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Formation par la recherche, Projet de Fin 

d’Etudes en génie de l’aménagement et de 

l’environnement 
 

La formation au génie de l’aménagement et de l’environnement, assurée par le département 

aménagement et environnement de l’Ecole Polytechnique de l’Université de Tours, associe dans le 

champ de l’urbanisme, de l’aménagement des espaces fortement à faiblement anthropisés, l’acquisition 

de connaissances fondamentales, l’acquisition de techniques et de savoir-faire, la formation à la pratique 

professionnelle et la formation par la recherche. Cette dernière ne vise pas à former les seuls futurs 

élèves désireux de prolonger leur formation par les études doctorales, mais tout en ouvrant à cette voie, 

elle vise tout d’abord à favoriser la capacité des futurs ingénieurs à : 

 Accroître leurs compétences en matière de pratique professionnelle par la mobilisation de 

connaissances et de techniques, dont les fondements et contenus ont été explorés le plus 

finement possible afin d’en assurer une bonne maîtrise intellectuelle et pratique, 

 Accroître la capacité des ingénieurs en génie de l’aménagement et de l’environnement à innover 

tant en matière de méthodes que d’outils, mobilisables pour affronter et résoudre les problèmes 

complexes posés par l’organisation et la gestion des espaces. 

 

La formation par la recherche inclut un exercice individuel de recherche, le projet de fin d’études 

(P.F.E.), situé en dernière année de formation des élèves ingénieurs. Cet exercice correspond à un stage 

d’une durée minimum de trois mois, en laboratoire de recherche, principalement au sein de l’équipe 

Dynamiques et Actions Territoriales et Environnementales de l’UMR 7324 CITERES à laquelle 

appartiennent les enseignants-chercheurs du département aménagement. 

 

Le travail de recherche, dont l’objectif de base est d’acquérir une compétence méthodologique en 

matière de recherche, doit répondre à l’un des deux grands objectifs : 

 Développer toute ou partie d’une méthode ou d’un outil nouveau permettant le traitement 

innovant d’un problème d’aménagement 

 Approfondir les connaissances de base pour mieux affronter une question complexe en matière 

d’aménagement. 

 

Afin de valoriser ce travail de recherche nous avons décidé de mettre en ligne 

sur la base du Système Universitaire de Documentation (SUDOC), les mémoires 

à partir de la mention bien. 
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Introduction 

 

L’acide désoxyribonucléique environnemental (ADNe) se définit comme un fragment d’ADN fixé sur 

un support minéral. Son extraction permet d’identifier les organismes présents sur un territoire. Les 

méthodes de prélèvement et de séparation de l’ADNe de son support étant encore relativement peu 

développées, leur perfectionnement représente un enjeu majeur dans la gestion des écosystèmes. 

D’ores et déjà utilisé pour identifier des espèces disparues il y a plusieurs milliers d’années comme le 

mammouth (Pedersen et al. 2015), l’ADNe pourrait s’avérer être un outil précieux dans la datation de 

l’arrivée d’espèces exotiques envahissantes ou la disparition d’espèces autochtones. 

Il s’agit d’un domaine encore peu exploité d’après la bibliographie. La plupart des études porte sur 

l’extraction de l’ADNe à partir du sol. Les méthodes appliquées en eaux douces, à partir des sédiments 

en particulier, sont très peu présentes dans la littérature. Les sédiments ont été utilisés pour dater les 

différentes sources de contamination chimique de la Loire (Grosbois et al. 2012). Leur capacité à capter 

des molécules organiques pourrait ainsi permettre de stocker un patrimoine génétique important sous 

forme d’ADNe (Pietramellara et al. 2009). 

Ces méthodes de détection ont un fort potentiel d’évolution dans le domaine des inventaires de la 

biodiversité et de la détection des espèces envahissantes, menacées ou rares (Miaud et al. 2012). 

L’objectif de cette étude est donc de répertorier les travaux concernant l’ADNe dans les sédiments 

aquatiques, notamment fluviatiles, puis d’en extraire une méthode applicable à la Loire afin d’élaborer 

un historique de ses peuplements, anciens ou récents. 
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Partie I :  L’ADN environnemental 

 

I.1. Définition 

L’ADN dit « environnemental » (ADNe) est composé de fragments plus ou moins grands d’une molécule 

d’ADN d’un être vivant stockés sur des particules minérales (eau, sédiments…). La concentration en 

ADNe sur Terre serait dix fois supérieure à celle de la biomasse vivante (Miaud et al. 2012). Celui-ci 

peut se fixer dans les glaciers, dans le sol, dans les eaux douces ou salées, sur les sédiments marins, 

lacustres et fluviatiles. L’ADNe peut provenir de fragments de peau, de fœtus, de coquille, de poil, 

d’exuvie (mue d’insecte), de plume, de selle, de salive, de régurgitation ou encore de pollen (Pedersen 

et al. 2015). 

Les fragments d’ADN d’environ 100 bp (« barpairs » en anglais) peuvent être conservées jusqu’à dix 

mille ans dans les régions tempérées et cent mille ans à haute altitude. Cette conservation a permis 

d’identifier l’aire de répartition du loup à la frontière Franco-suisse (Miaud et al. 2012). Sous forme 

« environnementale », la conservation de l’ADN est largement multipliée. Celle-ci se caractérise par 

trois domaines. Tout d’abord son origine, car sa persistance dans le milieu va dépendre de la nature 

du fragment source. Ensuite, l’état physique de l’individu au moment du captage de l’ADN 

extracellulaire par une particule minérale va influencer la résistance de celui-ci dans le temps. Enfin, 

sa destinée va également faire varier la conservation, en qualité et en longévité, de l’ADNe. En effet, 

les différents supports minéraux n’ont pas la même capacité de conservation. Cette dernière dépend 

de la composition et de l’environnement du support.  

Ces trois domaines vont influencer sur la possibilité de détection de l’ADNe. Trois caractéristiques de 

l’ADNe déterminent cette dernière. Elle dépend de la qualité de fixation de l’ADNe sur le support 

minéral qui va influencer la qualité de l’extraction lors du prélèvement. En plus de la période de temps 

qui va s’écouler entre la fixation et le prélèvement, les déplacements de l’ADNe vont aussi déterminer 

la détection puisque la migration des sédiments, par exemple, peut diminuer la qualité de l’échantillon 

(Turner et al. 2015). 

I.2. Enjeux 

La détection de l’ADNe et son extraction sont déjà largement utilisées pour les virus, les champignons, 

les bactéries et protistes. Cela a notamment permis de mettre en évidence la présence d’espèces 

exotiques dans les ports et les eaux de ballast. Une des premières utilisations des méthodes 

d’identification de vertébrés via l’ADNe a été réalisée en France pour élaborer un inventaire des 

habitats abritant la Grenouille taureau (Lithobates catesbeianus) en 2007. L’étude a également permis 

de comparer cette méthode aux méthodes classiques d’inventaire (présence d’œufs, observations à 

vue, comptages à l’écoute etc…). Un inventaire classique avait permis de trouver sept sites où se 

trouvait l’amphibien, alors que l’inventaire par extraction d’ADNe dans l’eau et le sol a identifié trente-

huit points. L’étude a également montré que la méthode d’inventaire par ADNe ne peut être utilisée 

pour valider ou non l’efficacité d’une action d’extermination à cause de l’importante durée de 

conservation de l’ADNe au sein d’un habitat (Miaud et al. 2012). 

En effet, la longévité de l’ADNe dans l’environnement est largement supérieure à celle de l’ADN pur. Il 

en est de même pour sa concentration. Cette caractéristique présente un intérêt notable pour dater 

l’apparition ou la disparition d’une espèce (Turner et al 2015). 



 

P a g e  10 | 27 

 

 

L’ADN environnemental pourrait donc devenir un outil précieux pour la gestion des écosystèmes 

aquatiques et notamment pour la biologie de conservation (Turner et al. 2015). En effet, l’ADNe 

offrirait un meilleur taux de détection des espèces présentes ou anciennement présentes (Miaud et al. 

2012). Cela est en partie dû au taux de concentration dans l’environnement plus élevé que pour l’ADN 

en général, et en particulier dans les sédiments fluviatiles. Une étude comparative a été réalisée par 

Turner et al. (2015). L’hypothèse de départ était donc que la concentration en ADNe est plus élevée 

dans les sédiments aquatiques que dans l’eau. Suite à l’introduction puis suppression de carpes 

asiatiques (ADN facilement identifiable), l’étude a montré que l’ADNe était entre huit et mille fois plus 

concentré par gramme de sédiments que par millilitre d’eau. De plus, la persistance de l’ADNe était de 

plus de 132 jours. Il s’agit d’une durée de persistance cinq fois supérieure à celle de l’ADNe dans les 

molécules d’eau (Turner et al. 2015). 

La surveillance des hydrosystèmes est donc un intérêt majeur du développement des méthodes de 

détection via l’ADNe. Elles pourraient permettre de dater l’apparition d’espèces exotiques, comme du 

Silure glane (Silurus glanis) ou de la Jussie rampante (Ludwigia peploides) dans la Loire, ou encore la 

disparition de certaines espèces indigènes comme le Vison d’Europe (Mustela lutreola), mais 

également de déterminer les vecteurs ayant conduits à leur arrivée. De plus, il serait aussi possible de 

déterminer les conditions environnementales ayant permis leur acclimatation à ce moment-là. 

Il est maintenant nécessaire d’accroître la précision d’identification des espèces et de leur abondance. 

De plus, par rapport aux études ADN classiques, les méthodes ADNe pourrait permettre de réduire les 

coûts financiers et temporels des études de par la main d’œuvre, la prospection de terrain, les 

équipements nécessaires, la sécurité et la manipulation des organismes (Pedersen et al. 2015). Pour 

rendre viable l’utilisation des méthodes de détection de l’ADNe dans les sédiments fluviatiles, plusieurs 

points sont à développer : il est nécessaire d’élaborer une stratégie d’échantillonnage adaptée à 

l’analyse de l’ADNe. La méthode de prélèvement et la conservation des échantillons sont des points à 

définir en conséquence.  Les contrôles de qualité d’échantillons sont également à améliorer afin de 

diminuer la part de faux positifs ou faux négatifs, encore très présents dans ce type d’analyse (Miaud 

et al. 2012). La purification de l’acide nucléique extrait des sédiments peut aussi être une étape 

limitante pour obtenir un ADN de qualité suffisante, nécessaire pour la mise en place d’un protocole 

de réplication et amplification (Jackson et al. 1997). 
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Partie II :   Etat de l’art 

 

II.1. Un sujet de recherche récent 

Les articles recueillis dans le cadre de ce travail sont dans l’ensemble très récents (fin du XXème ; début 

du XXIème siècle). Beaucoup évoquent l’ADNe sans pour autant développer son utilité. Sur l’ensemble 

des travaux, la moitié concerne les milieux marins. Les études concernant les eaux continentales ou 

les sols complètent la moitié restante. Parmi les articles sur l’ADNe dans les eaux continentales, près 

de deux tiers concernent les milieux lacustres. L’autre tiers concerne les milieux fluviaux. Enfin, parmi 

les articles relatifs aux milieux fluviaux, environ un article sur dix concerne le sujet recherché : l’ADNe 

dans les sédiments fluviatiles. Les neuf autres portent sur l’ADNe dans l’eau (Figure 1). Cette revue 

partiellement complète des articles existant sur le sujet montre bien qu’il est encore très récent et 

qu’il reste à développer.  

Les études en eaux douces sont peu nombreuses. L’étude de l’ADNe dans les sédiments lacustres 

fournit pourtant un bon indicateur biogéographique pour des espèces présentes dans et autour de 

l’eau comme ce fût le cas pour la Grenouille taureau (Lithobates catesbeianus) lors d’une des 

premières études effectuées grâce à l’ADNe en France (Pedersen et al. 2015). Certaines études visaient 

également à dresser un historique des espèces introduites ou disparues. Suite à celles-ci, les 

recherches ont aussi pu démontrer l’impact du changement climatique sur la zone étudiée grâce à 

l’évolution des communautés présentes en fonction de la température (Clarke et al. 2018). 

Les méthodes utilisées pour prélever les échantillons sont relativement anciennes (Ogram et al. 1987) 

et concernent en majorité, le prélèvement d’échantillon de sédiments du sol (Tsai et Olson 1991). 

Jackson et al. 1997 ont publié une étude comparative des différentes méthodes d’extraction et en ont 

conclu que les méthodes utilisées ne sont parfois pas adaptées aux conditions physico-chimiques du 

milieu. C’est pourquoi la détection d’ADNe sur un territoire donné apparaît encore comme une 

méthode complémentaire plutôt qu’une alternative (Pedersen et al. 2015). 

Figure 1 : Répartition des études sur l'ADNe par type de milieux (Sources : Google Trends/Scholar) 
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Les lacunes dans la bibliographie autour des méthodes de prélèvement et d’extraction de l’ADNe dans 

les sédiments fluviatiles soulèvent ainsi deux questions : en quoi le développement des méthodes 

d’échantillonnage et d’extraction de l’ADNe présent dans les sédiments fluviatiles pourrait être une 

opportunité dans la surveillance des hydrosystèmes ? Quel protocole pourrait donc permettre 

d’adapter cette méthode à un grand cours d’eau tel que la Loire ? 

II.2. Méthodes existantes 

Les trois méthodes de prélèvement présentées ci-dessous sont tirées de différentes études sur des 

milieux fluviaux ou lacustres. L’objectif est de mettre en évidence les avantages et inconvénients de 

chacune, ainsi que d’élaborer une méthode applicable aux sédiments de la Loire. 

Prélèvement de sédiments lacustres selon Pedersen et al. 2013 

 Objectif de l’étude : élaborer un historique floristique du site d’étude grâce à l’ADNe et le 

comparer à l’historique existant réalisé à partir des pollens et macrofossiles 

 Espèces mises en évidence : Trentaine d’espèces végétales 

 Sites d’étude : Lac Comarum (Groenland) 

 Méthode : Deux personnes minimum sont nécessaires à la réalisation de ces prélèvements ; quatre 

ou cinq étant optimum. Des carottiers de Livingston modifiés ont été utilisés. Les échantillons ont 

immédiatement été fermés hermétiquement afin d’éviter toute contamination. En laboratoire, ils 

ont été coupés en deux parties à l’aide d’un fil d’acier. Une moitié a été utilisée pour la description 

pédologique puis stockée, l’autre pour l’analyse ADN. Des prélèvements par frottis le long de la 

carotte ont été effectués tous les 5 cm (sauf parties basales, tous les 1,5 – 3 cm selon la pédologie) 

puis stockés dans des tubes à centrifuger au congélateur. 

L’ADN a été extrait à l’aide du « PowerMax Soil DNA Isolation Kit (Mo Bio Laboratories) ». 

Prélèvement de sédiments lacustres et fluviatiles selon Turner et al. 2015 

 Objectif de l’étude : démontrer que la concentration en ADNe ainsi que sa longévité sont plus 

importantes dans les sédiments que dans l’eau  

 Espèces mises en évidence : Carpe à grosse tête (Hypophthalmichthys nobilis) et Carpe argentée 

(Hypophthalmichthys molitrix) 

 Sites d’étude : Etang expérimental de l’Université du Kansas (USA) et rivières Wabash (Indiana, 

USA), Kansas (Kansas, USA) et Wakarusa (Kansas, USA) 

 Méthode : Trois carottes constituées de tubes en acier inoxydable, d’une longueur de 51 cm et de 

5 cm de diamètre, ont été prélevées dans l’eau sur chaque transect (un par site). Pour chaque 

prélèvement, 5 ml de sédiments ont été mélangés à 10 ml de solution tampon (CTAB + 

antiseptique) dans un tube à centrifuger. Ces derniers ont été stockés dans la glace à -20°C pendant 

10 à 120 minutes, puis à -80°C jusqu’à l’extraction de l’ADNe. 

Chaque outil ou contenant a été soigneusement stérilisé entre chaque prélèvement. 
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Prélèvement de sédiments lacustres selon Alsos et al. 2018 

 Objectif de l’étude : élaborer un historique floristique sur onze lacs de Norvège 

 Espèces mises en évidence : 489 espèces végétales 

 Sites d’étude : Onze lacs dans la partie nord de la Norvège 

 Méthode : Trois échantillons (deux analysés, un stocké) par site ont été prélevés à l’aide de 

carottiers par gravité, composés de tube de 3 cm de diamètre et 63 cm de long. Les 8 premiers cm 

n’ont pas été analysés. 25 ml de sédiments, prélevés par incréments de 2 cm le long des carottes, 

ont été placés dans des tubes de faucon de 50 ml puis conservés gelés. Les parties supérieures et 

inférieures (+ ou – 2 cm) des carottes ont été analysées séparément. 

Chaque outil ou contenant a été soigneusement stérilisé entre chaque prélèvement. 

L’ADN a été extrait à l’aide du « PowerMax Soil DNA Isolation Kit (Mo Bio Laboratories) ». 

 

Le tableau suivant (Tableau 1) compare les différents éléments de chaque étude en fonction de leur 

adaptabilité à une étude réalisable sur la Loire. Les études concernant les sédiments lacustres sont 

toutefois à prendre en considération car elles sont réalisés sur des sédiments prélevés en bordure des 

lacs ce qui peut être appliqué sur les rives ou les îles de la Loire. La conservation des échantillons est 

un atout de la méthode selon Turner et al. 2015. Néanmoins, cette étude visant simplement à détecter 

la présence actuelle ou ancienne d’une espèce donnée est peu adaptée à la réalisation d’un inventaire 

de biodiversité. Les approches de Pedersen et al. 2015 et de Alsos et al. 2018 consistant à adapter la 

quantité de prélèvements sur une carotte en fonction de la pédologie pourraient également être 

intéressantes à mettre en œuvre du fait du profil pédologique de la Loire. L’utilisation du « PowerMax 

Soil DNA Isolation Kit (Mo Bio Laboratories) » paraît être une solution intéressante pour extraire l’ADNe 

du support minéral. 

 

Tableau 1 : Etude comparative des forces et faiblesses des méthodes présentées 

Méthode selon… Forces Faiblesses 

Pedersen et al. 2013 

- Description pédologique 
- Adaptabilité de la quantité de 

prélèvements sur les carottes 
en fonction de la pédologie 

- Extraction de l’ADN autonome 

- Sédiments lacustres 
- Mise en œuvre (moyens 

humains) 

Turner et al. 2015 
- Sédiments fluviatiles et 

lacustres  
- Conservation des échantillons 

- Prélèvements des carottes 
dans l’eau 

- Pas adapté pour un historique 
des espèces anciennement 
présentes  

- Extraction de l’ADN par un 
prestataire extérieur 

Alsos et al. 2018 

- Prélèvements distincts sur les 
carottes pour les parties 
supérieures et inférieures 

- Extraction de l’ADN autonome  

- Sédiments lacustres 
- Sites d’études nombreux, jeu 

de données très important 
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Partie III :   Application sur la Loire 

 

III.1. Déroulement de l’étude 

L’objectif de ce projet est, à partir des études existantes, d’élaborer un protocole d’extraction et 

d’identification de l’ADNe applicable à un grand fleuve tel que la Loire. Une telle étude pourrait 

permettre de valider ou non certaines hypothèses quant à l’arrivée d’espèces exotiques comme la 

Jussie rampante (Ludwigia peploides) ou à la disparition d’espèces emblématiques telles que le Vison 

d’Europe (Mustela lutreola). 

L’élaboration de cette étude s’est appuyée sur les recommandations de Goldberg et al. 2016 (Figure 

2). Après avoir effectué une étude bibliographique (Partie II : Etat de l’art), le déroulement de l’étude 

va être présenté dans cette partie. Celle-ci contient la méthode d’échantillonnage retenue, les sites de 

prélèvement proposés, la conservation des échantillons, leur analyse, la présentation des résultats 

obtenus et les limites du projet. 

L’étude devra donc être précédée par un échantillonnage test sur l’un des sites retenus afin de valider 

ou non la méthode, et de l’optimiser.  

 

III.2. Echantillonnage 

III.2.1 Méthodes de prélèvement 

Selon la physionomie de l’île (voir III.2.3 Sites de prélèvement), la méthode pourra être adaptée. En cas 

de présence d’une berge d’érosion la méthode A sera privilégiée. Sinon, la méthode B sera mise en 

œuvre. Quelle que soit la méthode, la période d’étiage sera privilégiée pour réaliser l’échantillonnage. 

Veiller à désinfecter les équipements et outils entre chaque site. 

Méthode A : prélèvements sur une berge d’érosion 

 Choisir si possible, une berge d’érosion franche d’une hauteur de 3 à 4 m 

 Enfoncer, perpendiculairement à la paroi, un tube PVC de 7 à 10 cm de longueur et 1 cm de 

diamètre intérieur 

 Retirer délicatement le tube et fermer hermétiquement les 2 extrémités à l’aide d’un parafilm 

Figure 2 : Processus d'élaboration et de mise en œuvre de l'étude (Source : Goldberg et al. 2016 , modifié) 
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 Répéter cette action à un intervalle de 1,5 à 5 cm selon la pédologie (voir III.2.2 Description 

pédologique) le long de toute la paroi 

 Conserver les échantillons dans la glace à -20°C 

 En laboratoire, diviser chaque échantillon en trois parties : 

- 1 pour analyse ADN (minimum 0,25 g) 

- 1 pour datation 

- 1 pour archivage 

Les placer dans un tube à centrifuger et y ajouter 10 ml d’une solution tampon (antiseptique 

+ CTAB « Cetyl trimethylammonium bromide ») 

 Conserver les échantillons à -80°C jusqu’à analyse. 

Méthode B : prélèvements par carottier 

 Utiliser un carottier sédimentaire à piston 

stationnaire pour éviter la compaction des sédiments 

(Adiyiah et Kelderman 2014) 

Un carottier de type Beeker (Figure 3) serait optimal 

car l’échantillon prélevé d’1 m est contenu dans un 

tube fermé hermétiquement  

 Réaliser 3 à 4 carottes d’1m sur la même verticale 

 Conserver les échantillons dans la glace à -20°C 

 En laboratoire, prélever 3 échantillons (analyse ADN, 

datation, archivage) d’au moins 0,25 g à intervalle 

régulier en fonction de la pédologie (voir III.2.2 

Description pédologique) le long des carottes de sédiments  

 Conserver les échantillons à -80°C jusqu’à analyse. 

 

III.2.2 Description pédologique 

La description pédologique (avant échantillonnage 

pour la méthode A, après pour la méthode B) va 

permettre de déterminer l’intervalle de 

prélèvement. En effet, la vitesse de formation des 

couches de sol d’une île évolue en fonction de sa 

hauteur (Wintenberger et al. 2015). Il apparaît donc 

pertinent d’adapter l’intervalle de prélèvement en 

fonction des couches pédologiques.  

Pour la couche supérieure, composée 

essentiellement de sédiments fins, l’intervalle 

d’échantillonnage sera réduit à 1,5 cm du fait de la 

faible vitesse de dépôt. En deçà de cette couche, 

l’intervalle sera de 5 cm (Figure 4). De plus, la couche 

supérieure est susceptible de contenir un plus grand 

nombre de fragments d’ADNe du fait de leur 

meilleure adhérence sur les sédiments argileux que 

sur les sableux (Pedersen et al. 2015). 

 

Figure 4 : Coupe de sol typique d'une île ligérienne 
(Source : Wintenberger et al. 2015, modifié) 

Figure 3 : Carottier Beeker (Source : SDEC-France) 
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III.2.3 Sites de prélèvement 

Les sites de prélèvements choisis sont des îles réparties sur l’ensemble du bassin versant de la Loire 

(Figure 5 ; Tableau 2) car ce sont des lieux de dépôt de sédiments caractéristiques, et donc 

potentiellement d’ADNe. Elles ont été déterminées en fonction de leur maturité et de leur végétation 

à l’aide des cartes morphologiques et de végétation fournies par les données du SIEL de la DREAL 

Centre-Val de Loire. Les informations relatives aux sites d’échantillonnages comme la végétation, les 

hydroécorégions (niveau 1) et le climat, sont précisés dans le Tableau 2.  

Un site de prélèvement a été placé dans le lit de la Loire en aval de chaque confluence avec un de ses 

principaux affluents ainsi que sur l’affluent lui-même (Figure 6).

Figure 5 : Localisation des sites d'échantillonnage sur le bassin versant de la Loire 
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Tableau 2 : Caractéristiques des sites d'échantillonnage 

Sources : Cartes morphologiques, cartes de végétation, DREAL Centre – Val de Loire, Les données du SIEL ; data.gouv.fr ; climat-data.org 
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1. Ile de Marzy, La Loire 

2. Le Bois Minet, La Loire 

3. Ile du Château, La Loire 4. Grande île de Chouzé, La Loire 

5. Ile de Souzay, La Loire 6. Ile de Montravers, La Loire 

Figure 6 : Photographies aériennes des sites d'échantillonnage (Source : Google Maps) 
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7. Ile du Veurdre, L’Allier 

8. Le Colombier, Le Cher 

9. Ile du Mêlier, L’Indre 

10. Ile à Seguin, La Vienne 

11. Ile Robinson, La Maine 

Figure 6 : Photographies aériennes des sites d'échantillonnage (Source : Google Maps) 
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III.3. Analyse des échantillons 

III.3.1 Extraction de l’ADN  

La séparation de l’ADN et du support minéral est une étape limitante du protocole. En effet, la qualité 

de l’identification des brins d’ADN va en dépendre (Turner et al. 2015).  

L’extraction de l’ADN pourra être sous-traitée dans un laboratoire spécialisée. L’utilisation du 

« PowerMax Soil DNA Isolation Kit » des laboratoires Mo Bio est également envisageable. Un kit valant 

environ 450$, permet de réaliser l’extraction d’ADN de 10 g de sol soit 40 échantillons (Mo Bio 

Laboratories). 

 

III.3.2 Réplication et identification de l’ADN 

Les fragments d’ADNe comptent généralement moins de 150 bp (Pedersen et al. 2015). Les techniques 

d’identification nécessitant plus de 500 bp, l’amplification préalable par réaction en chaîne par 

polymérase (PCR) de l’ADN est nécessaire. Ces étapes du protocole seront sous-traitées. 

 

III.3.1 Datation des échantillons 

Afin de connaître les périodes de présence des espèces qui auront été identifiées via les analyses ADN, 

les échantillons de sédiments seront datés au carbone 14. Ce protocole de datation permettra 

notamment de déterminer l’intervalle de temps qui s’est écoulé depuis le dépôt des fragments d’ADNe 

à partir de mesures basées sur la radioactivité du carbone 14 contenu dans toute matière organique 

(CIRAM 2013). Cependant, la datation au carbone 14 présente parfois une distorsion temporelle 

conséquente (Briant et al. 2004). C’est pourquoi il serait également intéressant de dater les 

échantillons grâce à une autre technique comme la datation OSL (« Optically Stimulated 

Luminescence »). 

La datation des échantillons permettra, d’une part de connaître les conditions ayant favorisé la 

présence d’une espèce, et d’autre part de comparer les résultats de détection via analyse ADN avec 

les publications relatant son apparition ou sa disparition. Par exemple, l’apparition du Silure glane 

(Silurus glanis) dans la Loire est estimée entre 1970 et 1975, suite au déversement d’individus dans la 

Sane morte, affluent de la Saône, en 1968. Ces derniers auraient ainsi rejoint la Loire en empruntant 

le canal du Centre (Valadou et al. 2007). Cependant, est-il envisageable que le silure ait atteint la Loire 

différemment avant 1970 ? Une autre espèce de silure a-t-elle autrefois été présente sur le bassin de 

la Loire comme c’est le cas sur le Rhône ? L’analyse de l’ADNe pourrait permettre de valider ou non 

ces hypothèses, et par conséquent d’approfondir la compréhension des procédés ayant abouti à 

l’acclimatation de cette espèce. 
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III.4. Résultats et discussion 

III.4.1 Présentation des résultats 

Les résultats de l’étude devront comprendre (liste non exhaustive) : 

 La description pédologique de chaque site d’échantillonnage 

 L’échelle temporelle (datation) des couches de sol 

 Le nombre d’échantillons prélevés sur chaque site 

 Le nombre d’organismes détectés par échantillons et par site 

 La liste des espèces identifiées et non identifiées par échantillons et par site 

 La présence actuelle ou ancienne des espèces détectées 

 La ou les publications relatant la présence ou apparition ou disparition pour chaque espèce 

détectée 

L’objectif est de mettre en évidence les apparitions ou disparitions de certaines familles d’organismes, 

de pouvoir dater ces évènements et par conséquent, de valider ou non les informations déjà existantes 

dans la littérature. 

 

III.4.2 Chiffrage de l’étude 

Le Tableau 3 fournit une estimation des coûts potentiels à la réalisation de l’étude en fonction des 

différentes options/méthodes envisagées. Deux à trois personnes sont nécessaires pour réaliser les 

prélèvements : 

 Une ou deux personnes pour réaliser les prélèvements  

 Une personne pour répertorier et conditionner les échantillons 

Le maximum de prélèvements par site se situe aux alentours de 130 échantillons : 

 Un prélèvement tous les 1,5 cm pour la couche supérieure  (environ 1 m), soit 68 échantillons 

 Un prélèvement tous les 5 cm pour la couche inférieure (maximum 3 m), soit 62 échantillons 

Les coûts de réalisation sont détaillés pour chacun des 11 sites proposés. L’étude préalable sera 

effectuée sur le site numéro 3 pour des questions de proximité et de facilité d’accès.  

Les parts du chiffrage attribuées à chaque coût sont représentées sur la Figure 7.  

 

576,50

52312,50

15990,00

72000,00

6000,00

Trajets

Main d'œuvre

Extraction ADN

Amplification/identification
ADN

Matériel

Figure 7 : Parts du chiffrage de l'étude ADNe sur le bassin de la Loire 
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Tableau 3 : Chiffrage détaillé de l'étude ADNe sur le bassin versant de la Loire 

2 1 

5 

4 
3 

1 0,25€/km aller-retour 

2 62,5€/h/personne (3 personnes) 

3 Utilisation du « PowerMax Soil Isolation Kit » : 10,25€/échantillon 

4 Sous-traitance en laboratoire de l’amplification (PCR) et identification de l’ADN 

5 Matériels divers : tubes PVC, tubes à centrifuger, carottier Beeker… 
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III.4.3 Discussion 

La qualité des résultats va dépendre de la qualité des prélèvements et de l’identification des brins 

d’ADN. Cependant, la séparation de l’ADNe et de son support minéral est l’étape limitante de ce 

protocole. En effet, ce processus va déterminer la pureté de l’ADN et donc la faisabilité de la réplication 

puis de l’identification. De plus, la détection des espèces via l’identification peut conduire à des faux 

positifs ou faux négatifs. Celle-ci pourra être ajustée à l’aide des probabilités de présence actuelle ou 

ancienne de l’organisme. Malgré l’utilisation de courbe de calibration, la datation au carbone 14 

dépend de nombreux facteurs, comme le taux de carbone radioactif dans l’atmosphère au moment de 

la mort de l’organisme étudié ou la vitesse de décroissance de cette concentration, ce qui peut 

conduire à des datations parfois approximatives voire même aberrantes (CIRAM 2013). La méthode 

OSL pourrait être une alternative. Il est également possible d’effectuer un calage temporel avec une 

ou plusieurs espèces dont les aires de répartition spatiales et temporelles sont connues. 

Le chiffrage proposé pourra être ajusté suite à l’échantillonnage test. Les coûts de sous-traitance sont 

actuellement forfaitaires. Ils pourront aussi être précisés par des demandes de devis suite au test 

préalable à l’étude. Selon l’application de la méthode de prélèvement A ou B en fonction du site, les 

coûts vont différer de par le matériel utilisé. Un forfait de 6 000€ de matériel est probablement 

légèrement sous-estimé. La méthode A nécessitant peu de matériel, pourrait potentiellement être 

applicable partout en utilisant une pelle mécanique pour creuser le site et obtenir une coupe de sol 

substituant la berge d’érosion. Néanmoins, les coûts de service seront des éléments à prendre en 

considération, de même que l’aspect foncier de l’opération. Enfin, le nombre de prélèvement fera 

également varier le chiffrage, 130 échantillons étant approximativement le maximum.  

Finalement, la validation du test préalable à l’étude déterminera la mise en œuvre du projet. En effet, 

celui-ci permettra d’ajuster le protocole afin d’optimiser la qualité des résultats. 
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Conclusion 

 

L’extraction de l’ADNe est donc une méthode à développer et notamment dans le domaine de 

l’écologie des milieux aquatiques. Les enjeux sont nombreux : surveillance des hydrosystèmes, gestion 

des espèces exotiques envahissantes, protection des espèces vulnérables ou en danger critique 

d’extinction etc… Toutefois, ce type de protocole ne serait parfois pas rentable, en termes de temps 

et de coûts, pour certaines espèces lorsque les méthodes classiques d’identification peuvent être 

appliquées rapidement (Turner et al. 2015).  

Bien qu’il existe encore peu d’études sur l’ADNe dans les sédiments fluviatiles, certains considèrent les 

méthodes d’extraction et d’identification via l’ADNe comme des démarches encore en 

développement. Il apparaît donc nécessaire de vérifier la cohérence des résultats grâce aux méthodes 

classiques jusqu’à ce que le potentiel, mais aussi les limites de l’ADNe, ne soient pleinement explorées 

(Pedersen et al. 2015).  

L’objectif de ce projet est ainsi de contribuer au développement d’une méthode applicable à un grand 

cours d’eau tel que la Loire. Bien qu’il soit nécessaire de l’ajuster en fonction des échantillonnages et 

identifications, le protocole pourrait être un point d’inflexion dans ce domaine et permettre de 

développer la surveillance d’espèces exotiques telles que Ludwigia peploides. Enfin, les résultats, s’ils 

s’avèrent concluants, pourront à terme conditionner la mise en place ou le renforcement de plan de 

gestion des hydrosystèmes.  
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Résumé :  

La détection d’espèces grâce à l’extraction de l’ADNe présent dans les 

sédiments fluviatiles représente une opportunité dans la gestion des 

hydrosystèmes. Suite à une étude bibliographique du sujet, l’objectif de ce 

projet a été de comparer les diverses méthodes de prélèvement de l’ADNe 

dans les sédiments aquatiques puis d’élaborer un protocole applicable à un 

grand cours d’eau tel que la Loire. Les sites proposés ainsi que les méthodes 

d’échantillonnage retenues sont présentés dans cette étude. Les résultats 

attendus et le chiffrage du projet comprenant les coûts détaillés également. 

Le protocole sera ajusté dans son ensemble en fonction des résultats d’un 

échantillonnage test. Son développement pourra alors aboutir à l’élaboration 

d’outils utilisables par les gestionnaires des grands bassins versants.  
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