce fait, leur impact sur les calculs d’indices 

diatomiques et sur l’évaluation de qualité qui en découle reste indéterminé. 

 

4.3. Implémentation à l’échelle de la DCE 

 Outre les considérations méthodologiques décrites précédemment (e.g. fiabilité de la 

quantification), d’autres questions relatives à la mise en pratique de l’approche moléculaire à 

l’échelle de réseaux de surveillances nationaux (e.g. RCS, RCO pour la France) doivent être 

élucidées avant d’envisager une implémentation dans la DCE : 

• Coût et temps d’analyse : Stein et al. (2014) ont montré que le metabarcoding peut être une 

alternative économique viable par rapport à l’approche morphologique, les coûts étant 

similaires. De plus, avec la possibilité d’automatiser et de paralléliser le traitement de 

plusieurs centaines d’échantillons, le metabarcoding devrait permettre une vitesse d’analyse 

plus rapide et donc fournir un plus haut débit à la biosurveillance des milieux (Keck et al. 

2017). Même si peu d’études ont été réalisées à grande échelle pour confirmer cela, il 

semblerait que les aspects de coût et de temps d’analyse ne soient pas problématiques pour 

une éventuelle implémentation dans le cadre de la DCE (Hunting et al. 2017). 
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• Harmonisation des méthodes : comme évoqué précédemment, la DCE impose une 

harmonisation des méthodes de bioindication entre les états membres. Comme l’approche 

moléculaire a été développée récemment, il n’existe pas encore de recommandations ou de 

standards pour les différentes étapes du metabarcoding (e.g. extraction ADN, séquençage, 

traitements des données, …). A ce jour, chaque pays développe sa propre approche 

moléculaire avec des protocoles variés. Cependant, pour le metabarcoding des diatomées 

une action de standardisation a été initiée par un groupe de diatomistes européens auprès 

du Comité Européen de Normalisation dès 2012, ayant abouti à ce jour à 2 « Technical 

Specifications » décrivant le protocole d’échantillonnage et les critères d’établissement d’une 

base de référence. Plus récemment, le réseau européen COST DNAqua-Net (CA 15219 2016-

2020, Leese et al. 2016) a été proposé afin de créer un réseau de discussion entre scientifiques 

de toute l’Europe dans le but de comparer, d’harmoniser et d’aller vers l’implémentation des 

méthodes : (i) protocoles d’échantillonnages ; (ii) bases de référence ADN et choix des 

barcodes ; (iii) plateformes de séquençages ; (iv) analyse et stockage des données ; (v) 

création de nouveaux indices moléculaires. 

• Communication entre les différents acteurs : une éventuelle implémentation de l’approche 

moléculaire dans la DCE aura un impact direct sur tous les acteurs impliqués dans la 

surveillance et la protection de l’eau. Que ce soit les politiques, les gestionnaires, les 

organismes producteurs des données (e.g. Agence de l’eau, DREAL) ou les organismes privés 

(e.g. bureaux d’étude), il est primordial d’informer tous les acteurs de l’évolution des 

méthodes de bioindication. Il est donc nécessaire de transmettre les connaissances par 

l’intermédiaire de conférences ou de réunions d’informations et de co-construction, comme 

proposé dans le cadre du réseau COST DNAqua-Net. C’est aussi l’occasion de discuter du 

cadre législatif de l’implémentation des approches moléculaires au niveau européen et 

national.  
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5. Objectifs de la thèse 

Les objectifs de ce travail de thèse consistaient, dans le cadre du metabarcoding des 

diatomées,  à (i) identifier les principaux biais de quantification liés au metabarcoding, (ii) évaluer 

leur impact sur les inventaires taxonomiques et (iii) optimiser l’approche moléculaire afin de 

développer un outil d’évaluation de l’état écologique des cours d’eau à l’échelle du réseau de 

surveillance de Mayotte et plus globalement dans le cadre de la DCE. Afin de répondre au mieux 

à ces objectifs, la thèse se structure autour de 2 axes principaux : 

• Axe 1 : étudier l’impact de différents biais (techniques et biologiques) sur le metabarcoding 

des diatomées afin d’optimiser l’approche moléculaire et produire des inventaires 

taxonomiques les plus fiables possibles d’un point de vue qualitatif (composition d’espèces) 

et surtout quantitatif (abondance relative des espèces). 

• Axe 2 : tester la capacité de l’approche moléculaire, en comparaison de l’approche 

morphologique, pour l’évaluation de l’état écologique des cours d’eau par comparaison à 

l’approche classique basée sur la morphologie,  en prenant comme cas d’étude les cours 

d’eaux de Mayotte et de France métropolitaine appartenant aux réseaux de surveillance 

inclus dans la DCE. 

 

5.1. Stratégie 

5.1.1. Base de travail 

Les étapes initiales du développement du metabarcoding et de l’approche moléculaire 

pour les diatomées ont été réalisées durant les travaux de thèse de Lenaïg Kermarrec (Kermarrec 

2012) dans le cadre d’une collaboration entre l’INRA de Thonon et le bureau d’étude ASCONIT 

consultant. Ces travaux ont permis de définir l’intérêt du gène rbcL (fragment de 312 pb) comme 

barcode pour étudier la structure des communautés de diatomées (Kermarrec et al. 2013b, 2014) 

et d’initier le développement d’une base de référence de barcodes (Rimet et al. 2016). Les travaux 

de thèse présentés dans ce manuscrit s’inscrivent donc dans la continuité de ce travail et 

répondent aux attentes de l’ONEMA-AFB qui souhaite tester des approches innovantes, dont 

l’approche moléculaire, dans le cadre de la mise en place de la bioindication DCE des cours d’eau 

à Mayotte. 

 Afin de permettre le traitement et l’analyse des données issues du séquençage d’un grand 

nombre d’échantillons, un protocole d’analyse utilisant le programme « Mothur » (Schloss et al. 
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2009)  a été adapté au metabarcoding des diatomées au cours de ces travaux de thèse (données 

non publiées). 

 

5.1.2. Axe 1 - Développement de l’approche moléculaire : Impact des biais 

techniques et biologiques sur la quantification  

 Comme indiqué précédemment, le metabarcoding ne permet pas d’obtenir des données 

quantitatives fiables, les abondances relatives de séquences n’étant pas bien corrélées aux 

abondances de taxons. Parmi les biais identifiés et décrits précédemment (voir la partie 4.2), nous 

avons décidé de nous concentrer principalement sur les biais biologiques qui affectent 

particulièrement le metabarcoding des diatomées et qui sont peu étudiés dans la littérature, à 

savoir : le choix de la méthode d’extraction d’ADN en lien avec les frustules des diatomées 

(Chapitre II) et les variations du nombre de copies du gène rbcL en lien avec le biovolume des 

cellules (Chapitre III). Concernant les biais techniques, nous avons mis en place une étude 

permettant l’évaluation des biais d’amplification et de séquençage pour lesquels nous avons peu 

de recul pour le metabarcoding des diatomées. Les résultats de cette dernière n’étant pas encore 

finalisés, elle sera seulement abordée dans la partie discussion et perspective du manuscrit 

(Chapitre VI). Bien que les biais liés aux traitements bio-informatiques des données soient 

importants, ceux-ci sont déjà largement étudiés dans la littérature et n’ont pas pu être abordés 

dans le laps de temps imparti à la thèse. 

 Les différentes études menées sur ces biais techniques et biologiques ont été réalisées à 

la fois avec l’approche moléculaire (metabarcoding) et l’approche morphologique (microscopie). 

Elles sont présentées ci-dessous et visent à répondre aux questions suivantes : 

- Quels sont les impacts de ces biais techniques et biologiques sur les données de séquences 

produites et les inventaires taxonomiques qui en sont issus ?  

- Est-ce que ces impacts potentiels affectent le calcul d’indice et l’évaluation de qualité qui en 

découle ?   

- Comment limiter ces biais et leurs impacts ?  

 

• Chapitre II - “Application of high-throughput sequencing (HTS) metabarcoding to diatom 

biomonitoring: Do DNA extraction methods matter” (article publié dans Freshwater 

Science) 

En fonction de la méthode de lyse cellulaire employée, le frustule des diatomées est connu 

pour diminuer l’efficacité d’extraction de l’ADN, particulièrement pour les espèces possédant un 
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frustule épais et plus robuste (Eland et al. 2012). Afin d’évaluer à quel point ce biais peut fausser 

les données obtenues en metabarcoding, les travaux présentés dans ce chapitre ont été réalisés 

en plusieurs étapes : (i) l’efficacité de différentes méthodes pour extraire l’ADN a été testée sur 

des cultures pures de diatomées et sur des échantillons environnementaux (biofilms aquatiques), 

(ii) les échantillons environnementaux ont été séquencés afin d’estimer  l’impact de la méthode 

d’extraction sur la structure des communautés en metabarcoding, (iii) les notes d’IPS calculées sur 

la base des inventaires moléculaires obtenus à partir des différentes méthodes d’extraction ont 

ensuite été comparées afin de voir l’impact de celles-ci sur les évaluations de qualité. 

 

• Chapitre III – “A correction factor inferred from cell biovolume improves quantification in 

diatom metabarcoding for Water Framework Directive monitoring” (article soumis dans 

Methods in Ecology and Evolution) 

Des travaux ont montré que le nombre de copies du gène 18S suit une corrélation linéaire 

avec les biovolumes des diatomées (Godhe et al. 2008). Si cette corrélation existe aussi pour le 

gène rbcL, il est possible d’appliquer un facteur de correction basé sur le biovolume cellulaire pour 

corriger les données moléculaires et obtenir des données quantitatives plus fiables. Pour tester 

cette hypothèse, nous avons d’abord vérifié l’existence d’une corrélation entre nombre de copies 

du gène rbcL et biovolume cellulaire à partir de données de qPCR obtenues sur des cultures pures. 

Puis nous avons évalué l’efficacité de ce facteur de correction sur des données moléculaires 

obtenues à partir de communautés artificielles contenant des proportions d’espèces connues, 

puis sur des communautés environnementales. Finalement, pour les échantillons 

environnementaux, les valeurs d’IPS moléculaire obtenues à partir des inventaires moléculaires 

corrigés ont été comparées aux valeurs d’IPS moléculaires non corrigées et morphologiques. 

 

5.1.3. Axe 2 : Application de l’approche moléculaire pour évaluer l’état 

écologique des cours d’eau à l’échelle de réseaux de surveillance 

 Jusqu’à présent, peu d’études ont essayé de comparer les approches morphologiques et 

moléculaires à l’échelle d’un réseau de surveillance environnemental incluant beaucoup de sites 

avec un gradient de qualité marqué, allant de sites pollués jusqu’à des sites de référence. Ceci est 

essentiellement dû au fait que le metabarcoding est encore en développement, la majorité des 

études se concentrant sur l’optimisation de la méthode en effectuant des tests sur quelques sites 

(Kermarrec et al. 2014; Zimmermann et al. 2015; Visco et al. 2015) ou à une échelle régionale 
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sur un gradient de qualité limité (Apothéloz-Perret-Gentil et al. 2017). Une application à grande 

échelle de l’approche moléculaire permettrait notamment, outre une validation de l’approche, 

d’avoir (i) plus de recul sur les biais de la méthode, (ii) d’identifier de potentiels problèmes liés au 

traitement et à l’analyse de grands jeux de données, (iii) de sensibiliser les différents acteurs 

actuellement en charge de la protection de l’eau (e.g. politiques, gestionnaires), (iv) d’évaluer la 

faisabilité de l’approche dans le cadre de la DCE (e.g. temps, coûts). Nous avons donc décidé de 

travailler à l’échelle de deux réseaux de surveillance à Mayotte et en France métropolitaine, 

travaux qui seront présentés respectivement dans les deux chapitres résumés ci-dessous. 

 

• Chapitre IV – “Avoiding quantification bias in metabarcoding: application of a cell biovolume 

correction factor in diatom molecular biomonitoring” (article publié dans Ecological 

Indicators) 

L’île de Mayotte est un département d’outre-mer depuis 2011 et, à ce titre, la DCE doit être 

appliquée pour la surveillance de ses cours d’eau. Comme Mayotte est le seul DOM pour lequel 

aucun réseau de surveillance n’a encore été établi (voir Figure 4), un projet a été initié à l’INRA 

sous l’égide de l’ONEMA-AFB en 2013 afin de définir le futur réseau de surveillance et mettre en 

place un outil de bioindication basé sur les communautés de diatomées et utilisant l’approche 

morphologique classique pour l’évaluation de l’état écologique des cours d’eau. A la demande de 

l’ONEMA-AFB, ce fut aussi l’occasion de tester en parallèle sur ces cours d’eau une approche 

innovante de bioindication : le metabarcoding ADN. L’étude présentée ici a donc permis de 

comparer les deux approches en termes de fiabilité des inventaires taxonomiques produits et de 

notes de qualité obtenues à l’échelle du réseau de cours d’eau de Mayotte. 

 

• Chapitre V – Intégration de l’approche moléculaire à l’échelle du réseau DCE français de 

surveillance des cours d’eau (étude en cours) 

Contrairement à Mayotte, le réseau de surveillance des cours d’eau en France métropolitaine 

existe depuis plusieurs décennies et inclus plusieurs milliers de sites. Il existe donc un historique 

de données basées sur l’approche morphologique qui est assez conséquent et qui sert de base aux 

gestionnaires pour définir des plans de gestions à plus ou moins long terme. En plus de permettre 

une comparaison des approches moléculaire et morphologique à très grande échelle (e.g. coût, 

temps, efficacité), l’étude réalisée sur ce réseau a pour objectif de sensibiliser les différents 

acteurs sur l’approche moléculaire et de les impliquer dans la réflexion vis-à-vis d’une potentielle 

intégration dans la DCE. 
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5.2. Structure de la thèse 

En complément du Chapitre I qui permet d’introduire le contexte général de la thèse, la 

thèse est constituée de différentes parties qui s’organisent de la manière suivante :  

• L’axe 1 qui traite principalement des biais de quantification liés aux méthodes 

d’extraction d’ADN (Chapitre II) et aux variations du nombre de copies du gène rbcL 

(Chapitre III). 

• L’axe 2 qui présente l’application de l’approche moléculaire à l’échelle des réseaux de 

surveillance des cours d’eau de Mayotte (Chapitre IV) et de France métropolitaine 

(Chapitre V) 

• Le Chapitre VI qui présente les discussions et perspectives qui découlent de ce travail de 

thèse. 

Les Articles annexes correspondent aux articles scientifques préparés en parallèle de la thèse et 

incluent des informations complémentaires aux travaux présentés. 
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6. Annexes 

 
 
Annexe 1 – Eléments de qualités et indicateurs utilisés pour l’évaluation de l’état écologique des 

cours d’eau en France (source : Ministère chargé de l’environnement 2016). 
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Annexe 2 – Définitions normatives des 5 classes de qualité utilisés dans la DCE pour les cours 
d’eau et les rivières (source : Annexe 5 de la DCE, Kelly 2013). 
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Annexe 3 – Nouvelles subdivisions et classes dans les Bacillariophyta (source : Mann et al. 2016).
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1. Abstract 

  Current freshwater biomonitoring with diatoms is based on microscopic examination of 

the morphology of their silica skeleton. This standardized approach is time consuming and 

requires a high degree of taxonomic expertise. Metabarcoding combined with high-throughput 

sequencing (HTS) has great potential for next-generation biomonitoring applications but requires 

standardization. Molecular inventories are strongly influenced by the DNA extraction method 

used, but the effect of extraction protocols has not been tested to enable selection of the best 

DNA extraction method for HTS metabarcoding. We used 5 DNA extraction methods combining 

various types of cell lysis and DNA purification to extract DNA from 8 pure diatom cultures and 8 

samples from streams and lakes with differing water quality. We compared the methods based 

on: 1) quality and purity of the extracted DNA, 2) community inventories obtained from HTS 

targeting the ribulose-1, 5-bisphosphate carboxylase (rbcL) barcode, and 3) similarity between 

molecular and microscopy-based inventories of community composition and the Specific 

Pollution-sensitivity Index [SPI]. A method based on GenElute™-LPA had higher extraction 

efficiency than the 4 commercial kits but had the highest polymerase chain reaction inhibition 

level. All 5 methods were efficient for HTS, and method did not affect operational taxonomic unit 

richness. We observed variations in the relative abundance of some taxa within Nitzschia, 

Amphora, Encyonema, Gomphonema, and Navicula between 2 of the 5 methods, but method did 

not affect global diatom community composition or SPI values. SPI values calculated from 

microscopy-based inventories and molecular inventories based on all 5 extraction methods were 

strongly correlated. For convenience purposes (high DNA quantity and low cost), we encourage 

standardization of HTS diatom biomonitoring based on the SA-Gen method. 

 



62 
 

2. Introduction 

 Diatoms are good bioindicators because of their high diversity, short life cycle, high 

sensitivity to environmental conditions, and widespread distribution in all freshwater ecosystems 

(Stevenson & Pan 1999). Therefore, diatom communities are used routinely for water-quality 

assessment in monitoring programs and by environmental agencies in many countries. Well-

established guidelines like the Clean Water Act in USA (US CWA) or the Water Framework Directive 

in Europe (EU WFD) help to standardize methods across countries and laboratories. Classical 

diatom biomonitoring is based on the composition of environmental communities and relies on 

morphological identification at the species level with the aid of microscopes and specialized 

floristic books. Species identifications is challenging because of the large diversity of diatoms 

(Mann & Vanormelingen 2013) and the subtle differences in morphological features of their silica 

frustule (exoskeleton) used for taxonomy. Quite often, discrepancies in taxonomic inventories 

occur from one laboratory to another (Kahlert et al. 2012; Werner et al. 2016). Moreover, this 

approach is time consuming and costly. Increased demand for environmental assessment in recent 

years implies that the number of samples to be analyzed will increase, a trend that will become 

untenable if analysis is based on microscopic identification. Thus, fast and cost-effective 

alternatives must be developed. One promising alternative is application of environmental DNA 

metabarcoding. 

 The potential of DNA metabarcoding combined with high-throughput sequencing (HTS) for 

investigating benthic diatom community structure already has been demonstrated (Kermarrec et 

al. 2013b, 2014; Gibson et al. 2015; Zimmermann et al. 2015; Visco et al. 2015), opening the way 

to “next-generation biomonitoring”. However, these pioneer investigators used differing 

molecular methods and protocols, thereby hampering relevant comparison among studies. 

Factors ranging from the initial field sampling to the bioinformatics treatment of DNA sequences 

can affect the final molecular species inventory of diatom communities: 1) the DNA marker 

chosen, which affects species discriminatory power and the availability and completeness of a 

DNA reference database; 2) the methods used for various steps of molecular analyses (i.e., DNA 

extraction methods, sequencing technology); and 3) the bioinformatics workflow (i.e., data 

processing steps, clustering algorithms, and taxonomic assignment methods). HTS metabarcoding 

is still in its infancy, and guidelines need to be defined at each step to allow its standardization for 

biomonitoring purposes. Active investigations are under way to find the best DNA marker 

(Kermarrec et al. 2013b, 2014) or to optimize the HTS data sequence-processing using pipelines 
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(Schmidt et al. 2015; Majaneva et al. 2015) but little attention has been given to the DNA 

extraction from diatom samples and it requires further study.  

 Obtaining a molecular inventory relies on extraction of DNA representative of the 

indigenous diatom community composition. The quality and the quantity of the DNA extracted 

from environmental samples affect the investigator’s ability to obtain a relevant taxonomic list. 

Several studies have been performed to evaluate the effect of extraction protocols on microbial 

DNA analysis. The studies have been focused mainly on bacterial communities (Willner et al. 

2012; Rubin et al. 2014; Wesolowska-Andersen et al. 2014; Wagner Mackenzie et al. 2015) and 

freshwater microalgae (Eland et al. 2012) but rarely diatoms (Nguyen et al. 2011). Results of these 

studies show that the choice of the DNA extraction method, particularly the cell lysis type, affect 

quality and quantity of extracted DNA and inferences regarding community diversity and 

structure. However, authors of these studies generally depicted the diversity of the targeted 

biological groups based on fingerprinting methods (e.g., denaturing gradient gel electrophoresis 

[DGGE]), which provide only a very coarse view of community diversity. 

 Our goal was to find the optimal method for DNA extraction when using HTS methods as 

a step toward standardizing the application of diatom metabarcoding. DNA extraction has 3 main 

requirements to: 1) obtain good quality DNA and sufficient DNA quantity, 2) obtain inhibitor-free 

DNA for subsequent molecular biological analyses, and 3) ensure representative lysis of all 

organisms (in our case, the different diatom species) in the sample. We compared 5 methods of 

DNA extraction in combination with HTS metabarcoding. These methods combined various types 

of cell lysis and DNA purification. We tested the 5 methods on 8 pure cultures of diatoms and 8 

freshwater samples of benthic diatom communities from streams and lakes with differing water 

quality and geographical origin. We based our comparison on the following criteria: 1) DNA 

extraction efficiency (quantity of DNA), DNA quality, and presence of inhibitors in extracted DNA, 

2) the diatom community structure as revealed by HTS sequencing of the ribulose-1, 5-

bisphosphate carboxylase (rbcL) barcode (qualitative and quantitative comparisons were 

performed at different taxonomic levels), and 3) comparison of molecular and microscopy-based 

inventories in terms of community composition and inferred water-quality indices. 
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3. Methods 

3.1. Diatom cultures 

 We selected 8 pure cultures of diatoms from the Thonon Culture Collection (TCC; 

http://www6.inra.fr/carrtel-collection_eng/) based on their contrasting morphological and 

phylogenetical features. These strains were cultured in 300 mL sterile DV media, as previously 

described (Rimet et al. 2014) (Figure 19A). From each diatom culture, we prepared a 20-mL 

aliquot containing 105 to 106 cells and froze the aliquot at –80°C until further analysis. 

 

 

Figure 19 – Characteristics of the diatom cultures from the Thonon Culture Collection (TCC) (A) 
and biofilm sampling sites (B). 

Pictures transformed from the R-syst::diatom database (length not to scale). 
 

3.2. Environmental community samples 

 Eight environmental community samples were collected from benthic biofilms at 6 

streams and 2 lakes in 3 geographical areas (Sweden, France, and Mayotte, a French Tropical 

Island) (Figure 19B). We selected the sampling sites for their contrasting geographic origin, water-

quality status (polluted to good quality), and physicochemical characteristics (concentration of 

organic matter and presence of metals or pesticides). These characteristics were chosen because 
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they can affect DNA extraction from the prevailing diatom assemblages. All environmental 

samples were collected following the European Water Framework Directive standards (AFNOR 

2003) by scraping material from the surface of ≥5 submerged stones. The resulting material was 

transferred to 15 mL Falcon tubes and fixed by immediately adding 99% ethanol to reach a final 

ethanol concentration of ~70–80%. Ethanol fixation prevents grazing by metazooplankton and 

allows good preservation of DNA (Motwani & Gorokhova 2013). Fixed environmental samples 

were stored at room temperature under dark conditions until preparation for morphological 

analysis and DNA extraction. 

 We estimated diatom valve concentration in samples based on microscopic counts. Each 

diatom skeleton is composed of 2 valves. We used the formula: 

� = number of valves counted ×  
'

(
    (Eq. 1) 

where ) =
*+,-. /012 3.-3 (556)

51*.+/*+21* *+89:19; 3.-3 (556) 
,   (Eq. 2) 

N = number of valves/mg of sample, R = counting ratio, and M = quantity of sample fixed on slide 

(mg). 

 

3.3. DNA extraction 

 We centrifuged environmental samples and pure culture subsamples at 13,000 rpm for 30 

min and removed the supernatant. We used 25 mg of wet pellet as a starter for DNA extraction 

for each environmental sample. The quantity corresponded to the smallest amount of starting 

material recommended for the selected DNA extraction methods and is the usual environmental 

sample amount used for DNA extraction. 

 We extracted DNA in triplicate from each diatom culture and each environmental sample 

with 4 commercial DNA extraction kits : Macherey–Nagel (Düren, Germany) NucleoSpin® Soil kit 

(MN-Soil) Macherey–Nagel NucleoSpin® Plant II kit (MN-Plant), Stratec (Birkenfeld, Germany) 

Invisorb® Spin Plant Mini Kit (S-Plant); Qiagen (Hilden, Germany) DNeasy® Blood and Tissue kit (Q-

Blood), and 1 non-kit protocol based on Sigma–Aldrich (St Louis, Missouri) GenEluteTM-LPA DNA 

precipitation (SA-Gen), which was used in previous studies (Kermarrec et al. 2013a; Chonova et 

al. 2016). These 5 DNA extraction methods have been used or recommended for use to extract 

DNA from freshwater algae (Nguyen et al. 2011; Eland et al. 2012; Kermarrec et al. 2013a; 

Zimmermann et al. 2015) and were chosen based on their various types of lysis (mechanical, 

enzymatic, thermal) and the use or not of columns to remove contaminants/co-extracted 
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molecules (Figure 20). SA-Gen was the only method that did not include a column purification 

step. We ran all protocols according to the manufacturer’s instructions (Figure 20) with a single 

modification for MN-Plant where we changed incubation time at 65°C from 10 to 45 min 

(manufacturer’s recommendation for difficult plant material). 

 The final elution volume was 40 µL for all DNA extraction methods. We conducted a total 

of 96 DNA extractions for diatom cultures (MN-Soil method not tested) and 120 for environmental 

samples (all 5 extraction methods tested). 

 

 

Figure 20 – The main steps of DNA extraction are presented for the 5 methods. 
Focus on sample lysis (I), lysate clarification (II), DNA isolation from lysate (III), and DNA elution 

(IV). Pictures modified from the manufacturers’ web sites. 
  

3.4. Evaluation of DNA extraction efficiency and DNA quality 

 For all samples, we quantified the extracted DNA with the Life Technologies (Carlsbad, 

California) Quant-iTTM PicoGreen® dsDNA assay kit using a microplate reader (Fluoroskan 

AscentTM FL; Thermo Scientific, Waltham, Massachusetts) and following the manufacturer’s 

instructions. To compare DNA extraction efficiency among methods, we normalized DNA 

concentrations as µg DNA/g wet biofilm for environmental samples and as µg DNA/104 cells for 
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diatom cultures. We assessed DNA quality by spectrophotometry with 260/280 nm ratio with the 

Nanodrop®ND-1000 (Nanodrop Technologies, Wilmington, Delaware).  

 We compared mean values for DNA quantities and qualities based on the Kruskal–Wallis 

group test followed by the Mann–Whitney pairwise test to evaluate the effect of the different 

extraction methods on these parameters. These statistical analyses were performed in R (version 

3.0.2; R Project for Statistical Computing, Vienna, Austria). 

 

3.5. Polymerase Chain Reaction (PCR) inhibitor detection 

(quantitative PCR [qPCR]) 

 We estimated the presence of inhibitors by making serial dilutions of the DNA extracts and 

estimating rbcL copy numbers via qPCR for every dilution (Gallup & Ackermann 2006; Lloyd et 

al. 2010). In this approach, inhibitors are assumed to be diluted with a log-linear relationship 

between cycle threshold (Ct) and the dilution factor (DF). Ct values obtained for a 10-fold dilution 

of the same sample have a theoretical difference of 3.3 cycles when considering 100% PCR 

efficiency. The presence of PCR inhibitors co-extracted with DNA reduces PCR efficiency and 

affects this expected value of 3.3, allowing detection of these inhibitors. We performed qPCR assay 

on serial dilutions (100–10–3) of 1 DNA extraction replicate per environmental sample and DNA 

extraction method (corresponding to 40 environmental DNA extracts). The level of inhibition was 

estimated by calculating for each dilution level the dilution factor (DF) needed to remove all 

inhibition effects as DF = 10x, where x = (theoretical Ct – measured Ct)/standard curve slope 

(transformed from Gibson et al. 2012), measured Ct = Ct obtained during assay for each dilution 

level, and theoretical Ct = expected Ct value for the dilution without inhibition. 

 We estimated the theoretical Ct for each assay, and it generally corresponded to the 

highest dilution (10–3). We considered samples with DF ≤ 2 as not inhibited, values with 2 < DF ≤ 

10 as weakly inhibited, 10 < DF ≤ 100 as strongly inhibited, and DF > 100 as very strongly inhibited. 

We conducted qPCR targeting a short region of the rbcL plastid gene (312 base pairs [bp]; same 

region was used for HTS sequencing) in a Rotor Gene RG-3000 (Corbett Research, Sydney, 

Australia) with 2 replicates using the QuantiTect SYBR Green PCR Kit (Life Technologies). The mix 

(25 µL final volume) contained: 12.5 µL of master mix provided by the supplier, 1.25 µL of 10 μM 

forward primer Diat_rbcL_708F (AGG TGA AGT TAA AGG TTC ATA CTT DAA) (Stoof-Leichsenring 

et al. 2012) and reverse primer R3 (CCT TCT AAT TTA CCA ACA ACT G) (Bruder & Medlin 2007), 

1.25 µL of 10 g/L bovine serum albumin (BSA), 2 μL of extracted DNA, and 6.75 µL H2O (molecular 
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biology grade). Reaction conditions were: initial denaturation of DNA at 95°C for 15 min followed 

by 40 cycles with 45 s denaturation at 95°C, followed by 45 s annealing at 55°C and 45 s extension 

at 72°C. We used 1 no-template control (NTC) as a negative control.  

 We standardized qPCR assays by adding serial dilutions (7 points) of standard DNA with 

known [DNA] and known copy number of the rbcL fragment. This reference DNA was prepared 

with plastid DNA of Nitzschia palea following 4 main steps: 1) amplification with 

Diat_rbcL_708F/R3 primers, 2) insertion of the rbcL 312 bp amplicon produced into TOPO plasmid 

and cloning into Escherichia coli bacteria using the TOPO TA cloning kit (Invitrogen, Carlsbad, 

California), 3) purification and extraction of plasmids with insert from positive clones using the 

QIAprep Spin Miniprep kit (Qiagen), 4) evaluation of plasmid DNA concentration using the 

Picogreen method (as described above); this concentration was considered as 100 dilution level.  

 We analyzed the data with Rotor-gene 6 (version 6.1; Corbett Research) with a 

fluorescence threshold of 0.3 for denoising and determining Ct. The results served both for 

detection of inhibitions and quantification of rbcL gene in environmental samples to provide a 

quantitative comparison between qPCR estimations and microscopic counts.  

 

3.6. Preparation of the library of amplicons and HTS sequencing 

 For all environmental samples, we conducted HTS sequencing of the rbcL 312 bp fragment 

on 2 of the 3 DNA replicates from each extraction method. For each DNA sample, we ran the PCR 

amplification in triplicate on 1 μL of extracted DNA in a mixture (25 µL final volume) containing: 

0.75 U of Takara LA Taq® polymerase (TaKaRa Bio, Sugatsu, Japan), 2.5 µL of 10× buffer, 1.25 µL 

of 10 μM of primers Diat_rbcL_708F and R3, 1.25 µL of 10 g/L BSA, 2 µL of 2.5 mM deoxynucleotide 

(dNTP), and completed with 15.6 µL H2O (molecular biology grade). PCR reaction conditions were 

the same as those used for qPCR (see above) with 30 cycles. Seventy-eight of the 80 DNA extracts 

were amplified successfully, and the 2 replicates extracted from Ref7 sample with SA-Gen method 

were not amplified. 

 For each DNA extract, we pooled the 3 replicates of PCR product and then cleaned with 

Agencourt AMPure beads (Beckman–Coulter, Brea, California) following the manufacturer’s 

instructions except one modification regarding the beads/DNA ratio, which we adjusted to 1.5:1. 

We assessed purified amplicons for quality and quantified them using the 2200 TapeStation 

(Agilent Technologies, Santa Clara, California) with D1000 screen tape and reagents. We used the 

78 purified amplicons to prepare 78 DNA libraries for HTS with Ion Torrent technology using the 

NEBNext® Fast DNA Library Prep set for Ion TorrentTM (BioLabs, Ipswich, Massachusetts), 
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following the manufacturer protocol for End repair, PCR amplification of adapter ligated DNA (7 

cycles), and cleaning steps. Ligation of library adapters to purified amplicons was done with 2 µL 

of P1 adapter (NEB kit) and 2 µL of A-X tag adapter provided in Ion ExpressTM Barcode adapters 

(Life Technologies) using 1 tag per amplicon. 

 We checked the quality, size, and concentration of the libraries with the 2200 TapeStation 

with D1000 High Sensitivity screen tape and reagents. We diluted each library to 100 pM and 

pooled all of them together in a unique mixture that was sequenced using 1 Ion 318TMChip Kit V2 

(Life Technologies) on a PGM Ion Torrent machine by the Plateforme Génome Transcriptome 

(PGTB, Bordeaux, France). 

 

3.7. Sequence data processing 

 Demultiplexing and adapter-removal steps were made by the Sequencing Platform, which 

provided a single fastq file for each of the 78 libraries. DNA reads were filtered for length and 

quality using Mothur software (Schloss et al. 2009) in every fastq file with the following settings: 

minimum length = 250 bp, Phred quality score >23 over a moving window of 25 bp, maximum of 

1 mismatch in forward primer sequence, homopolymers <8 bp, and absence of ambiguous base. 

Reads that were not fully aligned with the rbcL barcode were removed. The 78 resulting files were 

analyzed together. Denoising of sequencing error was performed with the Precluster command 

by creating read clusters, allowing 1 nucleotide difference between DNA reads. Chimera removal 

was done using the Uchime algorithm (Edgar et al. 2011). The potential effect of the DNA 

extraction method or the sampling site on read abundances was assessed with 2-way analysis of 

variance. 

 We used the R-Syst::diatom database (Rimet et al. 2016, version updated in January 2015, 

http://www.rsyst.inra.fr/en) restricted to our 312-bp rbcL barcode as a reference database. 

Taxonomic assignment of DNA reads at the species level was made using this reference database 

and the naïve Bayesian method (Wang et al. 2007) with a confidence score threshold of 85%. Only 

DNA reads assigned to Bacillariophyta (diatoms) were used in further analysis. 

We conducted a dereplication step and calculated uncorrected pairwise distances between 

aligned reads (alignment performed using the align.seqs command in Mothur with the algorithm 

proposed by Needleman & Wunsch 1970 and default setting) to generate a similarity distance 

matrix. Based on this distance matrix, reads were clustered in operational taxonomic units (OTUs) 

using the furthest-neighbor algorithm at a 95% similarity level. This similarity level was reported 

as a relevant cut-off threshold for OTU delineation that limits artificial inflation of eukaryote OTUs 
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(following recommendations by Mangot et al. 2013). Singletons were removed, and all samples 

were normalized to the smallest read abundance obtained among the 78 libraries for further 

analysis (Fig. S1).  

 Taxonomy was assigned to OTUs on the basis of the consensus taxonomy of reads 

(application of the classify.otu command from Mothur) (Schloss et al. 2009) with a stringent 

consensus confidence threshold (>80%) (Fig. S1). OTU α diversity was estimated in Mothur with 

the Chao1 estimator as a global richness estimator and Shannon index as diversity estimator.  

 

3.8. Statistical analysis on community structure as revealed by HTS 

 We used the Kruskal–Wallis test to evaluate the effect of extraction method on Chao and 

Shannon indices. We compared community compositions of the 78 DNA extracts at the OTU and 

species levels. The OTU list represents the whole DNA reads that were clustered at 95% similarity 

level, whereas the species list takes into account only OTUs for which the taxonomic assignment 

was good enough to provide identification at the species level. We used the OTU or species lists 

to compute Bray–Curtis dissimilarity indices, which we visualized using nonmetric 

multidimensional scaling (NMDS). We used permutational ANOVA (PERMANOVA) (PRIMER-E, 

Plymouth, UK) to compare similarity between DNA extraction methods within and between the 8 

environmental samples and similarity percentage (SIMPER) (PRIMER-E) analyses to detect which 

OTUs were the main contributors to the dissimilarity.  

 

3.9. Comparison between molecular and morphological taxonomic 

inventories 

 We based morphological taxonomic inventories of environmental samples on diatom 

valves according to the European Committee for Standardization (AFNOR 2004). We counted a 

minimum of 400 valves with the aid of a light microscope with 1000× magnification and identified 

them based on classical European floras for French and Swedish samples (e.g., Krammer & Lange-

Bertalot 1986, 1988, 1991a; b, Krammer 2000, 2001, 2002, 2003) and specific literature for 

Mayotte tropical samples (e.g., Bourrelly & Manguin 1952; Metzeltin & Lange-Bertalot 1998, 

2007; Tudesque et al. 2008). 

We compared diatom taxonomic inventories obtained by the molecular approach to those 

obtained by the morphological approach at the species and genus levels. We used OMNIDIA 5 
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software (Lecointe et al. 1993, library 5.3 2015) to calculate and compare the Specific Pollution-

sensitivity Index (SPI) (Cemagref 1982) based on species lists (or genus if species level was not 

reached) obtained by PGM sequencing or by microscopy for each environmental sample. 

 We also calculated valve and rbcL gene copy numbers per mg of wet biofilm from 

microscopic count and qPCR assay and calculated the ratio [valve]/[rbcL copy]. 

 

4. Results 

4.1. DNA extraction efficiency, quality, and PCR inhibition 

 DNA extraction efficiency differed significantly among methods either for diatom cultures 

(p < 0.001) and environmental samples (p < 0.001). The SA-Gen method yielded the highest 

quantity of DNA for both environmental samples and diatom cultures, whereas the lowest DNA 

quantities were obtained with the MN-soil method for environmental samples and S-Plant for 

diatom cultures (Table 1). All methods yielded good DNA quality (260/280 ratios: 1.7–2.0) with 

diatom cultures and environmental samples, but environmental samples extracted with MN-Plant 

method had a slightly lower value (1.5) (Table 1). 

 

  DNA yield   260/280 ratio 

  Pure culture Environmental sample   Pure culture Environmental sample 

  (µg/104 cells) (µg/15 mg biofilm)       

MN-Soil Ø 1.6 (1.5)ab   Ø 1.8 (0.5)a 

MN-Plant 3.9 (5.7)a 2.1 (3.1)a   1.8 (0.2)a 1.5 (0.4)b 

S-Plant 3.8 (4.9)ab 5.6 (6)c   2 (0.1)b 1.8 (0.3)a 

Q-Blood 5.9 (7.1)bc 3.7 (4.6)b   1.7 (0.1)c 1.9 (0.4)a 

SA-Gen 8.5 (16.8)c 20.8 (22.5)d   1.9 (0.1)d ND 

 
Table 1 – Mean (SD, n = 72) DNA extraction efficiency and 260/280 DNA ratios obtained for the 5 

extraction methods with the pure culture and environmental samples.  
ND = not determined (out of range), Ø = missing values. Values sharing the same letter are not 

statistically different. 
 

 Inhibition levels for each environmental sample and DNA extraction method were 

estimated from qPCR assays (Table S1). DNA samples extracted with the SA-Gen method 

presented the highest level of PCR inhibition (Table 2), whereas DNA obtained with the MN-Soil 

method was easily amplified without DNA dilution and was free of inhibition. MN-Plant, S-Plant, 
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and Q-Blood extracts were slightly inhibited, and a 10-fold dilution was sufficient to remove 

inhibition (with 1 exception for the MN-plant method on the Ref7 sample). 

 

  MN-Soil MN-Plant S-Plant Q-Blood SA-Gen 

Edian - + - - +++ 

Aire - + - + ++ 

Lake - + + + ++ 

767 - ND ND ND ND 

M36 - - - - +++ 

P45 ND ND ND ND ND 

Ref7 - ++ + + +++ 

Pol2 - + + - ++ 

 
Table 2 – Mean (SD, n = 72) estimation of the inhibition level for DNA extracted from the 

environmental samples. 
– = not inhibited, + = weakly inhibited, ++ = strongly inhibited, +++ = very strongly inhibited, ND = 

not determined (out of range) (see Table S1 for corresponding details). 
 

4.2. Comparison of diatom quantification: microscopy vs qPCR 

 rbcL copy number/mg sample was calculated during qPCR assay for all the environmental 

samples and DNA extraction methods and compared to valve number/mg sample (except for 767 

and P45 samples, which were out of range for qPCR assay) (Table S2). The ratio between rbcL copy 

and valve numbers showed that the rbcL concentration was mostly (26 of 30 cases) below the 

valve concentration. rbcL concentrations obtained with the SA-Gen method provided the best 

correspondence compared to the valve concentration (Table S2). 

 

4.3. Effect of extraction methods on richness, composition, and 

structure of diatom community 

 After DNA sequencing of the 78 libraries, a total of 4,711,673 of DNA reads was obtained 

with an average read length of 271 bp. After trimming and removing singletons, 967,089 DNA 

reads (20.5% of the initial number) were conserved and clustered into 3293 OTUs at a 95% 

similarity level (Table S3). DNA extraction method did not affect the total number of reads 

obtained after the bioinformatics process (2-way ANOVA, p = 0.1), but sampling site did (p = 

0.008). The smallest average number of reads was obtained for Pol2 (5183 reads) and the 
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maximum was obtained for Ref7 (16,831 reads). We normalized read abundances for each sample 

to 4180 (lowest read number obtained for sample Pol2 with kit MN-plant; Table S3). 

 The values obtained for the Chao global richness estimator varied widely among 

environmental samples (94–436 OTUs). The Chao global richness estimator and Shannon diversity 

index values did not differ among DNA extraction methods (Table S4, S5). 

 The NMDS based on OTUs similarity showed that the 78 DNA samples were discriminated 

mainly according to sampling site (Figure 21A). Sampling site explained 90% of the total variance 

(PERMANOVA, R2 = 0.90, p < 0.001), whereas DNA extraction method explained only 1.2% (R2 = 

0.012, p < 0.001). Site-by-site analysis with PERMANOVA showed that the DNA extraction method 

explained 72 to 91% of the total variance in 6 environmental samples, whereas no significant effect 

was assessed for 2 samples (Figure 21B). 

 

 

Figure 21 – Dissimilarity between molecular inventories obtained with the 5 DNA extraction 
methods at 8 sampling sites.  

A. Three-dimensional nonmetric multidimensional scaling (NMDS) plot of Bray–Curtis 
dissimilarity based on operational taxonomic unit (OTU) composition of the DNA extracts 
obtained from the 8 environmental samples (extraction performed in duplicate for the 5 
extraction methods), stress value = 0.18. B. Results obtained by permutational analysis of 

variance (PERMANOVA) to reveal the effect of the DNA extraction method on dissimilarity values 
within sites. 

 

 We conducted further analyses focused on the SA-Gen and MN-Soil methods, which 

provided the most different results in terms of quantity, quality of DNA, and community structure 

(Figure 22A). We used SIMPER to identify the OTUs that were the main contributors (contribution 
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> 1%) to the dissimilarity between communities assessed using the SA-Gen and MN-Soil methods 

(Table 3).  

 

 

Figure 22 – Diatom community structure as revealed by molecular inventory for the 5 DNA 
extraction methods (each performed in duplicates) at 8 sampling sites.  

A. Hierarchical clustering tree based on Bray-Curtis dissimilarity computed from species lists 
(reads proportion). B. Histograms presenting relative abundances of species (legend shows only 
species with relative abundance >1%). C. Number of species detected and shared among DNA 

extraction methods (Nb. of shared sp.). Only species represented by >10 reads within each 
sampling site were used. 
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Among the 6 environmental samples, 38 OTUs were identified as main contributors. Differences 

between the 2 methods were mostly (in 98% of cases) a result of variations in the read abundances 

of common OTUs rather than the presence or absence of OTUs detected by only 1 of the 2 

methods. OTUs assigned to the genera Nitzschia and Amphora were represented by more reads 

when we used the MN-Soil method, whereas OTUs belonging to the genera Encyonema, 

Gomphonema, and Navicula were represented by more reads when we used the SA-Gen method 

(Table 3). 

 

 

Table 3 – Results of the similarity percentages (SIMPER) analysis performed to identify the 
operational taxonomic units (OTUs) contributing to >1% of the dissimilarity between diatom 

communities obtained from the SA-Gen (SA) and MN-Soil extraction methods (MN). 
The list of contributors is presented for each environmental sample. Read abundances obtained 

with the 2 methods (SA/MN reads) and the ratios of read abundances for each OTU are 
presented. – = no contribution was found or the OTU was absent from the sample. 
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Some OTUs could not be assigned at the species level. The proportion of DNA sequences 

that remained unclassified at the species level varied from 1.5% (sample M36) to 78% (sample 

P45). On average, considering all sampling site and extraction methods, 71% of the reads were 

assigned to the species level. The comparison of the species inventories from the 78 libraries 

(Figure 22A) showed, as previously observed for the OTUs, that samples clustered primarily by 

sampling site. Community structures based on species composition were similar among methods 

for each sample except samples 767 and P45 (Figure 22B, C) for which we suspected potential bias 

during the initial subsampling (small sample volume [52µL] used for DNA extraction with sample 

767 and difficulty homogenizing sample P45). 

 

4.4. Morphology vs molecular diatom community composition 

 The taxonomic lists obtained with the HTS approach for each environmental sample with 

each of the extraction methods were compared at genus and species levels to those obtained with 

the classical microscopy-based approach (Figure 23). In general, 43% of the genera (maximum = 

61.5% for Edian sample) and 18% of the species (maximum = 34.5% for sample M36) were 

detected by both approaches. Sixty-three percent of species were detected only by microscopy 

(on average for all samples), whereas only 19% of specific-HTS species were observed. However, 

a very high number of OTUs could not be assigned to a precise species because the reference 

database was incomplete (68% of species detected only by microscopy were not represented in 

the database). 

 

                  

Figure 23 – Mean percentage of diatom genera and species detected by microscopy, by 
molecular inventory, or by both methods for the 8 sampling sites. 

For all genera and species detected by only microscopy, the presence/absence of their DNA 
reference in the molecular database is specified. Unclassified operational taxonomic units were 

not used. HTS = high throughput sequencing. 
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 SPI values calculated based on diatom lists identified by HTS and by microscopy were 

compared (Figure 24). SPI values were consistent with expected water-quality status (Figure 19B) 

for both French and Swedish sites. The SPI has not been adapted for Mayotte Island yet and cannot 

be used to infer quality status there. Different DNA extraction methods provided similar SPI values, 

which were close to SPI values obtained by microscopy except for Mayotte samples (Pol2 and 

Ref7). 

 

 
Figure 24 – Specific pollution-sensitivity index (SPI) values based on morphological inventories 

(counts obtained from microscopic observations of diatoms valves) and on molecular inventories 
(reads based on relative abundances estimated by high throughput sequencing [HTS]).  

When species taxonomic level was not reached, ecological values at the genus level were used 
for the calculation. Colors correspond to water-quality thresholds used inferred from the SPI, 

from red (worst quality) to blue (best quality). 
 

5. Discussion 

5.1. DNA extraction method affects quantity and quality of extracted 

DNA 

 The highest DNA extraction efficiency was observed for both diatom pure cultures and 

biofilm samples with the SA-Gen method, which outperformed the 4 commercial DNA extraction 
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kits in terms of DNA quantity. Elution parameters (e.g., elution volume, temperature) are known 

to affect DNA yield when commercial kits are used, and yield loss can range from 20 to 30% 

(according to the manufacturer’s specifications). However, the difference of efficiency between 

the commercial kits and the SA-Gen method is much higher than this % variation, and elution 

conditions alone fail to explain the low DNA concentrations obtained with the 4 commercial kits 

compared to the SA-Gen method.  

 We think the lysis method particularly affected DNA extraction efficiency, as previously 

suggested by Deiner et al. (2015) for eubacteria and freshwater eukaryotes. Various lysis methods 

including freezing–thawing (Fuhrman et al. 1988), enzymes (Somerville et al. 1989), liquid N 

(Bruckner et al. 2008), sonication (Chung et al. 2005), or bead beating (Yuan et al. 2015) can be 

used to disrupt the cell wall prior to DNA extraction. Bead beating, as presented in MN-Soil, has 

been used in metabarcoding studies of benthic eukaryotic communities, including diatoms, 

because it saves time and works with complex environmental matrices like sediments or biofilms 

(Zimmermann et al. 2015; Chariton et al. 2015). However, diatom cells are protected by a robust 

silica valve that limits the ability of these classic lysis methods, even bead beating (Eland et al. 

2012), to disrupt the diatom cell and release DNA. The SA-Gen method combines different lysis 

mechanisms (sonication, enzyme, temperature variation) to recover high quantities of DNA from 

both pure cultures and environmental samples. For pure cultures, the quantity of DNA collected 

was >2× higher with the SA-Gen protocol than with the other methods tested. We also observed 

higher efficiency of SA-Gen for environmental samples, but we could not assess precisely which 

part of this total DNA was from diatoms because DNA from other organisms (bacteria or other 

microbes present in the biofilms) was co-extracted. However, DNA extracted by SA-Gen from 

environmental samples provided the highest quantity of rbcL copy (per mg of wet biofilm), as 

revealed by qPCR with our diatom-specific primers, and the best quantitative correlation to 

diatom valve counted by microscopy. 

 SA-Gen is an in-house method that does not include a silica column during the purification 

step. All the other protocols applied in our study include a silica column, so we assume that part 

of the DNA could have been lost by remaining fixed to the purification column. The effect of DNA 

purification methods on DNA recovery has been studied for soils and sediment samples (Miller et 

al. 1999). In these studies, use of a column reduced recovery to 80%, and in some cases (e.g., 

sediment samples), as low as 40% of initial DNA concentrations. In our study, the 4 methods that 

included column purification (MN-Soil, MN-Plant, S-Plant, and Q-Blood) reached a maximum 
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efficiency of 69% with diatom pure cultures and only 27% with environmental samples relative to 

the SA-Gen method.  

 The DNA purification steps could be useful for DNA originating from environmental 

matrices that may contain a number of compounds that inhibit or decrease the sensitivity of PCR. 

PCR-inhibitor molecules in extracted DNA can come from residual compounds of the extraction 

process (e.g., ethanol) or from molecules that are co-extracted with DNA (e.g., protein, 

polysaccharides, humic acids) (Schrader et al. 2012). Based on the 260/280 ratios, we assume that 

the quality of our DNA extracts was not affected by protein contamination (for both pure culture 

and environmental samples) or by residual contamination of the extraction (for pure culture), 

regardless of which extraction method was used. The main source of inhibition was co-extracted 

environmental compounds. Based on real-time PCR results, we were able to estimate the level of 

inhibition present in all the DNA extracts from environmental samples. The SA-Gen method 

produced extracts with the highest inhibition level, whereas extracts produced with methods that 

included a column purification step were only slightly inhibited. Making serial dilutions of DNA 

extracts to reach a concentration of inhibitors that is low enough not to inhibit PCR reactions is an 

efficient strategy to overcome the problem of PCR inhibitors, but this approach requires a large 

initial amount of DNA so that diluting it does not affect its representativeness. SA-Gen produced 

a large-enough quantity of DNA to permit improvement of its quality by dilution. When low 

concentration of DNA is extracted, another option for overcoming the problem of inhibition is to 

use a column purification step to complete the SA-Gen method. We were able to purify DNA 

extracted with the SA-Gen method from Ref7 samples that could not be amplified because of 

inhibitors with the aid of a DNA purification column (Nucleospin® gDNA Clean-up, Macherey–

Nagel). Despite the high loss of DNA during the purification (minimum = 40% loss), purified DNA 

quantities exceeded the quantities obtained with the MN-Soil kit, and we were able to use PCR 

amplification on the purified DNA without the need for dilution (data not shown). This result 

suggests that adding a column-purification step to the SA-Gen method could be a good solution 

for low DNA-concentration samples (<3 ng DNA/µL) containing very high levels of PCR inhibitors. 

 

5.2. Diatom community composition is unchanged whatever the 

extraction method 

 No effect of DNA extraction methods on OTU richness and diversity was found, and the 

sample origin appeared to be the main source of variation in our study. This intersample variation 
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is consistent with the contrasting characteristics of our environmental samples (origin, quality 

status), which harbor different diatom community composition. Despite the presence of PCR 

inhibitors, SA-Gen provided a picture of diatom community similar to that provided by the other 

methods. 

 Regardless of taxonomic level (OTU or species), the taxonomic composition of the 

community represented in the extracts was not affected by DNA extraction methods. We 

observed 81.5% of shared species between the 5 methods, and when we removed the 2 samples 

with initial subsampling bias (767 and P45), this value increased to 93.8%. However, proportional 

reads did differ among extraction methods for some taxa. The observed intrasample variation 

(~27%) is consistent with variation observed in studies of bacterial community structure in water 

(Staley et al. 2015) or salivary samples (Lazarevic et al. 2013). These investigators found variations 

in relative abundance at the order and phylum/genus levels that were related to DNA extraction 

methods. Such variations are usually attributed to biases within the extraction process. Some 

diatom genera appeared to be preferentially detected with MN-Soil (Nitzschia, Amphora) or with 

SA-Gen methods (Encyonema, Gomphonema, Navicula), indicating that all methods did not 

extract DNA equally from all taxa. Depending on the diatom species, the skeleton can display 

different features (e.g., shape, size, thickness) and different proportion of silica (Barker 1992). 

Mechanical resistance of diatom skeletons can vary from one species to another depending on 

factors, such as porosity or shape (Hamm et al. 2003; Moreno et al. 2015). Some diatom species 

are more resistant than others to mechanical lysis (bead beating) during the DNA extraction, and 

this resistance affects the relative abundances obtained (Koid et al. 2012; Manoylov et al. 2016). 

We hypothesize that diatom species with long and thin skeletons may be more easily broken by 

mechanical lysis than small species with thick skeletons, thereby affecting their relative 

representation in the molecular inventory. Considering the samples for which we obtained an 

efficient taxonomic assignment we can verify that small species (<20 µm length) were 

proportionally less represented in the molecular inventories than in the morphological ones, 

whereas the species >50 µm long appeared to be proportionally more abundant in the molecular 

inventories (data not shown). 
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5.3. Accuracy of molecular inventories and downstream quality 

indices 

 Diatom taxonomic inventories, based on assigned OTUs, were compared with taxonomic 

inventories based on morphological data for each DNA extraction method. Slight deviation 

between molecular and morphological diatom taxa was observed, but none of the DNA extraction 

methods provided a better match with microscopy than the others because they all shared similar 

diatom taxa. We found only 2 exceptional deviations in taxonomic composition data (from 

samples 767 and P45), and both were most probably caused by initial subsampling bias. We 

considered all observed taxa from the morphological inventories but only diatom taxa with robust 

taxonomic assignment from the molecular inventories when we compared molecular and 

morphological inventories. The molecular inventories were especially incomplete for Swedish and 

tropical samples because they encompassed taxonomic diversity that is not well represented in 

the R-syst::diatom database. This problem illustrates the need to continue updating the barcode 

reference database to provide more complete coverage of diatom diversity. The quality and 

completeness of the molecular reference database used to make the link between molecular data 

and diatom references is crucial in metabarcoding studies, as already pointed by Zimmermann et 

al. (2014) for diatoms. R-syst::diatom, the molecular reference database we used, was created to 

provide a reliable database curated by diatom taxonomist experts. The unsolved problem is the 

difficulty of enriching the molecular reference database with new taxa that can be identified 

unambiguously based on morphology. This requirement carries with it the need for the capacity 

to sample, isolate, accurately identify, and sequence new species. Single-cell PCR technique can 

help investigators obtain sequences from uncultured diatoms combined with their morphological 

identification (Hamilton et al. 2015). However, the efficiency of this approach is still low for 

diatoms and giving a precise taxonomic identification at the species level is often impossible with 

only one cell. 

 Despite the partial match between molecular and morphological data, molecular SPI 

values were highly correlated to morphological SPI values for the 6 European samples (Edian, Aire, 

Lake, 767, M36, and P45). The R-syst::diatom database was mainly populated with the DNA 

sequence of diatoms isolated from temperate regions, so it provided better molecular coverage 

for our European samples than the 2 tropical samples (Pol2 and Ref7). One of the mismatching 

taxa in the tropical samples was very abundant (Nitzschia inconspicua, 33.5 and 29.5% of total 

valves counts) only in the microscopy-based inventories, which added to the large differences 

between molecular and microscopy SPI values for these samples. This species is represented by 
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many sequences in the R-syst::diatom database but is paraphyletic species and a “taxonomic 

mess” (Rovira et al. 2015), which yields incomplete taxonomic assignment at genus/species level. 

Nitzschia inconspicua has a medium-sensitivity indicator value and is usually present at sites with 

medium or poor quality status. Consequently, its absence from the molecular SPI calculation tends 

to give higher SPI values with metabarcoding than with microscopy. 

 SPI values obtained were consistent with quality status of all environmental sites, even for 

Mayotte sites for which the SPI calculation is not yet adapted to infer quality status. SPI calculation 

is driven mainly by species with abundances >5% (Bigler et al. 2009), and we were able to detect 

most abundant genera (75.9%) and species (33.6%) in our DNA inventories. This feature of the SPI 

can explain why molecular and morphological SPI values were highly correlated for European 

samples despite some deviations in diatom taxonomic lists. 

 Taxa must be quantified before quality indices can be calculated. The correlation between 

relative abundances of sequences obtained by HTS and diatom specimens observed by microscopy 

was not constant and varied from one taxon to another in our data. For many biological groups, 

DNA metabarcoding for quantifying relative abundances is limited by biological and technical 

biases that might influence sequence read counts (Thomas et al. 2016). These biases can have 

multiple origins and include DNA extraction efficiency; variation of copy number of the targeted 

genes, primer specificity, and PCR amplification efficiency that may differ among species; DNA 

sequencing errors and bioinformatics filtering that may affect DNA sequence reliability (Jeon et al. 

2008; Amend et al. 2010; Weber & Pawlowski 2013; Bragg et al. 2013; Schmidt et al. 2015; 

Deiner et al. 2015; Elbrecht & Leese 2015). In the case of diatoms, the number of copies of rbcL 

per genome, the number of genomes per chloroplast, and the number of chloroplasts per cell may 

influence the correlation between DNA sequences counts and morphological counts. However, 

we assume that the number of copies of rbcL genome per and number of genomes per chloroplast 

probably do not introduce major biases in DNA sequence counts. The sequenced plastid genomes 

currently available (e.g., Ruck et al. 2014) reveal that the rbcL gene is present as 1 copy per plastid 

genome. The number of plastids per cell varies from 1 to 4 for benthic diatoms (Round et al. 

1990a) indicating that a correction factor could be developed based on plastid genome number 

variation, as proposed by (Angly et al. 2014) to correct bacterial quantification based on 16S 

ribosomal RNA amplicons. Additional technical biases linked to primer efficiency, PCR 

amplification, and sequencing errors are not easily estimated and corrected unless some control 

material can be introduced as an internal standard, as proposed for quantification in fish (Thomas 

et al. 2016) or alien DNA to estimate the fraction of amplicons captured by the sequence library 
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(Gifford et al. 2011; Mangot et al. 2013). As an follow-up to our comparison of DNA extraction 

methods, further investigation could be done to estimate the importance of technical/biological 

biases and to test the feasibility of potential correction factors to improve quantification of HTS 

and to adapt calculations of quality indices. 

 

6. Conclusion 

 Our results show that all of the DNA extraction methods tested provide DNA of sufficient 

quality and quantity to perform benthic diatom community analysis based on HTS to obtain 

reliable molecular inventories of diatoms. The composition of diatom assemblages obtained was 

not affected by the choice of DNA extraction method. The relative abundances of some taxa can 

vary with the efficiency of lysis methods to disrupt diatom cells, but this variability did not affect 

the SPI value. 

 The operating cost of following propositions of Kermarrec et al. (2014) to implement next-

generation biomonitoring with diatom metabarcoding as an alternative to classical morphological 

approach has to be considered. The cost per sample may vary depending on the HTS technologies 

used (Loman et al. 2012), but (Stein et al. 2014) showed that DNA metabarcoding can be a valid 

economic solution for biomonitoring programs at the national scale. They showed for algal 

indicators (including diatoms) that the costs of molecular and classical methods for sampling and 

analysis are similar. The SA-Gen method, which is 24 to 39× times cheaper than other DNA 

extraction methods (including analysis and equipment costs), is an attractive choice to decrease 

the cost of next-generation biomonitoring. Moreover, this method provides a large quantity of 

DNA from environmental samples and the best correlation between rbcL copy number and valve 

observed by microscopy. The low quality DNA and the presence of PCR inhibitors in SA-Gen 

extracts did not affect diatom composition and SPI calculation, so we encourage the use of the SA-

Gen method to perform DNA extraction for HTS diatom biomonitoring purposes. 

 Use of metabarcoding for biomonitoring is a complex workflow that requires 

standardization. We have provided a benchmark for the first step of this workflow. Further work 

is required for standardization of the full process, including reference database update, 

quantification, bioinformatics workflow, and adaptation of methods for calculating indices.  
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9. Supplementary data 

Table S1. Mean Ct values obtained for qPCR assays on DNA extracted from all environmental 
samples with the 5 DNA extraction methods (measurement performed for 4 levels of dilution). 
Standard deviation obtained for these measures are represented in brackets. The last column 
shows the theoretical dilution factor to apply in order to remove inhibition effects and the level 
of inhibition. (–) = not inhibited, (+) = weakly inhibited, (++) = strongly inhibited, (+++) = very 
strongly inhibited, - = Unamplified DNA and out of range values (below detection threshold 
compared to the standard curve), Ø = missing values. 
 

Biofilm Extraction  Mean Ct values Associated std  Theorethical  

sample method undil 10 fold dil 102 fold dil 103 fold dil curve slope dilution factor (DF) 

Edian MN-Soil 22.4 (0.1) 25.4 (0.2) 28.9 (0.3) - -3.42 1.3 (-) 

  MN-Plant 21 (0.4) 23.9 (0.3) 27.5 (0) 30.4 (0.5) -3.54 2.2 (+) 

  S-Plant 19.3 (0) 22.5 (0) 25.8 (0.1) 29.1 (0.2) -3.54 1.6 (-) 

  Q-Blood 20.1 (0.2) 22.7 (0.1) 26.8 (0.2) 30.4 (0.5) -3.54 1.3 (-) 

  SA-Gen 26.3 (0.7) 23.7 (0) 26.2 (0.2) 29.3 (0) -3.54 143.7 (+++) 

Aire MN-Soil 19.7 (0.3) 23.1 (0.2) 27.1 (0.1) 31 (0.2) -3.42 0.5 (-) 

  MN-Plant 19.5 (0.1) 22.1 (0.1) 25.4 (0) 28.7 (0.3) -3.54 2.4 (+) 

  S-Plant 17.5 (0.3) 20.3 (0.2) 24 (0) 27.8 (0) -3.54 1.2 (-) 

  Q-Blood 17.7 (0.3) 20.5 (0.3) 24.1 (0.2) 27.2 (0.4) -3.54 2.1 (+) 

  SA-Gen - 20.3 (0.4) 22.7 (0.6) 25.9 (0.3) -3.54 26,0 (++) 

Lake MN-Soil 25.3 (0.3) 28.9 (0.3) - - -3.42 0.9 (-) 

  MN-Plant 26.3 (0.4) 28.9 (0.5) 32.3 (0.3) - -3.71 2.4 (+) 

  S-Plant 24.4 (0.1) 27 (0.2) 30.2 (0) - -3.71 2.7 (+) 

  Q-Blood 24.9 (0.3) 26.2 (0.3) 30.5 (0.7) 32.8 (0.4) -3.71 7.3 (+) 

  SA-Gen - 25.2 (0.3) 27.1 (0.2) 30.5 (0.3) -3.71 37.9 (++) 

767 MN-Soil 27.7 (0.2) 31.9 (0.7) - - -3.42 0.6 (-) 

  MN-Plant - - - - -3.63 Ø Ø 

  S-Plant 32 (0.5) - - - -3.63 Ø Ø 

  Q-Blood 32.4 (0.2) - - - -3.63 Ø Ø 

  SA-Gen - 32.2 (0.3) - - -3.63 Ø Ø 

M36 MN-Soil 22.8 (0) 26.2 (0.2) 30 (0.4) - -3.42 0.8 (-) 

  MN-Plant 21.6 (0) 24.5 (0.2) 28 (0.3) 31.8 (0.6) -3.54 1.4 (-) 

  S-Plant 19.6 (0.1) 22.3 (0.1) 25.8 (0.2) 29.6 (0.5) -3.54 1.5 (-) 

  Q-Blood 19.9 (0.4) 22.8 (0.2) 26.7 (0.1) 30.1 (0.1) -3.54 1.3 (-) 

  SA-Gen 24.5 (1.5) 20.8 (0.8) 24 (0.1) 27.5 (0.1) -3.54 142.2 (+++) 

P45 MN-Soil 29.2 (0.4) - - - -3.42 Ø Ø 

  MN-Plant 28.6 (0) - - - -3.54 Ø Ø 

  S-Plant - - - - -3.54 Ø Ø 

  Q-Blood - - - - -3.54 Ø Ø 

  SA-Gen - 30.6 (0.4) - - -3.54 Ø Ø 

Ref7 MN-Soil 25.9 (0) 29.3 (0.8) - - -3.42 1,0 (-) 
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  MN-Plant 28.7 (0.2) 29.6 (0.3) 32.2 (0.3) - -3.63 10.9 (++) 

  S-Plant 23.1 (0.1) 24.7 (0.1) 27.9 (0.1) 31.6 (1) -3.63 4.5 (+) 

  Q-Blood 26.8 (0.1) 28.6 (0.3) 32.1 (0.3) - -3.63 3.2 (+) 

  SA-Gen - 26 (0.6) 25.1 (0.1) 28.6 (0.9) -3.63 182.3 (+++) 

Pol2 MN-Soil 28 (0.1) 31.9 (0.1) - - -3.42 0.7 (-) 

  MN-Plant 30 (0.5) 31.3 (0) - - -3.71 4.5 (+) 

  S-Plant 26.7 (0.4) 28.8 (0.8) 32.3 (0.6) - -3.71 3.1 (+) 

  Q-Blood 28.5 (0.1) 30.9 (0.1) - - -3.71 0.8 (-) 

  SA-Gen - 27 (0.2) 29.3 (0.1) 32.5 (0.5) -3.71 31,0 (++) 
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Table S2. Ratio between valves number and rbcL copy number per mg of biofilm for each site. 
Positive and negative symbols show if rbcL copy number is higher or lower than valves number. 
“ND” for not determined values (out of range for qPCR assay). 
 

  MN-Soil MN-Plant S-Plant Q-Blood SA-Gen 

Edian 25 (-) 12 (-) 4 (-) 6 (-) 3 (-) 

Aire 14 (-) 7 (-) 2 (-) 3 (-) 3 (+) 

Lake 225 (-) 166 (-) 48 (-) 40 (-) 6 (-) 

767 ND ND ND ND ND 

M36 10 (-) 3 (-) 1 (+) 1 (-) 4 (+) 

P45 ND ND ND ND ND 

Ref7 56 (-) 40 (-) 2 (-) 31 (-) 3 (+) 

Pol2 268 (-) 109 (-) 20 (-) 83 (-) 2 (-) 
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Table S3. Sequence data evolution from raw reads to OTU. DNA reads were trimmed (i) based on 
their length and sequence quality, (ii) reads which not fully aligned to rbcL barcode or were 
considered as chimera were removed, (iii) remaining reads that were assigned to non-diatoms 
taxa were removed. Clustering was made using a 95% similarity threshold and singletons were 
removed before the final standardization at 4180 reads per sample. 
 

Biofilm DNA  Raw Trimmed reads   95% similarity OTU  

sample extracion reads length and aligmnent and "non diatom"   Without singleton   After subsampling 

  method   quality chimera  removal   Reads nb OTU nb   Reads OTU nb 

Edian MN-Soil 59460 14701 10044 10044   10034 255   4180 171 

    53559 13344 9201 9201   9187 252   4180 185 

  MN-Plant 72101 15875 9467 9464   9448 334   4180 234 

    67302 16124 9581 9574   9557 337   4180 231 

  S-Plant 77194 22540 14208 14208   14176 396   4180 233 

    90338 24351 15160 15160   15140 403   4180 218 

  Q-Blood 64475 17881 11012 11010   10982 332   4180 222 

    66899 16052 9167 9166   9132 400   4180 296 

  SA-Gen 79408 23512 13211 13211   13186 386   4180 242 

    90819 28548 16078 16078   16051 443   4180 255 

Aire MN-Soil 42510 16019 12662 12661   12656 263   4180 161 

    43883 16603 12885 12885   12861 256   4180 164 

  MN-Plant 108577 38647 29846 29846   29816 383   4180 160 

    51288 18872 14854 14854   14840 275   4180 153 

  S-Plant 54860 20542 15721 15721   15706 316   4180 174 

    55299 20505 16336 16336   16319 323   4180 164 

  Q-Blood 55876 22114 17433 17433   17405 313   4180 161 

    45334 18145 14450 14450   14434 302   4180 173 

  SA-Gen 50163 19640 15208 15208   15193 275   4180 142 

    51805 18690 14391 14391   14378 259   4180 146 

Lake MN-Soil 61452 24546 14032 14003   13982 304   4180 204 

    54250 21305 11946 11920   11906 281   4180 207 

  MN-Plant 44708 15284 9046 9046   9037 255   4180 195 

    47727 18753 11228 11226   11216 287   4180 204 

  S-Plant 35598 12397 7096 7096   7084 250   4180 205 

    66673 23593 12891 12891   12865 329   4180 220 

  Q-Blood 55428 18563 10278 10278   10253 299   4180 215 

    61721 25613 15028 15027   15011 299   4180 185 

  SA-Gen 66259 34393 20716 20715   20692 311   4180 164 

    64375 33005 20117 20117   20095 309   4180 167 

767 MN-Soil 51331 14341 8730 8729   8716 182   4180 139 

    50624 14041 8611 8611   8593 166   4180 129 

  MN-Plant 56702 18199 12839 12710   12696 165   4180 113 

    66441 18353 9063 9063   9047 158   4180 108 

  S-Plant 46103 11803 5928 5928   5921 140   4180 124 

    46184 11534 5644 5644   5635 151   4180 131 

  Q-Blood 51052 15498 7581 7573   7563 155   4180 126 
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    57222 17731 8661 8661   8643 170   4180 118 

  SA-Gen 65155 18464 9693 9693   9665 164   4180 121 

    59390 16137 7383 7383   7364 151   4180 115 

M36 MN-Soil 59140 20048 14715 14169   14159 232   4180 138 

    55532 21702 16526 15866   15852 220   4180 140 

  MN-Plant 85375 34016 24577 22890   22861 320   4180 145 

    66222 26328 19506 17910   17901 269   4180 140 

  S-Plant 65535 26216 19372 19323   19309 276   4180 134 

    51301 20801 15477 15440   15436 249   4180 148 

  Q-Blood 55748 18891 13884 13724   13709 269   4180 153 

    57813 22035 16019 15935   15920 300   4180 178 

  SA-Gen 61592 23930 18078 18053   18044 225   4180 124 

    51635 18462 13881 13854   13840 242   4180 141 

P45 MN-Soil 54006 18191 10670 10645   10626 188   4180 140 

    69183 21251 11990 11979   11944 219   4180 139 

  MN-Plant 51712 17906 10204 10190   10167 202   4180 137 

    55278 17980 10604 10594   10561 190   4180 149 

  S-Plant 64960 20945 11273 11270   11248 162   4180 117 

    49523 15580 9027 9027   9018 125   4180 86 

  Q-Blood 81627 31134 14999 14999   14987 89   4180 58 

    73028 22122 13439 13439   13429 119   4180 78 

  SA-Gen 67369 24826 14558 14525   14518 157   4180 102 

    53193 17280 9219 9208   9198 153   4180 123 

Ref7 MN-Soil 58460 21974 16635 16635   16612 331   4180 171 

    55905 20788 15624 15624   15599 304   4180 162 

  MN-Plant 59330 24846 17302 17302   17284 348   4180 167 

    64824 26175 18460 18460   18421 376   4180 198 

  S-Plant 52669 21192 14493 14493   14455 430   4180 246 

    66371 24533 16511 16511   16476 429   4180 231 

  Q-Blood 54749 21219 14957 14957   14921 372   4180 193 

    68135 29225 20909 20909   20881 383   4180 194 

Pol2 MN-Soil 58414 14010 6932 6929   6914 226   4180 192 

    56632 11423 5785 5784   5769 215   4180 183 

  MN-Plant 68003 14523 5048 5048   5043 174   4180 165 

    62163 10897 4188 4188   4180 185   4180 185 

  S-Plant 66065 14831 6189 6189   6175 205   4180 177 

    44490 10612 4962 4960   4954 198   4180 181 

  Q-Blood 67634 12835 4802 4802   4788 179   4180 169 

    62604 11753 4475 4474   4468 168   4180 162 

  SA-Gen 62058 12358 4282 4281   4269 179   4180 178 

    63850 13854 5290 5288   5275 206   4180 186 

  Total 4711673 1542950 972288 967089   965696 3293    326040 2776 

    (100%) (32.7%) (20.6%) (20.5%)   (20.5%) OTU   (6.9%) OTU 
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Table S4. Mean values of Chao richness estimator obtained for all environmental samples and DNA 
extraction methods. Standard deviations are presented in brackets. The effect of DNA extraction 
methods was assessed using Kruskal-Wallis test for each environmental sample, the p-values 
obtained for this test are presented in the last column (n=16 and =0.05). Ø: missing data. 
 

Environmental DNA extraction method   p-value 

sample MN-Soil MN-Plant S-Plant Q-Blood SA-Gen     

Edian 361 (94) 378 (24) 350 (9) 436 (122) 433 (13)   p = 0.10 

Aire 274 (42) 304 (34) 319 (58) 284 (78) 265 (16)   p = 0.64 

Lake 331 (12) 312 (15) 312 (36) 294 (13) 245 (2)   p = 0.17 

767 198 (20) 160 (8) 193 (57) 201 (21) 229 (94)   p = 0.70 

M36 263 (22) 244 (31) 249 (26) 278 (14) 205 (16)   p = 0.14 

P45 184 (2) 210 (48) 138 (15) 94 (15) 173 (57)   p = 0.17 

Ref7 318 (74) 299 (47) 420 (40) 292 (1) Ø   p = 0.25 

Pol2 287 (11) 263 (24) 274 (59) 287 (40) 308 (30)   p = 0.66 
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Table S5. Mean values of Shannon diversity index obtained for all environmental samples and DNA 
extraction methods. Standard deviations are presented in brackets. The effect of DNA extraction 
methods was assessed using Kruskal-Wallis test for each environmental sample, the p-values 
obtained for this test are presented in the last column (n=16 and =0.05). Ø: missing data. 
 

Environmental DNA extraction method   p-value 

sample MN-Soil MN-Plant S-Plant Q-Blood SA-Gen     

Edian 3.08 (0.05) 3.63 (0.01) 3.42 (0.09) 3.54 (0.25) 3.61 (0.01)   p = 0.17 

Aire 2.94 (0.04) 2.82 (0.06) 2.69 (0.11) 2.64 (0.06) 2.29 (0.03)   p = 0.08 

Lake 3.32 (0) 3.3 (0.04) 3.5 (0.15) 3.07 (0.23) 2.62 (0.02)   p = 0.08 

767 2.75 (0.04) 3.07 (0.08) 3.29 (0.12) 3.06 (0.02) 3.02 (0.15)   p = 0.13 

M36 2.72 (0.03) 2.75 (0.05) 2.56 (0.04) 2.81 (0.03) 2.39 (0.11)   p = 0.09 

P45 2.91 (0) 2.81 (0.03) 2.8 (0.37) 2.08 (0.32) 2.68 (0.27)   p = 0.20 

Ref7 2.25 (0.05) 2.62 (0.02) 2.41 (0.16) 2.41 (0.3) Ø   p = 0.32 

Pol2 3.62 (0.02) 3.58 (0.01) 3.43 (0.02) 3.44 (0) 3.61 (0.09)   p = 0.13 
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Fig. S1. Main steps of the bioinformatics process applied to perform parallel analysis of multiple 
samples, from raw reads to taxonomic inventories (using Mothur software). 
 

 

 



 

93 
 

 

 

 

III. Biais lié à la variation du 
nombre de copie de gène 

 

 

 

 

“Avoiding quantification bias in metabarcoding: application of a cell 
biovolume correction factor in diatom molecular biomonitoring” 

(version accéptée le 26 Septembre 2017 dans le journal Methods in Ecology and Evolution) 
 

Valentin Vasselon1, Agnès Bouchez1, Frédéric Rimet1, Stéphan Jacquet1, Rosa 
Trobajo2, Méline Corniquel1, Kálmán Tapolczai1, Isabelle Domaizon1 

 
1CARRTEL, INRA, Université de Savoie Mont Blanc, 74200, Thonon-les-bains, France 

2 Aquatic Ecosystems, Institute for Food and Agricultural Research and Technology (IRTA), 
Crta de Poble Nou Km 5.5, Sant Carles de la Ràpita, Catalunya, Spain 

 





 

95 
 

1. Abstract 

 In recent years, remarkable progress has been made in developing environmental DNA 

metabarcoding. However, its ability to quantify species relative abundance remains uncertain, 

limiting its application for biomonitoring. In diatoms, although the rbcL gene appears to be a 

suitable barcode for diatoms, providing relevant qualitative data to describe taxonomic 

composition, improvement of species quantification is still required.  

Here, we hypothesized that rbcL copy number is correlated with diatom cell biovolume (as 

previously described for the 18S gene) and that a correction factor (CF) based on cell biovolume 

should be applied to improve taxa quantification. We carried out a laboratory experiment using 

pure cultures of 8 diatom species with contrasted cell biovolumes in order to (i) verify the 

relationship between rbcL copy numbers (estimated by qPCR) and diatom cell biovolumes, and (ii) 

define a potential CF. In order to evaluate CF efficiency, five mock communities were created by 

mixing different amounts of DNA from the 8 species, and were sequenced using HTS and targeting 

the same rbcL barcode.  

 As expected, the correction of DNA reads proportions by the CF improved the congruence 

between morphological and molecular inventories. Final validation of the CF was obtained on 

environmental samples (metabarcoding data from 80 benthic biofilms) for which the application 

of CF allowed differences between molecular and morphological water quality indices to be 

reduced by 47 %. Overall, our results highlight the usefulness of applying a CF factor, which is 

effective in reducing over-estimation of high biovolume species, correcting quantitative biases in 

diatom metabarcoding studies and improving final water quality assessment. 

2. Introduction 

 DNA metabarcoding allows species present in an environmental sample to be detected 

using a short DNA marker specific for a particular taxonomic group (Taberlet et al. 2012a). 

Combined with High-Throughput Sequencing (HTS), hundreds of samples can be analyzed at the 

same time, offering an alternative to microscopy with higher resolution and accuracy, while being 

faster and cheaper (Stein et al. 2014). This is particularly interesting for freshwater biomonitoring, 

in which thousands of river samples have to be analyzed annually and management actions 

applied quickly (Keck et al. 2017). The European Water Framework Directive (WFD, European 

Council 2000) has implemented the use of benthic diatoms, among other biological indicators 

(fishes, macroinvertebrates, macrophytes and phytoplankton), for the assessment of aquatic 
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ecosystem integrity. The different biotic diatom indices that have been developed are based on 

the relative abundances and the ecological values (sensitivity and tolerance to pollutants) of the 

species observed in rivers and lakes systems (e.g. Rimet 2012). Different studies have already 

revealed the potential application of diatom metabarcoding in freshwater quality assessment 

(Kermarrec et al. 2014; Visco et al. 2015; Vasselon et al. 2017a; b; Apothéloz-Perret-Gentil et 

al. 2017). However, discrepancies between DNA metabarcoding and microscopy have been 

observed in species composition and relative abundance (Zimmermann et al. 2015). This 

drawback is likely to affect the congruence between morphological and DNA metabarcoding 

quality index values and, in fine, the ecological assessment. 

With respect to qualitative aspects, the incompleteness of the reference databases, the 

choice of the DNA marker and the efficiency of the PCR primers have been identified as important 

biases affecting species detection using DNA metabarcoding (Pawlowski et al. 2016). For benthic 

diatoms, the rbcL gene has proved to be an appropriate taxonomic marker for biomonitoring 

(Kermarrec et al. 2013, 2014, Vasselon et al. 2017a,b) and a well-curated barcode reference 

library is already available in open-access to assign species names to rbcL sequences (R-

Syst::diatom, Rimet et al. 2016). However, no clear relationship has yet been demonstrated 

between the relative species abundances obtained by DNA metabarcoding with the rbcL  barcode 

and those obtained by morphological observations (Rimet et al. 2014). As quantification of diatom 

species is required by the WFD for quality index calculation, more investigation is needed to 

understand and correct biases affecting diatom quantification based on HTS data. 

Species quantification based on HTS data can be estimated from the number of DNA 

sequences (i.e. reads) assigned to each species, from which relative abundances can be calculated. 

Previous studies have documented a variety of problems that may affect the proportions of DNA 

reads obtained with HTS (Amend et al. 2010; Deagle et al. 2013; Tan et al. 2015; Thomas et al. 

2016; Pawlowski et al. 2016), including biological biases (e.g. gene copy number variation, tissue 

cell density, cell biovolume), technical biases (e.g. DNA extraction, PCR amplification), and biases 

linked to HTS itself (e.g. library construction, HTS technology used, bioinformatics treatments). 

Variation of gene copy number per cell constitutes a major bias known to affect the proportion of 

DNA-read found for each species present in complex assemblages; this has been demonstrated 

for macroinvertebrates (Elbrecht et al. 2017a), fish, amphibians (Evans et al. 2016), oligochaetes 

(Vivien et al. 2016), foraminifera (Weber & Pawlowski 2013), and microbial assemblages (Angly 

et al. 2014). However, to the best of our knowledge, no study has yet evaluated gene copy number 

variation bias on diatom metabarcoding quantification. While tissue cell density and species 
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biomass are major biases likely to affect DNA metabarcoding quantification of multicellular 

organisms like macroinvertebrates (Elbrecht & Leese 2015) or fish (Evans et al. 2016), diatoms 

are unicellular organisms for which gene copy number is mainly affected by the number of 

genomes and the number of gene copies per genome. This may be particularly true for non-

nuclear markers like the chloroplast-encoded rbcL gene. Godhe et al. (2008) reported a clear 

correlation between the 18S gene copy number per cell with diatom cell length and biovolume, 

suggesting that the cell biovolume could be a proxy for the gene copy number. Keeping in mind 

that diatom biovolume varies from 101 to 109 µm3 (Snoeijs et al. 2002), gene copy number may 

vary greatly between the smallest and the biggest diatom species, affecting metabarcoding 

quantification.  

For all the reasons mentioned above, we hypothesized that a quantification correction 

factor (CF) based on diatom cell biovolume should be necessary to correct DNA read proportions 

to provide species quantification more comparable to microscopical counts. In order to confirm 

this hypothesis, we firstly conducted experiments on 8 pure diatom cultures to examine whether 

variation in rbcL gene copy number per cell correlates with morphological characteristics (e.g. 

biovolume, cell length), from which a CF might be calculated. Secondly, the efficiency of the 

proposed CF was tested on (i) mock communities made by mixing known proportions of the 8 

diatom species cultures, and (ii) environmental diatom assemblages from rivers previously 

sequenced (Vasselon et al. 2017b) and for which data are available online (Vasselon et al. 2017b 

dataset, http://doi.org/10.5281/zenodo.400160). Last, the capacity of the CF to improve the 

ecological assessment of rivers was tested by comparing water quality index values calculated 

from molecular data with corrected abundances to those calculated from classical morphological 

abundances.  

 

 

3. Methods 

3.1. Evaluation of the quantification bias and development of a 

quantification correction factor (CF) 

 To evaluate whether the rbcL copy number per cell varies between diatom species, strains 

from 8 freshwater diatom species were selected from the Thonon Culture Collection (TCC; 

http://www6.inra.fr/carrtel-collection_eng/) (Table 4). The 8 species were chosen for their 
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contrasted morphological (size and cell biovolume), cytological (e.g. chloroplast number) and 

phylogenetic characteristics (Table 4). Cell dimensions (width, length, thickness) of the 8 diatom 

species were measured under light microscopy (1000× magnification) using a minimum of 10 

specimens per species. Then, appropriate geometrical models were applied to calculate their cell 

biovolume (Sun & Liu 2003) (Table 4).  

 

 

Table 4 – Characteristics of the 8 diatom species selected in the Thonon Culture Collection (TCC) 
and used in this study. 

 

 The 8 diatom cultures were cultivated in triplicate in 40 mL sterile DV medium (Rimet et 

al. 2014) using 50 mL Nunc™ EasYFlasks™ (Thermo Fisher Scientific, Waltham, Massachusetts). 

Flasks were placed on a rotating platter (4 rpm) in a controlled thermostatic room (21 ± 2°C, 14h 

light/10h dark cycle, light intensity of ca. 100 µmol quanta m-2 s-1). Flasks were inoculated in order 

to reach a concentration of ≈ 100 cells/mL at the beginning of the experiment for each species, 

except for Ulnaria ulna for which a concentration of ≈ 1000 cells/mL was used (due to its low 

growth rate). The growth of the 8 diatom cultures was followed during 40 days, except for 

Pinnularia viridiformis for which the survey lasted 73 days, due to its low growth rate. Cell 

concentrations, proportions of live/dead cells and rbcL gene copy concentrations per mL of media 

were measured for each culture at 7 sampling times (referred to as T0 to T6) (Figure 25). 

Diatom cell concentrations and proportions of live/dead cells were obtained by counting 

at least 400 specimens using inverted microscopy (×1000 magnification) and the standard 

Utermöhl technique (European Committee for Standardization (CEN) 2006) (Figure 25). The 

proportion of live/dead cells was estimated by considering cells without visible intracellular 

contents as dead. Only living cells were taken into account to calculate the diatom cell 

concentration per mL of media. Flow cytometry using Sytox-Green was also used to confirm the 

microscopical data (not shown). 
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Figure 25 – Experimental design applied to the 8 diatom species. 
After the inoculation of 21 flasks containing 40mL of DV media, diatom culture growth was 

followed at 7 sampling time (from T0 to T6) and analysis was performed in triplicate (3 flasks per 
sampling time).  

 

 rbcL copy number per mL was estimated by qPCR. From each cultivation replicate, 10 mL 

of culture was centrifuged at 17,000 x g for 30 min (Figure 25). Total DNA was extracted from the 

resulting pellet using a protocol based on GenEluteTM-LPA DNA precipitation (Sigma-Aldrich, St 

Louis, Missouri) as previously described (Vasselon et al. 2017a). Then, qPCR assays were 

performed for each of the 8 diatom species on DNA extracted at all 7 sampling times and with 

each of the 3 replicates, using the QuantiTect SYBR Green PCR Kit (Life Technologies, Carlsbad, 

USA) and the Rotor-Gene Q (Qiagen, Hilden, Germany). A short 312 bp region of the rbcL gene 

(the same as was used for HTS sequencing) was targeted using primers used by (Vasselon et al. 

2017b) and described in Table S1. qPCR reactions were performed following the method used by 

Vasselon et al. (2017a), using a final volume of 25 µL using mix preparation and reaction conditions 

as described in Table S1. A fluorescence threshold of 0.01 was used to allow comparison of qPCR 

assays, denoising and determination of the cycles’ threshold (Ct). Data analysis was performed 

using the Rotor-Gene Q Series software (version 2.3.1) and the rbcL copy per mL of media was 

determined. 

 Finally, the number of rbcL gene copies per diatom cell was calculated for the 8 diatom 

species by dividing the rbcL concentration (qPCR data) by the living cell concentration (microscopy 

data). A Kruskal-Wallis test was performed using R (R Development core team 2013) to determine 
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if the rbcL gene copy number per diatom cell varied significantly between the 8 diatom species. 

Then, we tested the level of correlation between the number of rbcL gene copies per diatom cell 

and several morphological characteristics of the diatom cells (Table 4). Variables that did not 

approximate normal distributions were log transformed. Pearson correlation coefficients were 

calculated between the gene copy number per cell and the diatom cell morphological 

characteristics. This correlation was represented by a linear model. 

 

3.2. Validation of the quantification CF to mock and environmental 

HTS data 

3.2.1. Mock communities  

 The calculated CF was applied to metabarcoding data obtained from controlled diatom 

mock communities. 5 mock communities (M1 to M5) were created by mixing DNA extracted from 

each of the 8 diatom species sampled during their exponential growth phase, and for which the 

correspondence between cell abundances (microscopy) and qPCR counts was known. For each of 

the 5 mock communities, the volume of DNA used for 7 species was kept unchanged (1 µL) and 

only the volume of DNA of P. viridiformis varied as followed: M1 = 0.2 µL, M2 = 0.4 µL, M3 = 0.8 

µL, M4 = 1.6 µL, M5 = 3.2 µL. This resulted in contrasted rbcL proportions of the 8 species among 

the 5 mock communities. Then, HTS sequencing of the rbcL 312 bp fragment was performed on 3 

replicates of the 5 mock communities. The 15 corresponding libraries were prepared following the 

method described by Vasselon et al. (2017a) with the same primers and PCR reaction conditions 

as those used for rbcL qPCR (Table S1), changing only the cycle number to 30. Each library was 

diluted to 100 pm and all 15 were pooled together for one HTS run performed on the PGM Ion 

Torrent machine by the “Plateforme Génome Transcriptome” (PGTB, Bordeaux, France). 

 The sequencing platform provided a unique fastq file for each of the 15 libraries containing 

demultiplexed DNA reads without the sequencing adapters. Quality filtering of DNA reads was 

performed using the Mothur software (Schloss et al. 2009) and bioinformatics process described 

previously (Vasselon et al. 2017a; b). Finally, a taxonomy was assigned to each DNA read with the 

“classify.seqs” command (Mothur) using default parameters with a confidence threshold of 85% 

and the R-Syst::diatom library (Rimet et al. 2016, version updated in January 2015 and available 

upon request) as a rbcL reference library. A molecular taxonomic list with the associated read 
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numbers assigned to each of the 8 diatom species was obtained for each of the 5 mock 

communities and used for subsequent analysis. 

  The quantification CF defined for the rbcL gene was then applied to the molecular 

taxonomic lists for the 5 mock communities by dividing the read number for each species by its 

corresponding CF. Both the uncorrected and corrected HTS relative abundances of species from 

the 5 mock communities were then compared to the relative abundances obtained using 

microscopy. 

 

3.2.2. Environmental diatom assemblages 

 To evaluate the efficiency of the CF to improve metabarcoding quantification from 

environmental samples, we used rbcL HTS data obtained from (Vasselon et al. 2017b), 

corresponding to 80 benthic diatom samples collected from rivers in tropical island of Mayotte, 

Indian Ocean (Vasselon et al. 2017b dataset, http://doi.org/10.5281/zenodo.400160). A CF was 

calculated for each species (or genus when the species level was not reached) detected in 

molecular inventories of the rivers of Mayotte island using a generalised average of the 

morphological information (e.g. biovolume, length) available in the R-Syst::diatom library and 

applied to HTS data. Corrected molecular inventories were produced for all the 80 river samples 

using the CF. The impact of the CF on diatom taxa abundance rank in the molecular inventories 

was assessed by comparing original and corrected molecular diatom inventories. Then, the 

Specific Pollution-sensitivity Index (SPI) used for ecological assessment was calculated for each 

sample based on the corrected diatom molecular inventories using the Omnidia 5 software 

(Lecointe, Coste & Prygiel 1993, library 5.3 2015) and compared to the morphological SPI values 

for all river samples (Vasselon et al. 2017b). Pearson correlation was used to evaluate the strength 

of correlations between original or corrected molecular SPI values and the morphological SPI 

values. Wilcoxon Signed Rank tests were conducted to determine whether the difference between 

the molecular and the morphological SPI (∆SPI) varied significantly when using the original or the 

corrected molecular data for the molecular SPI calculation. 
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4. Results 

4.1. Variation of rbcL gene copy number between diatom species  

 Cell and rbcL gene concentrations were measured, by inverted microscopy and qPCR 

respectively, for the 8 diatom species at different cultivation stages corresponding to 7 sampling 

points (T0 to T6). Information has been summarized in Tables S2 and S3. As the 8 diatom species 

reached the beginning of the stationary phase at the sampling time T2 (i.e. between 13 and 31 

days of cultivation), only the [cell] and the [gene copy] values obtained for the T0, T1 and T2 

sampling times were used for further analysis. The calculated mean values of the rbcL gene copy 

number per cell for each diatom species varied between 0.5 and 130 copies per cell (Figure 26). 

The Kruskal-Wallis test revealed that the rbcL copy number per cell was significantly different (p < 

0.001) between the 8 diatom species.  

 

 

Figure 26 – Estimation of the rbcL copy number per diatom cell for the 8 diatom species.  
Mean values calculated using the gene and the diatom cell concentrations obtained respectively 

by qPCR and inverted microscopy at T0, T1 and T2 sampling points (n = 9). 
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4.2. Development of quantification CFs 

 The rbcL copy number per cell was highly correlated with cell biovolume (r = 0.97, p < 

0.001), length (r = 0.82, p < 0.001), width (r = 0.94, p < 0.001) and thickness (r = 0.96, p < 0.001). 

The correlation between the rbcL copy number per cell and the cell biovolume followed a linear 

model (Figure 27). Assuming that this linear relation based on 8 diatom species is applicable to all 

diatom species, the equation of this model allows calculation of an estimate of the relative rbcL 

copy number per cell as soon as the biovolume of the cell is known, and thus to define a CF specific 

to each species.  

 

 

Figure 27 – Correlation between the diatom cell biovolume and the rbcL gene copy number per 
cell after log(x+1) transformation. 

 

 Such quantification CFs were calculated for each of the 8 diatom species of the mock 

communities (Table 5) and varied from 0.6 for Achnanthidium minutissimum to 78.5 for P. 

viridiformis. For each of the diatom taxa found in the environmental samples, CFs were also 

calculated using the biovolume information available for each taxa (from R-Syst::diatom library) 

(Table S4) and varied over a wider range, from 0.03 for Fistulifera saprophila to 649.8 for 

Rhopalodia gibba. 
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Species Calculated CF 
A. minutissimum 0.6 
N. inconspicua 1.7 
N. palea 3.3 
P. viridiformis 78.5 
D. tenuis 11.1 
F. perminuta 2.4 
U. ulna 39.6 
C. meneghiniana 8.3 

 
Table 5 – CF calculated for the 8 diatom species using their respective cell biovolume (Table 4) 

and the linear equation between the rbcL copy number and the cell biovolume (Figure 27). 
 

4.3. Application of CFs to mock and environmental HTS data 

 953,082 DNA reads were produced from the 15 libraries corresponding to the 5 DNA mock 

communities (3 replicates per mock). Following the bioinformatics quality filtering steps, 385,367 

DNA reads were retained. A molecular taxonomic list was then created by removing DNA reads 

which remained unclassified (0.43 % of the reads) or assigned to different taxa than the 8 diatom 

species present in the mock communities (0.004 % of the reads) (Table S5). The proportions of P. 

viridiformis reads in the 5 mock communities varied from 9 % in M1 to 57 % in M5 (Figure 28A) 

while observed cell proportions were lower; ≈ 0.03 % in M1 and 0.55 % in M5 (Figure 28B). The 

application of the CF on DNA reads counts of the 8 species changed their relative abundances in 

the 5 mock communities (Figure 28A). The rank of the 8 species was also affected; for example, in 

M5 the application of the CF changed the proportion of P. viridiformis from 57 % to 4 % and the 

proportion of A. minutissimum from 4 % to 42 %. The correspondence between morphological 

and molecular relative abundances was highly improved by applying the CF on the HTS data 

(Figure 28A, B). 

From the 80 environmental samples previously sequenced (Vasselon et al. 2017b), a 

molecular taxonomic list based on assigned DNA reads was produced including 23 families (75.1 

% of total reads assigned), 39 genera (72 % of total reads assigned) and 66 diatom species (40.7 % 

of total reads assigned). From this list, 84 diatom taxa, including taxa assigned at the genus and 

the species level, were used to calculate the SPI freshwater quality index. CFs calculated from cell 

biovolumes for those 84 taxa were then applied to correct the quantification of the environmental 

molecular inventories (Table S4). ). The proportions and ranks of the dominant taxa were affected 

by the application of the CFs (Figure 29). 
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Figure 28 – Relative abundances of the 8 diatom species in the 5 DNA mock communities based 
(A) on mean of HTS DNA reads without (left) and with (right) correcting quantification using the 

biovolume correction factor and (B) on mean of morphological counts from inverted microscopy. 
 

  

 

Figure 29 – Dominant taxa (relative abundance > 0.5 %) obtained in HTS Mayotte molecular 
inventories without (left) and with (right) application of the biovolume correction factor. All 

samples (n=80) are considered. 
 

For example, the application of CFs reduced the relative abundances of Eunotia and Ulnaria from 

31.9 % to 3.3 % and 11.7 % to 2.3 %, respectively, making them more congruent with cell 

proportions observed with microscopy (3.1% for Eunotia and 0.4 % for Ulnaria). The correlation 

between the morphological and the molecular SPI values for all river samples previously described 
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(r = 0.72, p < 0.001) was slightly improved using SPI values based on inventories with corrected 

abundances (r = 0.77, p < 0.001). The application of the CF to correct the HTS quantification 

reduced significantly (p < 0.001) the differences between the molecular and morphological SPI 

values by 47 % (∆SPI reduced to 1.9 on average compared to 3.6 before correction) (Figure 30). 

 

 

Figure 30 – Distribution of the differences between the molecular and the morphological SPI 

(∆SPI) for all Mayotte samples using original molecular SPI values (left) and new molecular SPI 
values based on molecular inventories corrected with the biovolume CF (right). 

 

5. Discussion 

Species quantification based on DNA metabarcoding is challenging for most of taxonomic 

groups as technical and biological biases affect DNA reads proportions. In order to limit those 

biases, several attempts were done to apply a CF on metabarcoding data, as shown for fishes 

(Thomas et al. 2016), bacteria and archea (Angly et al. 2014) or oligochaetes (Vivien et al. 2016). 

For those studies, application of the CF, whether for correcting single (Angly et al. 2014) or 

multiple sources of quantification biases (Thomas et al. 2016), improved taxa quantification from 

metabarcoding data compare to morphological one. The result is generally a change in the ranks 

of the dominant taxa which affect directly the community structure and can lead to different 

ecological interpretations. For example, the application of a CF on metabarcoding data obtained 

from aquatic oligochaetes samples improved the freshwater quality assessment based on 
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molecular index calculation (Vivien et al. 2016). However, the development of CF can be 

challenging depending on the organism studied, as it requires finding a clear relationship between 

DNA reads and specimen proportions. This may be impossible due to accumulation of 

quantification biases (e.g. cell density, cell biomass, gene copy number). Nevertheless, the use of 

CF can be advantageous for organisms with a high variation of the DNA reads proportions between 

taxa (e.g. several log) and where a limited number of biases are involved like diatoms. 

 

5.1. Correlation between rbcL gene copy number and diatom cell 

biovolume: impacts on HTS quantification 

The copy number of the rbcL gene present in one diatom cell is affected by 3 parameters: 

(i) the number of chloroplasts per cell, (ii) the number of genomes per chloroplast and (iii) the 

number of copies of the rbcL gene per chloroplast genome (Ersland et al. 1981; Treusch et al. 

2012). (i) For benthic diatoms, the chloroplast number per cell is quite stable inside a single genus 

with variations ranging from 1 to ≈ 8 chloroplast(s) per cell from a genus to another (Round et al. 

1990b), even if some centric genera may have tens of chloroplasts (e.g. Melosira, Cyclotella). (ii) 

Regarding the chloroplast genome number per cell, higher plants can contain up to thousands of 

copies of chloroplast genome per cell (Bendich 1987; Rauwolf et al. 2010) while unicellular algae 

generally exhibit a lower number of copies. For example, Olisthodiscus luteus (Raphidophyceae), 

Chlamydomonas reinhardtii (Chlorophyceae), Phaeodactylum tricornutum (pennate diatom) and 

Thalassiosira pseudonana (centric diatom) contain respectively around 650, 80, 137 and 55 

genome copies per cell (Ersland et al. 1981; Koop et al. 2007; Gruber 2008; von Dassow et al. 

2008). (iii) Finally, there is only 1 copy of the rbcL gene per chloroplast genome (e.g. Sabir et al. 

2014), as in higher plants (Gutteridge & Gatenby 1995). 

 Thus, the rbcL copy number may vary from tens to hundreds of copies per diatom cell. Our 

estimations are within this range with a maximum of 130 copies estimated for P. viridiformis. 

However, our method underestimates the rbcL gene copy number since 0.5 copy per cell was 

estimated for A. minutissimum (so implying that some cells have no rbcL copy). This may result 

from certain variability inherent to the estimation of gene copy number by qPCR and the 

quantification of cells by microscopical counts. Our results demonstrate, however, that the rbcL 

copy number varies significantly between the 8 diatoms species used in this study, according to 

the different diatom cell characteristics tested. In particular, we found a significant linear 

relationship between the rbcL copy number and the cell biovolume. Although the size of the 
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chloroplasts could not be estimated in this study, we assume that the increase of the cell 

biovolume is accompanied by an increase of the chloroplast biovolume (as shown by Okie, Smith 

& Martin-Cereceda 2016), inducing an increase of DNA quantity and chloroplast genome copies 

per chloroplast as shown by Rauwolf et al. (2010). 

The correlation we found between the rbcL copy number and the diatom cell biovolume 

suggests that the relative abundance of diatom species with high cell biovolume is likely to be 

over-represented in metabarcoding data compared to microscopical counts. This is confirmed by 

the HTS data obtained for the mock communities, where diatom species with high cell biovolume 

are over-represented (e.g. P. viridiformis) and diatom species with low cell biovolume are under-

represented (e.g. A. minutissimum). The relative abundance of P. viridiformis in the mock 

communities was negligible compared to other species, and doubling its proportion did not 

change its rank: the species remained the least abundant taxon within the morphological 

inventory. However, due to its high cell biovolume (104 µm3) and relatively high rbcL copy number 

per cell, a marked over-representation of this species within the molecular inventory was 

observed. A CF was thus defined to correct these quantitative biases and was verified on mock 

communities and environmental samples.  

 

5.2. Current potential and limits of the quantification CF 

The use of the same rbcL primers for the qPCR assays and the HTS enabled us to generate 

a specific CF well suited to correct rbcL metabarcoding quantifications. Its application to the HTS 

data of the mock communities allowed us to obtain comparable species proportions in 

morphological and molecular based approaches of mock communities. This was also confirmed 

with the Mayotte river samples, for which the quantification CF resulted in a better congruence 

between DNA reads and cells proportions, reducing the over-representation of high biovolume 

Eunotia and Ulnaria species. Furthermore, SPI calculation based on corrected metabarcoding data 

gives SPI values more comparable to SPI values obtained from morphological data, suggesting that 

it may be possible to replace morphological by molecular monitoring for the ecological assessment 

of Mayotte rivers. In the same way, (Vivien et al. 2016) have shown that application of a CF to 

correct DNA reads proportions allows a more accurate estimation of oligochaete proportions, 

improving quality index calculation and quality assessment of watercourse sediments. Our results 

confirm that water quality index based on diatom metabarcoding and DNA read proportions are 

directly affected by gene copy number variation, and show the potential value of integrating CFs 

into molecular SPI calculation. However, as the biovolume–copy number relationship was based 
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on only 8 diatom species and the efficiency of the resulting CFs validated on only one HTS dataset, 

further experiments including more species and larger datasets will be required to develop and 

fully validate CFs for use in molecular biomonitoring.  

The CF developed in the present study assumes that gene copy number is constant in each 

taxon. However, gene copy number may vary with the physiological status of the cell and stage of 

the life cycle, since in most diatoms cell volume decreases during the vegetative phase. The 

physiological status varies with cell cycle progression; additionally several factors may affect the 

physiological status of diatoms like changes in environmental conditions (e.g. nutrient availability, 

pollutants, temperature …) (Pandey et al. 2017). Altered physiological status of a given population 

is generally characterized by a higher proportion of damaged cells. The compromised/damaged 

cells are characterized by alteration of membrane integrity, degradation of the photosynthetic 

pigments or fragmentation of genomic DNA (Zetsche & Meysman 2012; Znachor et al. 2015). 

Variations of DNA integrity and chloroplast physiology between cells of a given population can 

impact directly the rbcL gene copy number per cell and thus DNA metabarcoding quantification. 

(Eberhard et al. 2002) showed that chloroplast genome copy number is reduced when the green 

alga Chlamydomonas reinhardtii is cultivated under phototrophic conditions compared to 

cultivation in mixotrophic conditions. Limitation by mineral nutrients may also have an impact; for 

instance iron limitation can reduce the number of the chloroplast per cell (from 4 to 2) and their 

size in the marine diatom Thalassiosira oceanica (Hustedt) Hasle et Heimdal (Lommer et al. 2012). 

Variation of the cell physiological state was not taken into account in developing CFs for diatom 

metabarcoding. However, during our experiments we discriminated live and dead cells; we 

observed that their respective proportions did not affect significantly the correlation between the 

gene copy number per cell and the cell biovolume (Fig. S1). Further experiments should be 

performed to evaluate the impact on the final CFs of rbcL gene copy number variation linked to 

physiological status. 

The biovolume of each diatom species is required to apply the CF and hence correct the 

quantification in metabarcoding datasets. Several reference databases provide biovolume 

information for a lot diatom species (e.g.  Rimet et al. 2016), but they do not generally account 

for biovolume variability, which is a complicating factor in diatoms because of the peculiarities of 

the life cycle. Diatom cell size within a population is not constant due to the method of vegetative 

reproduction, which leads to a progressive cell size reduction of the population (Crawford 1981), 

followed by restoration of cell size via a sexual event. For this reason, different cell sizes can be 

observed in the same diatom population, either in pure cultures of (e.g. in the marine diatom 

Thalassiosira weissflogii Grunow: Armbrust & Chisholm 1992) or in environmental populations 
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(e.g. the freshwater species Sellaphora pupula (Kützing) Mereschk: (Mann et al. 1999). However, 

although the range of cell sizes within a given diatom population may vary by a factor of 2 to 5 in 

the environment (Hense & Beckmann 2015), natural populations usually have a rather narrow 

range of sizes and larger cells form a negligible fraction of the population (Mann 2011). 

Furthermore, the distribution of cell size within environmental populations is often close to being 

normal (Mann et al. 1999; Spaulding et al. 2012). The balance between small and big individuals 

in the same population will therefore limit errors associated with the use of a mean biovolume. 

Hence, we propose to use the mean of biovolume to calculate CFs; without considering other 

potential HTS quantification biases, its application to DNA reads of environmental material should 

allow a good correction of their proportions. 
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9. Supplementary data 

Table S1 – rbcL primers, qPCR reactions mix and condition used for the qPCR assays. Information 
is provided for 1 reaction in a final volume of 25µL. 
 

Primer name   Primer sequence (5' - 3') Length (bp) 

Forward Diat_rbcL_708F_1 AGGTGAAGTAAAAGGTTCWTACTTAAA 27 

  Diat_rbcL_708F_2 AGGTGAAGTTAAAGGTTCWTAYTTAAA 27 

  Diat_rbcL_708F_3 AGGTGAAACTAAAGGTTCWTACTTAAA 27 

Reverse R3_1 CCTTCTAATTTACCWACWACTG 22 

  R3_2 CCTTCTAATTTACCWACAACAG 22 

 

Reagents Initial conc. Final conc. Volume (µL) 

Sybr MIX 2X 1X 12.5 

H2O molecular grade - - 6.75 

Forward (Diat_rbcL_708F_1 + _2 + _3) 10 µM 0.5 µM 1.25 

Reverse (R3_1 + R3_2) 10 µM 0.5 µM 1.25 

Bovine Serum Albumin (BSA) 10 mg/mL 0.5 mg/mL 1.25 

DNA 25 ng/µL 2 ng/µL 2 

 

Step Time (s) Temperature (°C) Cycles 

1 900 95   

2 45 95   

3 45 55 X 40 

4 45 72   

5 1° every 5s  60 to 95   
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Table S2 – Estimation of the diatom cell concentration and the live/dead cell proportion per mL of 
media, based on microscopy counts, for the 8 diatom species at each sampling time and for the 3 
replicates (A, B, C). Mean values of cell concentration per mL of media, which only take into 
account living cells, is provided and used for the calculation of rbcL copy number per diatom cell 
(bold values). 
 

Species Sampling  Days after [cell.mL-1] per replicate   % of dead cell Mean (living cells)  

  time inoculation A B C   A B C (cell.mL-1) 

Cmen T0 5 3.7E+02 4.1E+02 4.2E+02   9.8 3.8 4.0 3.8E+02 

  T1 10 8.2E+03 6.0E+03 8.5E+03   6.1 14.5 11.9 6.8E+03 

  T2 13 1.2E+04 1.1E+04 2.0E+04   13.5 16.1 12.0 1.2E+04 

  T3 20 1.2E+05 5.7E+04 1.3E+05   20.2 13.9 19.6 8.1E+04 

  T4 25 2.6E+05 4.1E+05 3.2E+05   53.9 51.2 56.3 1.5E+05 

  T5 31 2.0E+05 2.4E+05 2.3E+05   59.9 50.4 48.2 1.0E+05 

  T6 38 4.6E+05 5.5E+05 2.6E+05   59.1 55.1 57.1 1.8E+05 

Npal T0 5 1.8E+04 2.1E+04 3.9E+04   0.0 0.0 1.0 2.6E+04 

  T1 10 6.1E+05 4.9E+05 4.1E+05   0.0 0.0 0.0 5.1E+05 

  T2 13 4.6E+05 4.8E+05 5.2E+05   0.9 1.9 1.0 4.8E+05 

  T3 17 4.8E+05 3.9E+05 6.2E+05   5.9 4.0 6.7 4.7E+05 

  T4 25 4.1E+05 4.3E+05 9.4E+05   15.4 9.9 8.1 5.3E+05 

  T5 34 6.2E+05 7.2E+05 7.0E+05   23.5 30.3 25.0 5.0E+05 

  T6 40 1.3E+06 1.1E+06 6.4E+05   46.6 38.5 54.1 5.6E+05 

Uuln T0 5 8.2E+03 7.9E+03 1.5E+04   3.8 2.8 0.7 1.0E+04 

  T1 10 1.3E+04 1.2E+04 1.5E+04   5.4 7.8 7.2 1.2E+04 

  T2 13 1.2E+04 3.4E+04 7.9E+03   14.3 13.6 10.5 1.5E+04 

  T3 20 1.8E+04 1.6E+04 2.6E+04   27.1 23.8 23.9 1.5E+04 

  T4 31 1.6E+04 1.1E+04 9.2E+03   83.3 74.4 63.9 3.0E+03 

  T5 38 8.6E+03 9.2E+03 3.6E+04   82.8 84.8 82.2 3.1E+03 

Ninc T0 5 3.9E+03 8.7E+03 5.8E+03   0.5 1.0 0.0 6.1E+03 

  T1 10 3.5E+05 3.9E+05 4.3E+05   0.0 0.2 0.2 3.9E+05 

  T2 12 4.3E+05 2.6E+05 1.1E+06   0.6 0.2 0.7 5.9E+05 

  T3 17 4.1E+05 6.4E+05 1.1E+06   6.9 7.0 5.1 6.8E+05 

  T4 25 1.7E+06 1.4E+06 9.9E+05   11.6 10.4 12.6 1.2E+06 

  T5 34 1.6E+06 1.3E+06 1.4E+06   7.2 9.9 6.7 1.3E+06 

  T6 40 1.3E+06 1.9E+06 1.7E+06   21.4 28.9 30.8 1.2E+06 

Dten T0 12 1.2E+04 4.3E+04 2.6E+04   0.2 0.0 0.3 2.7E+04 

  T1 17 1.1E+05 9.4E+04 1.0E+05   5.7 7.0 5.5 9.6E+04 

  T2 20 1.8E+05 2.2E+05 1.3E+05   6.9 5.7 5.5 1.7E+05 

  T3 25 4.9E+05 2.3E+05 1.4E+05   6.3 8.8 8.2 2.7E+05 

  T4 34 2.7E+05 2.0E+05 2.1E+05   26.5 35.8 43.1 1.5E+05 

  T5 38 4.1E+05 2.4E+05 1.6E+05   48.3 49.3 45.5 1.4E+05 

Pvir T0 13 6.0E+02 4.7E+02 4.1E+02   8.0 7.5 11.7 4.5E+02 

  T1 20 9.6E+02 7.2E+02 1.1E+03   12.0 9.3 7.3 8.3E+02 

  T2 31 1.5E+03 1.7E+03 3.1E+03   14.3 17.3 18.5 1.8E+03 

  T3 34 2.0E+03 2.0E+03 2.4E+03   16.5 23.5 29.6 1.6E+03 

  T4 40 2.7E+03 2.2E+03 3.6E+03   26.1 22.6 26.7 2.1E+03 

  T5 73 4.9E+03 2.7E+03 2.6E+03   83.7 75.8 66.8 7.7E+02 
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Fper T0 12 6.0E+04 3.4E+04 3.3E+04   0.7 0.7 1.3 4.2E+04 

  T1 17 2.7E+05 1.1E+05 1.7E+05   14.6 12.6 11.6 1.6E+05 

  T2 20 2.2E+05 1.6E+05 1.2E+05   23.4 24.1 19.7 1.3E+05 

  T3 25 1.5E+05 1.8E+05 1.6E+05   62.2 65.4 62.3 6.0E+04 

  T4 31 6.6E+05 3.0E+06 4.4E+05   69.3 73.8 65.5 3.8E+05 

  T5 34 1.2E+06 3.2E+05 2.6E+05   78.5 74.8 76.8 1.3E+05 

  T6 40 2.9E+05 5.8E+05 5.4E+05   82.5 75.8 73.5 1.1E+05 

Amin T0 12 1.8E+03 6.2E+03 3.7E+03   0.7 1.7 1.0 3.9E+03 

  T1 17 3.0E+04 7.4E+04 8.4E+04   4.1 3.7 3.0 6.0E+04 

  T2 25 5.5E+05 4.0E+05 1.4E+06   4.7 7.7 4.6 7.5E+05 

  T3 31 1.3E+06 1.0E+06 5.2E+05   13.1 13.1 10.2 8.3E+05 

  T4 34 2.1E+06 2.9E+06 6.7E+05   11.6 10.5 13.8 1.7E+06 

  T5 38 2.7E+06 1.2E+06 5.6E+05   15.2 11.4 16.9 1.3E+06 

  T6 40 2.8E+06 2.7E+06 1.7E+06   16.2 11.5 17.5 2.0E+06 
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Table S3 – Estimation of the rbcL copy number per mL of media determined by qPCR for the 8 
diatom species at each sampling time and for the 3 replicates (A, B, C). Mean values of rbcL 
concentration per mL of media is provided and used for the calculation of rbcL copy number per 
diatom cell (bold values). 
 

Species Sampling  Days after [rbcL] (copy.mL-1) Mean 

  time inoculation A B C (copy.mL-1) 

Cmen T0 5 7.1E+03 7.3E+03 1.1E+04 8.4E+03 

  T1 10 4.8E+04 2.2E+04 1.3E+04 2.8E+04 

  T2 13 4.6E+04 2.6E+04 2.4E+04 3.2E+04 

  T3 20 1.2E+05 1.1E+05 1.9E+05 1.4E+05 

  T4 25 6.1E+05 6.2E+05 7.6E+05 6.6E+05 

  T5 31 4.3E+05 2.3E+06 5.3E+05 4.8E+05 

  T6 38 9.4E+05 1.0E+06 7.3E+05 9.1E+05 

Npal T0 5 3.8E+04 3.4E+04 7.0E+04 4.7E+04 

  T1 10 1.3E+06 1.5E+06 9.1E+05 1.3E+06 

  T2 13 2.5E+06 2.8E+06 2.7E+06 2.6E+06 

  T3 17 2.5E+06 2.7E+06 2.6E+06 2.6E+06 

  T4 25 3.3E+06 2.3E+06 3.0E+06 2.9E+06 

  T5 34 1.7E+06 1.9E+06 2.2E+06 2.0E+06 

  T6 40 1.1E+06 1.3E+06 8.4E+05 1.1E+06 

Uuln T0 5 1.4E+05 2.5E+05 1.6E+05 1.8E+05 

  T1 10 4.0E+05 3.3E+05 3.1E+05 3.5E+05 

  T2 13 1.2E+05 1.1E+05 7.5E+04 1.0E+05 

  T3 20 4.9E+05 1.8E+05 2.6E+05 3.1E+05 

  T4 31 1.2E+05 1.4E+05 2.2E+05 1.6E+05 

  T5 38 7.5E+04 5.6E+04 5.7E+04 6.3E+04 

Ninc T0 5 1.1E+04 1.3E+04 1.5E+04 1.3E+04 

  T1 10 3.5E+05 7.2E+05 5.2E+05 5.3E+05 

  T2 12 8.1E+05 6.3E+05 1.1E+06 8.3E+05 

  T3 17 9.9E+06 8.6E+06 7.5E+06 8.7E+06 

  T4 25 4.7E+06 5.1E+06 6.3E+06 5.4E+06 

  T5 34 7.3E+06 7.8E+06 8.1E+06 7.7E+06 

  T6 40 4.8E+06 4.5E+06 3.2E+06 4.2E+06 

Dten T0 12 4.7E+05 2.1E+05 3.0E+05 3.3E+05 

  T1 17 1.5E+06 2.0E+06 1.1E+06 1.6E+06 

  T2 20 7.6E+05 1.4E+06 2.8E+06 1.7E+06 

  T3 25 1.3E+06 5.0E+05 4.6E+05 7.5E+05 

  T4 34 4.3E+05 2.3E+05 5.3E+05 4.0E+05 

  T5 38 3.2E+05 4.5E+05 2.3E+05 3.4E+05 

Pvir T0 13 7.9E+04 4.6E+04 7.1E+04 6.6E+04 

  T1 20 1.2E+05 1.2E+05 1.2E+05 1.2E+05 

  T2 31 2.0E+05 1.3E+05 2.0E+05 1.8E+05 

  T3 34 1.6E+05 2.6E+05 3.0E+05 2.4E+05 

  T4 40 2.6E+05 2.2E+05 3.8E+05 2.9E+05 

  T5 73 3.1E+05 5.5E+05 4.8E+05 4.5E+05 

Fper T0 12 1.4E+04 3.4E+03 9.4E+03 9.0E+03 

  T1 17 3.0E+05 2.4E+05 3.6E+05 3.0E+05 
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  T2 20 8.3E+05 7.1E+05 9.2E+05 8.2E+05 

  T3 25 8.1E+05 4.8E+05 1.4E+06 8.8E+05 

  T4 31 4.4E+05 4.8E+05 4.4E+05 4.5E+05 

  T5 34 6.7E+05 6.8E+05 1.0E+06 8.0E+05 

  T6 40 4.0E+05 4.7E+05 4.5E+05 4.4E+05 

Amin T0 12 1.8E+03 2.8E+03 3.6E+03 2.7E+03 

  T1 17 3.4E+04 1.5E+04 2.7E+04 2.6E+04 

  T2 25 1.9E+05 1.7E+05 2.2E+05 1.9E+05 

  T3 31 1.2E+05 1.6E+05 1.6E+05 1.5E+05 

  T4 34 2.6E+05 3.6E+05 3.1E+05 3.1E+05 

  T5 38 2.8E+05 3.2E+05 2.6E+05 2.9E+05 

  T6 40 5.1E+05 3.6E+05 2.0E+05 3.6E+05 
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Table S4 – CF calculated for the 84 diatom taxa detected in Mayotte environmental samples. 
Calculation performed using the respective cell biovolume of each taxa (available in the R-
Syst::diatom library) and the linear equation between the rbcL copy number and the cell 
biovolume produced in the Fig. 3. 
 

Diatom taxa Biovolume (µm3) Calculated CF 

Achnanthes_coarctata 53 0.7 
Achnanthidium_helveticum 316 5.3 
Achnanthidium_minutissimum 76 1.3 
Achnanthidium_sp. 76 1.3 
Amphora_pediculus 72 1.2 
Amphora_sp. 20096 128.3 
Caloneis_silicula 1994 23.1 
Caloneis_sp. 523 8.1 
Cocconeis_placentula 2963 31.2 
Craticula_cuspidata 2850 30.3 
Craticula_molestiformis 119 2.1 
Cyclotella_sp. 328 5.5 
Cymbella_excisa 520 8.1 
Cymbella_heterogibbosa 5817 51.5 
Cymbella_sp. 520 8.1 
Cymbopleura_naviculiformis 1148 15.1 
Encyonema_minutum 213 3.8 
Encyonema_muelleri 12784 92.1 
Encyonema_silesiacum 821 11.7 
Encyonema_sp. 213 3.8 
Eolimna_subminuscula 112 2.0 
Epithemia_sp. 5967 52.5 
Eunotia_bilunaris 617 9.3 
Eunotia_minor 755 10.9 
Eunotia_pectinalis 4219 40.6 
Eunotia_sp. 15700 107.1 
Fallacia_pygmaea 1229 16.0 
Fistulifera_saprophila 14 0.03 
Fragilaria_sp. 294 5.0 
Frustulia_vulgaris 1625 19.8 
Frustulia_sp. 1625 19.8 
Gomphonema_acuminatum 1860 21.9 
Gomphonema_affine 926 12.8 
Gomphonema_bourbonense 270 4.6 
Gomphonema_clevei 484 7.6 
Gomphonema_parvulum 331 5.5 
Gomphonema_sp. 510 8.0 
Halamphora_montana 161 2.9 
Halamphora_sp. 161 2.9 
Hydrosera_sp. 500 7.8 
Lemnicola_hungarica 436 7.0 
Luticola_sparsipunctata 176 3.1 
Mayamaea_permitis 66 1.0 
Navicula_cryptocephala 431 6.9 
Navicula_cryptotenella 386 6.3 
Navicula_lanceolata 1227 15.9 
Navicula_radiosa 1852 21.9 
Navicula_rostellata 854 12.0 
Navicula_sp. 88 1.5 
Navicula_symmetrica 818 11.6 
Navicula_tripunctata 966 13.2 
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Navicula_veneta 279 4.8 
Neidium_sp. 240 4.2 
Nitzschia_amphibia 334 5.6 
Nitzschia_filiformis 737 10.7 
Nitzschia_fonticola 344 5.7 
Nitzschia_inconspicua 89 1.5 
Nitzschia_lorenziana 1362 17.3 
Nitzschia_palea 391 6.4 
Nitzschia_sp. 307 5.2 
Nitzschia_tubicola 336 5.6 
Pinnularia_divergens 3908 38.3 
Pinnularia_subanglica 1188 15.6 
Pinnularia_subgibba 3454 35.0 
Pinnularia_sp. 1258 16.3 
Placoneis_clementis 1123 14.9 
Placoneis_elginensis 1266 16.3 
Planothidium_sp. 267 4.6 
Rhopalodia_gibba 185472 649.8 
Rhopalodia_sp. 185472 649.8 
Sellaphora_minima 88 1.5 
Sellaphora_pupula 1183 15.5 
Sellaphora_seminulum 69 1.1 
Sellaphora_sp. 88 1.5 
Seminavis_robusta 5308 48.1 
Staurosira_elliptica 29 0.1 
Staurosira_sp. 315 5.3 
Stephanodiscus_hantzschii 670 9.9 
Surirella_sp. 1034 14.0 
Tabellaria_flocculosa 500 7.8 
Terpsinoe_musica 10563 80.0 
Tryblionella_sp. 655 9.7 
Ulnaria_ulna 4724 44.1 
Ulnaria_sp. 5260 47.8 
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Table S5 – Number of DNA reads assigned to the 8 species in each of the 5 DNA mock 
communities. A, B, and C represent the 3 replicates. 
 

    Mock 1   Mock 2   Mock 3   Mock 4   Mock 5 

Species A B C A B C A B C A B C A B C 

A. minutissimum 2828 1934 2410 1785 2129 2109 1837 1900 1882 2025 1342 1683 1202 1273 1332 

N. inconspicua 5480 3484 4648 3673 4533 4083 3777 3622 3824 3920 3074 3741 2462 2588 2571 

N. palea 1452 1059 1126 912 850 1037 718 896 904 899 715 888 695 567 634 

P. viridiformis 2573 1966 2066 2372 2823 2999 6440 7861 7461 11586 10430 11722 18424 16703 14159 

D. tenuis 5311 3423 4552 3286 4461 3172 4578 3377 3376 4013 2679 3442 2206 2861 2522 

F. perminuta 5817 3796 4452 3484 3844 3549 3492 3569 3341 3427 2449 3083 2117 2318 2226 

U.ulna 4486 3037 3863 3303 3893 3561 3259 3343 3449 3321 2412 2897 2395 2053 1992 

C. meneghiniana 1360 844 984 1202 1344 1204 1129 1113 1235 1137 807 1126 994 869 779 
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Figure S1 – Correlation between the diatom cell biovolume and the rbcL gene copy number per 
cell after log(x+1) transformation based on live (black) or live/dead (grey) microscopical counts. 
Linear equation of the model and the Pearson correlation coefficient (r) with is associated p-value 
are indicated. 
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1. Abstract 

 Diatoms are excellent ecological indicators of water quality because they are broadly 

distributed, they show high species diversity and they respond rapidly to human pressures. In 

Europe, the Water Framework Directive (WFD) gives the legal basis for the use of this indicator for 

water quality assessment and its management. Several quality indices, like the Specific 

Polluosensitivity Index (SPI), were developed to assess the ecological quality status of rivers based 

on diatom communities. It is based on morphological identifications and count of diatom species 

present in natural biofilms using a microscope. This methodology requires high taxonomic skills 

and several hours of analysis per sample as 400 individuals must be identified to species level. 

Since several years, a molecular approach based on DNA metabarcoding combined to High-

Throughput Sequencing (HTS) is developed to characterize species assemblages in environmental 

samples which is potentially faster and cheaper. The ability of this approach to provide reliable 

diatom inventories has been demonstrated and its application to water quality assessment is 

currently being improved. Despite optimization of the DNA metabarcoding process with diatoms, 

few studies had yet extended it at the scale of a freshwater monitoring network and evaluated 

the reliability of its quality assessment compared to the classical morphological approach.   

 In the present study we applied DNA metabarcoding to the river monitoring network of 

the tropical Island Mayotte. This island is a French département since 2011 and the WFD has to 

be applied. This offered the opportunity to scale up the comparison of molecular and 

morphological approaches and their ability to produce comparable community inventories and 

water quality assessments. Benthic diatoms were sampled following WFD standards in 45 river 

sites in 2014 and 2015 (80 samples). All samples were submitted in parallel to the molecular and 

the morphological approaches. DNA metabarcoding was carried out using Genelute DNA 

extraction method, rbcL DNA barcode and PGM sequencing, while microscopic counts were 

carried out for the classical methodology. Diatom community structures in terms of molecular 

(OTUs) and of morphological (species) were significantly correlated. However, only 13% of the 

species was shared by both approaches, with qualitative and quantitative variation due to i) the 

incompleteness of the reference library (82% of morphological species are not represented in the 

database), ii) limits in taxonomic knowledge and iii) biases in the estimation of relative abundances 

linked to diatom cell biovolume. However, ecological quality status assessed with the molecular 

and morphological SPI values were congruent, and little affected by sequencing depth.  DNA 

metabarcoding of diatom communities allowed a reliable estimation of the quality status for most 

of the rivers at the scale of the full biomonitoring network of Mayotte Island. 
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Figure 31 – Graphical abstract. 
 

2. Introduction 

 Biological indicators are commonly used by environmental agencies for water quality 

assessment (Ibáñez et al. 2010; Birk et al. 2012). Diatoms, a group of microalgae, are known to 

be efficient indicators of river ecological quality and are required to be monitored in rivers by 

transnational directives as the Water Framework Directive in Europe (European Council 2000). 

Their indicator efficiency relies on their huge taxonomical diversity and their species ecological 

preferences to particular pollution levels (Pandey et al. 2017). After collecting natural diatom 

communities from benthic biofilms, the relative frequencies of diatom taxa are used together with 

their ecological optimum and tolerance values to compute biotic indices often derived from the 

Zelinka and Marvan formula (Zelinka & Marvan 1961). 

 Some indices are based on a restricted list of taxa, adapted to local diatom biodiversity 

and to type of pressures. For example, the French WFD index, BDI (Lenoir & Coste 1996), is based 

on a list of 800 taxa with their associated autecology. The Swiss DI-CH (Hürlimann & 

Niederhauser 2007) is based on a restricted list of only 188 taxa. At the opposite, the SPI (Specific 

Polluosensitivity Index, Cemagref 1982; Coste 1986) was developed to evaluate overall water 

quality in terms of organic pollution and nutrient levels and is though encountering a much larger 

set of diatom species (over 2000). Due to its large taxonomical and ecological base, its efficiency 

to assess ecological quality in a large range of rivers in Europe has been demonstrated (e.g. Kelly 

2013). Though, SPI is the index currently used to apply WFD to rivers in several European countries 

like in Portugal, Belgium, Bulgaria, Netherlands, Sweden, Luxembourg or Spain (Kelly 2013). Even 
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in regions with a weaker taxonomical and ecological knowledge about diatom species, SPI is used 

as a reference index to reveal quality gradients in urban rivers of boreal regions (e.g. Teittinen et 

al. 2015) or in Chinese rivers (e.g. Yang et al. 2015). 

 However, applying such indices requires time and a high level of taxonomical expertise. 

Current standardized methods (e.g. CEN) call for the determination of diatoms until a minimum 

400 individuals (diatom valves) at species or sub-species level using light microscopy and several 

tens of iconographical books. The development of DNA metabarcoding and High-Throughput 

Sequencing offered a solution, allowing to investigate prokaryote and eukaryote biodiversity 

present in environmental samples (Creer 2010). Assessing taxonomic inventories of 

environmental communities of macroinvertebrates based on DNA metabarcoding has been shown 

by Hajibabaei et al. (2011) as a promising alternative to morphological methodologies for 

biomonitoring (Keck et al. 2017). Same hopes were raised for diatoms testing DNA metabarcoding 

on mock communities (Kermarrec et al. 2013b) and environmental communities (Kermarrec et 

al. 2014). The SPI index values calculated for each diatom taxonomic inventory based on 

metabarcoding data enabled authors to assign quality classes to the environmental samples with 

the same ranking than using morphological methodologies. Later studies (Zimmermann et al. 

2015; Visco et al. 2015; Vasselon et al. 2017a) confirmed the possibility of using DNA 

metabarcoding of diatom communities for environmental studies and biomonitoring. Current 

genes used for diatoms barcoding are the V4 region of the genomic gene 18S (Zimmermann et 

al. 2015; Visco et al. 2015) and the plastid gene rbcL (Kermarrec et al. 2014; Vasselon et al. 

2017a). According to Kermarrec et al. (2013b, 2014) who compared both barcodes, rbcL 

polymorphism proved to be compatible with a detection at species level, while 18S was more 

efficient at genus level. The recent release of the R-Syst::diatom barcoding library (Rimet et al. 

2016) in open-access (http://www.rsyst.inra.fr/) offers an expert and curated data on rbcL with 

more than 2500 rbcL sequences related to their taxonomic identity, which represents more than 

900 species and 200 genera (20-03-2017: R-Syst::diatom v6). However, to date studies confirming 

the validation of the DNA metabarcoding approach for water quality assessment were done only 

at small scales (Kermarrec et al. 2014: 4 samples, Zimmermann et al. 2015: 7 samples, Visco et 

al. 2015: 27 samples, Vasselon et al. 2017b: 8 samples) and at a regional scale (Apothéloz-Perret-

Gentil et al. 2017: 2 Switzerland cantons with 87 samples). We propose here to scale up the test 

to a large monitoring network, including larger gradients of ecological status. 

 Mayotte Island, a tropical island part of Comoros archipelago in Mozambique Channel 

became a French département in 2011, therefore it is now subject to the European regulations, 
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despite its distance to mainland Europe. We took advantage of the river monitoring network set 

up to develop WFD indices for Mayotte in order to scale up the DNA metabarcoding approach for 

diatoms. A total of 80 samples collected at 45 sites were used to compare the molecular and the 

classical morphological approaches. First, we compared both approaches through (i) taxonomic 

composition (using OTUs, species, genus and family levels), (ii) diversity (Shannon index), (iii) 

richness (Chao richness estimator), (iv) structure of diatom community (Bray-Curtis dissimilarity 

index). Second, biases that may affect the molecular SPI values were investigated, including i) the 

incompleteness of the reference library, ii) the importance of the taxonomic knowledge, iii) the 

diatom cell biovolume, and iv) the sequencing depth. Finally, the ability of DNA metabarcoding to 

produce congruent ecological quality status at the scale of a monitoring network was evaluated. 

 

3. Material and methods 

3.1. Mayotte island monitoring network 
 Mayotte is a French tropical island (374 km2), part of the Comoros archipelago located in 

the Indian Ocean, in the north-west of Madagascar, in the Mozambique Channel (12°50′35″S 

45°08′18″E, Figure 32). 

Large ecological gradients are encountered in Mayotte rivers where pollution originated 

from two main anthropogenic pressures. First, a major part of households is not connected to 

sewage, thus their wastewater is often released directly in the rivers, contributing to an elevated 

organic matter concentration. Second, clothing is usually washed directly in rivers resulting in high 

turbidity and suspended solids values due to washing powders. To that aim, a river monitoring 

network has been set up recently. 

In Mayotte, a regular WFD monitoring network (Réseau de Contrôle de Surveillance – RCS) 

was monitored since 2008. This network groups 14 sites under intermediate conditions, generally 

just upstream agglomerations. Complementary sampling sites were added in 2014 in order to 

represent better the different environmental conditions in the rivers of Mayotte, based on their 

general conditions. Upstream sites (17 sites) under good conditions were grouped in the 

Reference sites network (REF). Downstream sites (14 sites) under degraded conditions and outside 

the zone of influence of tides were grouped in the Polluted sites network (POLL). 
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Figure 32 – Graphical abstract Location of Mayotte island (France) and the 45 river sites of the 
three monitoring networks: Reference sites network (REF - white), Regular WFD monitoring 

network (RCS – grey) and Polluted sites network (POLL – black). 
  

  

 Samples were taken from 45 sampling sites of 33 different rivers of the main island 

“Grande Terre” (363 km2) in 2014 and 2015 (Figure 32). The relevance of this a priori classification 

was confirmed by (Tapolczai et al. 2017) which showed a strong gradient of organic pollution, 

turbidity and suspended solids, increasing from REF to RCS and then to POLL networks (Figure 33).  
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Figure 33 – Main environmental pressure gradients in rivers of Mayotte: dissolved organic 
carbon (DOC), total organic carbon (TOC), turbidity and suspended solids (SS).  

Boxplots present the log transformed values for each parameter at each of the three monitoring 
networks (REF, RCS, POLL). 

 

3.2. Diatoms sampling  
 Diatoms were sampled following the French (AFNOR 2016)  and European (AFNOR 

2014a) standards and were carried out once a year during the dry season (July-August). Briefly, 

benthic diatoms were collected from at least 5 stones from the lotic parts of the sampling sites in 

order to limit local effect on diatom community (e.g. flow velocity, water depth) and mix into a 

unique vial. The upper surface of the stones was scrubbed with a clean toothbrush. The samples 

were preserved by adding 99% ethanol for a final ethanol concentration > 70%, in order to 

preserve DNA. For each site, 2 subsamples were taken from the vial with the pooled biofilm sample 

for the molecular and morphological approaches. 
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3.3. DNA Metabarcoding 

3.3.1. DNA extraction  

 DNA extraction was performed using 2mL of the preserved sample. After centrifugation at 

13,000 rpm during 30 min, supernatant containing ethanol was removed and the pellet used as 

starter for DNA extraction. Total genomic DNA was isolated using a non-commercial method based 

on Sigma-Aldrich GenEluteTM-LPA DNA precipitation, as described in previous studies (Kermarrec 

et al. 2013b; Chonova et al. 2016). This method combined various lysis mechanisms in order to 

disrupt diatom cell (mechanical, enzymatic, heat) and was recommended for diatom 

metabarcoding (Vasselon et al. 2017a). 

 

3.3.2. PCR amplification 

 PCR amplification was performed on rbcL plastid gene targeting a 312bp barcode. For 

amplifying this region, the primer pair Diat_rbcL_708F (Stoof-Leichsenring et al. 2012) and R3 

(Bruder & Medlin 2007) was slightly modified. Using an alignment of 1602 rbcL reference 

sequences from 638 diatom species, the degeneracy of the primers was increased in order to 

amplify a broader diversity of diatoms as follow: the forward primer combined an equimolar mix 

of Diat_rbcL_708F_1 (AGGTGAAGTAAAAGGTTCWTACTTAAA), Diat_rbcL_708F_2 

(AGGTGAAGTTAAAGGTTCWTAYTTAAA) and Diat_rbcL_708F_3 

(AGGTGAAACTAAAGGTTCWTACTTAAA); the reverse primer combined an equimolar mix of R3_1 

(CCTTCTAATTTACCWACWACTG) and R3_2 (CCTTCTAATTTACCWACAACAG). 

For each DNA sample, PCR amplification was performed in triplicate in a final volume of 25 µL. 

Each PCR mix was composed by 1 μL of extracted DNA, 0.75 U of Takara LA Taq® polymerase, 2.5 

µL of 10X Buffer, 1.25 µL of 10 μM of primers Diat_rbcL_708F_1_2_3 and R3_1_2, 1.25 µL of 10 

g/L BSA, 2 µL of 2.5 mM dNTP, and completed with molecular biology grade water. The PCR 

reaction conditions were initiated by a denaturation step at 95 °C for 15 min followed by a total 

of 30 cycles of 95°c for 45s (denaturation), 55°C for 45s (annealing), and 72°C for 45s (final 

extension). 

 

3.3.3. Sample libraries and HTS 

 PCR products of the 3 PCR replicates prepared for each DNA sample were pooled and 

cleaned with Agencourt AMPure beads (Beckman Coulter, Brea, USA). Quality and quantity of 
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purified amplicon were checked using the 2200 TapeStation (Agilent technologies, Santa Clara, 

USA). Ligation of tags to amplicons and library preparation were performed as described in 

Vasselon et al. (2017) using the NEBNext® Fast DNA Library Prep set for Ion TorrentTM (BioLabs, 

Ipswich, USA) and A-X tag adapter provided in Ion ExpressTM Barcode adapters (Life Technologies, 

Carlsbad, USA). Finally, 42 samples libraries (2014 campaign) and 38 samples libraries (2015 

campaign) were pooled in 2 mix at a final concentration of 100pm per mix and sequenced 

independently. Each mix was sequenced on a Ion 318TMChip Kit V2 (Life Technologies, Carlsbad, 

USA) on a PGM Ion Torrent machine by the “Plateforme Génome Transcriptome” (PGTB, 

Bordeaux, France). 

  

3.3.4. Bioinformatic processing 

 The sequencing platform performed demultiplexing and provided a fastq file for each of 

the 80 libraries. A first quality filtering step excluded DNA reads below 250 bp read length, with a 

Phred quality score below 23 over a moving window of 25 bp, with more than one mismatch in 

the primer sequence and homopolymer over 8 bp, or with ambiguous base. All the fastq files were 

then treated together following the bioinformatics process described in Vasselon et al. (2017b) 

using the Mothur software (Schloss et al. 2009). DNA reads were clustered in OTUs using a 

distance similarity threshold of 95 % (Mangot et al. 2013), and singletons were then removed. All 

samples were normalized to the same read number (using the smallest read abundance obtained 

for 1 sample) in order to allow inter-sample comparison. Diatom molecular inventories were 

obtained using the R-Syst::diatom library (Rimet et al. 2016, 13-02-2015: R-Syst::diatom v3, 

http://www.rsyst.inra.fr/en) for taxonomic assignment of OTUs, and the consensus taxonomy of 

DNA reads with a consensus confidence threshold over 80%. Fastq files with demultiplexed DNA 

reads, the final OTU (95%) list (including DNA reads proportion, DNA representative sequence of 

each OTU and the OTU taxonomic assignment) as well as the sampling site description are 

available for all the samples on the  Zenodo repository website 

(http://doi.org/10.5281/zenodo.400160). 

 

3.4. Morphological analysis 
 Parallel to their molecular analysis, the diatom benthic samples were treated for 

microscopy analysis, according to the European standard (AFNOR 2014a), using hot H2O2 and 

Naphrax to mount permanent slides. A minimum of 400 valves were counted and determined to 
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species level (or genus level when not possible) according to (AFNOR 2014b) using classical 

European floras (e.g. Krammer & Lange-Bertalot 1986, 1988, 1991a; b, Krammer 2000, 2001, 

2002, 2003…) and literature dedicated to tropical areas (e.g. Bourrelly & Manguin 1952; 

Metzeltin & Lange-Bertalot 1998, 2007; Tudesque et al. 2008). 

 

3.5. Morphological and molecular SPI 
 The ecological quality status of the different river sites was assessed based on the diatoms 

biological quality element, using the SPI (Cemagref 1982). Morphological and molecular SPI were 

determined using species taxonomic lists (or genus level if the species level was not reached) 

obtained by microscopy or HTS (relative abundance of DNA reads), respectively. The OMNIDIA 5 

software (Lecointe et al. 1993, library 5.3 2015) was used for SPI calculation. As no water quality 

classes have not yet been defined for Mayotte rivers following WFD recommendation (Tapolczai 

et al. 2017), the general pollution gradient of freshwater rivers was divided into 5 ecological status 

corresponding to different water quality classes used by the French standard (AFNOR 2007): high 

(SPI: 17 to 20), good (SPI: 13 to 17), moderate (SPI: 9 to 13), poor (SPI: 5 to 9), bad (SPI: 1 to 5). 

 Effect of sequencing depth on the molecular SPI values was checked on all the samples by 

reducing in silico the number of reads used to obtain diatom taxonomic list, to a minimum of 50 

reads per sample, using random subsampling. SPI values calculated with subsampling data were 

correlated to optimal SPI values obtained using all available DNA reads. 

 

3.6. Statistical analysis 
 Relative abundance of each diatom species within each site was determined for molecular 

and morphological inventories. 

 The correlation coefficients and their associated p-value for the richness (Chao estimator), 

diversity (Shannon) and SPI indices comparisons were determined with the “Pearson correlation” 

available on R (R Development core team 2013). Correlations were visualized using linear 

regression. For each index (SPI, Chao, Shannon), the effect of DNA reads subsampling on index 

values calculation was checked by comparing together the index values obtained for all samples 

and all subsampling using one-way Anova analysis. 

 The molecular OTUs and morphological species lists were used to compute 2 separate 

Bray-Curtis distance matrices, which were compared together using Mantel test. Non-metric 

multidimensional scaling (NMDS) was used to visualize the Bray-Curtis matrices based on 
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molecular OTUs data and morphological data. An Anosim analyses was used to compare the 

similarity between the water quality status assessed by morphological and molecular SPI. 

 

4. Results 

4.1. Morphological analysis 
 A total of 24 families, 58 genera and 204 species of diatoms were identified among all the 

samples including 16.2 % of tropical species with 5.4 % of species endemic to Mayotte island. The 

number of diatoms species identified per sample varies from 6 to a maximum of 54 species (mean 

= 25 species per sample). The most abundant species (> 5 %) identified among all samples were 

Cocconeis placentula var. euglypta, Gomphonema bourbonense, Gomphonema parvulum, 

Nitzschia inconspicua, Amphora pediculus and the Mayotte endemic Nitzschia sp.1 (Table A.1). 

 

4.2. HTS analysis 
 The PGM sequencing produced a total of 6,076,529 of DNA reads for the 80 libraries that 

were sequenced. Based on similar quality levels in the 2 sequencing runs, all sequence data could 

be analyzed together. After the first bioinformatics step of quality filtering, 1,562,321 reads were 

retained and clustered into 3381 OTUs (95 % similarity threshold) with a mean of 354 OTUs per 

sample. To allow inter-sample comparison, all samples were rarefied to 5710 reads (lowest read 

abundance obtained for one sample) for a total of 456,800 reads corresponding to 2754 OTUs 

with a mean of 233 OTUs per sample (min = 123, max = 432). 

After taxonomic assignment of OTUs using R-Syst::diatom, 69.2 % of OTUs at Family level 

(75.1 % of total reads), 62.2 % at Genus level (72 % of total reads), and 35.7 % at Species level 

(40.7 % of total reads) were successfully assigned. Unclassified proportion of reads per sample at 

species level varied from 1.3 % to 97 %. Successful taxonomic assignment of OTUs resulted in a 

diatom taxonomic list of 23 families, 39 genera and 66 diatom species (Table A.2) with a mean of 

16 species per sample (min = 6, max = 41). The most abundant species detected by HTS among all 

samples were Ulnaria ulna, Amphora pediculus, Gomphonema parvulum and G. bourbonense. 
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4.3. Comparison of the diatom communities obtained by molecular 
or morphological assignment 
 The morphological and the molecular taxonomic compositions of diatom communities 

were compared using Venn diagrams (Figure 34). The taxonomic composition between both 

inventories was similar at 80.8% for family level, at 59% for genus level, and at 13% for species 

level. 82% of the diatom species detected only by microscopy were absent from the molecular 

reference library R-Syst::diatom. 

 

 

Figure 34 – Venn diagrams comparing the diatom inventories assigned at family, genus and 
species levels either by the molecular (right circles) or by the morphological (left circles) 

approach (80 river samples).  
Taxa assigned by both approaches are represented by the overlapping region in the middle 

(black). For taxa detected only by one of the two methods, pie charts indicate the number of 
taxa with relative abundance < 0.5 % and > 0.5 %. For taxa only detected in microscopy, the 

number of taxa absent from the reference database is also indicated. 
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The correlation between Shannon indices calculated with the 2 approaches for all samples 

were highly significant and stable when comparing the molecular to morphological indices for 

families (r = 0.37, p < 0.001), for genera (r = 0.33, p < 0.01, and between molecular OTUs and 

morphological species (r = 0.34; p < 0.01). Only the molecular and morphological Shannon index 

based on species was not significantly correlated (p = 0.16). Regarding the Chao index, all the 

correlation factors were significant when comparing the family (r = 0.40, p < 0.001), genus (r = 

0.41, p < 0.001), species (r = 0.25, p = 0.02) and OTU/species (r = 0.26, p = 0.02) levels. 

Bray-Curtis dissimilarity indices were calculated based on OTU lists for the molecular 

approach and on species lists for the morphological one. Mantel’s test revealed a significant 

correlation between the dissimilarity matrices obtained from HTS and morphological inventories 

(r = 0.43, p = 0.01). 

 

4.4. Morphological and molecular SPI calculation 
 SPI index values calculated based on the morphological (205 taxa) and the molecular 

diatom (84 taxa) inventories ranged from 5.1 to 19.5 and from 4.4 to 15.8 for the molecular and 

the morphological approaches respectively. The mean SPI values obtained for the 3 monitoring 

networks were congruent with their expected water quality status with both the molecular (POLL 

= 11.7, RCS = 14.9, REF = 15.9) and the morphological (POLL = 8.1, RCS = 11.6, REF = 12.4) 

approaches (Figure 35). The POLL network was significantly different than the RCS and REF ones 

with both approaches (p < 0.001 in both cases). A significant correlation (r = 0.72) was observed 

between the SPI values for all samples obtained by both approaches (Figure 36). 

 

 

Figure 35 – Distribution of the values of the diatom Specific Pollution Index (SPI) based on 
molecular (left) and morphological (right) inventories for all 80 samples within the 3 monitoring 

networks (POLL, RCS, REF).  
Different letters indicate significant difference between SPI means (T-test, p < 0.05). 
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Figure 36 – Correlation between the diatom Specific Pollution Index (SPI) based on molecular (y 
axis) and morphological (x axis) inventories for all 80 samples.  

The linear regression model is represented by the dotted line, r and p-value are indicated. SPI 
values are in the range from 1 (bad quality status) to 20 (high quality status). 

 

  

 

Figure 37 – Three-dimensional NMDS plots of Bray-Curtis dissimilarity based on OTU 
composition of all the 80 samples.  

Colours correspond to the quality class deduced from either molecular (left) or morphological 
(right) SPI values assessed to each sample. Quality classes: high (SPI: 17 to 20), good (SPI: 13 to 

17), moderate (SPI: 9 to 13), poor (SPI: 5 to 9), bad (SPI: 1 to 5). 
 

When comparing the water quality classes deduced from the SPI values of both 

approaches, 27.5% of all the samples shared an identical quality status, 60% had 1 class of 

difference, 10% had 2 classes of difference, and 2.5% had 3 classes of difference. The NMDS plots 

presented in Figure 37 (based on OTUs similarity) showed that the samples distribution is driven 



136 
 

by their respective water quality level both for molecular and morphological approaches. Anosim 

analysis indicated that the water quality classes explained 22.7% (p = 0.001) and 29.0% (p = 0.001) 

of the total variance for the morphological and the molecular approaches respectively. 

 On average, the molecular SPI values were 3.6 points higher than the morphological SPI 

values (min difference = 0.1, max difference = 9.8) with a mean of 3.7 (sd = 2.1), 3.7 (sd = 2.4) and 

3.4 (sd = 2.1) for the sites belonging to REF, POLL and RCS networks respectively. We observed 

positive correlations between the difference of SPI obtained by both approaches with the 

proportion of taxa from Eunotia genus and with the proportion of DNA reads that could not be 

classified at genus level in the molecular inventories (Figure 38). 

 

 

Figure 38 – Correlation between the ∆SPI (difference between the molecular SPI and the 
morphological SPI values) and the proportion in molecular inventories of (A) Eunotia taxa and (B) 

unclassified reads at Genus level, for all samples.  
The linear regression model is represented by the dotted line, r and p-value are indicated. 
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4.5. Impact of sequencing depth on richness, diversity and the water 
quality index 
 Regarding the richness index (Chao), values were affected by the different subsampling 

with a drop of the correlation from 0.787 to 0.322 (“5710 reads vs all” and “50 reads vs all” 

respectively) (Figure 39). When all reads were used, an average of 555 OTUs per sample was 

estimated by the Chao index (min = 186; max = 937) while for 50 reads, the average of Chao index 

was only 45 OTUs per sample (min = 10; max = 111). The Anova analysis showed a significant effect 

of the subsampling on Chao index (p < 0.001) and this directly at the first subsampling of 5710 

reads per sample (p < 0.001). 

  

 

Figure 39 – Impact of the sequencing depth on molecular SPI values (left), OTUs richness (Chao 
estimator, middle), OTUs diversity (Shannon index, right) evaluated on all samples by performing 
random subsampling of DNA reads (subsampling decreasing from 5710 to 50 reads per sample). 

Correlations are presented between values obtained with subsamples of DNA reads (vertical 
axis) and values obtained using all available DNA reads for each sample (horizontal axis). All 

correlation values are significant. 
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The richness diversity index (Shannon) was affected in a similar manner by the different 

subsampling with a drop of the correlation from 0.99 to 0.89 (Figure 39). The Anova analysis did 

reveal a significant effect of the subsampling on the Shannon index (p < 0.001) when the 

subsampling was done with 100 reads and 50 reads. 

 The SPI values calculated with the molecular inventories based on all the DNA reads 

available per sample and with the different subsamples of reads per sample were all significantly 

correlated (Figure 39). An Anova analysis indicated that no significant effect of subsampling on SPI 

values was detected (p = 0.99), whatever the size of the tested subsamples. The average of the 

difference between the SPI values calculated with 50 reads per sample and those calculated with 

all reads was 0.66. 

 

5. Discussion 

5.1. Community structure and ecological quality status inferred by 
molecular and by morphological approaches are congruent 

 Mayotte is a small Island where rivers have the same typology due to their common 

geological substratum and their short length from the source to the sea pool and (≈ 10 km). Thus, 

diatom species diversity observed in morphological inventories (204 species for 58 genera) is 

comparable to other small tropical Islands as determined by Gassioles (doctoral dissertation, 

Gassiole 2014) for Reunion Island (343 species for 61 genera) and by (Gueguen et al. 2015) for 

Martinique (324 species for 59 genera) and Guadeloupe (352 species for 57 genera) islands. 

However, diatom community structures obtained with the DNA metabarcoding approach (based 

on OTU) and with the morphological approach (based on species) are correlated. This confirms 

previous observations that DNA metabarcoding combined to HTS is a good approach to evaluate 

diatom diversity in freshwater ecosystems (Zimmermann et al. 2015). Mayotte is a relatively 

complex field study for freshwater quality assessment, mainly due to the presence of endemic and 

tropical diatom species. Indeed, ecological preferences of these species have not been defined 

yet, thus making the applicability of many diatom indices (e.g. European diatom indices) uncertain 

in this part of the world. Previous studies showed that diatom indices developed in a particular 

geographical area are less effective when applied elsewhere (Rott et al. 2003; Potapova & Charles 

2007). This is why a diatom index dedicated to Mayotte rivers quality assessment is currently 

developed in the framework of the WFD (Tapolczai et al. 2017). Despite that, Bellinger et al. 
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(2006) and (Bere 2016) showed that European indices can be applied to remote countries as an 

initial approach when undescribed diatom taxa are not the most abundant taxa. In our study, 50% 

of tropical and endemic species identified have unknown ecological preferences but correspond 

to low abundant taxa (< 1%) and therefore have a low impact on SPI index calculation. 

Furthermore, the dominant taxa were cosmopolitan diatoms (e.g. Cocconeis placentula, 

Gomphonema bourbonense, G. parvulum, Nitzschia inconspicua, Amphora pediculus) for which 

ecological preferences are well described in the literature and included in the SPI index calculation. 

Moreover, the SPI includes more than 2000 species, some being tropical. The results of the water 

quality status inferred by the SPI based on both morphological and molecular taxonomic 

inventories were congruent with the expected ecological status based on observed pressures 

(physical-chemical parameters) at the monitored sites. The lowest SPI values were obtained for 

river sites belonging to the polluted network (POLL) and the highest for river sites belonging to the 

reference network (REF). Even if the morphological approach allow a better discrimination 

between polluted and reference sites than the molecular one, the latter remains highly efficient 

to discriminate the 2 networks. Therefore, even if optimizations are required for an accurate and 

well-adapted water quality assessment, the SPI index is a good basis to compare the molecular 

(DNA metabarcoding) and the classical (morphological) approaches as monitoring tools for 

diatoms. Moreover, the river monitoring network developed in Mayotte offered the opportunity 

of an unprecedented large scale comparison of these two approaches. Our results showed a strong 

correlation between the molecular and the morphological based SPI indices, supporting previous 

smaller scales observations made by Kermarrec et al. (2014, 4 sites) in France and Visco et al. 

(2015, 27 sites) in a regions of Switzerland . 

 However, when comparing the taxonomic inventories at the species level between both 

approaches, important discrepancies appeared. This low correspondence was shown to be mainly 

due to the incompleteness of the DNA-barcode reference library. Despite those shortcomings, 

most of the abundant taxa were identified by both approaches at species level or at least at genus 

level. The SPI calculation is based on the Zelinka & Marvan (1961) formula where rare species 

have low impact on the final value, while abundant species drive it. This explains the good 

correlation between molecular and morphological based SPI. Indeed, Bigler et al. (2009) showed 

that removing taxa with relative abundance below 5% have low impact on diatom indices value, 

as well as (Lavoie et al. 2009) who showed that rare diatom taxa have little interest for ecological 

assessment. The presence of rare taxa can be considered as poorly informative for water quality 

assessment and for that reason they are often excluded from some indices calculation (e.g. 

Biological Diatom Index - Prygiel et al. 2002). Though, these results show that diatom DNA 
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metabarcoding could be a reliable tool to derive accurate diatom quality indices for regulatory use 

at the scale of a biomonitoring network. Another solution is to use a taxonomy-free approach to 

calculate molecular water quality index directly from metabarcoding data without any taxonomic 

assignment (Apothéloz-Perret-Gentil et al. 2017). Even if such approach prevent doing the link 

with ecological and historical knowledge based on morphological data, it would be suitable for 

Mayotte biomonitoring network where such knowledge is limited. 

 

5.2. Biases explaining differences between molecular and 
morphological based diatom indices 

 DNA-based indices are currently mimicking conventional indices using two kinds of 

information about diatom communities : i) a qualitative information which is a list of species 

usually based on taxonomic assignment of OTUs, and ii) a quantitative information based on the 

proportion of DNA reads per taxa. Both kinds of information can be affected during the DNA 

metabarcoding workflow by biases linked to different steps : the DNA extraction method (Deiner 

et al. 2015; Vasselon et al. 2017a), the targeted gene for DNA-barcode (Kermarrec et al. 2013b; 

Valentini et al. 2016), the set of primers for DNA metabarcoding (Elbrecht & Leese 2015), the 

PCR amplification protocol (Kebschull & Zador 2015), the sequencing technology (Quail et al. 

2012), the bioinformatics data processing (Schmidt et al. 2015), and the variation of cell biomass 

among taxa (Thomas et al. 2016). For diatoms DNA metabarcoding, previous studies started to 

identify the importance of those biases in order to optimize the choice of the DNA barcode 

(Kermarrec et al. 2013b) or the DNA extraction (Vasselon et al. 2017a). Recommendations of 

these 2 studies were taken into account to set up the experimental design of the present study: 

use of a 312 bp rbcL DNA-barcode and use of Genelute method for DNA extraction. Elbrecht & 

Leese (2017) shown that the use of well-developed primers, using specialized tool like 

PrimerMiner (Elbrecht & Leese 2016), reduces bias in macroinvertebrates metabarcoding 

inventories. The increase of degenerated bases in our rbcL primers allows to reduce primer bias, 

as discussed by Elbrecht & Leese (2017), however further investigation will have to be done to 

validate them for water quality assessment. In this study, the comparison between the 

morphological and molecular approaches was performed using 1 subsample of each sample per 

approach, which can be a source of variability. However, in the Vasselon et al. (2017b) study, 2 

subsamples per environmental sample were sequenced and detection of abundant species and 

SPI calculation were not affected. Similar results were shown for the morphological approach 
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(Lavoie et al. 2005). Thus, we consider that variability linked to subsampling will have limited 

impact on quality index calculation and method comparison compare to other biases. We will 

thereafter focus on four other biases that could specifically affect qualitative and quantitative 

information obtained from DNA metabarcoding of diatom communities in Mayotte: the 

incompleteness of the reference library, the limits of current taxonomic knowledge, the variation 

of cell biovolume among diatom taxa and the sequencing depth. 

 

5.2.1. Bias related to reference library incompleteness 

 Despite the good correlation between the SPI values obtained by both approaches, 

molecular based SPI values differed from morphological ones for all samples. The molecular 

diatom inventories used for quality index calculation were only based on the part of the molecular 

data to which a taxonomical identity could be assigned. For taxonomical assignation we used R-

Syst::diatom, an expert library dedicated to diatoms (Rimet et al. 2016) which is up-dated with all 

available sequences allowing a reliable assignment of DNA reads at the family and genus levels. 

Hence, diversity indices obtained for these 2 taxonomic levels by both approaches were 

significantly correlated. However a major part of the sequences still remained unclassified at 

species level and consequently could not be included in the molecular SPI calculation, which leads 

to an absence of correlation for diversity indices at the species level. Among missing taxa are those 

often abundant which are present in most of the samples like Navicula quasidisjuncta, 

Achnanthidium subhudsonis, Amphora copulata, Planothidium rostratum, Navicula escambia or 

Gomphonema designatum (17.7% of total microscopic counts). Such lacks in the reference library 

contribute to differences between molecular and morphological SPI values, despite their good 

correlation. The incompleteness of DNA barcode reference libraries is a recurrent bias for 

European diatom flora already discussed in the literature (Zimmermann et al. 2014; Visco et al. 

2015; Vasselon et al. 2017a). This bias is getting even more acute for remote places like Mayotte 

island with tropical and endemic flora. Indeed, for diatoms, isolating living cells from fresh field 

samples, cultivating monoclonal strains and consequently identifying and sequencing them is the 

best way to add reliable new DNA barcode references in libraries. However, this time consuming 

approach suffers from a low success rate because it requires the isolation of living cells able to 

survive in culture, which depends on culture conditions (e.g. growth media composition, 

temperature, light). Although 24 strains from Mayotte samples had been isolated and sequenced 

in a previous study (Kermarrec et al. 2013a) and added to R-Syst::diatom library, many endemic 

and tropical taxa could not be cultivated and remained absent from the library. The single-cell PCR 
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method has been proposed to obtain sequences from uncultured diatoms (Hamilton et al. 2015; 

Khan-Bureau et al. 2016), however, taxonomic identification performed on living cells can lead to 

incomplete or inaccurate taxonomic identification. Alternative approaches based on OTU co-

abundance networks (Irannia & Chen 2016) were proposed to predict the taxonomy of unknown 

OTU but predictions were limited to the phylum or class taxonomic levels. Finally, (Rimet et al. 

2018) propose recently to use environmental sequences from HTS runs, to relate them with 

morphological observations and to integrate them into libraries after setting several quality 

criteria.  

 We also observed that increasing proportion of unclassified DNA-reads increases the 

difference between SPI values obtained from molecular and morphological approaches. Up to 

now, tests of water quality assessment based on diatom DNA metabarcoding has always mimicked 

classical morphological approach by i) using biotic indices initially developed for morphological 

inventories (Kermarrec et al. 2013b, 2014; Zimmermann et al. 2015; Visco et al. 2015; 

Lejzerowicz et al. 2015; Vasselon et al. 2017a) and ii) addressing ecological values of 

morphological species to OTUs through taxonomic assignment. A way to overcome this limit linked 

to the taxonomical assignment, as suggested by Pawlowski et al. (2016), is to connect directly 

OTUs with environmental data in order to determine their ecological preferences, thus 

morphological species in conventional indices could be replaced by OTUs. By this way, molecular 

indices will take into account all the molecular data, be it assigned or not, be it rare or not. This 

includes hidden diversity like cryptic diversity or unknown diatom taxa which have hardly been 

taken into account up to now. The development of such molecular indices can be a good option, 

especially for remote regions with recent biomonitoring initiatives, like Mayotte, suffering from a 

lack of taxonomic and environmental knowledge. 

 

5.2.2. Bias related to limits in taxonomic knowledge (example of 

para/polyphyletic taxa) 

 The species Nitzschia inconspicua, indicator of poor quality rivers, was observed in 

morphological inventories in most of samples but was not detected by the molecular approach. 

Thus, this taxon is responsible for part of the divergence between molecular and morphological 

SPI values, molecular SPI being around 3 points higher than morphological SPI for all samples. The 

incompleteness of the reference library was not in cause in that case as R-Syst::diatom (v3) 

contains 9 sequences of N. inconspicua, among which 3 were obtained from strains isolated from 
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Mayotte. However, N. inconspicua is a paraphyletic species (Rovira et al. 2015), making precise 

taxonomic assignment very difficult at the genus/species level as discussed previously by 

(Vasselon et al. 2017a). Its absence from molecular inventories tends to produce higher SPI values 

with metabarcoding than with the morphological approach, the later including this low-quality 

taxon for SPI calculation while the former does not. As the DNA reference library construction is 

based on traditional taxonomy, the efficiency of the OTU taxonomic assignment relies on the 

reliability and extent of taxonomic knowledge’s. However, nomenclature of diatoms is far from 

static and evolves over time (Cox 2009; Jahn & Kusber 2009; Kociolek & Williams 2015), which 

creates problems of taxonomic harmonization in the reference libraries and consequently biases 

in taxonomic assignation of OTUs. To improve the consistency and accuracy of reference libraries 

for metabarcoding purposes, it is crucial to up-date them with evolving taxonomical knowledge as 

well as with new DNA barcode references, which is done regularly for the open-access R-

Syst::diatom library (Rimet et al. 2016). 

 

5.2.3. Bias related to diatom biovolume 

 Read proportions were observed to differ from cell proportions in some cases, which may 

impact derived molecular and morphological SPI values respectively. This was the case for the 

Eunotia genus for which variations between molecular and morphological SPI values were high 

and positively correlated to the proportion of DNA reads assigned to this particular genus. The 

read proportion of a taxon can be affected by different technological (e.g. DNA extraction, PCR 

amplification, DNA sequencing, bioinformatics filtering) and biological (e.g. cell biomass) factors. 

The sum of those factors could result in a significant variation between DNA read and diatom cell 

proportions. In the case of Mayotte samples, the Eunotia genus was overrepresented in the 

molecular inventories compared to the morphological ones and was often a dominant genus. The 

different species of Eunotia observed in Mayotte, using microscope, are characterised by a large 

cell biovolume (around 19,000 µm3). Previous studies showed the existence of a clear correlation 

between the SSU rDNA gene copy number and the diatom cell size and biovolume (Zhu et al. 

2005; Godhe et al. 2008). If such a relationship exists between rbcL copy number and diatom cell 

size, it can explain why the Eunotia genus is overestimated in our molecular inventories and why 

its presence affects the SPI calculation. Should this hypothesis be confirmed, a general correction 

factor based on diatoms species biovolume could be envisaged and would help to improve the 

comparability between molecular and morphological indices. However, Tapolczai et al. (2017) 

have shown that the biovolume itself may be important to consider to assess quality status. They 
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proposed to use the biovolume to weight diatom counts as it is routinely done for quality 

assessment based on other ecological quality elements (e.g. phytoplankton). The theory behind is 

that the biomass partition of species shows better how resources are capitalized by the species 

(Kalff & Knoechel 1978; Reynolds 1980; Padisák et al. 2006). The bias we observed here due to 

biovolume may in the end prove to be interesting to improve bioassessement accuracy in future 

indices that may be developed directly from sequence data. 

 Angly et al. (2014) already proposed to use a correction factor based on 16S rRNA genome 

number variation to correct the molecular data and provide more reliable microbial community 

profiles. Further investigation is required to propose more reliable molecular inventories and 

adapted quality indices. 

 

5.2.4. Bias related to sequencing depth 

 DNA metabarcoding combined to HTS allows multiplexing and sequencing hundreds of 

environmental samples at once, given sufficient unique tags are available for sample multiplexing. 

Increasing the number of samples in one sequencing run decreases the number of available DNA 

reads per sample. One important question for further accurate application of this approach to 

field biomonitoring is to know how many DNA reads per sample are required to have a good 

description of the community diversity and a good evaluation of the ecological status. Previous 

study showed that increasing the sequencing depth can improve the ecological inference from 

HTS data more than increasing the number of PCR replicates (Smith & Peay 2014). Of course, 

depending on the local community and its diversity, the required minimum number of DNA reads 

will vary from one sample to another. Lundin et al. (2012) shown that a minimum of 1000 and 

5000 denoised DNA reads were sufficient to respectively describe trends in α and β diversity of 

bacterial communities from sediment and water samples. 

 In the present study we focused on benthic diatom diversity, which is known to be lower 

than diversity of bacterial community. Thus, the α diversity (Shannon index) was not significantly 

affected when using only a restricted amount of reads (500 DNA reads per sample). In the same 

manner, reducing drastically the number of DNA reads to 500 does not change SPI values and the 

final water quality assessment. Although a high sequencing depth is required to detect rare species 

(Valentini et al. 2016), this is not required for water quality assessment purposes where rare 

species have low impact on index values. This indicates that it may be possible to increase the 

number of samples in one HTS run, reducing the cost of the DNA metabarcoding approach which 

tends to make it economically suitable compared to the classical approach. Complementary to our 
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in silico subsampling, analysis in real laboratory condition are needed to confirm the minimum 

sequencing depth required for water quality assessment in order to propose a standard like it was 

done for the WFD morphological approach (with a minimum of 400 morphological counts, 

AFNOR 2014b). 

 

6. Conclusion and perspectives 

 The use DNA metabarcoding and HTS for diatoms appears to be a promising approach for 

freshwater quality assessment. Our study confirmed at a larger scale previous observations that it 

is possible to infer ecological quality status of rivers based on molecular inventories (e.g. 

Kermarrec et al. 2014; Visco et al. 2015). However, this approach still requires optimisations and 

to define standards for key steps of the metabarcoding workflow in order to produce reliable and 

inter-comparable data between laboratories and platforms. Both HTS quantitative and qualitative 

information can be improved by working on the major biases like the use of a correction factor for 

the variation of rbcL copy number (based on diatom cell biovolume for example) or the completion 

of the DNA barcode reference library. While the creation of correction factor required new 

experiments and investigations, different solutions can be applied to complete the reference 

library. Availability of an expert and open-access reference library as R-Syst::diatom (Rimet et al. 

2016) allows sharing and centralizing knowledge’s from different laboratories, increasing the 

number of available references. The use of HTS data to complete DNA barcoding libraries, recently 

proposed by (Rimet et al. 2018), could be an efficient way to access to DNA barcode of 

uncultivable diatom taxa and improve database completion, especially for taxa that play an 

important part in water quality assessment.  

 In order to consider the progressive implementation of molecular approaches into large 

scale biomonitoring networks and to meet their requirements (e.g. WFD, CWA), it will be essential 

that scientists, environmental stakeholders and managers work hand in hand to validate new 

methods and to propose of implementation scenarios. The creation of international scientific 

networking groups, like the European DNAqua-Net Cost action (Leese et al. 2016, 

www.dnaqua.net), is an efficient way to improve scientific knowledge by addressing collectively 

current issues and to share knowledge with stakeholders in order to consider together the 

implementation of these new approaches. A better understanding of the DNA metabarcoding pros 

and cons, together with more scaling up, is still required prior any standardization and 

deployment. One major challenge will be to make the link between historical biomonitoring 
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methods applied over decades and new molecular methods, in order to have continuity in water 

quality assessment. 
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9. Supplementary data 

Table A.1 – Valve proportion of diatom species identified by microscopy over all the sample. Only 
species with valve proportion > 0.05 % are shown. 
 

Diatom species % of valve 

Achnanthidium_exiguum 1.26 

Achnanthidium_minutissimum 0.51 

Achnanthidium_subhudsonis 2.7 

Adlafia_sp. 0.06 

Amphora_copulata 2.57 

Amphora_minutissima_var._africana 0.46 

Amphora_pediculus 6.02 

Amphora_sp. 1.66 

Caloneis_aerophila 0.06 

Cocconeis_placentula_var._euglypta 7.92 

Cocconeis_placentula_var._placentula 0.12 

Cocconeis_sp. 0.07 

Cyclotella_meneghiniana 0.06 

Diadesmis_confervacea_var._confervacea 0.26 

Encyonema_neomesianum 0.05 

Encyonema_silesiacum 0.1 

Eolimna_minima 1.75 

Eolimna_ruttneri 0.08 

Eolimna_sp. 0.84 

Eolimna_subminuscula 0.16 

Eunotia_sp. 2.8 

Eunotia_sp.1 0.06 

Eunotia_sp.2 0.16 

Fallacia_meridionalis 0.61 

Fragilaria_capucina_var._capucina 0.11 

Fragilaria_perminuta 0.06 

Gomphonema_affine 0.38 

Gomphonema_angustatum 2.1 

Gomphonema_bourbonense 7.2 

Gomphonema_brasiliense_ssp._pacificum 1.04 

Gomphonema_clavatum 0.5 

Gomphonema_clevei 1.06 

Gomphonema_designatum 1.79 

Gomphonema_gracile 0.11 

Gomphonema_minutum_f._minutum 0.12 

Gomphonema_parvulum_var._parvulum_f._parvulum 6.82 

Gomphonema_sp. 0.17 

Gomphosphenia_lingulatiformis 0.06 

Gomphosphenia_oahuensis 0.08 

Gomphosphenia_sp. 0.8 
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Halamphora_ghanensis 0.88 

Halamphora_montana 0.11 

Humidophila_brekkaensis 0.07 

Humidophila_contenta 2.04 

Humidophila_pantropica 0.11 

Hydrosera_triquetra 0.25 

Karayevia_suchlandtii 0.07 

Luticola_mutica 0.18 

Mayamaea_permitis 0.07 

Navicula_crassuliexigua 0.08 

Navicula_cruxmeridionalis 0.16 

Navicula_cryptocephala 1.52 

Navicula_erifuga 0.15 

Navicula_escambia 2.12 

Navicula_gregaria 0.11 

Navicula_jacobii 0.07 

Navicula_leptostriata 0.16 

Navicula_notha 0.08 

Navicula_quasidisjuncta 4.2 

Navicula_reichardtiana_var._reichardtiana 0.05 

Navicula_rostellata 0.14 

Navicula_ruttneri_var._capitata 0.06 

Navicula_simulata 0.17 

Navicula_sp. 0.95 

Navicula_vilaplanii 0.35 

Naviculadicta_absoluta 0.24 

Naviculadicta_nanogomphonema 0.09 

Nitzschia_amphibia_f._amphibia 0.36 

Nitzschia_amphibia_f._frauenfeldii 1.74 

Nitzschia_clausii 0.07 

Nitzschia_frustulum_var._frustulum 4.8 

Nitzschia_inconspicua 6.27 

Nitzschia_intermedia 0.07 

Nitzschia_linearis_var._linearis 0.35 

Nitzschia_palea 1.36 

Nitzschia_sp. 0.48 

Nitzschia_sp._1 5.75 

Nitzschia_tropica 0.38 

Nupela_sp. 0.21 

Nupela_sp.1 0.07 

Pinnularia_gibba 0.31 

Pinnularia_subcapitata_var._elongata 0.05 

Planothidium_biporomum 0.18 

Planothidium_frequentissimum 0.44 

Planothidium_robustius 0.43 

Planothidium_rostratum 2.29 

Platessa_hustedtii 0.1 

Pleurosigma_sp. 0.06 
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Rhopalodia_musculus 0.12 

Sellaphora_pupula 0.07 

Sellaphora_seminulum 2.43 

Seminavis_strigosa 0.67 

Stauroneis_sp. 0.37 

Terpsinoe_musica 0.25 

Thalassiosira_weissflogii 0.13 

Tryblionella_debilis 0.9 

Ulnaria_biceps 0.06 

Ulnaria_ulna 0.34 
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Table A.2 – Diatom species detected by HTS after taxonomic assignment of OTUs and their read 
proportion over all the sample. The proportion of reads which remained unclassified at the species 
level is also indicated. 
 

Diatom species % of read  

Achnanthes_coarctata 0.03 

Achnanthidium_helveticum 0.01 

Achnanthidium_minutissimum 0.06 

Amphora_pediculus 6.31 

Caloneis_silicula < 0.01 

Cocconeis_placentula 1.4 

Craticula_cuspidata 0.93 

Craticula_molestiformis 0.01 

Cymbella_excisa 0.02 

Cymbella_heterogibbosa < 0.01 

Cymbopleura_naviculiformis < 0.01 

Encyonema_minutum 0.82 

Encyonema_muelleri < 0.01 

Encyonema_silesiacum 0.09 

Eolimna_subminuscula < 0.01 

Eunotia_bilunaris < 0.01 

Eunotia_minor 0.06 

Eunotia_pectinalis 0.1 

Fallacia_pygmaea 0.02 

Fistulifera_saprophila 0.01 

Frustulia_vulgaris 0.02 

Gomphonema_acuminatum 0.06 

Gomphonema_affine 0.16 

Gomphonema_bourbonense 5.22 

Gomphonema_clevei 1.52 

Gomphonema_parvulum 5.87 

Halamphora_montana 0.01 

Hydrosera_sp. 0.42 

Lemnicola_hungarica 0.01 

Luticola_sparsipunctata 0.01 

Mayamaea_permitis 0.05 

Navicula_cryptocephala 1.23 

Navicula_cryptotenella 0.13 

Navicula_lanceolata 0.07 

Navicula_radiosa 0.01 

Navicula_rostellata 0.05 

Navicula_sp. 0.02 

Navicula_symmetrica 0.2 

Navicula_tripunctata 0.05 

Navicula_veneta 0.01 

Nitzschia_amphibia 1.24 

Nitzschia_filiformis 0.13 
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Nitzschia_fonticola < 0.01 

Nitzschia_inconspicua 0.03 

Nitzschia_lorenziana < 0.01 

Nitzschia_palea 1.05 

Nitzschia_sp. 0.03 

Nitzschia_tubicola 0.01 

Pinnularia_divergens 0.03 

Pinnularia_subanglica 0.01 

Pinnularia_subgibba 0.58 

Placoneis_clementis < 0.01 

Placoneis_elginensis < 0.01 

Rhopalodia_gibba < 0.01 

Rhopalodia_sp. 0.05 

Sellaphora_minima 0.38 

Sellaphora_pupula 0.11 

Sellaphora_seminulum 0.28 

Seminavis_robusta 0.13 

Staurosira_elliptica < 0.01 

Stephanodiscus_hantzschii < 0.01 

Surirella_sp. < 0.01 

Tabellaria_flocculosa < 0.01 

Terpsinoe_musica 2.86 

Tryblionella_sp. < 0.01 

Ulnaria_ulna 8.76 

unclassified 59.29 
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V. Application au réseau de 
surveillance national 

 
 
 
 

Résultats préliminaire obtenus pour la campagne de surveillance 
2016 des cours d’eau de France métropolitaine.
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 Ce travail visant à tester l’application de l’approche moléculaire à l’échelle du réseau de 

surveillance des cours d’eau de France métropolitaine a été réalisé dans le cadre d’une action 

conjointe entre l’INRA et l’ONEMA-AFB. Sa mise en pratique a permis une collaboration des 

différents acteurs en charge de l’évaluation de la qualité des cours d’eau à l’échelle nationale, à 

savoir : 

• Les 6 Agences de l'Eau en charge de la gestion des ressources en eaux à l’échelle des 

bassins hydrographiques. 

• Les 16 DREAL en charge de la gestion de l’eau à l’échelle régionale, du travail de terrain et 

à l’acquisition des données. 

• 6 bureaux d'étude participant au travail de terrain et à l’acquisition des données. 

 

1. Résumé 

 Depuis plusieurs années, de nombreuses études ont contribué au développement du 

metabarcoding des diatomées comme outil d’évaluation de la qualité des cours d’eau. 

Progressivement, les différents biais de l’approche moléculaire ont été identifiés et la méthode 

optimisée. Bien que des travaux complémentaires soient nécessaires pour accroître encore la 

fiabilité des données qualitatives et quantitatives obtenues en metabarcoding, les inventaires 

taxonomiques de diatomées actuellement produits via l’approche moléculaire permettent une 

évaluation de qualité des cours d’eau semblable à celle obtenue via l’approche morphologique. 

Cela a notamment été confirmé à l’échelle du réseau de surveillance des cours d’eau de Mayotte, 

où les évaluations de qualité obtenues à partir des données moléculaires étaient congruentes avec 

celles obtenues en morphologie. Cependant, le réseau de surveillance de Mayotte étant assez 

récent et incluant un nombre limité de sites, il ne permet pas d’avoir un recul suffisant quant à la 

faisabilité de l’implémentation de l’approche moléculaire comme outil d’évaluation de qualité des 

cours d’eau à grande échelle.  

 Dans le cadre de cette étude, nous avons appliqué l’approche moléculaire à l’échelle du 

réseau de surveillance des cours d’eau de France métropolitaine. Pour cela, 461 sites 

échantillonnés lors des campagnes de surveillance réalisées en 2016 et 2017 ont été utilisés afin 

de : (i) compléter les manques dans la base de référence du barcode rbcL, (ii) comparer les 

approches morphologique et moléculaire en terme d’évaluation de qualité (iii) ainsi qu’en termes 

de coût et de temps d’analyse. Lors de la campagne de prélèvement 2016, nous avons ainsi pu 

mettre en évidence que (i) la complétion de la base de référence de barcodes, en ciblant 

spécifiquement des espèces fréquemment abondantes dans les inventaires, permet de fortement 
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améliorer la congruence des notes de qualité entre les deux approches ; (ii) comme observé 

précédemment, les notes de qualité moléculaires sont congruentes avec les notes basées sur la 

morphologie ; (iii) l’approche moléculaire est plus rapide (4 X) et plus économique (X 5) que 

l’approche morphologique lorsqu’il s’agit de traiter plusieurs centaines d’échantillons.  

 

2. Introduction 

 Les diatomées sont des algues unicellulaires retrouvées dans tous les écosystèmes 

aquatiques et représentent un groupe très diversifié avec potentiellement 100 000 espèces 

existantes (Mann & Vanormelingen 2013). En plus de posséder des préférences écologiques 

variées, les diatomées sont capables de répondre rapidement aux changements des conditions 

physico-chimiques de leur environnement, ce qui en fait d’excellents indicateurs de l’état de santé 

de leur milieu, notamment pour les cours d’eau (Stevenson et al. 2010a; Rimet 2012). 

Actuellement les diatomées font partie des éléments de qualité biologique surveillés dans le cadre 

de la DCE pour définir l’état écologique des cours d’eau (European Council 2000). L’évaluation de 

l’état écologique d’un cours d’eau repose sur le calcul d’indices biotiques, généralement dérivés 

de la formule développée par (Zelinka & Marvan 1961), qui prend en compte à la fois l’abondance 

relative et les préférences écologiques des taxons retrouvés au sein de la communauté benthique 

de diatomées. Les inventaires taxonomiques de diatomées utilisés dans le calcul des indices de 

qualité sont obtenus en identifiant 400 individus au niveau spécifique, identification basée sur la 

reconnaissance morphologique des frustules au microscope optique. La France est le 3éme pays 

d’Europe, derrière le Danemark et la Suède, en terme de nombre de masses d’eau identifiées 

comme des cours d’eau avec plus de 10 000 cours d’eau référencés (European Environment 

Agency 2012), dont plus de la moitié sont inclus dans les réseaux de contrôle opérationnel (RCO) 

et de surveillance (RCS) suivis chaque année dans le cadre de la DCE (Petit & Michon 2013, 2015). 

Face à une telle demande, les limites inhérentes à l’approche morphologique (manque d’experts 

en taxonomie, temps et coût d’analyse élevés) font qu’il est nécessaire de développer de nouvelles 

méthodes d’identification mieux adaptées au volume d’analyse demandé par les gestionnaires. 

 Grâce au développement des techniques de séquençage à haut débit (HTS), de nouvelles 

méthodes d’identification des espèces basées sur l’ADN ont pu être développées. Le 

metabarcoding, méthode qui permet l’identification des différentes espèces retrouvées dans un 

échantillon environnemental (e.g. eau, sol, biofilm aquatique) sur la base de courtes séquences 

d’ADN (ou barcodes), a ainsi rapidement été perçu comme une alternative viable aux méthodes 
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d’identification classiques basées sur la reconnaissance morphologique des individus (Taberlet et 

al. 2012a). En plus d’être potentiellement plus rapide et moins cher que l’approche 

morphologique, le metabarcoding permet de traiter en parallèle plusieurs centaines 

d’échantillons. Ceci explique pourquoi l’application du metabarcoding comme outil d’évaluation 

de la qualité des cours d’eau s’est fortement développée ces dernières années. Concernant les 

diatomées, de nombreuses études ont contribué au développement de l’approche moléculaire en 

permettant : de choisir un barcode ADN adapté aux diatomées (fragment du gène rbcL, Kermarrec 

et al. 2013), la construction d’une base de référence complète et robuste (R-syst::diatom, Rimet 

et al. 2016), d’utiliser une méthode d’extraction d’ADN adaptée (Vasselon et al. 2017a) ou encore 

d’obtenir une quantification des espèces plus fiable grâce à l’utilisation de facteurs de correction 

(Vasselon et al. 2018). Bien qu’il soit nécessaire de continuer à développer et à optimiser le 

metabarcoding des diatomées, les données qualitatives (liste des taxons) et quantitatives 

(abondance relative des taxons) sont suffisamment fiables pour les utiliser dans le calcul des 

indices de qualité. En effet, plusieurs études, réalisées sur des échantillons de biofilm aquatique 

issus de cours d’eau, ont pu montrer que les notes de qualité calculées à partir des inventaires 

moléculaires étaient congruentes avec celles obtenues à partir des inventaires morphologiques 

(Kermarrec et al. 2014; Visco et al. 2015; Apothéloz-Perret-Gentil et al. 2017; Vasselon et al. 

2017b). Cependant, toutes ces études ont testé l’approche moléculaire sur un nombre réduit 

d’échantillons avec au maximum 80 sites (cours d’eau de Mayotte, Vasselon et al. 2017c) et sur 

des gradients environnementaux également limités. Si l’objectif est de proposer le metabarcoding 

des diatomées comme une alternative aux méthodes d’identification morphologique utilisées 

dans le cadre de la DCE, il est nécessaire d’évaluer la faisabilité de l’approche moléculaire à grande 

échelle dans des conditions environnementales plus variées et dans les conditions d’application 

de la DCE. 

 Dans cette étude, nous avons appliqué l’approche moléculaire à 461 sites échantillonnés 

lors des campagnes de surveillance DCE des cours d’eau de France métropolitaine (campagnes 

2016 et 2017).  Ce projet, réalisé en collaboration avec les différents acteurs en charge de la 

surveillance de la qualité des cours d’eau, avait plusieurs objectifs : (i) continuer la complétion de 

la base de référence en incorporant des séquences d’espèces fréquemment observées dans les 

sites du réseau de surveillance ; (ii) évaluer la congruence entre les notes de qualité obtenues via 

les approches morphologique et moléculaire, ainsi que l’évaluation de qualité qui en découle ; (iii) 

évaluer la faisabilité de l’approche moléculaire en termes de coût et de temps d’analyse ; (iv) 

préparer le transfert potentiel en évaluant les avantages et limites avec les différents acteurs. 
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3. Matériels et méthodes 

3.1. Sélection des sites 

 Le choix des sites étudiés a été fait en collaboration avec les hydrobiologistes des DREAL 

en charge de l’évaluation de la qualité des cours d’eau dans les différentes régions de France 

métropolitaine. Au total, 461 sites ont été sélectionnés sur l’ensemble du territoire (Figure 40) 

afin de répondre à deux grands objectifs : 

(i) compléter la base de référence de barcodes : sur la base des inventaires morphologiques 

obtenus lors des campagnes d’évaluation de la qualité des cours d’eau précédentes (réalisées 

entre 1992 et 2014), la liste des taxons les plus identifiés a été établie. Sur les 100 taxons les plus 

fréquemment identifiés dans les inventaires morphologiques, 47 sont absents dans la base R-

syst::diatom. Ceux-ci correspondent notamment à des espèces indicatrices de milieu de bonne 

qualité retrouvées dans des cours d’eau situés dans les Alpes, les Pyrénées ou encore le Massif 

Central et la Bretagne. Des sites incluant ces taxons en forte abondance ont donc été sélectionnés 

pour permettre de récupérer une séquence de référence à partir des données HTS. De plus, des 

sites incluant des taxons représentatifs de zones géographiques spécifiques comme la Corse et la 

plaine du Rhin ont aussi été choisis de par leur biodiversité particulière. 

(ii) partir d’une grande diversité de situations environnementales pour comparer les évaluations 

de qualité obtenues par les approches morphologique et moléculaire : pour ce faire, des grands 

cours d’eau possédant un gradient de qualité d’eau marqué entre l'amont et l'aval ont été choisis 

et des sites échantillonnés sur tout leur linéaire, notamment sur la Loire, l'Adour, la Vienne, le 

Doubs, l'Allier, la Seine, la Somme, la Durance, l'Oise, la Dordogne et la Garonne. De plus, la 

comparaison entre les deux approches a pu être réalisée sur l’ensemble des sites du réseau RCS 

du bassin versant du Rhône (incluant les départements de l'Ain, Jura, Haute-Savoie, Savoie, Rhône 

et Loire), qui présente une grande diversité de milieux (e.g. zones agricoles, industrielles, urbaines, 

montagnardes). 

 

3.2. Echantillonnage des biofilms aquatiques 

 Les 461 sites ont été échantillonnés lors des 2 campagnes de suivi des cours d’eau réalisées 

en France dans le cadre de la DCE en 2016 (166 sites) et 2017 (295 sites) (Figure 40). 
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L’échantillonnage a été réalisé par les organismes en charge de ces suivis (bureaux d’études, 

DREAL) en suivant les normes NFT 13946 (AFNOR 2014a) et NFT 90354 (AFNOR 2007). 

Brièvement, les communautés benthiques de diatomées ont été récupérées en frottant avec une 

brosse à dent la surface de 5 pierres immergées issues de la zone lotique des cours d’eau. Afin de 

préserver l’ADN, le biofilm aquatique ainsi obtenu a ensuite été transféré dans un falcon 50 mL 

dans lequel a été ajouté de l’éthanol jusqu’à atteindre une concentration finale d’au moins 70 % 

d’éthanol. Après homogénéisation des échantillons, les organismes en charge des prélèvements 

ont sous-échantillonné chacun des 461 échantillons de biofilm en 2 lots qui serviront aux analyses 

morphologique et moléculaire. 

 

 

 

Figure 40 – Localisation des 461 sites utilisés dans cette étude. 
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3.3. Approche morphologique 

 La préparation des échantillons, la détermination et le dénombrement des diatomées en 

microscopie ont été réalisés pour tous les échantillons par les différents organismes préleveurs. 

Plusieurs traitements chimiques (H2O2, HCl) ont été appliqués à chaque échantillon de biofilm en 

accord avec la norme européenne (AFNOR 2014a), ceci afin de ne conserver que les frustules des 

diatomées. Les échantillons ont ensuite été montés entre lame et lamelle dans une résine 

possédant un fort indice de réfraction (Naphrax©) pour permettre une observation au microscope 

optique. Finalement, les inventaires taxonomiques de diatomées ont été réalisés sur la base de la 

détermination d’au moins 400 valves au niveau de l’espèce (ou du genre lorsque c’était 

impossible) en utilisant les guides floristiques Européens (e.g. Krammer & Lange-Bertalot 1986, 

1988, 1991a; b, Krammer 2000, 2001, 2002, 2003, Hoffman et al. 2011…). 

 

3.4. Approche moléculaire 

 En accord avec les Agences de l’eau et les Dreal, les organismes préleveurs ont envoyé un 

sous-échantillon des biofilms fixés au laboratoire de l’INRA-CARRTEL afin de mettre en place 

l’approche moléculaire. Les échantillons ont été centrifugés pendant 30 min à 17 000 g et 

l’extraction de l’ADN total effectuée à partir du culot en utilisant la méthode GenElute décrite 

précédemment (Vasselon et al. 2017a). Une amplification par PCR d’une partie du gène rbcL (312 

pb), fragment recommandé comme barcode pour les diatomées (Kermarrec et al. 2014), a été 

réalisée en dupliqua sur l’ensemble des ADN extraits. Les « primers » (forward : 

Diat_rbcL_708F_1/708F_2/708F_3 ; reverse : R3_1/R3_2), le mix PCR ainsi que les conditions 

d’amplification étaient les mêmes que ceux décrits dans Vasselon et al. (2017c), à l’exception de 

l’amplification qui a été réalisée avec 33 cycles. Par la suite, les produits PCR ont été envoyés à la 

« Plateforme Génome et Transcriptome de Toulouse » (GeT-Plage) où a été réalisé : (i) une 

purification des produits PCR ; (ii) la préparation des librairies de séquençage en ajoutant aux 

amplicons des tags spécifiques à chaque échantillons ainsi que les adaptateurs de séquençage ; 

(iii) la préparation des 2 « pools » finaux qui correspondent au mélange équimolaire des librairies 

des échantillons des campagnes 2016 et 2017 ; (iv) le séquençage en « paired-end » de chaque 

pool réalisé avec la technologie Illumina Miseq et le kit V3 (2 x 250 pb). 

 Les étapes de « démultiplexage » et de « contigage » des séquences ont été réalisées par  

la plateforme de séquençage GeT-Plage qui a pu fournir 1 fichier fastq pour chaque échantillon 

séquencé. Des traitements bio-informatiques ont ensuite été réalisés avec le programme Mothur 
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(Schloss et al. 2009) pour éliminer les séquences de mauvaise qualité selon les critères suivant : 

score Phred < 23 sur une fenêtre de 25 pb, erreur dans la séquence des primers > 1, 

homopolymères > 8 pb, base ambiguë > 0. Le logiciel Uchime (Edgar et al. 2011) a ensuite été 

utilisé pour supprimer les séquences chimériques. Enfin, les séquences restantes ont été 

dérépliquées et seules les séquences uniques avec une abondance > 2 ont été conservées pour la 

suite des analyses. 

 Une taxonomie a été assignée à chaque séquence grâce à l’utilisation conjointe de la base 

de référence R-syst::diatom (Rimet et al. 2016) et de la méthode de classification bayésienne 

naïve (Wang et al. 2007) avec un seuil de confiance > 85 %. Les séquences assignées au phylum 

« Bacillariophyta » ont été regroupées en OTUs (95 % de similarité) pour lesquels ont été assignées 

une séquence ADN représentative et une taxonomie en suivant la méthode décrite par Vasselon 

et al. (2017c). A partir de ces informations, un inventaire taxonomique a été créé et utilisé pour 

calculer les indices de qualité moléculaire. 

 

3.5. Estimation des coûts et temps d’analyse des deux approches 

 Deux critères ont été utilisés pour évaluer la faisabilité d’application du metabarcoding à 

l’échelle du réseau de surveillance par rapport à l’approche morphologique. Tout d’abord, le 

temps nécessaire pour traiter les échantillons, de la réception des échantillons jusqu’à la 

production des inventaires taxonomiques, a été estimé pour les deux approches (la méthode 

d’échantillonnage étant la même dans les deux cas, elle n’a pas été prise en compte).  Dans un 

deuxième temps, les coûts relatifs aux deux approches ont été estimés en prenant en compte le 

coût des réactifs ainsi que celui de la main d’œuvre.  

Pour l’approche moléculaire, les estimations de temps et coût ont été réalisées en 

considérant le travail d’un seul technicien pour gérer la totalité des étapes et des échantillons avec 

un même salaire horaire de 32 € / h (charges patronales incluses). Les temps nécessaires à la 

réalisation des extractions et des PCR ont été calculés en considérant 24 échantillons traités en 

parallèle (réplicas compris). Les temps nécessaires au séquençage HTS et au traitement bio-

informatique ont été considérés comme incompressibles, même si le temps nécessaire au 

traitement d’1 ou de 288 échantillons (limite maximum pour un séquençage MiSeq Illumina) ne 

sont pas les mêmes. Les coûts des extractions et des PCR ont été calculés en incluant le coût des 

réactifs et des consommables (devis des fournisseurs), ainsi que le coût de la main d’œuvre. La 

préparation des librairies et le séquençage ayant été réalisés par la plateforme de séquençage, le 
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devis fournit par celle-ci a été utilisé comme base fixe pour définir le coût du séquençage, coût 

permettant de séquencer en parallèle jusqu’à 288 échantillons. 

 Pour l’approche morphologique, les organismes préleveurs ayant réalisé l’ensemble des 

étapes (e.g. traitement chimique, préparation des lames, identification morphologiques), les coûts 

et temps d’analyse se basent sur leur devis. Pour simplifier les calculs, il a été considéré que pour 

chaque échantillon, la détermination taxonomique des diatomées au niveau spécifique était 

réalisée en ½ journée de travail plus le temps relatif à la préparation des échantillons et des lames 

pour la microscopie, pour un coût total de 200 € par échantillon. 

 

3.6. Stratégie de complétion de la base de référence 

 Une nouvelle méthode a récemment été proposée pour compléter les bases de référence 

de barcodes en récupérant directement des séquences environnementales issues du 

metabarcoding (Rimet et al. 2018). Pour ce faire, il suffit de sélectionner et de séquencer en HTS 

des échantillons dans lesquels l’espèce ciblée (i.e. non séquencée et absente de la base de 

référence) est supposée présente en forte abondance. Si l’espèce ciblée est très abondante, il y a 

de fortes chances que les OTUs les plus abondants obtenus avec l’approche moléculaire 

correspondent à cette espèce. Après plusieurs étapes de vérification (e.g. morphologique, 

phylogénétique ; voir l’article de Rimet et al. (2018) dans l’Article annexe II pour plus de détails), 

il est alors possible d’utiliser la séquence environnementale de l’OTU comme séquence de 

référence pour l’espèce ciblée, permettant ainsi de compléter la base de référence. Cette stratégie 

a été utilisée dans cette étude afin de créer la nouvelle version de la base R-Syst::diatom (version 

de Mai 2017).  

  

3.7. Evaluation de l’état écologique des cours d’eau 

 Les calculs des indices IBD et IPS ont été réalisés via le logiciel Omnidia (Lenoir & Coste 

1996, version 6.0.2s) sur la base des inventaires taxonomiques produits. Concernant les 

inventaires moléculaire, il a été montré que le nombre de copies du gène rbcL est directement 

corrélé au biovolume des espèces, aboutissant à une surestimation des plus grosses espèces 

(Vasselon et al. 2018). Afin d’éviter ce biais et d’obtenir des abondances relatives d’espèces plus 

proches de celles obtenues en microscopie, un facteur de correction (CF) a été proposé par les 

auteurs pour chaque espèce de diatomée. Ces facteurs de correction ont été appliqués dans notre 
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étude à partir des données de biovolumes spécifiques disponibles dans la base Omnidia, ce afin 

de produire des inventaires taxonomiques corrigés, qui ont par la suite été utilisés pour calculer 

les indices IBD et IPS. Au final, 5 notes d’IPS et d’IBD ont été produites pour chaque échantillon : 

1 sur la base de l’inventaire  morphologique ; 2 sur la base des inventaires moléculaires créés à 

partir de la base de référence R-syst::diatom (version Mars 2017), corrigés et non corrigés par les 

CF ; 2 sur la base des inventaires moléculaires créés à partir de la base de référence R-syst::diatom 

(version enrichie de Mai 2017), corrigés et non corrigés par les CF .  

 

4. Résultats préliminaires pour la campagne 2016 

4.1. Mise en place de l’approche moléculaire 

 Sur les 166 échantillons de biofilm issus de la campagne de prélèvement 2016, 2 ont été 

réceptionnés tardivement (ils seront traités en 2017) et 22 n’ont pas pu être préparés pour le 

séquençage Illumina Miseq car :  

• l’amplification PCR n’avait pas abouti ou n’était pas suffisante pour permettre la 

préparation des librairies de séquençage (20 échantillons). 

• les échantillons ont été fixés au formol (au lieu de l’éthanol) et n’ont donc pas pu être 

traités avec l’approche moléculaire (2 échantillons). 

 Concernant le premier cas, le fait que certains échantillons n’aient pu être amplifiés en 

PCR est directement lié à la qualité et à la quantité de l’ADN extrait. La méthode d’extraction 

GenElute n’inclue pas d’étape de purification sur colonne, si bien que de nombreux composés 

présents dans le biofilm (e.g. acides humiques, acides fulviques, ions métalliques) peuvent être 

co-extraits avec l’ADN et inhiber la PCR (Schrader et al. 2012). Comme les quantités d’ADN 

obtenues avec cette méthode sont généralement importantes, l’ADN est dilué afin d’être utilisé 

en PCR, ce qui suffit à lever l’inhibition dans la plupart des cas (Vasselon et al. 2017a). Cependant, 

lorsque les sites échantillonnés sont naturellement riches en composés inhibiteurs ou lorsque les 

communautés de diatomées benthiques sont peu développées et ne permettent pas d’obtenir 

des quantités d’ADN suffisantes, il devient difficile de réaliser les dilutions. Or, la majorité des 

échantillons non amplifiés sont soit issus de régions ayant un socle cristallin et dont les eaux sont 

chargées en acides humiques (Bretagne, Limousin), soit de sites où les communautés de 

diatomées sont peu développées (e.g. sites alpins). Pour ce genre d’échantillon, Vasselon et al. 

(2017a) avaient recommandé l’utilisation d’une colonne de purification d’ADN pour éliminer les 



164 
 

composés inhibiteurs. Cette solution sera appliquée aux 20 échantillons d’ADN non amplifiés afin 

de pouvoir les inclure lors du séquençage de ceux de la campagne 2017. En fonction des résultats 

obtenus, il pourrait être intéressant d’inclure systématiquement l’étape de purification sur 

colonne dans la méthode GenElute. 

 Dans le second cas (échantillons fixés au formol), la mise en place de l’approche 

moléculaire nécessite d’avoir des échantillons compatibles avec les techniques de biologie 

moléculaire (e.g. extraction ADN, amplification PCR). Il est donc nécessaire de mettre en place des 

méthodes et des pratiques d’échantillonnages adaptées, notamment vis-à-vis du stockage et de 

la préservation des échantillons de biofilm (e.g. fixation à l’éthanol). Ces pratiques étant nouvelles 

pour les acteurs en charge des prélèvements, elles ne sont pas encore un réflexe lors des 

campagnes d’échantillonnage sur le terrain. Ceci peut expliquer pourquoi certains échantillons ont 

été fixés au formol, produit habituellement utilisé pour fixer les échantillons mais qui est connu 

pour dégrader l’ADN (Stein et al. 2013). D’où l’importance de bien communiquer et échanger avec 

les différents acteurs, afin de leur expliquer les contraintes liées à l’approche moléculaire et les 

bonnes pratiques à mettre en place. Un compte rendu de la campagne 2016 a été fait en ce sens 

afin de préparer au mieux la campagne d’échantillonnage 2017 (Rimet et al. 2017). 

 

4.2. Comparaison des coûts et temps d’analyse des deux approches 

 Les estimations des temps et coût d’analyses en fonction du nombre d’échantillons traités 

ont été calculées pour les deux approches (Figure 41). Lorsqu’il s’agit de traiter un nombre réduit 

d’échantillons (jusqu’à 50 environ) les coûts et temps relatifs à la mise en place des deux 

approches sont similaires. Lorsque le nombre maximum d’échantillons pouvant être séquencés 

dans 1 même run HTS est atteint, ce qui correspond à 288 échantillons dans les conditions de cette 

étude, l’approche moléculaire est environ 5 fois moins chère et 4 fois plus rapide que l’approche 

morphologique pour traiter la totalité des échantillons. Dans une précédente étude, il a été 

montré que le coût nécessaire à l’identification au niveau spécifique de 500 valves de diatomées 

était similaire pour les deux approches  (Stein et al. 2014). Depuis, les technologies HTS se sont 

développées et les coûts liés au séquençage ont été fortement réduits (Goodwin et al. 2016). A 

titre d’exemple, la société Illumina développe une nouvelle série de séquenceurs HTS capables de 

séquencer un génome complet pour 100 $ (Novaseq, 

http://www.businesswire.com/news/home/20170109006363/en/). Il n’est donc pas surprenant 

que l’approche moléculaire devienne moins chère que l’approche morphologique. Le temps 

d’analyse pour l’approche moléculaire peut être encore diminué car notre estimation prend en 



 

165 
 

compte un temps d’optimisation des amplifications PCR. De plus, l’extraction de l’ADN étant l’une 

des étapes la plus chronophage du metabarcoding, il est envisageable d’automatiser cette étape 

en utilisant des robots d’extraction, ce qui permettrait de réduire encore le temps de traitement 

des échantillons. 

 

 

Figure 41 – Estimations des coûts et temps relatifs à la mise en place des deux approches 
d’identification des diatomées. 

 

4.3. Résultats du séquençage et complétion de la base de référence 

 Le séquençage (technologie Illumina Miseq) réalisé sur les 142 échantillons de la 

campagne de prélèvement 2016 a permis d’obtenir 11 539 416 séquences (séquencées dans les 

deux sens). Suite aux différents filtres bio-informatiques, 3 119 226 séquences ont été conservées 

et groupées sur la base de leur similarité (seuil à 95 %) en 682 OTUs. L’assignation taxonomique 

des OTUs a été réalisée à partir de la base de référence R-syst::diatom (version mars 2017). 

L’assignation au niveau du genre a permis d’identifier 362 OTUs (représentant 77 % des 

séquences). L’assignation au niveau de l’espèce a permis d’identifier 205 OTUs (représentant 58 

% des séquences). L’inventaire taxonomique global de l’ensemble des échantillons incluait 28 

familles, 53 genres et 102 espèces de diatomées. 

 Pour compléter la base de référence, suffisamment d’échantillons présentaient les 

caractéristiques décrites par (Rimet et al. 2018) pour permettre d’identifier précisément la 

taxonomie associée à 61 OTUs, OTUs jusqu’alors non assignés au niveau du genre ou de l’espèce. 

Ceux-ci correspondaient à 21 espèces de diatomées fréquemment identifiées dans les rivières 

métropolitaines, notamment Achnanthidium delmontii, Nitzschia costei ou encore Gomphonema 
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rhombicum. Les séquences ADN représentatives des 61 OTUs ainsi que leur taxonomie ont été 

intégrées dans la nouvelle version de la base R-Syst::diatom (version mai 2017). Les inventaires 

taxonomiques moléculaires produits précédemment via la base R-Syst::diatom (version mars 

2017) ont ainsi pu être complétés grâce aux nouvelles informations de la base R-Syst::diatom 

(version mai 2017).  

 

4.4. Evaluation de la qualité des cours d’eau 

 Les valeurs d’indice de qualité calculées à partir des différents inventaires moléculaires ont 

été comparées aux valeurs obtenues à partir des inventaires morphologiques et les résultats 

résumés dans la Figure 42 pour l’IBD et dans la Figure 43 pour l’IPS. Quel que soit l’inventaire 

moléculaire utilisé (avec les versions de R-Syst::diatom de mars ou de mai 2017), les valeurs 

d’indices moléculaire et morphologique étaient significativement corrélées, aussi bien pour l’IPS 

que pour l’IBD. La meilleure corrélation a été obtenue pour l’indice IPS en utilisant l’inventaire 

moléculaire généré à partir de la base R-Syst::diatom complétée (version mai 2017) avec 

correction des abondances relatives de séquences par le facteur de correction basé sur le 

biovolume des espèces. Dans cette configuration, l’écart entre les notes moléculaire et 

morphologique était de 1,8 points pour l’IBD (min = 0, max = 13,9) et de 1,6 points pour l’IPS (min 

= 0, max = 9,2). 

 

 

Figure 42 – Corrélation entre valeurs d’indices IBD moléculaire et IBD morphologique. 
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Figure 43 – Corrélation entre valeurs d’indices IPS moléculaire et IPS morphologique. 
 

 Ces premiers résultats montrent que les notes d’indice obtenues en metabarcoding sont 

fortement corrélées à celles obtenues avec l’approche morphologique pour les deux indices. Les 

corrélations obtenues sont soit similaires (Visco et al. 2015; Apothéloz-Perret-Gentil et al. 2017), 

soit inférieures à celles obtenues précédemment (Vasselon et al. 2017b, 2018). Malgré cela, ces 

résultats sont très encourageants car il s’agit d’une des premières études à utiliser le 

metabarcoding des diatomées comme outil pour évaluer la qualité des cours à grande échelle, sur 

des sites variés avec un gradient de qualité d’eau marqué. On remarque que l’IPS permet de mieux 

discriminer certains sites de bonne qualité que l’IBD pour lequel on obtient plus fréquemment des 

notes de 20 (voir Figure 42). 

 L’intégration des séquences environnementales dans la base de référence a 

particulièrement amélioré les corrélations entre les notes de qualité moléculaire et 

morphologique, de 15 % en moyenne, et ce pour les deux indices. On sait que les espèces de 

diatomée les plus abondantes ont un poids plus important dans le calcul de la note de qualité d’un 

site (Lavoie et al. 2009; Bigler et al. 2009). La méthode proposée par Rimet et al. (2018), et utilisée 

dans cette étude pour compléter la base R-Syst::diatom (version de mai 2017), permet de 

compléter la base de référence en ciblant des espèces retrouvées fréquemment et en forte 

abondance dans les inventaires morphologiques. Même si un nombre limité d’espèces a pu être 

intégré dans la base via cette approche (21 espèces ajoutées), celles-ci étant abondantes dans nos 

inventaires, leur prise en compte a amélioré le calcul des indices de qualité.  

 En plus de l’amélioration de la base de référence, le fait d’optimiser les abondances 

relatives des séquences en utilisant les facteurs de correction décrits dans (Vasselon et al. 2018) 
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a permis d’améliorer les corrélations entre indices morphologique et moléculaire en se 

rapprochant d’une pente égale à 1. Cependant, à cause d’incohérences dans la base de référence 

de biovolume, certaines espèces n’ont pas pu être corrigées correctement. C’est notamment le 

cas pour Melosira varians, pour laquelle un biovolume de 3267 µm3 est référencé dans la base 

Omnidia alors qu’en réalité il est plutôt de l’ordre de 14515 µm3. La mise à jour des biovolumes 

de la base de référence devrait permettre d’aboutir à des inventaires moléculaires plus fiables et 

ainsi améliorer les notes de qualité obtenues. 
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 Ce travail de thèse avait pour objectif d’évaluer le potentiel du metabarcoding comme 

méthode alternative à l’approche morphologique pour l’identification des diatomées, dans le but 

de permettre l’évaluation de l’état écologique des cours d’eau. C’est dans cette optique et dans la 

continuité des travaux de L. Kermarrec (Kermarrec 2012), qui ont permis d’initier la mise en place 

de l’approche moléculaire (e.g. choix du barcode, création d’une base de référence) et de valider 

sa capacité à fournir à partir d’échantillons environnementaux des inventaires taxonomiques de 

diatomées fiables, que nous avons développé deux axes de travail. Dans un premier temps, nous 

avons poursuivi le développement du metabarcoding afin d’identifier et de réduire le plus possible 

les biais de quantification des espèces liés au choix de la méthode d’extraction de l’ADN (Chapitre 

II) et aux variations du nombre de copies du gène (Chapitre III), pour permettre le calcul d’indices 

diatomiques produisant des évaluations de qualité plus proches de celles obtenues via l’approche 

morphologique. Nous avons ensuite appliqué l’approche moléculaire optimisée à l’échelle des 

cours d’eau de Mayotte (Chapitre IV) et du réseau de surveillance des cours d’eau de France 

métropolitaine (Chapitre V), dans le but d’évaluer l’applicabilité de cette approche à grande 

échelle et de comparer son efficacité par rapport à l’approche morphologique. En parallèle de ce 

travail, nous avons aussi pu tester une nouvelle méthode permettant de compléter la base de 

référence à partir des données de metabarcoding obtenues sur des échantillons 

environnementaux (Chapitre V, voir Article annexe II). L’ensemble des travaux ont été réalisés en 

s’appuyant sur des échantillons biologiques variés (cultures pures, communautés artificielles, 

échantillons environnementux) et ont permis de réaliser des ajustements techniques et 

méthodologiques sur l’approche moléculaire (voir Figure 44).  

Cette discussion générale vise à apporter non seulement une synthèse des résultats 

obtenus mais également à aborder les perspectives qui en découlent. 
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1. Développement de l’approche moléculaire 

1.1. Impact des biais techniques : avancées et perspectives 

 Comme évoqué précédemment, le metabarcoding est une méthode d’identification des 

espèces assez récente qui s’est surtout développée au cours des 10 dernières années (Figure 45). 

Il est important de bien comprendre que chaque étape du metabarcoding, depuis l’extraction de 

Figure 44 – Approches et techniques utilisées au cours de ces travaux de thèse. 
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l’ADN jusqu’à la méthode d’obtention de l’inventaire taxonomique, influence  potentiellement les 

résultats acquis en termes de composition et d’abondance relative des taxons. Bien que de 

nombreuses études aient contribué à la compréhension des biais inhérents à chaque étape du 

metabarcoding, peu d’entre elles ont contribué spécifiquement au développement du 

metabarcoding des diatomées. Les travaux réalisés dans le cadre de ce travail de thèse apportent 

donc des éléments nouveaux quant aux impacts de différents biais techniques sur les inventaires 

taxonomiques de diatomées obtenus en metabarcoding. 

 

 

Figure 45 – Evolution au cours du temps du nombre d’articles incluant les termes « 
metabarcoding »  OU « environmental barcoding ».  

Source: Web of Science Core Collection, base du 13/09/2017. 
 

1.1.1. Extraction de l’ADN 

 Le protocole d’échantillonnage étant commun aux approches moléculaire et 

morphologique, la première étape spécifique au metabarcoding des diatomées consiste à extraire 

l’ADN d’échantillons de biofilms aquatiques. Le choix d’une méthode d’extraction appropriée 

dépend à la fois du type d’échantillon traité (e.g. tissu, plasma, eau, sol, biofilm) et du groupe 

d’organisme ciblé. Ainsi on trouve une grande diversité de méthodes et de protocoles 

commercialisés qui sont adaptés à différents types d’échantillons (voir Dhaliwal 2013  pour une 

liste détaillée). Cependant, la membrane cellulaire de la majorité des organismes étant 

généralement facile à lyser, les méthodes d’extraction de l’ADN ne sont pas forcément adaptées 

aux organismes possédant des structures fortifiées comme les diatomées avec leur frustule de 

silice.  De par sa capacité à fixer l’ADN en présence de certains composés chimiques (Boom et al 

1990), le frustule apparait comme un obstacle pour l’extraction de l’ADN, ce qui est paradoxal 

quand on sait que la silice qui compose le frustule des diatomées est fréquemment utilisée dans 
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des kits d’extraction et de purification d’ADN (e.g. Geneclean® Kit For Ancient DNA, thèse 

Grunenwald 2014). La solidité du frustule varie d’une espèce à l’autre de diatomée en fonction 

de la forme, des motifs (e.g. pores, stries, raphé) et de la quantité de silice qui composent le 

frustule (Hamm et al. 2003; Moreno et al. 2015). Cette variabilité a pour effet de rendre le frustule 

plus ou moins facile à briser en fonction des espèces, et ce, même avec des méthodes de lyses 

considérées comme très efficaces et fréquemment utilisées comme le « bead beating » (Eland et 

al. 2012). Dans le Chapitre II, nous mettons en évidence l’effet de ce biais sur les inventaires 

taxonomiques de diatomées obtenus en metabarcoding. Bien que les compositions taxonomiques 

obtenues avec les différentes méthodes d’extraction testées soient similaires, des différences 

significatives en termes de quantification de certains taxons ont été observées indiquant que 

l’ADN de ces taxons n’est pas extrait de la même manière en fonction de la méthode d’extraction 

utilisée. C’est l’une des raisons pour laquelle nous avons décidé de travailler avec la méthode 

d’extraction d’ADN qui utilise le GenElute, car elle intègre plusieurs méthodes de lyse cellulaire 

(physique, thermique, enzymatique) et offre ainsi de meilleures possibilités d’extraction de l’ADN 

des différentes espèces de diatomées. 

 

1.1.2. Amplification PCR et séquençage HTS 

 Comme nous l’avons évoqué dans le Chapitre I (partie 4.2.2), les étapes d’amplification de 

l’ADN par PCR et de séquençage HTS peuvent impacter fortement les inventaires taxonomiques.  

 En ce qui concerne l’amplification PCR, nous avons pu améliorer les « primers » utilisés 

pour amplifier le barcode rbcL en augmentant le nombre de dégénérescences dans leurs 

séquences (voir le Chapitre IV pour plus de détails). Bien que le risque d’amplification aspécifique 

soit augmenté, cela permet de limiter au mieux la fixation préférentielle des « primers » à 

certaines séquences, ce qui permet d’élargir le nombre d’espèces amplifiées comme montré in 

silico et sur des communautés de macroinvertébrés d’eau douce (Elbrecht & Leese 2017). Le 

changement de « primer » a ainsi permis de mieux détecter certains taxons des genres Pinnularia, 

Achnanthidium ou encore Cocconeis jusqu’alors observés dans les inventaires morphologiques 

mais peu représentés dans les inventaires moléculaires.  

 Bien qu’il soit possible de limiter les biais liés à la PCR en utilisant des stratégies 

d’amplification adaptées (Kebschull & Zador 2015), il est difficile de contrôler la création de 

chimères et l’incorporation d’erreurs dans les séquences qui ne peuvent être détectées et 

éliminées que lors des traitements bio-informatiques (Schloss 2016). Afin de s’affranchir 

complétement des biais d’amplification, une nouvelle approche d’enrichissement basée sur la 



 

175 
 

capture de gènes a été intégrée avec succès au metabarcoding réalisé sur des macroinvertébrés 

d’eau douce (Dowle et al. 2016) et des arthropodes (Shokralla et al. 2016). Pour cela on utilise 

des sondes ADN qui se fixent par complémentarité à une région du génome des taxons ciblés (e.g. 

gène rbcL) et qui peuvent ensuite être récupérées grâce à des billes magnétiques, permettant 

d’isoler la région ciblée et de la séquencer directement en HTS sans amplification PCR. Une telle 

approche pourrait être appliquée aux metabarcoding des diatomées. 

 Au cours de ces travaux de thèse, deux technologies de séquençages HTS ont été utilisées : 

PGM Ion torrent (Chapitre II, III, IV) et MiSeq Illumina (Chapitre V). Ces technologies sont connues 

pour générer des erreurs de séquençage, généralement caractérisées par des insertions et des 

délétions de nucléotides dans les séquences de l’ordre de 0,06 à 1 % pour le PGM et moins de 

0,01% pour le MiSeq (Bragg et al. 2013; Schirmer et al. 2015; Goodwin et al. 2016). Bien que la 

technologie MiSeq présente moins d’erreurs que le PGM, les filtres bio-informatiques que nous 

avons appliqués pour trier les séquences, notamment l’étape de « precluster », nous ont permis 

de limiter au maximum l’impact de ce biais. Cependant, le PGM a tendance à générer des 

séquences de longueurs variables en comparaison du MiSeq, comme déjà observé précédemment 

(Salipante et al. 2014). Sur l’ensemble des données de séquençage HTS issues du metabarcoding 

des diatomées ciblant le fragment rbcL de 312 pb, cela se traduit par environ 50 % des séquences 

avec une longueur inférieures à 250 pb en PGM, séquences qui sont donc inexploitées car trop 

courtes. La technologie MiSeq quant à elle permet de générer des séquences complètes, tout en 

permettant un séquençage bidirectionnel de chaque séquence. Elle permet également de 

séquencer plus d’échantillons en parallèle, ce qui rend cette technologie bien adaptée à l’avenir 

pour le metabarcoding des diatomées. 

 Afin d’évaluer directement comment les biais liés à la PCR et aux HTS affectent le 

metabarcoding des diatomées, un projet en collaboration avec Eric Pilgrim de l’Environmental 

Protection Agency (EPA, USA) a été initié dans le cadre de ces travaux de thèse. Les résultats de 

cette étude n’étant pas encore finalisés, ils n’ont pas été intégrés dans le manuscrit de thèse. 

Comme il est difficile de différencier les biais liés à la PCR de ceux dus au séquençage HTS, nous 

avons mis en place différentes stratégies dans le cadre de ce projet : (i) des échantillons 

environnementaux de biofilms aquatiques ont été séquencés en plusieurs réplicas, à la fois avec 

le PGM et le MiSeq afin de comparer la structure des communautés de diatomées obtenue via les 

deux méthodes ; (ii) des séquences ADN correspondant à des barcodes rbcL (312 pb) de différentes 

espèces de diatomées ont été synthétisées de novo (par la société Eurofins Genomics). Ces 

séquences dites « synthétiques » ont ensuite été mélangées dans des proportions connues afin 

de créer des communautés synthétiques qui peuvent être séquencées directement en HTS, sans 
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étape de PCR. De cette manière il est possible de dissocier le biais du séquençage de celui de la 

PCR. (iii) des séquences « Alien » (e.g. séquence ADN de souris) amplifiable en même temps que 

l’ADN des diatomées, grâce à l’ajout des primers rbcL utilisés pour cibler les diatomées aux 

extrémités de ces séquences Alien, ont été incorporées en proportions connues dans les ADN 

extraits à partir des biofilms aquatiques, avant d’effectuer la PCR. De cette manière, il est possible 

de visualiser facilement dans les inventaires moléculaires la création de chimères ou des 

contaminations croisées entre échantillons. Sur ce dernier point, les résultats préliminaires ont 

montré qu’une séquence Alien initialement incorporée dans un seul échantillon avant PCR et 

séquençage HTS a été détectée dans d’autres échantillons après séquençage. Cela peut être dû à 

des problèmes lors de la préparation des libraires de séquençage. 

 

1.1.3. Base de référence de barcodes 

 Le biais inhérent à la complétude de la base de référence est particulièrement important 

pour les diatomées, du fait de la difficulté à isoler et cultiver de nouvelles espèces pour pouvoir 

les séquencer. Bien que la base R-syst::diatom soit régulièrement mise à jour et complétée avec 

des séquences de nouveaux taxons, il reste des lacunes et des taxons représentatifs de certaines 

régions et de certaines qualité de milieux ne sont pas encore référencés. Dans le Chapitre IV on a 

pu voir pour les cours d’eau de Mayotte que 82 % des espèces identifiées en morphologie ne sont 

pas référencées ; de la même manière dans le chapitre V, 47 des 100 espèces les plus 

fréquemment identifiées en morphologie dans les cours d’eau de France métropolitaine ne sont 

pas référencées. Cela se traduit dans les inventaires taxonomiques moléculaires par des 

échantillons avec un fort pourcentage de séquences non assignées taxonomiquement (parfois 

jusqu’à 97 %, voir Chapitre IV), ce qui peut biaiser les notes de qualité obtenues. Il est donc 

nécessaire de poursuivre le travail de complétion de la base de référence afin de pouvoir utiliser 

l’ensemble de la donnée moléculaire et d’obtenir des inventaires taxonomiques complets. Pour 

cela, une solution est de réaliser l’amplification et le séquençage à partir de l’ADN extrait d’une 

seule cellule de diatomée, ce qui permet de s’affranchir de l’étape de mise en culture. Cette 

méthode a été appliquée avec succès sur des cultures pures de diatomées ainsi que des 

échantillons environnementaux  de diatomées (benthiques et planctoniques) frais et fixés dans de 

l’éthanol (Lang & Kaczmarska 2011; Hamilton et al. 2015; Khan-Bureau et al. 2016). Cependant, 

afin d’associer une taxonomie à la séquence de référence, cette méthode n’est applicable que si 

il est possible d’identifier à quelle espèce appartient la cellule séquencée, ce qui n’est pas toujours 

évident sur la base d’une seule cellule vivante (les observations microscopiques étant réalisées sur 
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plusieurs cellules mortes). Dans le Chapitre V, nous avons pu mettre en place une nouvelle 

méthode de complétion décrite par (Rimet et al. 2018) permettant d’utiliser des séquences issues 

des données HTS d’échantillons environnementaux. Bien que cette approche ne permette de 

cibler que des taxons retrouvés en forte abondance dans les inventaires morphologiques, elle 

offre la possibilité opérationnelle de compléter rapidement et à moindre coût la base de référence 

de barcode. De plus, avec l’augmentation du nombre d’études utilisant le metabarcoding des 

diatomées et l’acquisition de jeux de données plus conséquents, il sera de plus en plus facile de 

mettre en place cette approche. Il est cependant important de bien conserver la traçabilité de 

l’origine de ces séquences environnementales obtenues en HTS afin de bien les identifier par 

rapport aux séquences obtenues à partir de culture pure et par séquençage Sanger. 

 

1.2. Sources de divergences entre inventaires : deux visions d’une 

même réalité 

 Afin de valider les inventaires taxonomiques de diatomées obtenus en metabarcoding, on 

les compare à ceux obtenus via l’approche morphologique. Cependant il est important de rappeler 

que la correspondance entre ces deux méthodes ne pourra jamais être parfaite, en partie à cause 

des biais techniques inhérents à chacune d’elle, mais aussi parce qu’elles se basent sur des critères 

différents pour décrire la structure et la diversité des communautés de diatomées. Pour les 

diatomées, plusieurs points sont particulièrement importants car ils impactent la comparaison des 

approches morphologiques et moléculaires, aussi bien en termes d’identification que de 

quantification des taxons, à savoir : 

• Erreurs d’identification : que ce soit avec l’une ou l’autre des approches, il peut y avoir des 

erreurs lors de l’identification des taxons. Pour l’approche morphologique, il s’agit d’erreurs 

qui surviennent lors de la détermination au microscope, principalement lorsque des espèces 

présentent des caractéristiques morphologiques similaires ou bien que les frustules observés 

sont de petite taille et difficiles à reconnaître (Bellinger & Sigee 2015). Avec l’évolution 

constante de la taxonomie des diatomées, il existe plusieurs noms pour une même espèce ce 

qui crée des problèmes de synonymie. Pour l’approche moléculaire, il s’agit d’erreurs qui 

surviennent lors de l’assignation taxonomique des séquences avec la base de référence, et 

dépendent principalement de la qualité des séquences obtenues en metabarcoding (e.g. 

erreurs incorporées lors de la PCR ou du séquençage), de la qualité de la base de référence et 

des algorithmes d’assignation utilisés (Schloss 2016; Balvočiūtė & Huson 2017). L’avantage 
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de l’approche moléculaire est que cette erreur est plus facilement répétable car automatisée, 

tandis qu’avec l’approche morphologique elle varie en fonction de la personne qui réalise 

l’identification et de son expertise au microscope (Kahlert et al. 2009).  

• Résolution taxonomique : les deux approches ont la capacité d’identifier les taxons au niveau 

spécifique voire même sub-spécifique. Ceci dépend de la capacité des critères 

d’identifications utilisés, à savoir la variabilité morphologique du frustule pour l’approche 

morphologique et la variabilité génétique du barcode pour l’approche moléculaire, à 

discriminer les taxons entre eux, ce qui varie d’un genre voire d’une espèce de diatomée à 

une autre. Par exemple, Rimet et al. (2018) ont mis en évidence, sur la base des séquences 

rbcL obtenues en metabarcoding dans le Chapitre IV, plusieurs clades au sein de l’espèce 

Gomphonema parvulum, explicables par une diversité cryptique non visible en microscopie. 

A l’inverse, il nous est impossible de différencier les espèces Fragilaria vaucheriae, F. rumpens 

et F. nanoides car les séquences ADN de leur barcode rbcL (312 pb) sont identiques. Ce qui 

explique qu’on ne puisse les identifier dans les inventaires moléculaires obtenus dans le 

Chapitre V, bien qu’elles soient présentes dans les inventaires morphologiques 

correspondant. 

• Faux positifs : que ce soit par la présence de frustules ou d’ADN issus d’individus morts, on 

détecte des faux positifs avec les deux approches. Ces biais ont déjà été discutés pour les 

diatomées (Kermarrec et al. 2014), et sont dus à la persistance des frustules et de l’ADN  dans 

les écosystèmes d’eau douce (Dejean et al. 2011). Les contaminations proviennent souvent 

des diatomées planctoniques qui sédimentent et se déposent sur les biofilms aquatiques. Ce 

phénomène peut être important lorsqu’on étudie les communautés dans les biofilms 

aquatiques des lacs, avec une dominance de ces diatomées planctoniques dans les inventaires 

moléculaires (Rivera et al. 2017). Bien que moins problématique lorsqu’on travaille sur les 

communautés benthiques de rivières, on retrouve fréquemment des taxons planctoniques 

dans les inventaires moléculaires et morphologiques  (e.g. genres Cyclotella, Stephanodiscus, 

Chapitre IV et V). 

• Profondeur d’analyse : lorsqu’on compare les inventaires morphologiques et moléculaires, 

les comptages au microscope sont limités à 400 frustules par échantillon, tandis qu’aucune 

limite n’est fixée en termes de nombre de séquences par échantillon en metabarcoding. 

Ajouter à cela une capacité de détection du metabarcoding supérieure à l’approche 

morphologique, puisque par individu on a plusieurs séquences contre 1 frustule, le 

metabarcoding à la possibilité de mettre en évidence plus facilement des espèces peu 

abondantes et rares. Ceci explique en partie (avec le choix de la méthode de clustering et du 
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seuil de similarité utilisé pour définir les OTUs) pourquoi on obtient une richesse en OTU plus 

importante que la richesse spécifique obtenue avec l’approche morphologique, ce dans 

toutes les études menées dans ces travaux de thèse. 

• Méthode de quantification des taxons : tandis que l’approche morphologique se base sur les 

abondances relatives de valves observées en microscopie, l’approche moléculaire utilise les 

abondances relatives de séquences pour quantifier les taxons. Les grosses espèces de 

diatomées étant généralement moins abondantes que les petites espèces dans 

l’environnement, elles sont plus facilement sous-estimées en microscopie (Snoeijs et al. 

2002). A l’inverse, les travaux réalisés dans le Chapitre III montrent que les grosses espèces 

sont surestimées en metabarcoding, ceci étant dû au fait que le nombre de copies du gène 

rbcL est corrélé au biovolume cellulaire des diatomées. A cela s’ajoute le fait que l’approche 

morphologique ne prend pas en compte l’état physiologique des cellules, comme elle se base 

sur des comptages de frustules vidés de leur contenu cellulaire. A l’inverse, la quantité d’ADN 

dans une cellule pouvant varier en fonction de son état physiologique (Veldhuis et al. 2001) 

et donc impacter le nombre de copie du gène rbcL, l’état physiologique des cellules influence 

l’abondance relative des espèces obtenue en metabarcoding (voir discussion Chapitre III). Ces 

facteurs ont pour effet de contribuer fortement aux différences de quantification observées 

entre les inventaires morphologiques et moléculaires. 

 

2. Application de l’approche moléculaire pour l’évaluation de 

la qualité des cours d’eau 

2.1. Congruence entre approches morphologique et moléculaire 

 Bien que les approches morphologique et moléculaire fournissent des inventaires 

taxonomiques de diatomées qui ont en général une correspondance partielle, surtout au niveau 

spécifique, on observe généralement une forte congruence entre les évaluations de qualité basées 

sur ces 2 types d’inventaires. Nous avons pu faire ce constat dans les Chapitre II, III, IV, V, constat 

qui rejoint les résultats d’autres études réalisées sur l’utilisation du metabarcoding pour évaluer 

l’état écologique des cours d’eau (Kermarrec et al. 2014; Visco et al. 2015; Apothéloz-Perret-

Gentil et al. 2017). Il n’est donc pas nécessaire que les inventaires taxonomiques obtenus avec les 

deux approches soient identiques pour permettre une évaluation correcte de la qualité des cours 

d’eau, ce qui peut s’expliquer par plusieurs facteurs.  
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 Les indices diatomiques (e.g. IPS, IBD) utilisés pour évaluer l’état écologique des cours 

d’eau nécessitent d’identifier les taxons au niveau spécifique, ce afin d’utiliser les valeurs 

écologiques de chaque espèce dans le calcul de l’indice. Avec l’approche moléculaire, il est 

fréquent qu’on ne réussisse pas à assigner un nom d’espèce aux séquences environnementales, 

mais seulement un nom de  genre (≈ 40 % des séquences assignées à l’espèce contre 72 % au 

genre dans le Chapitre IV ; 58 % contre 77 % dans le Chapitre V). On utilise alors les valeurs 

écologiques associées aux genres dans le calcul de l’indice, ce qui permet de prendre en compte 

plus de données dans le calcul de l’indice moléculaire, même si les valeurs écologiques utilisées 

sont plus moyennées. Plusieurs études ont montré qu’il n’est pas nécessaire de travailler au niveau 

spécifique pour avoir une bonne évaluation de l’état écologique des cours d’eau, l’utilisation de 

niveaux supérieurs comme le genre offrant une résolution suffisante (Kelly et al. 1995; Bigler et 

al. 2009; Rimet & Bouchez 2012a). Ceci a été confirmé récemment par (Keck et al. 2015), qui a 

mis en évidence la présence d’une relation entre la phylogénie et l’écologie des diatomées, 

montrant ainsi que des espèces phylogénétiquement proches partagent souvent des préférences 

écologiques similaires, ce, à un niveau taxonomique supérieur à celui de l’espèce. De ce fait, 

l’utilisation des valeurs écologiques des genres dans le calcul des indices de qualité moléculaire 

permet une évaluation de qualité qui est semblable à celle que nous aurions obtenue en travaillant 

au niveau spécifique. Cette approche a d’ailleurs été mise en place avec succès sur la base des 

inventaires morphologiques avec la création de l’Indice Diatomique Générique (IDG) qui prenait 

en compte seulement les valeurs écologiques des genres et donnait des résultats satisfaisants 

(Coste 1982; Rumeau & Coste 1988). Cependant de grand écarts de notes entre les indices IPS et 

IDG étaient observés pour certains sites (jusqu’à 7,5 points), principalement à cause de certains 

genres (e.g. Navicula, Nitzschia) qui renferment des espèces couvrant toute la gamme de 

sensibilité à la pollution (Prygiel & Coste 1993). Afin d’éviter ce problème, un indice basé sur 

l’identification de 45 genres et 91 espèces avait été proposé : l’Indice Diatomique Pratique (IDP) 

(Prygiel et al. 1996). Il est donc envisageable de créer un indice moléculaire utilisant dans son 

calcul à la fois les valeurs écologiques des genres et des espèces.  

 Bien que la possibilité de travailler au niveau du genre permette d’utiliser plus de données 

en metabarcoding, la correspondance entre les inventaires taxonomiques morphologiques et 

moléculaires reste globalement faible (e.g. 13 % des espèces et 59 % des genres communs aux 

deux approches dans le Chapitre IV). Avec si peu de similarité on devrait s’attendre à plus de 

divergence dans les notes de qualités obtenues avec les deux approches. Cependant, les espèces 

et les genres détectés par les deux approches sont généralement ceux retrouvés en forte 

abondances dans les inventaires, c’est-à-dire ceux qui influencent fortement la note de l’indice. 
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Bigler et al. (2009) ont montré que la suppression des taxons de diatomées avec une abondance 

relative < 5 % a un impact limité sur les valeurs d’indices obtenues. Comme les taxons peu 

abondants ont un faible impact sur le calcul de l’indice, le fait de ne pas détecter ces taxons avec 

l’une ou l’autre des approches affecte peu la congruence entre les indices de qualité 

morphologique et moléculaire. C’est pourquoi, certains indices comme l’IBD ne prennent pas en 

compte certains taxons rares (Prygiel et al. 2002). De plus, au vu des résultats obtenus dans le 

Chapitre III, il faudra prendre en compte les abondances relatives des taxons après application du 

facteur de correction pour définir si une espèce est abondante ou non dans les inventaires 

moléculaires. 

 

 

Figure 46 – Abondances relatives des taxons de diatomées sensibles (cercle blanc) et tolérants 
(cercle noir) aux nutriments en fonction du ratio de qualité écologique (EQR) obtenus pour des 

cours d’eau. 
n= 1051 sites, source: Kelly et al. 2008. 

  
 Pour certains sites, on se retrouve dans une situation où la majorité des séquences sont 

non assignées au niveau de l’espèce et parfois même du genre (jusqu’à plus de 90 % pour les cas 

les plus extrêmes). Malgré cela, on obtient fréquemment des notes de qualité moléculaires qui 

sont assez proches des notes de qualité morphologiques. Une hypothèse est que les espèces 

abondantes retrouvées sur un même site partagent des préférences écologiques semblables, donc 

elles possèdent en théorie des valeurs indicatrices de tolérance et de sensibilité similaires. Kelly 

et al. (2008) ont pu montrer, à partir des inventaires morphologiques de diatomées obtenues sur 

un grand nombre de rivières anglaises, que l’abondance relative des taxons sensibles ou tolérants 
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aux nutriments varie en fonction de la qualité écologique du milieu (Figure 46). Ainsi pour les sites 

présentant des états écologiques les plus marqués, seuls des taxons sensibles (dans le cas de sites 

non impactés) ou des taxons tolérants (dans le cas de sites fortement impactés) sont présents 

dans les inventaires taxonomiques morphologiques. Pour ces sites avec un statut écologique 

marqué, la note de qualité obtenue lorsqu’on identifie toutes les espèces dominantes d’un 

échantillon devrait donc être assez proche de celle obtenue si l’on ne détecte qu’une partie des 

espèces dominantes. Cela peut expliquer pourquoi il est possible d’avoir une évaluation de qualité 

correcte à partir des inventaires moléculaires même si ceux-ci sont incomplets, l’important étant 

de détecter au moins une partie des taxons dominants. Il sera intéressant de vérifier cette 

hypothèse, qui peut aussi être testée pour simplifier les dénombrements morphologiques, sur un 

jeu de donnée important, comme celui qui sera obtenu dans le Chapitre V en 2018. 

 

2.2. Potentiel d’amélioration et d’évolution des indices diatomiques 

 Afin d’évaluer le potentiel du metabarcoding comme outil d’évaluation de l’état 

écologique des cours d’eau, on calcul les indices diatomiques en utilisant les inventaires 

moléculaires puis on compare les valeurs obtenues avec celles calculées à partir des inventaires 

morphologiques. Ces indices (e.g. IPS, IBD) ont été développés à l’origine sur la base des 

inventaires morphologiques et ne sont donc pas originellement adaptés aux données 

moléculaires. Dans le Chapitre III, nous avons mis en évidence la nécessité d’appliquer un facteur 

de correction basé sur le biovolume des espèces pour produire des inventaires moléculaires 

proches des inventaires microscopiques en termes d’abondance relative. De la même manière, 

Vivien et al. (2016) avaient montré l’intérêt d’utilisé un facteur de correction afin d’obtenir des 

abondances relatives d’oligochètes plus proches des comptages microscopiques à partir des 

données de metabarcoding. Angly et al. (2014) ont proposé un programme (CopyRighter) qui 

corrige le biais de quantification dû aux variations du nombre de copies du gène 16S dans les 

inventaires moléculaires obtenus à partir de communautés microbiennes (bactéries, archées). 

Afin de pondérer le poids des espèces de diatomées à gros biovolume et d’améliorer le calcul des 

indices moléculaires, il pourra être intéressant d’inclure directement ce facteur de correction dans 

le calcul de l’indice (voir le détail de la formule dans le Chapitre I) : 
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Le fait d’appliquer ce facteur de correction permet de se placer dans les mêmes conditions 

d’évaluation de qualité que l’approche morphologique, à savoir que le biovolume des espèces de 

diatomées n’a pas d’importance dans le calcul des indices de qualité (Lavoie et al. 2009). 

Cependant, d’autres études prennent en compte le biovolume des diatomées dans le calcul 

d’indices servant à l’évaluation de l’état écologique des cours d’eau, afin de donner plus de poids 

aux grosses espèces généralement peu abondantes mais qui contribuent fortement à la biomasse 

totale et au fonctionnement (Lavoie et al. 2006). C’est notamment le cas des indices basés sur les 

traits écologiques développés pour évaluer les pollutions organiques et le niveau trophique des 

cours d’eau (Berthon et al. 2011), l’état écologique des cours d’eau de Mayotte (Tapolczai et al. 

2017) ou encore d’un indice multi-métrique permettant d’évaluer l’impact de pressions multiples 

sur les assemblages de diatomées (Larras et al. 2017). A l’avenir, il pourrait donc être intéressant 

d’utiliser les inventaires moléculaires non corrigés, afin de prendre en compte à la fois l’abondance 

relative des taxons et leur biovolume. 

 Afin de pouvoir appliquer de manière optimale les indices diatomiques aux inventaires 

produits en metabarcoding moléculaire, il faudrait pouvoir assigner taxonomiquement toutes les 

séquences environnementales au niveau de l’espèce ou du genre. Comme nous l’avons vu 

précédemment, une forte proportion de séquences reste non assignée et n’est pas prises en 

compte dans le calcul des indices. Bien que les bases de références continuent d’être 

implémentées (Rimet et al. 2016) et que de nouvelles méthodes de complétions soient proposées 

(Rimet et al. 2018, voir Chapitre V), il est peu probable que l’on arrive à assigner la totalité des 

séquences environnementales. Cependant, si l’on se positionne en termes d’évaluation 

environnementale, l’assignation taxonomique sert principalement à attribuer des valeurs 

écologiques aux séquences environnementales afin de permettre le calcul des indices de qualité. 

Une alternative serait d’attribuer des valeurs écologiques aux séquences non plus en passant par 

l’assignation taxonomique, mais en utilisant une approche phylogénétique. Keck et al. (2015) 

ayant montré que des espèces phylogénétiquement proches partagent des préférences 

écologiques similaires, il est en théorie possible d’estimer les valeurs écologiques des séquences 

environnementales en fonction de leur replacement dans une phylogénie de référence. C’est ce 

que nous avons mis en place, en parallèle des travaux de thèse présentés dans ce manuscrit, sur 

les inventaires moléculaires obtenus dans le Chapitre V (voir Article annexe III). Pour cela nous 

avons (i) utilisé une phylogénie de référence pour le gène rbcL comprenant 604 espèces avec des 

valeurs écologiques connues, (ii) les séquences environnementales, correspondant aux séquences 

représentatives des OTUs (95 %) obtenus en metabarcoding, ont été placées dans la phylogénie 
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de référence, (iii) les valeurs de sensibilité (IPSS) et de tolérance (IPSV) de chaque séquence 

environnementale ont été estimées en fonction de leur distance phylogénétique vis-à-vis des 

séquences de référence, (iv) 3 indices moléculaires ont ainsi pu être calculés à partir des données 

obtenues en metabarcoding : l’indice IPS-DNAtaxo basé sur l’assignation taxonomique des 

séquences (valeurs présentées dans le Chapitre V), l’indice IPS-DNAphylo basé entièrement sur 

l’approche phylogénétique, ainsi que l’indice IPS-DNAhybrid utilisant les valeurs écologiques 

issues de l’assignation taxonomique pour les séquences assignées jusqu’au genre et les valeurs 

écologiques obtenues via l’approche phylogénétique pour les séquences non assignées au genre. 

Lorsqu’on compare les valeurs obtenues pour les 3 indices moléculaires aux valeurs d’IPS via les 

inventaires morphologiques, les indices IPS-DNAtaxo et IPS-DNAphylo sont corrélés de la même 

manière avec l’IPS-morpho (r ≈ 0.65), tandis qu’on obtient une meilleure corrélation entre l’IPS-

DNAhybrid et l’IPSmorpho (r = 0.74). L’utilisation conjointe de la taxonomie et de la phylogénie 

offre donc une perspective intéressante permettant d’exploiter toute la donnée moléculaire et 

d’améliorer la fiabilité des indices moléculaires produits, tout en bénéficiant de l’information 

écologique associée aux taxons. 

 

2.3. Autre lecture des données HTS pour évaluer l’état écologique 

 Au lieu d’utiliser les valeurs écologiques définies pour les taxons sur la base de données 

morphologiques, il est possible de déterminer directement les valeurs écologiques des OTUs et de 

proposer, non plus un indice taxonomique, mais un indice OTU (Apothéloz-Perret-Gentil et al. 

2017). Pour cela il est nécessaire d’avoir un jeu de données suffisamment grand et comprenant 

des échantillons avec un gradient de qualité marqué. En croisant les inventaires moléculaires (liste 

et abondance relative des OTUs) avec les données de physico-chimie collectées sur chaque site, il 

est possible de définir les valeurs de sensibilité et de tolérance de chaque OTU aux différents 

paramètres physico-chimiques testés. De cette manière on s’affranchit des problèmes liés à 

l’assignation taxonomique et on peut utiliser toute la donnée moléculaire produite en 

metabarcoding via l’indice OTU. Cette approche a été mise en place avec succès sur le jeu de 

donné metabarcoding issu des rivières de Mayotte (Chapitre V), ce qui a permis d’obtenir une 

bonne évaluation de l’état écologique des cours d’eau (Tapolczai et al. 2017, in review). 

L’utilisation de cette approche est particulièrement appropriée lorsqu’on travaille avec des cours 

d’eaux pour lesquels il manque des taxons représentatifs dans la base de référence, ce qui est 

notamment le cas pour Mayotte. Cependant, une des limites de cette méthode est le fait de se 

déconnecter totalement de la réalité biologique, puisqu’on n’identifie plus les espèces retrouvées 
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dans l’échantillon, ce qui aboutit à une perte de diagnostique liée à l’utilisation d’éléments 

biologiques pour lesquels on possède une connaissance écologique de longue date. 

 

 

Figure 47 – Différentes stratégies d’évaluations de l’état écologique des cours d’eau à partir des 
données moléculaires obtenues en metabarcoding. 

Source: Keck et al. 2017. 
  
 En plus des approches basées sur la phylogénie et l’utilisation des indices OTUs, on peut 

utiliser l’approche en « machine learning » pour s’affranchir de l’étape d’assignation taxonomique 

dans les inventaires moléculaires (Figure 47). L’objectif est d’utiliser des algorithmes capables 

d’analyser des jeux de donnée de séquences ADN issus du séquençage HTS obtenu en 

metabarcoding et de prédire, sur la base de motifs de séquences, l’état écologique des 

échantillons analysés. Pour cela il est nécessaire d’entrainer l’algorithme sur un jeu de données 

contenant plusieurs échantillons avec des états écologiques variés et de lui renseigner le plus 

d’informations possibles sur ces sites (e.g. paramètres physico-chimiques des sites, données 

environnementales, notes de qualité des sites). Une fois l’apprentissage réalisé, l’algorithme est 

capable de prédire l’état écologique d’un nouvel échantillon à partir des données de séquençage 

(Keck et al. 2017).  Cette approche a été utilisée avec succès pour évaluer l’état écologique 

d’échantillons marins sur la base des données HTS obtenues à partir de communautés benthiques 

de foraminifères (Cordier et al. 2017). Il serait intéressant d’appliquer cette approche au 

metabarcoding des diatomées et voir son potentiel pour l’évaluation de la qualité des cours d’eau. 
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3. Vers une utilisation en routine de l’approche moléculaire ? 

3.1. Fiabilisation des données moléculaires 

Les perspectives d’amélioration de l’approche moléculaire proposées précédemment 

(approche phylogénétique, indice OTU, machine learning) nécessitent des études 

complémentaires. Cependant, des mesures peuvent être mises en place pour fiabiliser les indices 

moléculaires actuels basés sur l’assignation taxonomique. 

Nous avons pu voir que l’approche moléculaire permet, dans l’ensemble, d’évaluer l’état 

écologique des cours d’eau de manière satisfaisante. De plus les études réalisées sur les cours 

d’eau de Mayotte (Chapitre IV) et sur le réseau de surveillance des cours d’eau de France 

métropolitaine (Chapitre V) nous ont permis de valider l’application de l’approche moléculaire à 

grande échelle. Nous avons ainsi confirmé que l’approche moléculaire est plus rapide et plus 

économique que l’approche morphologique pour traiter et analyser un grand nombre 

d’échantillon. Comme le traitement des échantillons et l’analyse des données se fait de manière 

automatique, les biais introduits lors de la création des inventaires moléculaires sont répétables 

et les mêmes pour tous les échantillons, contrairement à l’approche morphologique où les 

inventaires morphologiques peuvent varier d’un observateur à l’autre (Kahlert et al. 2009). 

 En termes d’optimisation, les diverses études qui ont été menées pour développer le 

metabarcoding des diatomées ont généralement été réalisées en laboratoire dans des conditions 

contrôlées (e.g. utilisation de communautés artificielles, cultures pures) avant d’être appliquées 

sur un faible nombre d’échantillons environnementaux (Chapitre II et III, Kermarrec et al. 2013, 

2014; Zimmermann et al. 2015; Apothéloz-Perret-Gentil et al. 2017). Ces études sont bien loin 

d’avoir pu confronter et tester l’approche moléculaire dans toutes les conditions rencontrées dans 

l’environnement (e.g. conditions physico-chimiques, communautés de diatomées). L’application 

à grande échelle a ainsi permis de mettre en évidence les limites de l’approche moléculaire à 

évaluer l’état écologique de certains cours d’eau localisés dans des régions présentant des 

caractéristiques physiques et géochimiques particulières (e.g. régions à socle cristallins) ou pour 

lesquelles les espèces dominantes de diatomées sont très peu référencées (e.g. cours d’eau alpins, 

Mayotte). Il reste donc nécessaire de déployer l’approche moléculaire à une plus large échelle, 

comme celle des réseaux de surveillance DCE, afin de continuer à tester et à optimiser la méthode 

mais aussi afin de mieux définir ses limites d’application. 

 Avant de pouvoir envisager d’utiliser l’approche moléculaire en routine, il faudrait pouvoir 

standardiser les différentes étapes du metabarcoding, notamment en termes de :  
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• Validation des inventaires moléculaires : comme nous l’avons vu précédemment, toutes les 

étapes du metabarcoding peuvent avoir un impact sur les inventaires moléculaires produits. 

Ajouter au fait qu’il existe une grande diversité de méthodes et de protocoles, il devient vite 

délicat de comparer les résultats obtenus avec différentes approches. Afin de d’évaluer la 

qualité des inventaires moléculaires produits en metabarcoding et aussi permettre de 

comparer des inventaires issus de différentes études, il a été proposé d’intégrer 

systématiquement dans chaque séquençage une communauté artificielle dont la composition 

et la proportion des taxons sont connues (Kozich et al. 2013). De cette manière il est possible 

d’appliquer les traitements bio-informatiques adaptés à chaque run de séquençage, en 

fonction des erreurs observées sur cette communauté artificielle, et par la même, d’avoir un 

« standard » pour valider si les inventaires produits sont de bonne qualité ou non. Les 

communautés synthétiques ainsi que les séquences « Aliens » proposées précédemment (voir 

Chapitre VI, section 1.1.2) pourraient d’ailleurs être utilisées comme standards moléculaires 

en étant incluses systématiquement dans chaque séquençage et ainsi servir de référence 

pour valider la qualité des données moléculaires obtenues. 

• Profondeur de séquençage : comme pour l’approche morphologique où l’on considère qu’il 

faut déterminer au minimum 400 valves pour produire un inventaire taxonomique 

suffisamment fiable pour permettre une bonne évaluation de l’état écologique du site étudié 

(AFNOR 2014a), il faudrait déterminer le nombre de séquence minimum requis par 

échantillon pour considérer que l’évaluation de qualité basée sur l’inventaire moléculaire est 

correcte. Dans le Chapitre IV, nous avons mis en évidence in silico que l’augmentation de la 

profondeur de séquençage ne change pas la note de qualité obtenue et qu’il est possible 

d’avoir des notes de qualité correctes avec un nombre très réduit de séquences (500 

séquences). Il faudra évaluer les risques liés à l’utilisation de seuils aussi bas et cette 

observation devra être confirmée expérimentalement sur des sites présentant des 

communautés de diatomées variées en termes de diversité et de richesse afin de proposer 

un seuil adapté. Cela pourra être réalisé sur les données obtenues dans le Chapitre V. 

• Seuil de fiabilité de l’indice moléculaire : jusqu’à présent, nous avons calculé les indices 

diatomiques à partir de tous les inventaires taxonomiques obtenus en metabarcoding. 

Cependant, comme évoqué précédemment, on utilise seulement la partie assignée des 

séquences, la partie non assignée n’étant pas prise en compte dans le calcul de l’indice et 

l’évaluation de qualité qui en découle. Dans la mesure où pour certains sites la proportion de 

séquences non assignées peut atteindre plus de 90 %, on est en droit de se demander qu’elle 

est la fiabilité que l’on peut accorder à la note de qualité produite. A l’avenir il pourra être 
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intéressant de donner, en plus de la valeur de l’indice moléculaire, un seuil de confiance basé 

sur la proportion de séquences non assignées de l’échantillon, ce afin de donner une 

indication sur la fiabilité de l’indice produit. L’autre option serait de définir un seuil, toujours 

basé sur la proportion des séquences non assignées, à partir duquel on considère qu’on ne 

peut pas calculer l’indice moléculaire pour l’échantillon. 

• Seuil de détection des taxons : la plupart des études sur le metabarcoding des diatomées ont 

mis en place un filtre bio-informatique qui permet d’éliminer les séquences uniques qui sont 

présentes en faible nombre de copies (< 10 séquences en général) dans les données de 

séquençage HTS (Chapitre V, Visco et al. 2015; Apothéloz-Perret-Gentil et al. 2017). La mise 

en place d’un tel seuil permet d’éliminer les séquences qui correspondent à des artefacts de 

séquençage qui contiennent beaucoup d’erreurs, ce qui améliore la qualité des inventaires 

produits (Bokulich et al. 2012). Bien entendu, le risque est d’éliminer des taxons peu 

abondants, mais nous avons vu précédemment qu’ils ont peu de poids dans le calcul des 

indices de qualité. Cependant, au vue des résultats obtenus dans le Chapitre III, il est 

important de se méfier de la notion de taxon peu abondant dans les inventaires moléculaires 

car après l’application du facteur de correction de biovolume, celui-ci peut devenir abondant 

et avoir une contribution non négligeable dans le calcul de l’indice moléculaire. Il serait donc 

intéressant de mettre en place 2 filtres : (i) un filtre  sur l’abondance des séquences uniques 

qui ne soit pas trop élevé (< 3 reads), (ii) un filtre sur les inventaires taxonomiques 

moléculaires corrigés afin de ne conserver que les taxons représentés par plus de 10 reads. 

 

3.2. Intégration dans le paysage actuel de la bioindication et de la 

DCE 

 Au vu des résultats obtenus au cours de ces travaux de thèse et de la rapidité à laquelle le 

metabarcoding des diatomées se développe, il parait évident que son utilisation comme outil 

d’évaluation de la qualité des cours d’eau n’est qu’une question de temps. Les discussions et 

échanges qui ont été initiés entre les chercheurs européens dans le cadre du réseau COST 

DNAqua-Net devraient permettre d’accélérer le processus d’optimisation de l’approche 

moléculaire (Leese et al. 2016). Cependant, dans l’hypothèse où cette approche serait 

entièrement opérationnelle, cela ne signifierait pas pour autant qu’elle serait implémentée 

rapidement à l’échelle des réseaux de surveillance. Il sera nécessaire de prendre en compte 

d’autres facteurs politiques, économiques et sociaux car l’intégration d’une nouvelle approche de 
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bioindication nécessiterait des modifications importantes en termes de compétences et 

d’infrastructures requises pour sa mise en œuvre. La prochaine étape est donc de savoir comment 

sera déployée l’approche moléculaire et qui sera en charge de l’appliquer, ce qui inclue les 

échantillonnages, le travail en laboratoire, les traitements bio-informatiques jusqu’à la validation 

des notes de qualité produites.  Afin de répondre à ces questions, il est nécessaire de réunir les 

différents acteurs qui sont actuellement en charge de la bioindication (e.g. décideurs, chercheurs, 

gestionnaires, organismes en charge des suivis) afin de choisir la stratégie d’implémentation la 

plus adéquate, démarche déjà initiée au niveau européen dans le cadre du COST DNAqua-Net et 

aux acteurs français dans le cadre du projet sur les réseaux de surveillance des cours d’eau de 

France métropolitaine (Chapitre V).  

 Au vu des capacités de l’approche moléculaire pour l’évaluation de la qualité des cours 

d’eau, il parait plus logique d’utiliser cette approche en complément de l’approche morphologique 

plutôt qu’en remplacement. L’approche moléculaire, grâce à sa capacité à traiter rapidement et à 

moindre coût un nombre important d’échantillons, pourrait être utilisée pour évaluer l’état 

écologique de cours d’eau présentant peu de risques (e.g. sites inclus dans le RCS). Dans les cas 

où une évaluation de qualité précise est requise, par exemple pour des sites à la limite du bon état 

écologique (e.g. sites inclus dans le RCO), ayant des particularités limitant l’utilisation du 

metabarcoding ou pour lesquels des actions de gestions ont été mises en place depuis plusieurs 

années, il sera alors plus intéressant de conserver l’approche morphologique (Kelly et al. 2015). 

Chacune des deux approches possède des points forts et des points faibles qui les caractérisent, 

mais elles ont toutes les deux leur place dans le paysage de la bioindication, l’objectif final étant 

toujours la préservation des cours d’eau. L’implémentation progressive de l’approche moléculaire 

dans le cadre de la DCE et de la surveillance des cours d’eau pourrait donc être envisagée en deux 

étapes calées sur les cycles de gestion DCE : (i) cycle de gestion 2015-2021 : appliquer les 

approches morphologique et moléculaire sur l’ensemble des réseaux de surveillance du territoire 

dans le but d’intercalibrer les 2 approches et de standardiser l’approche moléculaire tout en 

définissant ses limites d’application ; (ii) cycle de gestion 2022-2027 : mettre en place une double 

surveillance, morphologique et moléculaire, qui pourra jetter les bases d’un nouveau mode de 

gestion des cours d’eau au-delà de ces échéances. 
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Abstract 
 Diatoms are used routinely to assess pollution level from rivers and lakes. Current methods 
are based on identification by light microscopy, which is laborious. An alternative is to identify 
species based on short DNA fragments and high-throughput sequencing (HTS). However a 
potential limitation is the incomplete coverage of species in reference barcode libraries. Usually 
these libraries are compiled by isolating cells, before culturing and sequencing them, which is 
tedious and often unsuccessful. Here we propose the use of rbcL sequences from environmental 
samples analysed by HTS. We set several criteria to ensure good sequence quality and 
correspondence with the target species observed in microscopy: the sequence needed to be 
abundant in the sample, and with no insertions nor deletions or stop codon, phylogenetic 
neighbour taxa had to correspond to neighbour taxonomic taxa expected from morphological 
observations. Four species from tropical rivers are given, including one that is new to science. 
 
 

Key words 
Algae, Bacillariophyta, biomonitoring, data traceability, DNA barcoding, eDNA, ecosystem 
assessment, metabarcoding, pollution, Water Framework Directive. 
 
 

Introduction 
 Human activities have had an impact on the environment and in particular on freshwater 
ecosystems for a long time. Increased fish mortality in the Rhine and Thames in the late 17th and 
18th centuries drew attention to the impact of pollution on aquatic ecosystem health (MARKERT et 
al. 2003) and, by the mid-19th century, several authors had observed that the composition of 
microscopic organisms in polluted aquatic ecosystems was different to that in unpolluted habitats 
(COHN 1853). In 1908, KOLKWITZ and MARSSON demonstrated a clear relationship between water 
quality and organisms, including microalgae, in freshwaters (KOLKWITZ & MARSSON 1908). 
Microalgae are often the dominant primary producers of aquatic ecosystems. They display huge 
taxonomic diversity, and diatoms alone are estimated to have over 100,000 extant species (MANN 

& VANORMELINGEN 2013). This diversity, coupled with a high sensitivity to their chemical 
environment and wide distribution makes them excellent ecological indicators (STEVENSON 2014). 
In the 1950s several authors (e.g. HUSTEDT 1957; ZELINKA & MARVAN 1961; BUTCHER 1947) started to 
use diatoms for practical assessment of pollution. Interest grew over subsequent decades and 
diatoms are now widely used for ecological assessment in both Europe (e.g. RIMET 2012; KELLY et 
al. 2014) with the Water Framework Directive and the US (e.g. BARBOUR et al. 1999; POTAPOVA & 

CHARLES 2007; HAUSSMANN et al. 2016) with the Clean Water Act. 
Until now standard methods for freshwater ecological assessment based on diatoms (e.g. 

EUROPEAN COMMITTEE FOR STANDARDISATION 2014, 2016) have required the biofilms on submerged 
surfaces to be sampled and then the species present in this biofilm to be identified and counted 
using their siliceous exoskeleton under light. This requires time and highly trained analysts with 
good knowledge of the taxonomic literature. This limits output per analyst to no more than 200–
300 analyses per year for the most taxonomically-intensive methods, which is a bottleneck for 
ecological monitoring (HAJIBABAEI et al. 2016). Moreover, there can be considerable inter-analyst 
variation (e.g. BESSE-LOTOSKAYA et al. 2006; KAHLERT et al. 2009, 2012). 

So-called “DNA-Barcoding” (HEBERT et al. 2003) has been proposed as an alternative to 
microscopical identification, using DNA sequencing to recognise diatom species. This concept was 
expanded to enviromental samples, "DNA-metabarcoding" (POMPANON et al. 2011), where species 
are identified in natural samples using their DNA. Several studies have demonstrated that this 
approach may be applicable to river diatoms (KERMARREC et al. 2013b; ZIMMERMANN et al. 2015; 
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VISCO et al. 2015). However, these studies also showed that a potential limitation of 
metabarcoding was an insufficient coverage of existing taxa of the reference barcoding library. 
This needs to be as complete as possible and must be curated to maintain its quality (i.e. 
taxonomic homogeneity of assignations, sequence quality and traceability of data and metadata; 
(RIMET et al. 2016; KUSBER et al. 2012). Barcodes in such libraries are obtained in several ways. 
Firstly, through single-cell isolations, culturing, and Sanger sequencing (e.g. EVANS et al. 2007; 
TROBAJO et al. 2009; ZIMMERMANN et al. 2014a; ABARCA et al. 2014). However, cell isolation is a long 
process which can in many cases be unsuccessful since some species appear not to thrive under 
culture conditions. Moreover, some species in cultures show deformations of their frustule, which 
can make them difficult to identify especially if they have been cultivated for a long time. Another 
drawback is the rapid cell size reduction of some species in culture which also complicates 
identification (e.g. KI et al. 2008). As a result of a combination of these factors, many species that 
are important for ecological assessment have not yet been sequenced. 

A second means of obtaining barcodes is single-cell PCR which can be used to obtain 
nucleotide sequence for taxa that can not be cultured (TAKANO & HORIGUCHI 2006; GOMEZ et al. 
2012). Single-cell extraction/PCR has recently been applied to diatoms by HAMILTON et al. (2015) 
and KHAN-BUREAU et al. (2016), but in these cases, identifications were carried out only on living 
cells, which, in most cases, may prevent correct species identification (HAMILTON et al. 2015). 
Moreover, majority of sequenced diatoms were relatively large and small-celled taxa (10–20 μm) 
were excluded. 

A final means of obtaining barcodes for reference libraries is direct sequencing of 
environmental samples in order to avoid the laborious procedures involved in the first two 
methods (isolation, culturing, single cell sorting). Examples of two different approaches have 
already been published. One is simple direct Sanger sequencing of samples presenting very low 
species diversity, as in some Chilean rivers with Didymosphaenia geminata (LYNGBYE) MART. SCHMIDT 
blooms (JARAMILLO et al. 2015). However, this method is relatively imprecise and several rbcL 
sequences published do not correspond to the targeted species announced in the paper (e.g. NCBI 
accession numbers: KR066780, KR066784). Another approach is a PCR of the environmental 
sample followed by cloning (e.g. KHAN-BUREAU et al. 2016). 

In this paper, we present another means of enriching barcode reference libraries. In this 
case environmental samples were sequenced using High-Throughput Sequencing (HTS) and the 
outputs compared with the results of light and electron microscope analyses of the same samples. 
There are several potential benefits compared to previous studies. First, a greater number of 
sequences per sample than Sanger sequencing should be accessible with HTS. Second, a much 
bigger number of samples can be sequenced with HTS and thereby reduce costs. The challenge 
lies in selecting sequences from environmental samples that correspond to the species of interest. 
The questions we want to address are: 

1. Is it possible to relate environmental sequences to the target species observed by microscopy 
and to do so with high reliability? 
2. What are the advantages/disadvantages associated with the use of sequences from 
uncultured diatoms? 
3. Which material, data and metadata must be stored with these sequences to ensure good 
traceability? 

Several examples will be given from Mayotte island, a French tropical island of the Comoros 
archipelago situated in the Mozambique Channel (Africa), where 98 environmental samples from 
rivers were sequenced using a HTS technology, Ion-Torrent PGM, and also observed with light and 
scanning electron microscopy. The open-access barcoding library R-Syst::diatom (RIMET et al. 2016) 
is used as host database to store the data (www.rsyst.inra.fr/) presented in this paper and the 
Thonon Culture Collection (TCC) to store the material (www6.inra.fr/carrtel-collection_eng/), as 
well as the Botanischer Garten und Botanisches Museum Berlin-Dahlem of Berlin (Germany) and 
the Conservatoire et Jardin Botaniques of Geneva (Switzerland). 



 

233 
 

 

Materials and Methods 
 
Study area and sampling methodology: Mayotte (France) is a tropical island with a surface of 374 
km², located in the Indian Ocean to the northwest of Madagascar and to the east of Mozambique 
(12°50′35″S 45°08′18″E) (Fig. 1). Geologically it is of volcanic origin and is part of the Comoros 
archipelago. It consists of two main parts, the smaller Petite-Terre (11 km2) and the Grande-Terre 
(363 km2) where the study was performed. The main pressures on its rivers are related to the fast 
growing population (226,915 inhabitants in 2015; INSEE 2016). Samples were collected as part of 
river pollution assessments; results are reported to the European Commission as part of France’s 
obligations under the Water Framework Directive (EUROPEAN COMMISSION, 2000). For this study, 
samples were collected during the dry season in July and August 2015. 

The sampling procedure followed European standards (EUROPEAN COMMITTEE FOR 

STANDARDISATION 2014 A,B). Benthic diatoms were collected from at least five stones from the fast-
flowing parts of sampling sites. The upper surfaces of the stones were scrubbed with a toothbrush 
in order to collect the biofilms. The samples were then fixed with ethanol to give a final 
concentration of at least 70%. 
 
Preparation for microscopy: Diatom valves were cleaned using 40% H2O2 and 40% HCl. Cleaned 
valves were mounted in a resin (Naphrax©, Brunel Microscopes: 
http://www.brunelmicroscopes.co.uk/) with a high refractive index to create permanent slides. 
For scanning electron microscopy (SEM), dried cleaned diatom valves were coated with gold using 
a Cressington 108 auto sputter coater© and examined with a Zeiss DSM940A © in the Natural 
History Museum of Geneva (Switzerland). Samples were analysed by light microscopy as part of a 
parallel study (TAPOLCZAI et al. 2016). Four samples with the low number of species were selected. 
 
DNA extraction: These four environmental samples were centrifuged at 13,000 rpm (equivalent 
to 18000 × g) for 30 min, the supernatant was then removed. 25 mg of wet pellet was used for 
each sample. DNA extraction was based on the Sigma–Aldrich GenEluteTM-LPA DNA protocol 
which was used in previous studies (KERMARREC et al. 2014; CHONOVA et al. 2016; VASSELON et al. 
2017). The final elution volume was 40 µL. 
 
Preparation of the library of amplicons and HTS sequencing: For all four samples, HTS sequencing 
of a 312 bp fragment of rbcL (exact region is situated between primers given below) was 
performed. For each DNA sample, PCR amplification was performed in three replicates on 1 μL of 
extracted DNA in a mix (25µL final volume) containing: 0.75 Unit of Takara LA Taq® polymerase 
(for 25 µL of final volume, 0.15 µl of Taq at 5Unit/L), 2.5 µL of 10× LA PCR Buffer II (Mg2 plus), 1.25 
µL of 10 μM of forward and reverse primers, 1.25 µL of 1.51.10-4 mol/L BSA (Bovine Serum 
Albumin), 2 µL of 2.5mM dNTP and completed with 15.6 µL H2O (molecular biology grade). The 
primer pair Diat_rbcL_708F (STOOF-LEICHSENRING et al. 2012) and R3 (BRUDER & MEDLIN 2007) was 
modified to amplify a broader diversity of diatom as follows: forward primer combine an 
equimolar mix of Diat_rbcL_708F_1 (AGGTGAAGTAAAAGGTTCWTACTTAAA), Diat_rbcL_708F_2 
(AGGTGAAGTTAAAGGTTCWTAYTTAAA) and Diat_rbcL_708F_3 
(AGGTGAAACTAAAGGTTCWTACTTAAA); reverse primer combine an equimolar mix of R3_1 
(CCTTCTAATTTACCWACWACTG) and R3_2 (CCTTCTAATTTACCWACAACAG). PCR reaction 
conditions were as follows: initial denaturation of DNA at 95°C for 15 min followed by 40 cycles 
with 45 s denaturation at 95°C, followed by 45 s annealing at 55°C and 45 s extension at 72°C. One 
no-template control (NTC) was used as a negative control. 

The 3 replicates of PCR amplicon for each sample were then pooled and cleaned with 
Agencourt AMPure beads (Beckman Coulter, Brea, USA) following the manufacturer’s instructions, 
except that a 1.5:1 beads:DNA ratio was used specifically to purify the 312 bp fragment. Purified 
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amplicons were assessed for quality and quantified using the 2200 TapeStation (Agilent 
technologies, Santa Clara, USA) with D1000 screen tape and reagents. The purified amplicons were 
used to prepare four DNA libraries for HTS with Ion Torrent technology using the NEBNext® Fast 
DNA Library Prep set for Ion TorrentTM (BioLabs, Ipswich, USA) following the manufacturer 
protocols for End repair, PCR amplification of adapter ligated DNA (7 cycles) and cleaning steps. 
Ligation of library adapters to purified amplicons was done using 2µL of P1 adapter (NEB kit) and 
2µL of A-X tag adapter provided in Ion ExpressTM Barcode adapters (Life Technologies, Carlsbad, 
USA) using 1 tag per amplicon. 

The quality, size and concentration of the libraries were checked using the 2200 
TapeStation with D1000 High Sensitivity screen tape and reagents. Each library was diluted to 
100pM and all were pooled together with 50 libraries from other environmental samples from 
Mayotte in a unique mix sequenced using 1 Ion 318TMChip Kit V2 (Life Technologies, Carlsbad, 
USA) on a PGM Ion Torrent machine by the “Plateforme Génome Transcriptome” (PGTB, 
Bordeaux, France). 
 
Sequence data processing: Demultiplexing and adapter removal steps were made by the 
Sequencing Platform which provided a single fastq file for each of the 55 libraries. DNA reads were 
filtered for length and quality using mothur software (SCHLOSS et al. 2009) in every fastq file with 
the following settings: a minimum length of 250bp, a Phred quality score higher than 23 over a 
moving window of 25 bp, a maximum of 1 mismatch in the forward primer sequence, 
homopolymers shorter than 8 bp, and absence of ambiguous bases. Reads which were not fully 
aligned with the rbcL barcode were removed. The resulting files were analysed together. 
Denoising of sequencing error was performed with the Precluster command by creating read 
clusters allowing one nucleotide difference between DNA reads. Chimera removal was done with 
UCHIME algorithm (EDGAR et al. 2011). 

The R-Syst::diatom database (RIMET et al. 2016) (database version v5, 
http://www.rsyst.inra.fr/en), restricted to our 312bp rbcL barcode, was used as the reference 
database. Taxonomic assignment of DNA reads at species level was made using this reference 
database and the Naïve Bayesian method (WANG et al. 2007) with a confidence score threshold of 
85%. Only DNA reads assigned to the Bacillariophyta phylum (diatoms) were used in further 
analyses. 

After dereplication, uncorrected pairwise distances were calculated between aligned 
reads to generate a similarity distance matrix. Based on this distance matrix, reads were clustered 
in Operational Taxonomic Units (OTUs) using the Furthest Neighbour algorithm at 100% similarity 
level in order to have each OTU represented by a single sequence. Singletons were removed. 

Then, for each of the four low-diversity samples, a Blastn was run on the entire NCBI 
database with each of the 15 to 20 most abundant 312-bp sequences. 312-bp sequences showing 
a BLAST result congruent with the microscopical identification of targeted species were kept for 
subsequent phylogenetic analyses. 
 
Phylogenetic analyses: For each of the four samples, the selected 312-bp sequences were aligned 
with a selection of sequences from R-Syst::diatom database using Muscle (EDGAR 2004) in Seaview 
(GOUY et al. 2010). This selection of sequences was done based on their taxonomic proximity to 
the 312-bp sequences. The lengths of the Sanger sequences from R-Syst::diatom were at least 
1000 bp. The best substitution model was then tested in MEGA7 (KUMAR et al. 2016). A first 
phylogenetic tree was calculated following the best substitution model with raxmlGUI (SILVESTRO & 

MICHALAK 2012) and the sequence selection of R-Syst::diatom, after which we calculated a second 
phylogenetic tree, adding the 312-bp sequences in the phylogeny and enforcing its topology with 
the topology of the first tree. This analysis is also available in raxmlGUI under the "enforce 
constraint menu" and "define topological constraint". Trees were drawn in MEGA7. 
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Material and data accessibility: All material is accessible through the Thonon Culture Collection 
(TCC: https://www6.inra.fr/carrtel-collection_eng/) and at the Botanischer Garten und 
Botanisches Museum Berlin-Dahlem, Freie Universität Berlin (B) and also at the Conservatoire et 
Jardin Botaniques of Geneva (G) (for the newly described species, all nomenclatural acts have 
been submitted to PhycoBank for registration of new scientific names; http://phycobank.org). TCC 
culture collection hosts algal cultures, but also uncultured samples containing species of interest 
(as permanent slides, and raw and treated material). All metadata are stored in the open-access 
R-Syst::diatom reference database; a detailed description of this database and its management is 
given in RIMET et al. (2016). Taxonomy, sequences, photos, sampler names, phenotypic data, etc., 
can be consulted and downloaded at: http://www.rsyst.inra.fr/ 
 
 

Results 
 
Table 1 and Fig. 1 give the sample locations, their environmental characteristics and the dominant 
target species. 
 
Morphology and ecology 
 
Halamphora ghanensis LEVKOV (Fig. 2) 
This sample is registered and conserved in the TCC (TCC956 - uncultured sample) and in the 
Botanischer Garten und Botanisches Museum Berlin-Dahlem, Freie Universität Berlin (B 40 
0041830). 

The morphology of the valves from the Gouloué river (Fig. 1, site 2) fitted the description 
of H. ghanensis (LEVKOV 2009): valve length from 25.2 to 26.4 µm (24 to 27 µm in LEVKOV), width 
5.6 to 6.4 µm (5 to 5.6 µm in LEVKOV 2009), 13 to 14 dorsal striae/10 µm (14 to 16 in LEVKOV 2009). 
We do not think the small differences between measured width and stria density are sufficiently 
different from the original description to suggest a different species. Morphological features 
observable in SEM also correspond to the description given in LEVKOV (2009): dorsal ledge 
crenulated, dorsal striae biseriate and interrupted by longitudinal bars near the dorsal margin. 
Striae also appear biseriate internally. There is a poorly developed helictoglossa in the distal raphe 
endings and fused central helictoglossae at the proximal raphe endings, as in the species 
description (LEVKOV 2009). A single row of dorsal areola was observed near the raphe in internal 
view (a feature not present in H. acutiuscula (KÜTZING) LEVKOV, which is otherwise morphologically 
close to H. ghanensis). 

The sample was collected from Gouloué river, near Passamainty city (Table 1), a polluted 
river surrounded by a village where many houses discard their wastewater directly into the river 
(2.5 mg/L of dissolved organic carbon, 0.08 mg N/L of NH4

+, 113 mg/L O2 chemical oxygen 
demand). This section of river is subject to tidal influence, which explains the high conductivity 
(2260 µS/cm) and chloride concentration (706 mg/L Cl–) measured on the day of sampling. We 
would emphasise, however, that H. ghanensis is regularly observed in samples from Mayotte 
island, in river stretches that are not tidal and where the conductivity is < 300 µS/cm. Usually, it 
forms < 10% of the diatom assemblage (based on 400 valves counted per sample) whereas in the 
Gouloué river it was abundant (38% of the valves counted). We therefore suspect this species 
prefers brackish waters rich in organic matter. In Levkov (2009), H. ghanensis was reported from 
a river in Ghana (West Africa), but no chemical measurements were given. 
 
Gomphonema clavatuloides RIMET, D.G. MANN, TROBAJO et N. ABARCA, sp. nov. (Fig 3) 
 
Description: Valve lanceolate-clavate, with the broadest portion of the valve at the central nodule; 
apex and base rounded. Axial area narrow, linear. Central area small, transversely elongated, 
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made by slight shortening of central striae on both valves sides. Stigma present at the end of a 
shortened central striae. Length from 25 to 41 µm, breadth from 5.5 to 7.0 µm, striae density from 
7 to 9 in 10 µm. Transapical striae moderately radiate, more parallel towards the poles. Areolae 
lineolate in external view: in internal view, the areolae have the same shape and lie in a furrow. 
The central punctum has a round opening in external view and is lineolate in internal view. The 
internal central raphe ends are hooked towards the primary side of the valve (i.e. in the opposite 
direction to the external distal ends). The external central raphe ends are slightly deflected 
towards the primary side of the valve and terminate in a drop shaped expansion. Distally, the 
raphe ends in terminal fissures that are slightly bent towards the secondary side. Both internal 
distal raphe ends terminate straight in helictoglossae. Four pores are present on the mantle in 
extension of each valve stria. 
 
Holotype: B 40 0041829 (Botanischer Garten und Botanisches Museum Berlin-Dahlem, Freie 
Universität Berlin, Germany) represented by Fig. 3. 
Isotype: Conservatoire et Jardin Botaniques, Geneva, Switzerland, reference number: G00260989 
This sample (slides, raw material) is also registered and conserved in the Thonon-Culture-
Collection of the INRA: TCC955 - uncultured sample deposited in Thonon-les-Bains, France. 
Type locality: Songaro Mbili river near Dembeni city (France, Mayotte Island, Northern 
Mozambique Channel), sampled 24 July 2015 by F. RIMET, coordinates: –12°50′23.3″ 45°10′28.3″ 
(Fig. 1 site 3). 
Name registration: http://phycobank.org/100011 
Etymology: The specific epithet refers to the close resemblance to G. clavatum EHRENBERG 
 
Similar taxa: This taxon resembles the G. clavatum species complex, which also includes similar 
species and varieties such as G. clavatulum E. REICHARDT and G. subclavatum (GRUNOW) GRUNOW 

(KRAMMER & LANGE-BERTALOT 1986; REICHARDT 1999). Gomphonema clavatuloides has the same 
general clavate shape as G. clavatulum and G. subclavatum but differs in its breadth (5.5–7.0 µm: 
compare 4.7–5.7 µm for G. clavatulum and 8–10 for G. subclavatum) and striae density (7–9 in 10 
µm; compare 10.5–14 µm for G. clavatulum and 9–13 for G. subclavatum). It might also be 
confused with small or medium-sized valves of G. paludosum E. REICHARDT but differs in striation 
pattern and number of striae in 10 µm (REICHARDT 1999). 
 
Ecology: This sample was collected from Songaro Mbili river (site 3, Fig. 1), near Dembeni city, a 
polluted stream surrounded by subsistence farming and villages; several houses discard their 
wastewaters directly in the river. The water was almost stagnant with traces of soap (women wash 
clothes at this place). Conductivity was 280 µS/cm, chemical oxygen demand was 66 mg/L O2 
(measured in August 2014), but the dissolved phosphorus concentration was low (0.014 mg of P 
PO4

2–/L). In this sample, G. clavatuloides was the dominant species (85.6% of the counted valves). 
 
Epithemia hirudiniformis (O. MÜLLER) RIMET, D.G. MANN, R. TROBAJO, J. ZIMMERMANN et R. JAHN, 
comb. nov. (Fig. 4) 
Basionym: Rhopalodia hirudiniformis O. MÜLLER, Botanische Jahrbücher für Systematik, 
Pflanzengeschichte und Pflanzengeographie 22, p. 67, pl. I: figs 40-46, 51, 52; pl. II: figs 15-17 
(1895). 
Name registration: http://phycobank.org/100012 
Taxonomy and morphology: This sample is registered and conserved in TCC (TCC954 – uncultured 
sample) and in the Botanischer Garten und Botanisches Museum Berlin-Dahlem, Freie Universität 
Berlin (B 40 0041831). 

We propose a new combination for Rhopalodia hirudiniformis in Epithemia since, 
according to RUCK et al. (2016), Rhopalodia is paraphyletic with respect to Epithemia. When 
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Rhopalodia and Epithemia are combined in a single monophyletic genus, the correct name is 
Epithemia. 

A few species and varieties belonging to former Rhopalodia are heteropolar, in particular, 
R. hirudiniformis and its varieties var. parva O. MÜLLER, var. turgida FRICKE, and also the species R. 
rhopala (EHRENBERG) HUSTEDT. All these taxa were described from east African lakes (COCQUYT 1998). 

The length of the valves found in the Soulou waterfall (site 1, Fig. 1, Fig. 4) ranged from 
73.6 to 215 µm and the maximum width from 7 to 14 µm. However, the smallest width 
measurements may be erroneous as the valves were not always flat during light microscopy. In 
our sample, the striae and fibulae densities were 11-12 and 5–6 in 10 µm, respectively. These 
densities correspond to the description of R. rhopala, R. hirudiniformis and its varieties. However, 
the length of the frustules in our sample corresponds to R. rhopala and R. hirudiniformis. Indeed, 
according to the valve sizes given in COCQUYT (1998) the largest valves (220 µm) correspond to R. 
rhopala while most of the other valves fall into the size range of R. hirudiniformis (58–113 µm). 
The distribution of the length and width measures followed a normal distribution (p > 5%, 
measurements carried out on 28 valves) so we cannot consider this population as belonging to 
two different species. Finally, the clear constriction observed on R. hirudiniformis var. turgida does 
not correspond to the morphology observed in this sample. For these reasons we decided to 
identify the valves observed in our sample as R. hirudiniformis. 

 
Ecology: The Soulou waterfall (site 1, Fig. 1) comes from the Chirini river and falls onto a beach in 
the north west part of Mayotte Island. The sample was taken on the vertical wall of the waterfall 
where thick aerial biofilms were visible. E. hirudiniformis was associated with several species of 
cyanobacteria (Oscillatoria sp., Pseudanabaena sp., Chroococcus sp., Plectonema sp.) and was the 
only diatom species observed. Moreover, four to eight cells of endosymbiotic cyanobacteria could 
be observed in each cell of E. hirudiniformis. There is a sampling station on the Chirini river 500 m 
upstream of the waterfall, which shows a quite good water quality (230 µS/cm conductivity, 30 
mg/L O2 chemical oxygen demand, less than 0.1 mg/L of N_NO3

2-, 0.01 mg/L of P_PO4
2-). 

 
Gomphonema parvulum (KÜTZING) KÜTZING sensu lato (Fig. 5) 
Taxonomy and morphology: This sample is registered and conserved in TCC (TCC958 - uncultured 
sample) and in the Botanischer Garten und Botanisches Museum Berlin-Dahlem, Freie Universität 
Berlin (B 40 0041832). 

Several samples in Mayotte island contained high abundances of G. parvulum sensu lato 
(encompassing G. narodoense R. JAHN, N. ABARCA, J. ZIMMERMANN et ENKE, G. lagenula KÜTZING, G. 
parvulum, and varieties). One of these (Mouala river near Mirereni city) showed significant 
morphological and genetic diversity. Its morphology is given in Figure 5. Figs. 5.1 to 5.7 correspond 
to the morphology of G. lagenula, indeed, the shape of the head pole is consistently more rostrate 
to capitate than in G. parvulum sensu stricto and the general shape of the frustule is lanceolate, 
as described in ABARCA et al. (2014). Figs. 5.8 to 5.16 have a rather different shape; indeed the 
linear to lanceolate valve is more slender and much less clavate than G. lagenula. This second 
morphodeme could fit G. parvulum var. parvulum morphodeme exilissimum (strain D12_022) 
according to the information given by ABARCA et al. (2014). Nevertheless, the stria density of the 
valves ranged from 9 to 12 in 10 µm and does not correspond to the density in G. exilissimum 
(GRUNOW) LANGE-BERTALOT (12–14 in 10 µm, in HOFMANN et al. 2011). 

In this sample, another Gomphonema species was observed under microscope, G. 
bourbonense E. REICHARDT. 
 
Ecology: This sample was collected from the Mouala river (site 4, Fig. 1) near Mirereni city, a 
polluted river receiving wastewaters from several houses. When the diatoms were sampled, the 
water was deoxygenated (24% O2 saturation); conductivity was 120 µS/cm and chemical oxygen 
demand was 76 mg/L O2. 
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Phylogeny 
 
Halamphora ghanensis (Fig. 6) 
1751 different environmental sequences were obtained from the sample from the Gouloué river, 
near Passamainty city, of which 432 were singletons. The 15 most abundant sequences were 
blasted on NCBI. Two sequences had high similarity with Halamphora montana (KRASSKE) LEVKOV 
(96%) and their length was 312 bp. These sequences were selected to build a phylogeny. The list 
of sequences used as constraints for the 312 bp sequences is given in Supplementary data S1 and 
the alignment used in the phylogeny is in Supplementary data S5. No indels or stop codon 
appeared in the 312 bp sequences after alignment. The best model selection was the GTR+G+I 
model (General Time Reversible model with gamma distribution and Invariable sites) which 
showed the lowest AICs (Akaike Information Criterion, corrected). A maximum likelihood 
constrained phylogeny with GTR+G+I model and 1000 rapid bootstraps was calculated and is 
drawn in Fig. 6. 

The two 312 bp sequences are included in a group supported by a high bootstrap value 
(97%). This clade is composed of representatives of Amphora and Halamphora. Three of the 
Amphora species included were described by WACHNICKA & GAISER (2016), and STEPANEK & KOCIOLEK 
(2014) have already suggested that they should be transferred into Halamphora. These are 
Amphora semperpalorum WACHNICKA ET GAISER, A. subtropica WACHNICKA et GAISER and A. caribaea 
WACHNICKA et GAISER. Amphora hyalina KÜTZING, also included in this group, was described by 
KÜTZING (1844). The results of our phylogeny confirm the proposition of STEPANEK & KOCIOLEK (2014) 
and the morphological features of these species correspond to the description of Halamphora by 
LEVKOV (2009). This clade is therefore composed only by Halamphora species and we consider that 
the two 312 bp sequences can be kept in R-Syst::diatom. Moreover we suggest the following new 
taxonomic combinations: 
 
Halamphora semperpalorum (WACHNICKA et GAISER) RIMET et R. JAHN, comb. nov. 
Basionym: Amphora semperpalorum WACHNICKA et GAISER, Diatom Res. 22: 403, figs 44–48 (2007). 
Name registration: http://phycobank.org/100014 
 
Halamphora hyalina (KÜTZING) RIMET et R. JAHN, comb. nov. 
Basionym: Amphora hyalina KÜTZING. Die Kieselschaligen Bacillarien oder Diatomeen. W. Köhne, 
Nordhausen. p. 108, fig. 30/18. (1844). 
Name registration: http://phycobank.org/100016 
 
Halamphora subtropica (WACHNICKA et GLAISER) RIMET et R. JAHN, comb. nov. 
Basionym: Amphora subtropica WACHNICKA et GLAISER, Diatom Res. 22: 407, figs 64–70 (2007). 
Name registration: http://phycobank.org/100018 
 
Halamphora caribaea (WACHNICKA ET GAISER) RIMET et R. JAHN, comb. nov. 
Basionym: Amphora caribaea WACHNICKA et GAISER, Diatom Res. 22: 399, figs 35–37 (2007). 
Name registration: http://phycobank.org/100020 
 
Gomphonema clavatuloides (Fig. 7) 
1876 different environmental sequences were obtained from the sample from Songaro Mbili, near 
Dembeni city, of which 153 were singletons. The 20 most abundant sequences were blasted on 
NCBI and R-Syst::diatom. 10 sequences had high similarity with Gomphonema acuminatum 
EHRENBERG (95–96%) and their length was 312 bp. Three other sequences had also high similarities 
with species of Gomphonema genus: G. bourbonense (one sequences matching with rbcL 
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sequences of strains TCC441, TCC460, TCC513, TCC450, TCC514, TCC453, TCC452, TCC451) and G. 
lagenula  (two sequences matching with rbcL sequences of strains TCC470, TCC500, TCC440, 
TCC432, TCC431, TCC429 and NCBI sequences HG530055, HG530054) ; these sequences were 
rejected from the further analyses. Sequences showing high similarities with G. acuminatum were 
selected to build a phylogeny. The list of sequences used as constraint for the 312 bp sequences 
is given in Supplementary data S2 and the alignment used in the phylogeny is in Supplementary 
data S6. No indels and no stop codon appeared in the 312 bp sequences after alignment. The best 
model was the GTR+G+I model which showed the lowest AICs. A maximum likelihood constrained 
phylogeny with GTR+G+I and 1000 rapid bootstraps is given in Fig. 7. 

The ten 312 bp sequences form a monophyletic clade supported by a high bootstrap value 
(93%). The nearest species is G. subclavatum var. mexicanum (GRUNOW) R.M. PATRICK. Therefore 
these ten 312 bp sequences can be kept for R-Syst::diatom. 
 
Epithemia hirudiniformis  (Fig. 8) 
959 different environmental sequences were obtained from the sample from Soulou waterfall, 
none of which were singletons. The 15 most abundant sequences were blasted on NCBI. 14 
sequences had high similarity with Epithemia gibba KÜTZING (94–96%) and their length was 290 bp. 
The 15th had high similarity with Ulnaria ulna (NITZSCH) COMPÈRE. This last sequence accounted for 
0.5% of the total abundance of the sequences. The list of sequences used as constrain for the 290 
bp sequences is given in Supplementary data S3 and the alignment used in the phylogeny is in 
Supplementary data S7. After alignment, 9 of the 290 bp sequences showed deletions and were 
removed from the following analyses. 5 sequences were selected and showed no stop codon. The 
best model selection was the GTR+G+I model which showed the lowest AICs. A maximum 
likelihood constrained phylogeny with GTR+G+I model and 1000 rapid bootstraps is given in Fig. 
8. 

The five 290 bp sequences form a monophyletic clade supported by a high bootstrap value 
(100%). They are inside a larger clade composed of other Epithemia species and supported by a 
high bootstrap value (79%). Therefore only five sequences out of the fourteen 290 bp sequences 
were kept for R-Syst::diatom. 
 
Gomphonema parvulum (Fig. 9) 
1053 different environmental sequences were obtained from the sample from the Mouala river 
near Mirereni city of which 516 were singletons. The 20 most abundant were blasted on NCBI. 14 
sequences had high similarity with Gomphonema parvulum sensu lato and their length was 275 
bp. These were used to build a phylogeny. The list of sequences used as constraint for the 275 bp 
sequences is given in Supplementary data S4 and the alignment used in the phylogeny is in 
Supplementary data S8. No indels and no stop codon appeared in the 275 bp sequences after 
alignment. The best model selection was the GTR+G+I model which showed the lowest AICs. A 
maximum likelihood constrained phylogeny with GTR+G+I model and 1000 rapid bootstraps is 
given in Fig. 9. 

Gomphonema parvulum sensu lato (including G. parvulum sensu stricto, G. saprophilum 
(LANGE-BERTALOT et E. REICHARDT) ABARCA, R. JAHN, J. ZIMMERMANN et ENKE, G. narodoense, G. lagenula) 
forms a large group supported by 61% bootstrap value. Inside this large group several well 
supported smaller groups are present: a group with G. lagenula strains, a group with G. 
saprophilum strains, a group with G. parvulum sensu stricto, a group with G. narodoense. 
However, the position in the tree of several sequences (apart those of 275 bp) is not well 
supported. 

The 275 bp sequences are present in several groups. Nine sequences are included in the 
G. lagenula group with a bootstrap support of 52%; however, the position of three 275 bp 
sequences inside the G. parvulum sensu lato group is not well supported. Therefore, given the low 
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support of the position of these sequences, we decided not to keep these sequences for R-
Syst::diatom. 
 
 

Discussion 
 
1. Is it possible to relate sequences from HTS analyses of biofilms to a target species observed 
by light microscopy with high reliability? 
Relating sequences to morphological features with high reliability is not an issue in the case of 
monoclonal cultures since Sanger sequencing delivers a single sequence. Such certainty is, 
however, harder to obtain when using HTS to sequence biofilm samples collected from the natural 
environment. 

The simplest example presented here is Epithemia hirudiniformis, since this was the only 
species found in microscopy and the 14 most abundant sequences corresponded to this genus. 
The 15th most abundant sequence matched to Ulnaria ulna. It was represented by 0.5% of the 
sequences in the sample which explains why U. ulna was not detected by light microscopy. Such 
a sample presenting a very low species diversity is similar to that described for Didymosphenia 
geminata in Chilean rivers (JARAMILLO et al. 2015) and it is consequently easy to relate the 
sequences found with high reliability to the target taxon. 

Two other examples, Halamphora ghanensis and Gomphonema clavatuloides, represent a 
slightly more complicated situation as each sample included several other species. In both samples 
six different species were identified using microscopy, while for metabarcoding seven taxa were 
detected for the H. ghanensis sample (3 species and 4 generic assignments where the species 
could not be determined) and 22 taxa for the G. clavatuloides sample (16 species and 6 generic 
assignments where the species could not be determined). Retrieving the sequences of H. 
ghanensis was possible because it was the only member of the Catenulaceae MERESCHKOWSKY in 
this sample and several reference barcodes of species belonging to this family are present in R-
Syst::diatom. Results of BLAST and of the phylogeny confirmed that the sequences are belonging 
to this family. For Gomphonema clavatuloides, two other species belonging to Gomphonema were 
present in the sample (G. bourbonensis E. REICHARDT and G. parvulum). But here again, identifying 
the sequences of G. clavatuloides was possible, even if this species is new to science, because 
reference sequences of the two other Gomphonema species were available in the reference 
library and results of BLAST and phylogenies could confirm their membership. 

In the case of G. parvulum (in the Mouala river) it was much harder to relate sequences to 
identified target species. This species complex has been studied for a long time (e.g. GEITLER 1972), 
it is found in rivers worldwide (e.g. MURAKAMI & KASUYA 1993; SILVA-BENAVIDES 1996; NDIRITU et al. 
2006; RIMET 2009), and it shows significant phenotypic plasticity even in monoclonal culture (ROSE 

& COX 2014), which may explain why so many varieties and forms have been described. More 
recent studies integrating morphological and molecular data have clarified this species complex 
(KERMARREC et al. 2013a; ABARCA et al. 2014). In our case, several sequences belonging to several 
separate clades were present in a single sample and after a careful examination two different 
morphodemes could be distinguished, which may fit the descriptions of G. lagenula and G. 
parvulum var. parvulum [morphodeme exilissimum]. It was difficult, however, to relate these two 
morphodemes to the different clades which were, moreover, not supported with high bootstrap 
values in the G. parvulum phylogeny. The presence of several species belonging to the G. parvulum 
species complex in a single sample has already been observed by KERMARREC et al. (2013). This 
example shows the limits of the method we are proposing. Therefore these sequences were not 
included in the reference database R-Syst::diatom. 
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2. What are the advantages/disadvantages associated with use of uncultured diatom HTS 
sequences to enrich barcode reference libraries? 
Unlike macroorganisms such as aquatic insects, where the DNA barcodes of individuals can be 
easily Sanger sequenced from a part of their body (e.g. insect legs in SWEENEY et al. 2011), diatom 
cells need to be isolated and cultured to get their barcodes, which is laborious and not always 
successful. Using HTS for natural samples encompassing several millions of diatom cells and 
several species makes it potentially possible to obtain thousands of barcode sequences in one HTS 
run. 

One advantage of using HTS is shown by the examples of Epithemia hirudiniformis, 
Halamphora ghanensis and Gomphonema clavatuloides reported here. In each case, from 2 to 10 
sequences were kept for each species in the reference database R-Syst::diatom. This gives an idea 
of the intraspecific genetic diversity of species. Obtaining such information with cultures is 
possible and has already been done (e.g. Nitzschia palea (KÜTZING) W. SMITH studied by RIMET et al. 
2014; Pseudo-nitzschia pungens (GRUNOW ex CLEVE) HASLE by CASTELEYN et al. 2010) but requires 
intensive effort to isolate clones representing many clades. 

The ease with which large numbers of sequences are generated using HTS is, however, 
balanced by some drawbacks. In particular, HTS produces more sequencing mistakes than classical 
Sanger sequencing (PAPARINI et al. 2015) and comparisons of the performances of different HTS 
technologies show different results. LoMAN et al. (2012) showed that MiSeq (Illumina) had the 
lowest error rates compared to 454 GS Junior (Roche) and Ion Torrent PGM (Life Technologies), 
but Ion Torrent had the highest throughput (80–100 Mb/h, compared to MiSeq 60 Mb/h and 454 
9Mb/h) and 454 GS Junior gives the longest reads (up to 600 bases, compared to MiSeq with 150 
bases and Ion Torrent PGM 300 bases). Such differences must be taken into account during data 
processing. When integrating sequences from HTS in reference databases, sequence quality 
criteria have to be defined. In this case, we set four criteria: 
Criterion 1: only the 15–20 most often sequenced reads were selected because such sequences 
are more likely to be the best representatives of the population and also are likely to be sequences 
showing the lowest probabilities of sequencing mistakes (BRAGG et al. 2013). 
Criterion 2: since rbcL is a coding region for a gene, no indels were accepted when aligning the 
HTS sequences with Sanger sequences from R-Syst::diatom. Sanger sequencing is, until now, 
considered to be the reference technology in terms of sequencing quality (e.g. MONTOYA et al. 
2016; KHALIFA et al. 2016). Such problems were particularly common in the case of Epithemia 
hirudiniformis, where many sequences showed deletions, and were therefore not included in the 
reference database. 
Criterion 3: since rbcL is a coding region, after translating the nucleotide sequence into proteins, 
no stop codon should appear. Those containing stop codons must be discarded. However, this 
problem did not occur for the most abundant sequences in our examples. 
Criterion 4: the HTS sequences should show phylogenetic neighbours corresponding to the same 
neighbour taxa expected from morphological observations. 
 
3. Which material data and metadata must be stored with these sequences in barcoding libraries 
to ensure good traceability? 
The fundamental requirement suggested by ZIMMERMANN et al. (2014a) is that reliable 
identification of a taxon via DNA barcodes needs unambiguous agreement between genotype and 
phenotype/morphodeme with a valid binomial. Since this is not possible for HTS generated 
sequences, in contrast to sequences generated from unialgal cultures, we have to adapt and 
modify the requirements in order to guarantee a high standard for depositing these sequences. 

In the case of HTS generated sequences from biofilm samples, the material data as well as 
the linked metadata have to be deposited in curated collections (herbaria such as B, BM, G, P, etc. 
see index of herbaria in HOLMGREN et al. 1990) and have to be available through public scientific 
databases (e.g. R-Syst, AlgaTerra, GGBN, GBIF, BOLD, INSDC). This includes eDNA material 
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deposition (e.g. DNA Bank Network / GGBN) and possible linked voucher material, information 
concerning the HTS methodology (e.g. DNA extraction, primers, PCR, library preparation, HTS 
chemistry, HTS platform, paired-end reads or not), details of the bioinformatics pipeline and the 
algorithms used (e.g. sequence trimming, chimera treatment, thresholds for OTU clustering, 
modus operandi of species assignment), availability of the raw reads. As for reference sequences 
from unialgal diatom cultures, ZIMMERMANN et al. (2016) suggest that metadata should include 
sampling localities and collectors, basic environmental data, high-resolution LM pictures, 
morphometrics, taxonomy and nomenclature, maps, literature as well as references to databases 
where this data is stored. 

Even though a 100% unambiguous identification could not be made in the case of 
Epithemia hirudiniformis, the requirements for sound documentation are still applicable for a 
reference library, but the environmental origin of the sequence also has to be clearly highlighted. 
This also applies to the other examples, but they have to be treated with great care in order to 
ensure that a correlation between the presence of frustules and sequences is not just a 
coincidence. It has been shown in a number of cases that frequency of occurrence of a species 
within a sample analysed by light microscopy does not coincide with the frequency of occurrences 
of sequences in an environmental sample (e.g. JAHN et al. 2007). It is therefore essential that data 
are critically checked, the details of their creation are transparent and the pitfalls of the method 
discussed here are pointed out. We also recommend that sequences identified using these 
approaches are distinguished from those obtained from unialgal cultures in barcode libraries. 
Table 2 suggests terminology to prevent any confusion when such sequences are used in 
metabarcoding studies. 
 
 

Conclusions: limits of the proposed methodology and perspectives 
 
 The methods and examples given here are clearly related to a particular application, which 
is routine assessment of aquatic ecosystems where species identification from natural samples is 
needed. We have shown that it is possible to enrich a reference barcoding library at low cost, 
taking advantage of sequencing data from routine samples collected for ecological assessment. 
Given the HTS technology used (PGM Ion Torrent), the sequence length was 312 bp. Such 
sequence length has been shown to be long enough for applied topics such as the one addressed 
here: diatom species identification for ecological assessment (e.g. KERMARREC et al. 2014; 
ZIMMERMANN et al. 2015; VISCO et al. 2015). It will be straightforward to expand such methodology 
to wider monitoring networks, if taxonomic experts are available who can follow the 
recommendations we propose here. Given that current reference barcoding libraries (and R-
Syst::diatom in particular) cover only a small part of the diversity of diatoms in freshwater 
ecosystems, such HTS approaches may be essential if the libraries are to be completed quickly in 
order to be used for routine assessments. 

On the other hand, one must make no mistake about the objective of this method. DNA 
barcodes are often inappropriate for phylogenetic studies, especially for defining deep nodes of 
classification trees (HAJIBABAEI et al. 2007). For such studies, much longer sequences are required 
and indeed, multigene approaches are now commonly recommended and are providing a much 
better understanding of diatom evolution (e.g. RUCK et al. 2016; THERIOT et al. 2015; NAKOV et al. 
2014). 

Finally, a possibility emerging from studies accumulating numerous DNA barcodes from 
particular species is that it can be a starting point of population genetics studies or can give 
indications of genetic diversity at an intra-specific level (HAJIBABAEI et al. 2007). Coupled with 
ecological, physiological and geographical information, diatom species boundaries could be re-
evaluated, as was done recently for some green microalgae (DARIENKO et al. 2015). Diatom species 
descriptions have until recently been based only on morphological features. Only a few studies 
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(e.g. ROVIRA 2013; TROBAJO et al. 2013; KELLY et al. 2015, for the Nitzschia inconspicua GRUNOW 
species complex) follow the precepts of integrative taxonomy which aims to delimit species on 
sets of different criteria such as morphology, DNA, physiology, ecology and biogeography (DAYRAT 
2005). This should prompt reconsideration of the boundaries of many poorly delimited diatom 
species and, potentially, enhance their value for ecological assessment. 

In conclusion, the approach described here offers a pragmatic and universally applicable 
way to enrich existing diatom reference barcode libraries with HTS generated barcodes, especially 
when the sequences are as well documented as classical voucher specimens, no matter which 
region/gene is used. Nonetheless, we believe that unialgal diatom cultures should still be the 
backbone of reference libraries, because this is still the method with lowest amount of error. 
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Tables 

 
Table 1. Sampling sites location, habitat description, and collectors names. Sites acronymes used 
by the local authorities are given in brackets. 

Sampling site Sampling 
date 

Habitat Coordinates Collectors Dominant target 
species 

Soulou river 
waterfall 

25/07/2015 Unpolluted 
waterfall 

-
12°46'48.3"S 
45°6'6.5"E 

Rimet F. 
and 
Tapolczai 
K. 

Epithemia 
hirundiformis 
(O. Müller) 
comb. nov. 

Gouloué river, 
near Passamainty 
city (Poll7) 

20/07/2015  

 
Polluted 
river, marine 
influence 

-
12°47'57.9"S 
45°12'37.9"E 

Rimet F. 
and 
Tapolczai 
K. 

Halamphora 
ghanensis 
Levkov 

Songaro Mbili 
river near 
Dembeni city 
(Poll29) 

24/07/2015  

 
Polluted river -

12°50'23.3"S 
45°10'28.3"E 

Rimet F. 
and 
Tapolczai 
K. 

Gomphonema 
clavatuloides sp. 
nov. 

Mouala river near 
Mirereni city 
(Poll5) 

23/07/2015 
 

Polluted river -
12°47'25.9"S 
45°08'21.6"E 

Tapolczai 
K. and 
Vasselon V. 

G. parvulum 
(Kützing) 
Kützing sensu 
lato 
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Table 2. Proposed terminology for the naming of sequences from different origins. 

Cases 
Newly 

described 
Original material 

Morphological 
data 

Molecular data Terminology examples 

1 Yes 
Authentic1 strain of 
the type (epitype, 

holotype) 
Unialgal culture 

Unialgal culture 
(Sanger sequencing) 

Planothidium caputium 
authentic1 strain D06_014 

2 No No Unialgal culture 
Unialgal culture 

(Sanger sequencing) 

Planothidium 

frequentissimum strain 
D06_138 

3 Yes Yes 
Environmental 

sample 
Environmental 
sample (HTS) 

Gomphonema clavatuloides 

authentic1 uncultured isolate 
TCC955 inferred via eDNA 

4 No No 
Environmental 

sample 
Environmental 
sample (HTS) 

Epithemia hirundiformis 

uncultured isolate TCC955 
inferred via eDNA 

Halamphora ghanensis 
uncultured isolate TCC956 

inferred via eDNA 

5 No No No 
Environmental 

sample (via 
cloning/Sanger) 

Planothidium sp. uncultured 
isolate TF-2014 05DB5_12 

inferred via cloning2 

6 No No No 
Environmental 
sample (HTS) 

Genus species uncultured 
inferred via eDNA3 

1term for a type-bearing strain (unialgal culture) or isolate (object isolated from environmental sample) because a 
nomenclatural type is usually a preparation, a slide etc. 
2sometimes named as clone 
3only applicable for 100% match with DNA reference library 
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Figure caption 

 

 
Figure 1: Study site location. (a) General location of Mayotte in Mozambique channel (arrow). (b) 

Location of rivers (grey lines), sampling sites in Mayotte (grey dots) and the selected sampling 
sites discussed in this paper (black squares):  (1) Soulou river waterfall (2) downstream the 

Gouloué river (Poll 7) (3) downstream the Songaro Mbili river (Poll 29) (4) Mouala river near 
Mirereni city (Poll5). 
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Figure 2: Halamphora ghanensis in downstream Gouloué river. (a-e) Light microscopy, valve 

views. (f-i) Scanning electron microscopy. (g) internal view. (f, h ,i) external views. (f) detail of 
areola structure. Scale bar 10 µm. 
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Figure 3: Gomphonema clavatuloides, downstream the Songaro Mbili river. (a-j) light 

microscopy, valve view. (k-n) light microscopy, connective view. (o-r) Scanning electron 
microscopy. (o) internal view, detail of proximal raphe ending and areola structure. (p) external 

view of connective view (head pole). (q) internal raphe ending at the foot pole, (r) general 
external view . Scale bar 10 µm light microscopy photos, 5 µm for scanning electron microscopy. 
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Figure 4: Epithemia hirudiniformis, Waterfall of Soulou river. (a-c) light microscopy. (d, e) 

Scanning electron microscopy. (d) detail of the foot pole. (e) detail of the proximal ending of the 
raphe and of the areola structure. Scale bar 20 µm (4.1-4.3), 3 µm (1.4-4.5). 
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Figure 5: Gomphonema parvulum sensu lato downstream the Mouala river. Light microscopy 

photos showing the morphological heterogenity of this taxon in this sample. (a-g) morphology 
corresponding to G. lagenula. (h-p) morphology corresponding to G. parvulum sensu lato. Scale 

bar 10 µm. 
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Figure 6: Constrained unrooted phylogeny of Halamphora ghanensis. The two H. ghanensis 

sequences (312 bp) and KT023600, AM710424, AM710425, AM710426, AM710489, AM710511 
(lengths of these sequences varies from 385 to 714 bp) were constrained by the phylogeny of 

the 34 other sequences (926 bp). Maximum likelihood tree with rapid bootstrap and GT Gamma, 
RaxML. 1000 bootstraps. Bootstrap values above 50% are given for each node. Scale bar: 

number of substitution per site. 
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Figure 7: Constrained unrooted phylogeny of Gomphonema clavatuloides. The ten G. 

clavatuloides sequences (312 bp) were constrained by the phylogeny of the 87 other sequences 
(1093 bp). Maximum likelihood tree with rapid bootstrap and GT Gamma, RaxML. 

1000bootstraps. Bootstrap values above 50% are given for each node. Scale bar: number of 
substitution per site. 
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Figure 8: Constrained unrooted phylogeny of Epithemia hirudiniformis. The five E. hirudiniformis 

sequences (290 bp) were constrained by the phylogeny of the 87 other sequences (1362 bp). 
Maximum likelihood tree with rapid bootstrap and GT Gamma, RaxML. 1000bootstraps. 

Bootstrap values above 50% are given for each node. Scale bar: number of substitution per site. 
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Figure 9: Constrained unrooted phylogeny of Gomphonema parvulum sequences of the 

downstream sampling site of the Mouala river. Fourteen G. parvulum sequences (275 bp) were 
constrained by the phylogeny of the 62 other sequences (916 bp).  Maximum likelihood tree 

with rapid bootstrap and GT Gamma, RaxML. 1000 bootstraps. Bootstrap values above 50% are 
given for each node. Scale bar: number of substitution per site. 
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Abstract 

1. DNA metabarcoding has been introduced as a revolutionizing way to identify 
organisms and monitor ecosystems. However, the potential of this approach for 
biomonitoring remains partially unfulfilled because a significant part of the sampled 
DNA cannot be affiliated to species due to incomplete reference libraries. Thus, biotic 
indices which are based on the estimated abundances of the species in the community 
and their ecological profiles can be inaccurate. 

2. We propose to compute biotic indices using phylogenetic imputation of OTUs' 
ecological profiles (OTU-PITI approach). First, OTUs sequences are inserted within a 
reference phylogeny. Second, OTUs' ecological profiles are estimated on the basis of 
their phylogenetic relationships with reference species whose ecology is known. Based 
on these ecological profiles, biotic indices can be computed, using all available OTUs. 

3. Using freshwater diatoms as a case study, we show that short DNA barcode can be 
placed accurately within a phylogeny and their ecological preferences can be 
estimated with a satisfying degree of precision. In light of these results, we tested the 
approach with a dataset of 139 environmental samples of river diatoms for which the 
same biotic index (IPS) was calculated using (i) traditional microscopy, (ii) OTUs with 
taxonomic assignment approach, (iii) OTUs with phylogenetic estimation of ecological 
profiles (OTU-PITI), and (iv) OTU with taxonomic assignation completed by the 
phylogenetic approach (OTU-PITI) for unclassified OTUs. Using traditional microscopy 
as reference, we found that the combination of the OTUs' taxonomic assignment 
completed by the phylogenetic method performed well and substantially better than 
the other methods. 

4. Phylogenetic estimation of ecological profiles for unclassified OTUs is a promising 
solution allowing to benefit from all available DNA material when computing biotic 
indices. The method can be easily extended to other biotic indices and groups of 
biological indicator. 

 

Keywords: Metabarcoding, Biomonitoring, Environmental DNA, Diatoms, Phylogenetic 

signal 
 

Introduction 

 The protection and conservation of ecosystems requires to accurately assess the 
quality of the environment over time (Ibáñez et al. 2010). Ecologists have developed a wide 
set of biotic indices to monitor ecological impacts of human activities, based on the principle 
that anthropic pressures shape biological communities (Chapman 1996). Hence, a large 
variety of indices are available to estimate environmental quality from the richness, diversity, 
structure, and functioning of biological communities. 
 Diatoms are unicellular eukaryotic algae encompassing a large taxonomic diversity 
(Round et al. 1990a). Because they have a relatively short generation time and communities 
respond strongly to changes in habitat quality, diatoms are recognized as powerful 
bioindicators of freshwater quality (Stevenson et al. 2010b; Rimet 2012). Most of the diatom 
biotic indices are based on species autecology and are usually derived from the equation of 
Zelinka and Marvan (1961). For example, the IPS index (Coste 1982) which is used in this paper 
as a case study is defined in Equation 1, where ai is the relative abundance of species i in the 
sample, IPSVi its indicator value (tolerance) and IPSSi its pollution sensitivity (optimum). 
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The estimation of diatom indices like the IPS index require an accurate taxonomic inventory 
of the community (Besse-Lototskaya et al. 2011). Diatom inventories are traditionally based 
on the morphological identification of several hundred individuals under microscope (Prygiel 
et al. 2002). Given the diversity of diatoms (Mann & Vanormelingen 2013), this step is time-
consuming, requires highly qualified staff and is prone to errors (Besse-Lototskaya et al. 2006). 
However, the development of methods to identify multiple taxa simultaneously from an 
environmental sample with standard genetic markers (DNA metabarcoding), combined with 
high-throughput sequencing technologies (HTS) have enabled the production of fast and cost-
effective taxonomical inventories of communities (Taberlet et al. 2012a). Therefore, 
metabarcoding has been promoted as an attractive alternative to the traditionnal 
identification under microscope for biomonitoring (Baird & Hajibabaei 2012). Recent studies 
have shown that molecular inventories of diatom communities can be used to calculate 
various biotic indices (Kermarrec et al. 2014; Visco et al. 2015; Rivera et al. 2017; Vasselon et 
al. 2017b). 
 The classical approach to compute ecological indices with metabarcoding data consists 
in clustering DNA reads into operational taxonomic units (OTUs) and assign them a taxonomic 
name using a reference library (Kermarrec et al. 2014; Zimmermann et al. 2015). Once the list 
of OTUs converted into a taxonomic list, one can compute traditional bioassessment indices 
based on the ecological preferences of the species (IPSS and IPSV values in the case of IPS). 
However, this approach has some identified drawbacks, the most significant being that an 
important proportion of OTUs cannot be adequately classified into species because reference 
library are not sufficiently comprehensive. Hence, a large part of the biological diversity 
unraveled by DNA methods is discarded and cannot be used for bioassessment purposes. 
 To circumvent this problem, it has been suggested to skip the conversion from DNA 
reads to taxonomic entities and work directly on molecular data (Keck et al. 2017). In this 
respect, different strategies have been considered, including OTU-based indices (Apothéloz-
Perret-Gentil et al. 2017) or the use of supervised machine learning algorithms to process 
genetic inventories (Cordier et al. 2017). Alternatively, Keck et al. (Keck et al. 2015, 2017) have 
suggested an approach based on the relationships existing between the phylogenetic position 
of species and their ecology (ie. the phylogenetic signal, Blomberg et al. 2003). The central 
idea is to combine an algorithm to place OTUs within a reference phylogeny and an algorithm 
to phylogenetically impute OTUs' ecological profiles (i.e. autecological values, here IPSS and 
IPSV) based on information available from neighbor species. However, implementing this 
approach for ecological assessment with metabarcoding requires to assess if DNA reads 
produced by HTS are long and informative enough to be accurately placed in a reference 
phylogeny and, once inserted, if the phylogenetic signal is strong enough to estimate precisely 
their ecological profiles. 
 In this paper, we aim to implement and test the phylogenetic approach (termed OTU-
PITI, i.e. OTU Phylogenetic Insertion and Trait Imputation) for ecological assessment with 
metabarcoding data. We first compared the placement accuracy of short rbcL DNA reads (312 
bp) as produced by HTS technologies with full length sequences of the rbcL gene. Second, we 
performed a cross-validation procedure to test whether phylogenetic imputation of species 
ecological profiles can be estimated from their phylogenetic positions. Finally, we tested the 
method with a dataset of 139 environmental river samples for which diatoms communities 
were analyzed using both microscopy and DNA metabarcoding. IPS indices based on the OTU-



 

 
 

PITI approach and on taxonomically assigned OTUs were then compared to IPS indices based 
on classical microscopy. 
 

Material and Methods 

Reference phylogenetic tree reconstruction 

 The reference phylogenetic tree was reconstructed from the chloroplast rbcL gene 
coding for the RuBisCO enzyme. This gene is recognized for its good performances to 
differentiate diatoms species and is a popular marker both for phylogenetic and 
metabarcoding studies. However, rbcL may have a limited ability to recover deep phylogenetic 
relationships within diatom clades (Theriot et al. 2011). Therefore, we used the phylogeny of 
diatoms published by (Theriot et al. 2015) and based on seven genes (SSU, atpB, psaA, psaB, 
psbA, psbC and rbcL) as a fixed guide in the reconstruction process. We extracted 1380 rbcL 
sequences from the curated library R-Syst::diatom (Rimet et al. 2016). The sequences were 
aligned using MUSCLE (Edgar 2004) and consensus sequences were computed using per-basis 
majority rule for 550 species. The new set of 550 sequences was then merged and re-aligned 
against the 208 sequences alignment of Theriot et al. (Theriot et al. 2015). Duplicated species 
were dropped, giving a final reference alignment of 604 species. The phylogeny was then 
reconstructed with RAxML 8.2.11 (Stamatakis 2014) using the phylogenetic tree of Theriot et 
al. (Theriot et al. 2015) as a topological constraint, a substitution model GTR+G+I, 200 runs 
and 1000 bootstraps (Fig S1, Supporting information). The tree was dated in relative time 
using PATHd8 (Britton et al. 2007). 
 
Testing for short sequences placement 

 To test if a 312 bp rbcL barcode is sufficient to recover the phylogenetic position of the 
species, we sequentially dropped species from the reference phylogenetic tree and placed 
them using their reference barcode of 312 bp. The phylogenetic placement was performed 
using the Evolutionary Placement Algorithm (EPA; Berger et al. 2011) implemented in RAxML. 
To assess the quality of the barcode placement, we measured the distance between the 
insertion point of the full-length reference sequence (~1500 bp) edge and the insertion point 
of the placed barcode sequence (312 bp). This distance is expressed as the number of nodes 
located on the path that connects the two insertion points. Ideally, the barcode sequence is 
placed at the same location as the full-length sequence and the node distance is zero. 
 
Testing for phylogenetic estimation of autecological values 

 We used a leave-one-out cross-validation (LOOCV) procedure to test whether the 
pollution sensitivity values (IPSS) and the indicator values (IPSV) of the species can be 
estimated accurately from their phylogenetic position. The analysis was performed on a 
subset of 237 species which were found both in the reference phylogenetic tree and the IPS 
data base. We sequentially estimated the IPSS and IPSV values of each species, given its 
phylogenetic position (as estimated using the barcode sequence; see above), and the known 
autecological values of the other species in the tree. The prediction was done using the 
framework introduced by Bruggeman, Heringa, and Brandt (2009) which estimates the 
phylogenetic covariance matrix parameters under a given evolution model and use it to 
impute the missing data as the best linear unbiased predictions (Ho et al. 2014). We tested 6 
different phylogenetic models: Brownian motion (BM), Ornstein-Uhlenbeck (OU), Early-Burst 
(EB), Lambda, Delta and Kappa (see Goolsby et al. 2017 for details on the tested models). 
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Additionally we used an ad-hoc non-phylogenetic model (star) which assumes that the best 
estimate for a missing value is given by the mean of all observations. The performances of the 
different models were assessed and compared using the LOOCV mean squared error (MSE). 
 
Sample collection 

 A total of 142 benthic water samples were collected from rivers as part of the 2016 
French monitoring campaign for water quality assessment (Fig. S2, Supporting information). 
Benthic diatoms communities were collected by scraping at least 5 submerged stones using a 
toothbrush, as recommended by the European standard (Water quality - Guidance standard 
for the routine sampling and pretreatment of benthic diatoms from rivers 2016). Immediately 
after collection, each sampled biofilm was homogenized and divided into 2 subsamples to 
perform the molecular and morphological approaches. Each subsample was transferred into 
50 mL Falcon tubes and preserved with a final concentration of at least 70 % of ethanol. 
 
Morphological approach 

 Sample preparation, species identification and counting were performed by offices in 
charge of ecological assessment of French rivers in the context of the Water Framework 
Directive. Benthic samples were treated using 40 % H2O2 and HCl according to the European 
standard (AFNOR 2004). Resulting diatom samples were mounted in Naphrax and used to 
obtain permanent slides for microscopical analysis. A minimum of 400 diatoms valves were 
determined using classical European floras (AFNOR 2004). 
 
Molecular laboratory methods 

 The preserved biofilm samples were centrifuged at 17,000 g during 30 minutes and the 
supernatant containing ethanol discarded. Total genomic DNA was extracted from the pellet 
using a non-commercial method based on Sigma-Aldrich GenEluteTM-LPA DNA precipitation, 
as described and recommended previously for diatom metabarcoding (Chonova et al. 2016; 
Vasselon et al. 2017a). In order to have technical replicates, two subsamples of each DNA 
extracts were used for subsequent PCR amplification and HTS, for a total of 284 DNA samples 
(142 x 2) sequenced. To enable the sequencing of all samples in a single Illumina run, 2 
successive PCR were performed to prepare HTS libraries. (i) PCR1: DNA extracts were 
amplified in triplicate using the equimolar mixes of Diat_rbcL_708F _1, 708F_2, 708F_3 and 
R3_1, R3_2 as forward and reverse primers respectively (Vasselon et al. 2017b), allowing to 
focus a short fragment of the rbcL plastid gene (312 bp). Half of the P5 
(CTTTCCCTACACGACGCTCTTCCGATCT) and P7 (GGAGTTCAGACGTGTGCTCTTCCGATCT) 
Illumina adapters were included to the 5’ part of the rbcL forward and reverse primers 
respectively. PCR1 amplifications were performed in a final volume of 25µL following mix and 
reaction conditions used in Vasselon, Rimet, et al. (Vasselon et al. 2017a), except the number 
of amplification cycles which was set to 33. (ii) PCR2: the 3 PCR1 replicates prepared for each 
DNA sample were pooled and sent to the “GenoToul Genomics and Transcriptomics” facility 
(GeT-PlaGe, Auzeville, France) where subsequent laboratory preparation were performed. 
PCR1 amplicons were purified and used as templates in the PCR2 which used Illumina-tailed 
primers targeting the half of P5 and P7 sequences. Finally, all generated 284 PCR2 amplicons 
were dual indexed and pooled into a single tube. Final pool was sequenced on an Illumina 
Miseq platform using the V3 paired-end sequencing kit (250 bp × 2). 
 
HTS data analyses 



 

 
 

 Demultiplexed and overlapped Miseq data were delivered by the GeT-PlaGe 
sequencing platform (paired sequences overlap > 140 bp and mismatches < 0.1 %), resulting 
in 284 fastq files. A quality filtering was performed using Mothur software (Schloss et al. 2009) 
to remove DNA reads with: Phred quality score < 23 over a moving window = 25 bp, primer 
sequence mismatch > 1, homopolymer > 8 bp, ambiguous base > 0. Chimeras were removed 
using the Uchime algorithm (Edgar et al. 2011) available in Mothur. Then, all the fastq files 
were combined and de-replicated in order to keep only unique sequences with DNA read 
abundance > 2. Using the R-Syst::diatom library (Rimet et al. 2016) and the naïve Bayesian 
method (Wang et al. 2007), taxonomy was assigned to each DNA read with a confidence 
threshold > 85 %. DNA reads assigned to Bacillariophyta phylum were clustered into OTUs 
using a distance similarity threshold of 95 % as described in (Vasselon et al. 2017a). For each 
sample, the 2 replicates were merged and only the OTUs shared by both replicates were 
conserved in order to remove unrepresentative and spurious OTUs. Taxonomy of OTUs was 
defined as the consensus taxonomy of DNA reads (threshold > 80). A DNA representative 
sequence was determined for each OTU using the Get.oturep command in Mothur. 
 
Biotic indices 

 For each site we computed four biotic indices, all based on the IPS index (Coste 1982). 
The first index IPS-MICROTAXO was computed from the relative abundances of the species 
estimated using classical microscopy. The second, IPS-DNATAXO was computed from the 
relative abundance of the OTUs after they were classified into species using Mothur. Since the 
IPSS and IPSV values are inherited from the taxonomical affiliation, the fraction of unclassified 
OTUs cannot be used for this index. The third index, IPS-DNAPHYLO takes into account all the 
OTUs. For this index the IPSS and IPSV values are phylogenetically imputed. OTUs were placed 
within the reference phylogenetic tree using their representative sequence (most abundant 
sequence) and the EPA algorithm. The IPSS and IPSV values of each OTU were estimated using 
rphylopars with the best evolution model selected at the cross-validation step (see above). 
Finally, the fourth index, IPS-DNAHYBRID is a combination of IPS-DNATAXO and IPS-
DNAPHYLO: species IPSS and IPSV are used for OTUs which can be classified into species using 
Mothur, while the unclassified fraction of OTUs is used with phylogenetically imputed IPSS 
and IPSV values. 
 

Results 

Quality of read placements 

 Overall, barcode sequences allowed to place species accurately within the reference 
phylogeny (Fig. 1, Table S1, Supporting information). About 45% (272) of the species were 
placed exactly at the same location as the full-length sequence. Most of the species (508; 84%) 
were placed at a short distance, ≤ 3 nodes from the reference target. Only a few species were 
not placed correctly within the reference phylogeny (35 species; 5.8% at ≥ 10 nodes from the 
reference targets). 
 
Quality of autecological values estimation 

 For IPSS, all phylogenetic models produced better predictions (lower MSE) than the 
non-phylogenetic star model (Fig. 2, Table S2, Supporting information). The best model with 
the lowest MSE was the lambda model which exhibited a 30% decrease of MSE compared to 
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the star model. For IPSV, only the OU model performed better than the star model but the 
difference was marginal (4%). 
 The estimated IPSS values for each species are mapped onto the reference 
phylogenetic tree in Fig. 3 and can be compared with the true IPSS values. For 150 (63%) of 
the species represented in green in Fig. 3, the absolute error (i.e. the absolute value of the 
difference between the estimated and the true IPSS) was found to be low (≤ 1), indicating a 
good prediction. The absolute error was ranging from 1 to 2 for 79 (33%) of the species 
(represented in orange), indicating a poor prediction quality. Finally, for a few species (8; 3%) 
the prediction quality was found to be very poor (absolute error > 2). 
 
Morphological analysis 

 A total of 534 species were determined using microscopy. The dominant species were 
Achnanthidium minutissimum (14% of the valves determined), Achnanthidium pyrenaicum 
(6%), Amphora pediculus (5%), Achnanthidium delmontii (5%) and Eolimna minima (4%). For 
these 5 dominant taxa a reference barcode is present in the R-Syst::diatom library, except for 
Achnanthidium delmontii. Among the 100 most frequently determined species, 38 have a 
barcode in R-Syst::diatom and among the 534 species, only 114 species have a DNA barcode. 
 
HTS analysis 

 The Illumina Miseq sequencing produced a total of 11,539,416 x 2 DNA reads. After all 
the bioinformatics processes, the OTU list obtained for the 142 samples included 682 OTUs 
composed by 3,119,226 DNA reads. After the taxonomic assignment, 362 OTUs were 
identified at the genus level (77 % of DNA reads) and 205 at the species level (58 % of DNA 
reads). Final molecular taxonomic list contained 28 families, 53 genera and 102 diatom 
species. The final list of OTUs with their taxonomic assignment and DNA representative 
sequence is available in the Supporting information (Table S3). 
 
Performances of phylogenetic indices vs taxonomic indices 

 The distribution of IPS-MICROTAXO scores was positively skewed with a majority of 
high rated sites. DNA-based indices scores exhibited unimodal distribution with a restricted 
variability (few sites low rated and high rated). This was particularly true for IPS-DNAPHYLO 
which showed a variance of 0.12, much lower than the variance of IPS-MICROTAXO (s2 = 0.5). 
The indices were strongly correlated with each other (all correlations > 0.49; Fig. 4). When 
comparing DNA-based indices with IPS-MICROTAXO, IPS-DNAHYBRID appeared to be the best 
index with the highest correlation (r = 0.74) and the lowest MSE (0.33). IPS-DNATAXO and IPS-
DNAPHYLO exhibited similar correlation with IPS-MICROTAXO (r = 0.69 and r = 0.70, 
respectively) and similar MSE (0.45 and 0.43). 
 

Discussion 

 DNA metabarcoding appears like a promising alternative to the traditional ways to 
characterize biodiversity and assess environmental quality. However, the massive quantities 
of genetic data produced by HTS challenge ecologists to think differently about the way biotic 
indices are computed (Keck et al. 2017). In this paper, we have introduced a new method 
based on phylogeny to compute biotic indices from DNA reads generated by metabarcoding 
workflows. The phylogenetic method is in line with the recent developments in taxonomy-
free approaches for bioassment which aim to bypass taxonomic reference libraries in order to 



 

 
 

maximize the genetic information taken into account (Apothéloz-Perret-Gentil et al. 2017; 
Cordier et al. 2017). The phylogenetic method OTU-PITI has sound theoretical grounds. 
Indeed, phylogenetic imputation of missing values is based on the phylogenetic signal (i.e. the 
non-independence among species trait values because of their phylogenetic relatedness), a 
direct consequence of Darwin’s principle of descent with modification (Felsenstein 1985). 
 The OTU-PITI approach is based on two main steps: first, the placement of DNA reads 
within the phylogeny and second, the estimation of their ecological values. We found that 
short rbcL marker (312 bp) gives satisfying results with most of the species barcodes placed 
exactly or very close to their reference position. This is consistent with the benchmark results 
obtained by Berger et al. (Berger et al. 2011) on short sequences (200 ± 60 bp) in the original 
publication of the Evolutionary Placement Algorithm. However, some species could not be 
placed correctly by the EPA (Fig. 1; see Table S1, Supporting information for the detailed list). 
The performances of the EPA for a given sequence may depend on many factors like the choice 
of genetic marker, the length of the sequence, and the presence of closely related taxa in the 
reference tree. In our case, it seems that wrong placements often involve species isolated in 
the phylogeny. Thus, increasing the phylogenetic coverage of underrepresented taxa may help 
to improve the placement of these species. Obviously, longer DNA reads capture more 
historical signal. Hence, the quality of reads insertion is also expected to improve as read 
lengths produced by HTS will increase (Tedersoo et al. 2017). Finally, it should be noted that 
most of the species which were wrongly placed are marine (e.g. Guinardia striata, 
Stephanopyxis turris) and therefore will not impede the computation of freshwater biotic 
indices like the IPS index. 
 Diatoms pollution sensitivity (IPSS) was much better predicted using a phylogenetic 
model (Pagel) than using the ad-hoc non-phylogenetic star model. This result is consistent 
with the presence of phylogenetic signal for ecological optima and pollution sensitivity (Keck 
et al. 2015). Nonetheless, some species were very poorly predicted (e.g. Nitzschia soratensis, 
Terpsinoë musica). Incorrect estimation can be the result of a wrong placement of the species 
within the phylogeny. For example, the high absolute error found for Lemnicola hungarica 
(2.55) could be explained by a rough phylogenetic placement of this species (node distance = 
11). It is also clear that trait imputation is less effective when closely related species exhibit 
very contrasted trait values and therefore strongly depart from the underlying model of 
evolution (overdispersion). For example, Halamphora oligotraphenta and Halamphora veneta 
are two closely related species with very different ecological preferences, the former living in 
oligotrophic freshwater, while the latter is found in eutrophic habitats (Levkov 2009). As a 
result, the pollution sensitivity values of these two species are incorrectly predicted (Fig. 3). 
Overdispersion can be the consequence of recent evolutionary events and selection under 
active constraints like convergent evolution or character displacement. Unlike IPSS, the 
species tolerance value IPSV was poorly predicted by the phylogenetic models. The fact that 
the ad-hoc model (star) performed as good as the best phylogenetic model (OU) reflects a low 
phylogenetic signal, or a signal which cannot be appropriately modelled with the tested 
phylogenetic methods. A weak signal can be the result of trait instability and lability over time 
(Blomberg et al. 2003). IPSV being an approximate and partial measure of diatoms realized 
niche volume, its variability may be more related to interspecific interactions and non-genetic 
effects. 
 The two IPS-derived indices implementing the OTU-PITI approach (IPS-DNAPHYLO and 
IPS-DNAHYBRID) were strongly correlated to the index estimated from microscopy. However, 
IPS-DNAPHYLO had a restricted range of values, with a tendency to overestimate the score of 
bad quality sites and underestimate the score of good quality sites. This tendency is likely to 
be caused by the phylogenetic imputation algorithm which has been shown to be a form of 
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kriging (Cressie 1993) in a phylogenetic context (Ho et al. 2014). As an inverse distance 
weighting method, kriging is subject to a smoothing effect and do not reproduce the 
histogram of the sample data (Isaaks & Srivastava 1989). One solution could be to estimate 
the strength of smoothing from the LOOCV data and apply a correction factor to the OTUs 
estimated ecological values. The true ecological values being more reliable than the 
phylogenetically imputed ones, we advocate for the use of the DNAHYBRID which benefits 
from the ecological values of the assigned species if available while using 100% of the OTUs, 
thanks to the OTU-PITI approach. In our study, the IPS-DNAHYBRID is the molecular index 
correlating the best with the index based on microscopy. 
 The OTU-PITI approach solves two important problems that scientists and 
environmental managers recurrently face when using metabarcoding data to compute biotic 
indices. The first problem is the incompleteness of reference libraries connecting DNA barcode 
sequences to taxonomic names. An incomplete library strongly limits the proportion of OTUs 
which can be taxonomically assigned and used for indices calculation. In this study, the 
reference library covered 21% of the species detected using microscopy. As a consequence, 
the proportion of OTUs assigned at species level was only 30%, similar to the proportions 
obtained in previous diatom studies (e.g. (Apothéloz-Perret-Gentil et al. 2017; Rivera et al. 
2017; Vasselon et al. 2017b) respectively 35%, 23% and 35.7%). Additionally, the OTU-PITI 
approach offers a convenient solution to the incompleteness of ecological libraries connecting 
taxa and ecological values. Some species, detected either by microscopy or DNA, do not have 
IPSS and IPSV values. Therefore, they cannot be used to compute the IPS index. For example, 
in this study, 9 OTUs were assigned to species which were not found in the IPS library. This is 
often the result of taxonomic names discrepancies among libraries (synonyms, misspellings) 
but in some cases autecological information can simply be missing. The OTU-PITI allowed to 
estimate IPSS and IPSV values for these OTUs and include them in the calculation of IPS. This 
feature is particularly interesting for the implementation of biotic indices including a restricted 
number of taxa, or to extend the use of well-established indices to new habitats and new 
regions with endemic taxa. 
 Two other taxonomy-free approaches to compute molecular indices have been 
recently introduced in the literature. First, Apotheloz et al. (Apothéloz-Perret-Gentil et al. 
2017) proposed to assign ecological values directly to OTUs. Second, Cordier et al. (Cordier et 
al. 2017) investigated the use of supervised machine learning regression to infer indices values 
from lists of OTUs. The main advantage of the OTU-PITI over these two approaches is that it 
does not require the collection of chemical and physical measurements to train or calibrate 
the model which makes it a ready-to-use tool, not restricted to the geographical area of the 
training data. Conversely, a well-trained machine learning classifier used within its 
geographical scope will probably outperformed the OTU-PITI approach. As advocated by Keck 
et al. (Keck et al. 2017), OTU-PITI, OTU-based indices and machine learning are 
complementary tools which should make it possible to make better use of genetic data in the 
future. 
 Our knowledge of biodiversity is very unbalanced. Microscopic organisms, which 
include diatoms, are extremely diversified and largely unknown. Thus, OTU-PITI can be a very 
interesting way to fill the gaps, pending the availability of comprehensive taxonomic and 
ecological libraries. Here we have shown that this approach can be successfully applied to use 
the unclassified DNA material which is normally discarded from biotic indices computation. 
The range of applications of the OTU-PITI is very large: the method can be applied to any biotic 
index and any group of biological indicator, provided that an accurate phylogeny is available. 
Moreover, traits values can be modeled and estimated within phylogenetic multivariate 
frameworks (Clavel et al. 2015; Goolsby et al. 2017). Multiple biological traits and functional 



 

 
 

groups come with several advantages compared to biotic autecological indices (Bonada et al. 
2006; Tapolczai et al. 2016). Thus, the OTU-PITI approach could be the way to integrate the 
immense diversity revealed by metabarcoding and a step towards a functional biomonitoring. 
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Figures 

 
Fig. 1 Histogram showing the placement accuracy of the 604 species from the reference tree 
using 312 bp rbcL barcode sequences and the EPA algorithm. 
  



276 
 

 
Fig. 2 Barplots showing the LOOCV mean squared error of each model for IPSS and IPSV 

estimation. 



 

 
 

 
Fig. 3 Phylogenetic tree representing 236 diatoms species for which both phylogenetic 

position and IPSS value were available. For each species, true IPSS value is represented as a 
point, while its estimated IPSS value is represented as a dash. Low absolute errors (≤ 1) are 

represented in green, medium absolute errors (> 1 and ≤ 2) in orange and high absolute 
errors (> 2) in red. 
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Fig. 4 Distributions and relationships between the 4 indices computed for 139 environmental 

samples. Diagonal: Histograms of the distribution of each index expressed as frequencies. 
Lower triangle: Scatterplots showing the relationships between the indices. The dashed lines 

represent the full equivalence between the indices. Upper triangle: correlation (cor) and 
mean squared error (MSE) between the indices. 
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