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Article 

Microalgal Diversity and Molecular Ecology: A 

Comparative Study of Classical and Metagenomic 

Approaches in Ponds of the Eifel National Park, 

Germany 

Karl‐Heinz Linne von Berg, Leonie Keilholz, Nadine Küchenmeister, Ekaterina Pushkareva   

and Burkhard Becker * 

Institute for Plant Sciences, University of Cologne, Germany 

*  Correspondence: b.becker@uni‐koeln.de 

Abstract: While molecular methods have begun to transform ecology, most algal biodiversity is still 

studied  using  the  classical  approach  of  identifying microalgae  by  light microscopy  directly  in 

sample material or using cultures. In this study, we compare both approaches (light microscopy and 

metagenomics  as  a molecular  approach)  using  freshwater  ponds  of  the  Eifel National  Park  in 

Germany as a case study. The ponds were found to be rich in desmids by light microscopy. A total 

of 299  species  representing 81 genera were  identified by  light microscopy. While  the molecular 

method does not currently allow species identification in most cases, we were able to identify 207 

different  algal  genera.  157  genera were  detected  only  by metagenomics,  50  genera with  both 

methods and 31 genera were found by light microscopy, highlighting the need to continue using 

light microscopy  in  addition  to  a molecular  approach.  The metagenomics method  has  several 

advantages over the light microscopy method: 1) deeper assessment of alpha biodiversity 2) better 

abundance  numbers  3)  complete  coverage  of  all  living matter.  The  latter  is  also  a  significant 

improvement over metabarcoding, as universal PCR primers are not available. 

Keywords: microalgae; microbial diversity; metagenomics; freshwater 

 

1. Introduction 

The field of algal ecology is still largely dominated by classical approaches, such as microscopic 

identification  of  algae  including  abundance  measurements,  determination  of  chlorophyll  A 

concentrations and other group‐specific compounds by spectrometry, establishment of cultures for 

further analysis,  etc.  [1–3].  In  contrast, molecular methods  (metabarcoding, metagenomics, meta‐

transcriptomics)  are widely  used  in  other  fields  of microbial  ecology  (e.g.,  study  of  fungi  and 

bacteria). Only barcoding is used to some extent in algal ecology, mostly to identify algae in culture 

at the molecular level. 

In the light microscopic approach, the taxa of interest are typically identified by morphological 

characteristics such as colour, cell size and shape, or motility [4–7]. The use of light microscopy for 

identification is relatively fast and inexpensive compared to molecular techniques [8], but requires 

expert  knowledge  for many  taxa,  as morphological  features  are  often  difficult  to  recognise  and 

distinguish [9]. 

Morphological  characteristics  are  not  always  stable,  as  they  can  change  in  response  to 

environmental factors [10]. Alternatively, a set of molecular sequence markers, known as barcodes, 

can be used when unialgal cultures are available [11]. Typical barcode sequences used for algae are 

the 16S/18S rRNA gene and internal transcribed spacer (ITS) rDNA, RuBisCO large subunit (rbcL), 

plastid  elongation  factor  tufA,  cytochrome  oxidase  I  (COX  I)  [12–18]. A major drawback  of  this 

approach is that the majority of microorganisms present in environmental samples are unculturable 
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[19–22]. To overcome the limitations of cultivation, metabarcoding can be used to assess biodiversity 

[23–25]. Total DNA (eDNA) is extracted from an environmental sample and used as a template to 

generate  an  amplicon mixture  from  a barcoding gene  [23]. The  resulting PCR products  are  then 

sequenced  using  high‐throughput  sequencing  (HTS)  technology  [23,26].  Taxa  are  identified  by 

annotating  the  resulting  sequence  reads  against  an  appropriate  database,  and  sequence  counts 

provide information on taxonomic abundance in the sample [23,27]. However, (meta)barcoding also 

has several pitfalls, such as the introduction of sequence errors during PCR, the design of appropriate 

metabarcoding primers that cover all taxa of interest, and again the need for appropriate reference 

databases [23]. 

PCR‐dependent  bias  and  reliance  on  single  barcodes  can  be  avoided  by  using  shotgun 

metagenomics  and metatranscriptomics  [28,29].  Similar  to metabarcoding,  total nucleic  acids  are 

isolated from an environmental sample, but the amplification step is omitted [28,29]. Instead, total 

DNA or cDNA is applied directly to HTS and the resulting sequences are assembled for any gene or 

transcript of interest, such as small ribosomal subunit RNA [30]. This powerful approach allows more 

reliable  taxonomic  identification  than metabarcoding  [31], but  is dependent on  the availability of 

correctly determined sequence data [28,32]. 

While working on biological soil crusts in polar regions, we identified a significant potential of 

metagenomics and metatranscriptomics for algal ecology [ e.g., 33,34, 35,36]. We were able to show 

that metabarcoding revealed higher biodiversity than the traditional light microscopy approach [34]. 

Furthermore,  in a  recent paper we showed  that metagenomics  is a more effective approach  than 

metabarcoding  for  studying  algal biodiversity  in natural habitats  [31].  In  this  study, we directly 

compare light microscopic and metagenomic methods to study the biodiversity of freshwater ponds 

in the Eifel National Park, Germany. 

The Eifel National Park was established in 2004 by the German state of North Rhine‐Westphalia. 

The park covers an area of approximately 110 square kilometres in the south‐west of North Rhine‐

Westphalia. The aim of the park  is to allow nature to develop mainly naturally, and it consists of 

areas that are completely closed to the public and managed areas that allow various types of activities. 

The Eifel National Park was created with the aim of playing a major role in the protection of flora 

and  fauna  in North Rhine‐Westphalia.  In  order  to  achieve  this  goal,  it  is  necessary  to make  an 

inventory of all organisms living in the national park (for an up‐to‐date summary, see [37]). While 

this is a relatively simple task for many macrophytes and metazoans, the detection and identification 

of microbial diversity is still time consuming and difficult. To this end, algal biodiversity in the Eifel 

National Park has been monitored using the classical approach by one of us (Linne von Berg) almost 

since its inception, and this work has been documented in annual reports. A total of 926 algal species, 

including 66 cyanobacteria, have been documented [38]. 

In this report, we attempt to determine the microalgal (focus on diatoms and zygnematophytes) 

by  light  microscopy  and  microbial  diversity  using  a  metagenomic  approach  of  the  14  (5  by 

metagenomics) artificial water bodies located mainly in the closed area of the national park. All water 

bodies are man‐made (fishing ponds), often constructed many years before the establishment of the 

national  park,  and  were  maintained  when  the  national  park  was  established.  In  a  few  cases, 

additional ponds were added after the establishment of the National Park. We show that although 

molecular methods offer considerable advantages, there were still a number of algal species that we 

only observed using classical methods. 

2. Materials and Methods 

2.1. Site Descriptions and Sampling 

Samples were collected from a total of 17 ponds in the Eifel National Park at three sites between 

March and June 2021. In addition, samples for metagenomic studies were collected from five selected 

ponds  in October 2022. The  first site consists of six ponds called  ‘Himmelsteiche’  (coordinates: N 

50°30′20″; E 6°19′06″), which are perennial ponds surrounded by dense vegetation (Table 1). The six 

ponds  vary  in  size, depth  and  surface mats  of plants  and  algae,  as well  as  in  the presence  and 

abundance of Sphagnum sp. (Table 1). The second site was the 10 ponds called “Schürhübelteiche” 
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(coordinates: N 50°33′13″; E 6°26′03″). It is important to note that these ponds have the potential to 

dry out completely or fragment during periods of drought (Table 1). Of the ten ponds present, only 

six were sampled as four of them tend to dry out early in the year. Ponds 6‐8 have a dominant clay 

composition in their soils, while the other ponds have a higher presence of organic compounds. All 

ponds are surrounded by dense vegetation, with Sphagnum sp. found in much lower abundance in 

only one of the ponds. The third site consists of two ponds located at “Helingsbach” (coordinates: N 

50°33′18″; E 6°24′57″) within the public area of the Eifel National Park, whereas the other two sites 

are not accessible to the public. Both ponds are perennial and surrounded by dense vegetation, but 

lack Sphagnum sp. All 14 ponds are artificial, with the 2 ponds at “Helingsbach” being former tank 

canals, originally part of a military training area. 

Table  1. Overview  of descriptive  site parameters  of  the  sampled  sites: Himmelteiche  1‐6  (HT01‐

HT06), Schurhübelteiche 1,6‐10 (SU01, SU06‐SU10) and Kleingewässer am Helingsbach 1‐2 (KG01‐

KG02). 

Site  Size (m²)1)  Depth (m)  Perennial 
Soil 

composition

Vegetation 

cover (%)2) 

Presence of 

Spaghnum 

HT01  126  0.4  Yes  Organic  95  Yes 

HT02  314  0.5  Yes  Organic  30  Yes 

HT03  162  0.6  Yes  Organic  40  Yes 

HT04  195  0.4  Yes  Organic  50  Yes 

HT05  64  0.6  Yes  Organic  50  Yes 

HT06  24  0.6  Yes  Organic  100  Yes 

SU1  20  0.4  No  Organic  90  Little 

SU6  96  0.3  No  Mineralic  40  No 

SU7  64  0.3  No  Mineralic  30  No 

SU8  35  0.3  No  Mineralic  25  No 

SU9  40  0.5  No  Organic  100  Little 

SU10  n.d.  0.4  No  Organic  80  No 

KG1  84  0.5  Yes  Organic  90  No 

KG2  102  0.6  Yes  Organic  90  No 
1)Date of Measurement: 10.03.2021 Schürhübelteiche, 24.03.2021 Himmelsteiche, 28.03.2021 Kleingewässer am 

Helingsbach. 2)Density of vegetation: Density on the water surface, data collection 17.07.2021, a few days after 

heavy rain. n.d. not determined: due to practical reasons it was not possible to determine the size of the pond. 

Two  sampling  strategies  were  used.  Firstly,  sediment  sampling  was  carried  out  using  a 

telescopic pole. Secondly, submerged vegetation material was squeezed and the rinse water collected. 

The two sampling strategies were combined for analysis. 

2.2. Water Chemistry Analysis 

Chemical analyses were carried out on all 14 ponds twice within a three‐week period in May 

2021  to  determine  the  levels  of  phosphate,  ammonia,  nitrate,  nitrite,  carbonate  and  total water 

hardness. The average is given in Supplemental Table 1. 

Nitrate  was  measured  with  the  RQflex®  10  reflectometer  using  Reflectoquant  test  strips. 

Ammonia,  phosphate  and  nitrite were  quantified using  the WTW  PhotLab  S12 photometer  and 

Merck  commercial  ammonium,  phosphate  and  nitrite  tests. The  sera  aqua  test  box was  used  to 

determine carbonate hardness and total water hardness. It provides an indication in dH° value, which 

represents the degree of hardness. 

On‐site measurements of electrical conductivity and pH were carried out for all 14 ponds using 

the GMH 3400 series and the Greisinger G1500 pH meter. The average of 5 measurements at  five 

different days is given in Supplemental Table 1. 
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2.3. Light Microscopy and Species Identification 

The collected samples were first examined using a microscope (Olympus XC41 microscope) at 

20x‐60x magnification and images were taken for documentation. The species were identified using 

relevant literature [39–45]. To identify diatom species, photographs were taken using immersion oil 

(Olympus XC41 microscope) at 100x magnification. Alternatively, the Naphrax method was used. 

The sample was pipetted onto a microscope slide and dried under a hood. The slide was then heated 

with  an  ethanol burner and naphtha was added  to  the  sample. A  coverslip was placed over  the 

sample and the slide was heated again to liquefy and spread the naphtha under the coverslip. 

2.4. DNA Isolation and Metagenomic Sequencing 

Total DNA was extracted from the five most diverse ponds (with two technical replicates of two 

field replicates collected) using the DNeasy PowerSoil Pro Kit (QI‐AGEN, United States) according 

to  the manufacturer’s  instructions. Subsequently,  the extracted DNAs were  then  sent  to Eurofins 

Genomics (Konstanz, Germany) for metagenomic sequencing on a NovaSeq6000 platform. Raw reads 

were  submitted  to  the  Sequence  Read  Archive  (SRA)  at  NCBI  under  the  project  number 

PRJNA1124436. 

2.5. Bioinformatic and Statistical Analyses 

The  obtained  FASTQ  files were  processed  using  the OmicsBox  software  package  (Biobam 

Bioinformatics  S.L.,  Valencia,  Spain).  The  files  were  quality  filtered  and  trimmed  using  the 

Trimmomatic [46]. Furthermore, 16S and 18S rRNAs rRNAs were separated from the dataset using 

the SortMeRNA [47] and taxonomically assigned using the SILVA database (v138.1). 

Statistical analyses were carried out in R (v 4.3.2). To test for differences in various parameters 

among  the sampling sites, a one‐way analysis of variance  (ANOVA) was conducted,  followed by 

Tukey’s HSD post hoc test (p‐value < 0.05). Normality of variance was assessed using Shapiro–Wilk’s 

test. Furthermore, to illustrate taxonomic differences between the sampling sites light microscopical 

abundance of taxa and metagenomic reads assigned to taxa, non‐metrical multidimensional scaling 

(NMDS) was  performed  using  the  package  vegan  [48]  and  statistical  difference was  tested with 

ANOSIM  test. Soil parameters were  fitted  into  the ordination space using  the  function  envfit and 

significance of the associations was determined by 9999 random permutations. 

3. Results 

3.1. Water bodies in the Eifel National Park 

The investigated water bodies are a diverse collection of man made ponds with quite variable 

environmental parameters, such as size, depth, surface cover with plants and/or algae, presence of 

Sphagnum etc. Table 1 summarises the majority of these parameters. A comprehensive list can be 

found in Supplemental Table 1. Additionally, Supplemental Table S1 contains the number of algal 

species (total, desmids, diatoms) for each pond as well as the chemical characteristics of the ponds. 

In brief, the pH varied between 5.8 and 7.3.The conductivity was low (29.1–77.9 μS) indicating 

that the majority of ponds were nutrient poor. The latter is supported by the rather low ammonia 

(0.04–0.28 mg/L), nitrite (below detection  limit—up to 0.07 mg/L) and phosphate (0.10–0.65 mg/L) 

concentrations observed. Based on these chemical values the ponds would be assigned to the category 

good of the European water framework directive [49,50]. 

3.2. Algal Biodiversity of the Investigated Ponds: Classical Approach 

A total of 299 different algal species (plus a number of morphological different taxa that could 

be not determined at the species  level),  including 117 desmids and 30 diatoms were  identified by 

light microscopy in the 14 ponds examined (Supplemental Table S2). Four of the beautiful desmids 

found in the Eifel ponds are depicted as an example in Figure 1. We could not determine the exact 

species for all microalgae. For example, there are at least 9 clearly morphologically different Mougeotia 
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species in addition to the two determined species (see Supplemental Table S2). However, for many 

of these species the presence of zygotes are required to determine the species correctly. 

 

Figure 1. Examples of species identified with light microscopy a: Euastrum humerosum, b: Micrasterias 

truncata, c: Euastrum verrucosum, d: Micrasterias americana. 

The number of algal species found in each pond varied between 19 (SU09) and 121 (HT03) and 

are  included  in  Supplemental  Table  S1  together with  the  Shannon  (between  3.08  and  4.25)  and 

Simpson diversity (0.68–0.85) indices. All species are listed in Supplemental Table S2. HT06 had an 

especially rich micro algal flora containing 121 different algal species including 60 different desmids. 

To  compare  the  different  lakes with  each  other we  used  a  non‐metric multidimensional  scaling 

(NMDS) method. The obtained plot  is shown  in Figure 2. Vectors  indicate environmental  factors 

showing a significant correlation with the observed micro algal diversity pattern. Pond depth, pH 

and nitrite were  the  only  three  environmental  factors  showing  a  significant  correlation with  the 

observed diversity pattern. 
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Figure 2. Non metric multidimensional scaling (NMDS) based on algae species, identified with light 

microscopy,  in different sites. Vectors  indicate significant correlations between algae diversity and 

environmental variables (p‐value for depth = 0.0029, p‐value for nitrite = 0.0215, and the p‐value for 

pH  =  0.0042),  (p  <  0.05). HT  = Himmelteiche,  KG=  Kleingewässer,  and  SU  =  Schürhübelteiche. 

Sampling sites used for metagenomic studies are indicated with their abbreviations. 

3.3. Microbial Diversity: Metagenomic Approach 

5 ponds representing the observed light microscopical diversity (SU01, SU08, KG01, HT03 and 

HT06, see Figure 2) were selected  for metagenomic analyses. 2 Technical replicates for 2 replicate 

samples each were analysed except for HT03 and SU08 (2 and 3 replicates, respectively) for each site 

were sequenced  (Nova600, PE 150 bp) at  the sequencing  facility of Eurofins. Between 11,986,763–

30,051,744 read pairs were sequenced and the ribosomal DNA reads extracted using the SortMeRNA 

tool. The rDNA reads were aligned with the Silva database and the reads counted as to measure the 

relative abundance. 

Figure 3a shows the relative abundance of various organismal groups in the total data set and 

Figure 3b the relative abundance of the microalgal sub data set. As is evident from Figure 3a,b the 

biodiversity was represented by a large number of different species, with all major eukaryotic groups 

detected in all ponds, although the various ponds differed in the relative abundance of the different 

groups. Interestingly, photoautotrophs represented only a minor fraction of the complete molecular 

diversity observed (relative abundance of exemplary photoautotrophs: cyanobacteria relative total 

abundance ~ 3.189, chlorophyta relative total abundance ~ 1.435). However, there were some major 

differences between the ponds in the micro algal communities, with different groups dominating in 

different  ponds. Most  strikingly,  the micro  algal  sub metagenome  of  SU01 was  dominated  by 

dinoflagellates. Most of the dinoflagellate reads came from a single species, which interestingly we 

have  never  observed  by  the  light microscopy. Klebsormidiophyceae were  only  present  in  large 

amounts  in  the  HT06  pond,  which  lacked  a  large  zygnematophyte  population.  Green  algae 
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represented 45 to 75 percent of the observed biodiversity, except for SU01 which is dominated by the 

single dinoflagellate. Bacillariophyceae had their largest abundance in HT06 (relative abundance ~ 

19.904). 

   
(a)  (b) 

Figure  3.  (a)  Total  microbial  community  composition  of  the  different  ponds.  (b)  Phototroph 

community composition based on genera identified with SILVA. The relative abundance as measured 

by the number of reads aligning with rRNA for the different groups is shown. 

The NMDS approach using the molecular abundance data for the 5 investigated ponds gave a 

similar pattern as  the  light microscopy approach (Figure 4). The biodiversity of microalgae  in  the 

investigated ponds could be correlated with ph, nitrite and depth as distinguishing factors. For this 

data set we also observed a correlation with conductivity and carbon hardness. 
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Figure 4. Non metric multidimensional scaling (NMDS) based on the abundance of the micro algal 

ribosomal RNA  reads  from different  sites. Vectors  indicate  significant  correlations between algae 

diversity and environmental variables (p‐ value for depth = 0.0053, p‐value for nitrite = 0.0004, p‐value 

for conductivity = 0.293, p‐value for carbonate hardness = 0.0010 and the p‐value for the pH = 0.0089), 

(p < 0.05). HT = Himmelteiche, KG= Kleingewässer, and SU = Schürhübelteiche. 

3.4. Comparison of the Alpha Biodiversity Found by Light Microscopic and Molecular Analysis of 

Photoautotrophs 

When we compared the microscopic analyses with the metagenomic analyses (Figure 4) more 

micro algal genera were  found with  the metagenomic analysis  than with  the microscopic method 

(207 to 81 genera respectively). 50 genera were observed with both methods, while 157 (31) were only 

found with the molecular method or the classical approach respectively. 

 

Figure 5. Comparison of the total alpha diversity of micro algal genera in 5 different ponds in the Eifel 

National Park. Light microscopy: algae were determined by light microscopical identification. Silva: 

Algal genera were determined by aligning metagenomic reads with the Silva database. Cyanobacteria 

are not counted in this comparison. 

4. Discussion 

Microalgal Biodiversity of Eifel Ponds 

The biodiversity of the microalgae in the Eifel National Park has been monitored almost since 

its establishment. By December 2020, 926 different algae, including 66 species of cyanobacteria, had 

been recorded [38]. Of these, 2016 are rare species included in red lists [38]. In this study, we provide 

molecular evidence for the presence of a further 157 previously unreported genera. This represents a 

huge increase in algal diversity. The real additional molecular diversity is likely to be much higher, 

as we only  investigated 5 ponds using metagenomics, and due  to  the  still  incomplete databases, 

which only allow us to detect genera using the Silva database, the genera  identified by molecular 

methods may represent many species (see for example in Supplementary Table S2 the large number 

of  Desmid  species  identified  by  light  microscopy  representing  a  single  genus  in  the  ponds 

investigated). One of the most striking differences between the two methods in this study is the large 

number of rRNA reads found for the dinoflagellate Jadwigia spec. Jadwigia was only found in a single 

pond (SU1) and only by metagenomics. Jadwigia was only described in 2005 [51,52] and has never 

been  observed  in  a  pond  in  the  Eifel National  Park.  As we  also  sampled  sediments  from  the 

investigated ponds for the metagenomic approach, we think that a large number of hypnozygotes of 

Jadwigia  could  have  been  present  in  the  sediment.  Future  studies  are  needed  to  support  this 

explanation. 
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Differences between the Two Approaches 

In  this  report we  determined  the micro  algal  biodiversity  of  14  ponds  using  the  classical 

approach (identification of species by light microscopy [4–7]. Based on the light microscopical results 

5 ponds representing the light microscopically observed diversity were selected and analysed by a 

molecular  approach, which  has  been  suggested  to  be  superior  to  the  classical  approach  [23–25]. 

Initially most molecular  studies were  done  using  the metabarcoding  approach,  however more 

recently metagenomics has started to replace metabarcoding. We choose metagenomic sequencing of 

environmental  DNA  as  an  approach  as  this  has  recently  shown  by  us  to  be  preferential  to 

metabarcoding [31]. Metagenomics allows a deeper investigation  (detection of rare species) of the 

biodiversity and  is not  impeded by PCR biases as  the metabarcoding approach. Similar  to earlier 

results [34] we found a larger number of microalgal genera using the molecular method (207) than 

using  the  classical  approach  (81).  In  addition  the  metagenomics  (mapping  reads  to  sequence 

databases) always gives quantitative numbers that can be used for quantitative analyses [23,27], while 

it  is  still  very  difficult  to  infer  the  abundance  of microalgae  using  the  classical methods,  either 

employing Utermöhl sedimentation chambers (fixed material, [53]), or more often artificial numbers 

to  record  the  abundance of  the microalgae observed. Another major  advantage of  the molecular 

method is that it allows the detection and analysis of the complete biodiversity of the investigated 

ponds.  Light microscopical  identification  is  based  on  expert  training  and  there will  be  nobody 

worldwide who can identify all eukaryotic groups at the same time. 

However it is important to note that molecular methods still have some problems on their own. 

Most strikingly 31 genera were only found using the light microscopy method, suggesting that the 

molecular method still introduces some artificial bias, either at the DNA isolation or sequencing stage 

of  the  investigation. Another drawback  is  that while microscopic observations often  allow us  to 

identify the microalgae at the species level, molecular methods generally allow only to assign algae 

at  the genus  level.  Incomplete and wrongly annotated  reference data are a major problem when 

performing molecular  analyses  of  any  kind  and  impair  the  correct  determination  of  genera  in 

environmental  samples  [23,32].  The  microbial  dark  matter,  meaning  the  total  of  unculturable 

microorganisms,  complicates  this matter  even more,  as  classical methods  fail  to  add  sequence 

information to the databases [54]. However, the developing omics techniques can overcome the limit 

of culturability and supply the databases with novel sequences [54]. 

Molecular and  light microscopical methods gave similar results regarding  the ecology of  the 

investigated ponds. Water depth, pH and nitrite were correlating with  the observed biodiversity 

differences. Again the molecular method identified two additional factors correlating with observed 

differences:  conductivity  and  carbon  hardness.  The  reason  for  this  better  “resolution”  of  the 

discriminating factors might be twofold: 1. Greater alpha diversity and 2. better abundance numbers. 

The read number determined for the rRNA of the different species is directly correlated to the cell 

number of an alga. It might be different for different algae dependent on rRNA gene numbers and 

genome size,  leading  to different percentages of  the genome coding  for rRNA. However  they are 

constant for each species and allow a direct comparison of the numbers for the different algae [23,27] 

5. Conclusions 

Our results show that overall a molecular determination of the biodiversity of photoautotrophs 

offers several advantages over the classical approach: greater alpha biodiversity, better abundance 

numbers and inclusion of all organismal groups. However, it is important to keep in mind that the 

molecular approach is still not able to detect some organisms found by light microscopy. In addition 

the databases  are  still missing many  species, which  can be  therefore only detected at  the genera 

level.For  this  reason  if  a  complete  determination  of  the  algal  biodiversity  is  required  it  is  still 

preferential to use both approaches. 

Supplementary Materials: The  following  supporting  information  can be downloaded at  the website of  this 

paper  posted  on  Preprints.org,  Table  S1:  Environmental  parameters  of  the  investigated  ponds  of  the 
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EifelNational Park; Table S2: Complete list of all algal species identified in the investigated ponds of the Eifel 

National Park. 
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