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Executive summary  

Concept 

This project represents the first detailed study exploring the relationship between eDNA concentrations 
and the biomass and/or abundance of some economically and ecologically important (primarily 
freshwater) fish species in Australia. The work was conducted over four‐and‐a‐half‐years as part of a 
collaboration between the New South Wales Department of Primary Industries and Regional 
Development (NSW DPIRD), the University of Canberra (UC) and the Australian Museum. Broadly, the 
project concept was to address a critical need for accurate and timely non‐lethal population assessments 
involving environmental DNA (eDNA) to compliment and/or eventually replace fishery‐dependent 
monitoring methods. Justification for this concept was based on positive outcomes from recent and 
ongoing international efforts.  

 

Background 

Estimating the biomass and/or abundance (defined as the total weight and number of a species in 
defined space and time, respectively) of fish stocks is a crucial prerequisite for effective management. 
Various fishery‐dependent and ‐independent monitoring approaches are used to census populations; 
each with various advantages and limitations. In the last decade, there has been a focus on the potential 
to use traces of DNA left in the water to estimate not only the presence of a target species, but also their 
relative biomass and/or abundance. This method is appealing because it does not impact aquatic‐fauna 
welfare, and large numbers of sites can be quickly sampled—often more cost effectively than 
conventional methods. Nevertheless, like for all assessment methods, there are numerous abiotic and 
biotic factors affecting the strengths of relationships between eDNA concentrations and biomass and/or 
abundance.  

While there have been very few Australian studies with a primary or secondary objective to quantify 
relationships between eDNA concentrations and the biomass and/or abundance of fish, most have 
identified positive associations. However, no studies have involved aquaria trials to first validate and 
then define the extent of relationships between eDNA concentrations and biomass and/or abundance 
under controlled conditions. Doing so is important because it can help to identify abiotic and biotic 
factors that may affect relationships under natural conditions.  

The deficit in available information justified the present study; which sought to investigate the utility 
(and any influencing factors) of eDNA methods for assessing the relative biomass and/or abundance of 
four fish species of conservation and economic importance in Australian freshwater and estuarine 
environments – Mulloway (Argyrosomus japonicus), Murray Cod (Maccullochella peelii), Golden Perch 
(Macquaria ambigua) and Bony Bream (Nematalosa erebi). Ultimately, the project contributes towards 
the growing Australian and international literature suggesting eDNA technology has great promise for 
non‐invasive stock assessments of numerous fish species. 
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Aims/objectives  

1. Assess the species‐specific precision and importance of key influencing abiotic and biotic factors for 
determining abundances of Mulloway and Murry Cod using eDNA under controlled conditions. 

2. Compare the utility of eDNA against directed fishery‐dependant methods for assessing relative 
abundances of Mulloway, Murray Cod and Golden Perch across appropriate spatio‐temporal scales in the 
wild. 

3. Based on results of 2 above, determine what additional factors affect the concentrations of eDNA such 
as depth of eDNA water sampling. 

4. Assess if eDNA of other selected species collected from samples obtained during 2 above, correspond 
to routinely collected catch‐and‐effort data in New South Wales. 

 

Methodology 

The project was carried out in two phases, starting with a comprehensive literature review (phase 1) to 
summarise the research to date on the utility of eDNA concentrations for estimating fish biomass and/or 
abundance and the key influencing factors. The review identified various biotic and abiotic factors that 
could affect the interpretations of relationships, which guided formulating hypotheses and research 
objectives for aquaria (phase 2a) and field trials (phase 2b) on focus species. 

Based on the conclusions and recommendations from the literature review, four experiments were 
conducted for Mulloway and five experiments for Murray Cod to investigate relationships between their 
eDNA concentrations and their known biomasses and, for field trials, also their abundances. Species‐
specific PCR primers were developed and validated to ensure the assays met required standards for 
eDNA quantification. All laboratory work was conducted in a dedicated eDNA facility to minimise 
contamination risks. The Murray Cod experiments showed substantial variation in DNA shedding rates 
among individuals—reasons for which were unclear, but may have included variable behavioural profiles 
and DNA shedding rates. This variable shedding rate hindered establishing a useful relationship between 
eDNA concentration and biomass. Therefore, Golden Perch was included in the project due to its larger 
population sizes and thus perceived lower intra‐specific variability among shedding rates. Aquaria and 
pond trials with Golden Perch, although constrained by budget limitations, aimed to explore the 
relationships between eDNA concentrations and absolute biomass for adults (in aquaria tanks) and 
juveniles (in ponds).  

 

Results/key findings 

The literature review identified 63 relevant papers investigating relationships between eDNA and 
biomass and/or abundance, with biases towards salmonids and cyprinids, and mostly from the United 
States and Japan. These studies predominantly utilised species‐specific detection methods and reported 
positive correlations for various fish species in the field (60% of publications), controlled environments 
(25%) or a combination of both (14%). However, the review also highlighted uncertainties regarding 
absolute biomass or abundance estimates due to environmental factors affecting DNA dynamics in 
freshwater and marine ecosystems—emphasising the need for controlled pilot studies to address these 
limitations. Consequently, the design of phase‐2a aquaria experiments assessed the importance of key 
factors such as water temperature on eDNA concentrations. 

During the phase‐2a aquaria work, species‐specific assays were developed for Murray Cod, Mulloway, 
and Golden Perch. The results indicated there was a significant quadratic relationship between biomass 
and eDNA concentration for Murray Cod, whereby eDNA increased in tanks containing up to 180 g of 
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Murray Cod, but then decreased as Murray Cod weights exceeded 200 g. This outcome was attributed to 
excessive variability in DNA shedding rates among individuals and possibly exacerbated by a species‐
specific response to confinement. In contrast, promising findings were observed for Golden Perch and 
Mulloway, with significant positive relationships between eDNA concentrations and biomass, despite 
some variability in shedding rates among the latter species. 

Phase‐2b field trials further validated the potential of eDNA as an indicator of fish biomass, and in some 
cases, abundance. Notably, experiments with Golden Perch revealed a useful significant positive 
quadratic relationship between eDNA concentration and biomass, while the Mulloway trials showed a 
significant positive relationship between eDNA concentration and biomass and an almost significant 
positive relationship with abundance, but (for both) only during autumn. Bony Bream also had useful 
positive linear relationships between their eDNA concentration and biomass and abundance and a 
significant negative relationship between eDNA and flow. Similarly, and despite few attributable impacts 
detected in aquaria, in their natural environment Murray Cod biomass (but not abundance) was 
characterised by a significant (but weaker) positive linear relationship with eDNA concentration, as well 
as a significant but weak negative relationship with flow.  

 

Implications for relevant stakeholders  

The mostly consistent results for the studied species during the field‐based trials imply the potential of 
eDNA‐based methods for enabling the non‐lethal, fishery‐independent monitoring of their stocks into 
the future. This is particularly relevant for the spatially complex estuarine and inland waterways of NSW, 
where a monitoring method that is both non‐lethal and applicable across diverse environments would be 
highly advantageous, potentially enhancing cost‐effectiveness and overall efficiencies. 

Nevertheless, the existing methods are not sufficiently refined to begin routine population estimates and 
further calibration should be carried out alongside capture‐based surveys. Further, for Mulloway 
assessed in one estuary, the results cannot be extrapolated to marine environments owing to variable 
factors that might affect eDNA concentrations (such as greater depths and hydrological processes). 

Despite these challenges, it is clear from the exponential increase in global initiatives to assess eDNA in 
the three years since our review (in phase 1) that the required technology is constantly being refined and 
updated. Because of these global efforts, we propose that eDNA will become an important tool for non‐
invasive population monitoring in NSW and nationally. Such an implication will benefit all stakeholders, 
including recreational and commercial fishers, managers and other groups directly or indirectly 
concerned with resource sustainability. 

 

Recommendations 

1. Owing to consistent intra‐ and interspecific variability in relationships between eDNA and 
abundance, prioritise investigating relationships between eDNA and biomass.  

 Substantial variability in the sizes of large‐bodied fish in some systems might preclude the 
meaningful utility of investigating relationships between eDNA and the abundance of some 
species. So, like for traditional fish‐dependant methods, efforts might focus on assessing 
relationships with relative weights (biomass). 

2. Collect eDNA samples when electrofishing in freshwater rivers across all seasons.  

 To increase the available data and thus enable refinements to relationships between eDNA 
concentrations and biomasses to be made, additional data are required.  
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 This work could be done relatively easily alongside existing large‐scale electrofishing projects, 
which already collect basic water‐quality data.  

3. Collect eDNA samples during commercial fishing operations for Mulloway in estuaries across all 
seasons.  

 As for freshwater species, additional data are required to refine the relationship between eDNA 
concentrations and Mulloway biomasses.  

 This work could be done as part of routine observer programs for Mulloway and potentially 
other priority species where data are recorded. 

4. Develop a protocol to facilitate collecting eDNA samples from freshwater and marine environments. 

 The protocol should specify the number of samples required and from which locations, including 
the preferred timing of collection (season, flow conditions, tide etc.). In addition, this protocol 
should include training requirements to minimise the risk of sample contamination.  

5. Validate hydroacoustics for estimating Mulloway biomass in estuaries. 

 The hydroacoustic method for estimating Mulloway biomass in this study has yet to be validated. 

 This work could be done using tank and/or cage experiments (and involve other co‐occurring 
species). There is a need to determine if hydroacoustic techniques can be refined to detect 
Mulloway <40 cm TL. Not only would this provide increased confidence around comparisons with 
eDNA concentrations, but hydroacoustics may be a viable method for not only evaluating 
Mulloway biomass and abundance in estuaries, but also various other priority species. 

 

Keywords 

Environmental DNA, fishery‐independent biomass/abundance estimates, biotic and abiotic factors, 
Murray Cod, Golden Perch, Mulloway, Bony Bream. 
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1. Introduction 

Australia's commercial and recreational fisheries are annually valued at 3.42 billion (Cao et al., 2023), 
and recreational fishers contribute ~11 billion a year and generate >100,000 jobs to the Australian 
economy (Moore et al., 2023). Ensuring the sustainability of our fisheries resources requires regular 
stock assessments underpinned by robust data. Classical fishery‐independent survey techniques, to 
obtain these data, tend to be costly and labour‐intensive, and may also involve invasive sampling 
techniques. Consequently, obtaining regular and reliable data to support stock assessments can be 
challenging. The development of low‐cost, non‐invasive sampling methods that could supply basic 
demographic and morphometric data to inform stock assessments can help address these challenges. 
This project sought to facilitate a pathway forward for rapidly providing relative biomass and/or 
abundance estimates (defined as the weight or number of a particular species in defined space and 
time) using a non‐invasive method, focusing on two priority freshwater (Murray Cod, Maccullochella 
peelii, and Golden Perch, Macquaria ambigua) and one estuarine species (Mulloway, Argyrosomus 
japonicus), as case studies.  

All three species are large‐bodied, high‐order predators with key ecosystem roles, have iconic 
statuses, are of considerable economic value and in NSW their stocks are classified by the ‘Status of 
Australian Fish Stocks’ (SAFS) reports as either ‘recovering’ (Mulloway) or ‘depleted’ (Murray Cod and 
Golden Perch). More specifically, the NSW populations of Mulloway have substantially declined over 
recent decades and are considered depleted to ~13% of the unfished biomass (Earl et al., 2024). 
Similarly, a combination of fishing pressure and environmental drivers have resulted in fluctuating 
abundances of Murray Cod and Golden Perch throughout NSW (Crook et al., 2023). Commercial 
fishing for Murray Cod and Golden Perch in NSW ceased in 2000 and 2021, respectively. However, 
there is still a commercial fishery for Golden Perch in South Australia, and both species remain 
important for recreational fishing. Each have complex life histories that predispose their stocks to 
over exploitation (Koehn & Nicol, 2016; Reynolds, 1983).  

Population declines for all three species warrant rigorous and representative monitoring and 
assessment. Yet owing to their conservation statuses, all three species are challenging to monitor. 
Mulloway are caught by both recreational and commercial fishing sectors, although the primary 
source of monitoring data has been derived from the latter. However, as part of recovery efforts, 
there have been incentives to reduce commercial effort via refined gear selectivity, commercial 
fishing exclusions within key estuaries, and removing bycatch allowances preventing harvesting 
individuals smaller than the minimum legal length (MLL). These changes have evoked variations in 
catch‐per‐unit‐of‐effort (CPUE) and therefore discontinuity in the consistency of time‐series data.  

The absence of widespread and consistent freshwater commercial fishing effort means that 
population assessments of Murray Cod and Golden Perch are now limited to fishery‐independent 
electrofishing and sporadic recreational creel surveys (Crook & Schilling, 2023; Forbes et al., 2015). 
But both species are costly to representatively sample. There are clear benefits to developing 
alternative or ancillary population‐monitoring approaches for all three species (and indeed a plethora 
of others, subject to validation) that simultaneously encompass sufficient spatial coverage, are cost‐
effective, and provide indices of either relative or absolute biomass and/or abundance. 

The need for accurate population estimates extends more broadly across all economically or 
ecologically important species as an implicit prerequisite for their effective management. 
Nevertheless, even after more than a century of effort, estimating the weight of number of fish in a 
population remains one of the greatest challenges facing fisheries scientists. Traditional methods for 
estimating population sizes include parametric and empirical approaches that often rely on extensive 
time‐series of size‐at‐age data (e.g. from otoliths). Acquiring these data can be expensive and 
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therefore restricted to species that are most economically important or of conservation concern. Due 
to the cost of independent sampling, indicators of abundance usually only involve the types of 
fishery‐dependent data listed above, which have numerous biases that can affect accurately 
quantifying population trends. 

One applicable, novel, method that might facilitate population assessments involves modern genetics 
to estimate the absolute number of individuals in a population (e.g. so‐called ‘close‐kin’; FRDC 
projects 2007‐34; 2014‐024; 2016‐044; 2021‐015; 2023‐068 and 2021‐111). Such work is in its 
infancy, but with lowered costs as technology improves there is a need for new approaches to be 
explored that increase the accuracy and speed of assessments over traditional approaches. More 
specifically, there is potential for estimating absolute or relative biomasses and/or abundances from 
the concentration of environmental DNA (eDNA) collected from water samples (Carraro et al., 2018; 
Takahara et al., 2012). Put simply, this method does not require labour‐intensive sampling—instead 
relying on capturing DNA shed by the target species into the water and then using these data to 
estimate their weight or abundance as an index for that space and time (and so facilitate monitoring 
relative changes). 

The clear need for accurate and rapid stock assessments is increasingly apparent in the current 
management paradigm of rationalising competing commercial, recreational and conservation 
interests. Specifically, marine protected areas have been implemented across all NSW coastal 
bioregions. These areas are a source of political and public contention owing to perceived 
inequalities in access to (and allocation of) fisheries resources, particularly among species shared by 
commercial and recreational fishers. Also, recent fish kills in NSW due to hypoxic water have created 
debate over the cause of poor water quality and longer‐term effects on freshwater habitats. Rapidly 
quantifying existing and/or changing stock abundances of key species will be essential to inform 
recovery actions and advise on the sustainable exploitation of commercial and recreational species. 
Sampling eDNA could meet these needs by facilitating cost‐effective relative biomass and/or 
abundance estimates for population assessments in NSW where fishery‐dependent data are scarce 
or unavailable. 
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2. Objectives 

The original contracted objectives were to: 

1. Assess the species‐specific precision and importance of key influencing abiotic and biotic factors 
for determining abundances of Mulloway and Murry Cod using eDNA under controlled conditions. 

2. Compare the utility of eDNA against directed fishery‐dependant methods for assessing relative 
abundances of Mulloway and Murray Cod across appropriate spatio‐temporal scales in the wild. 

3. Based on results of 2 above, determine what additional factors affect concentration of eDNA such 
as depth of eDNA water sampling. 

4. Assess if eDNA of other selected species collected from samples obtained during 2 above, 
correspond to routinely collected catch‐and‐effort data in NSW. 

However, owing to substantial variation in the amount of DNA shed by individual Murray Cod during 

initial aquaria trials, within a ratified project variation, we also included Golden Perch as a focus 

species (objective 2). Further, owing to availability, Bony Bream (Nematalosa erebi) was assessed 

within objective 4 in addition to Murray Cod.
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3. Methods 

This was a four‐and‐a‐half‐year project that was conducted using a phased ‘stop/go’ approach to 
assess the potential for eDNA to cost‐effectively underpin stock assessments for the focus species, 
and any extension to other species (Table 1). Recognising the novelty of the approach, the first four 
months of the project (phase 1) were used to complete a comprehensive literature review to define 
all possibilities, and outline challenges and a proposed framework moving forward (Appendix 1). The 
review supported refined experimental designs for phase‐2a aquaria trials (Appendices 2–4) and 
Phase 2b field trials (Appendices 5 and 6) to address the four project objectives. 

As stated in the objectives, the original project plan focussed on Murray Cod and Mulloway, but 
because the aquaria trials with the Murray Cod failed to detect a useful relationship between eDNA 
concentration and biomass (Appendix 3), we included Golden Perch (Appendix 5). Nevertheless, we 
still maintained ancillary assessment of Murray Cod within objective 4. Summaries of the methods 
relevant to each objective are provided below and in Table 1. 

3.1. Phase 1: literature review 

A search of the peer‐reviewed literature was conducted on the Web of Science with pre‐determined 
keywords to identify publications mentioning eDNA and any quantification of biomass and/or 
abundance between January 2000 and October 2020. The search produced 631 publications, which 
were filtered to those mentioning ‘fish’. The papers were read and summarised before the key 
methods, outcomes and/or limitations of each were tabulated, and the most common themes were 
used to partition topics for the review (Appendix 1). Ultimately, the review was used to structure the 
research in phases 2a and 2b. 

3.2. Phase 2a: aquaria trials with priority species  

The literature review facilitated developing hypotheses to be tested under controlled conditions to 
determine whether progression to phase 2a was warranted (which it was). The experimental designs 
formulated to address these hypotheses are described in Table 1. The initial experiments investigated 
for any relationships between Murray Cod and Mulloway eDNA concentrations and biomasses using 
either captive‐bred young‐of‐year fish or adult broodfish.  

Species‐specific PCR primers were first developed and validated to ensure the assays met the 
appropriate standard for use in eDNA surveys to measure eDNA concentrations (Figure 1, Table 1 and 
Appendix 2). All laboratory work was carried out in a purpose‐built eDNA facility at the Narrandera 
Fisheries Centre (NFC) (Figure 2a and b). This facility contains three UV‐sterilised rooms for each 
process (DNA extraction, polymerase chain reaction (PCR) preparation and DNA template loading) to 
minimise the risk of contamination. Murray Cod aquaria experiments were undertaken at the NFC, 
while the Mulloway experiments were done at the Port Stephens Fisheries Institute (PSFI). 

Murray Cod presented substantial variation in the DNA shedding rate of individuals in aquaria that 
was not explained by their weights, which resulted in no useful relationship between eDNA 
concentration and their known biomass; (see Results and Appendix 3). Subsequently, following 
consultation with the FRDC, we added Golden Perch to the study (also using the aquaria and ponds at 
the NFC) based on the logic that this species tends to be present in larger numbers than Murray Cod 
in the wild and therefore eDNA concentrations in the water may not be as heavily impacted by 
individual variation in shedding rates. 
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Regardless of the species, the aquaria experiments involved stocking juvenile or adult fish into tanks 
or ponds (also called ‘mesocosms’) at various biomasses to assess the influence of biotic and abiotic 
factors on eDNA concentrations via five experiments for Murray Cod and four experiments for 
Mulloway (Figures 3–4, Table 1). Because Golden Perch were not originally included in the project, 
budgetary limitations precluded the same level of replication as for the Murray Cod and Mulloway 
aquaria experiments and we did not assess the impacts of eDNA sampling day or temperature or 
DNA shedding rates for individual fish. Rather, we conducted simple aquaria and pond experiments 
with Golden Perch to determine if there was any evidence of a useful relationship between eDNA 
concentrations and biomass for adults and larvae prior to commencing field experiments (Table 1). 
This work consisted of three flow‐through tanks containing various adult Golden Perch biomasses 
and three ponds containing different larval Golden Perch biomasses (Table 2 and Figure 5).  
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Table 1. Summary of the project objectives, experimental locations (all in NSW) questions asked, treatments and relevant appendix containing the published or draft 
manuscript. Some of the questions were relevant to more than one project objective and are indicted as such. NA, not applicable. 

Project objective  Locations  Questions asked   Treatments tested  Appendix 

Review 
international 
literature 

NA  Does the published literature support eDNA 
concentrations being correlated with fish biomass 
and/or abundance in controlled and/or natural 
environments and, if so, what are key influencing 
abiotic and biotic factors? 

NA – literature review  1 

1–3  NA  Can effective species‐specific eDNA assays be 
developed for Murray Cod, Golden Perch and 
Mulloway? 

Species‐specific assay development.  2, 5 

1–3  Narrandera 
Fisheries Centre 

Are Murray Cod eDNA concentrations correlated with 
known biomasses in aquaria or ponds, and are there 
abiotic or biotic influences? 

Four aquaria experiments and a mesocosm experiment were conducted to investigate 
variability in the relationship between Murray Cod eDNA concentration and biomass 
due to biotic and abiotic factors.  

1. Temporal variation: two densities: low (n = 4 individuals tank–1); and high (n 
= 8 individuals tank–1); each replicated across five experimental tanks. One 
100 mL water sample was collected from each tank at one, two, three, six, 
nine and 12 days post‐stocking (Fig. 1). 

2. Effects of water temperature: six Murray Cod were held in each of four 
tanks at low (14 ± 1°C) and high (24 ± 1°C) temperatures for nine days. 
Three replicate 100 mL water samples were collected tank–1 (Fig. 1). 

3. Stocking density: Murray Cod were held at nine stocking densities: two to 
18 fish, for nine days. Three replicate 100 mL water samples were collected 
tank–1 on day nine (Fig. 1). 

4. Intra‐specific variation: a single Murray Cod was held in each of 10 tanks. 
Five replicate 100‐mL water samples were collected from each tank–1 after 
nine days (Fig. 1). 

5. Variable population size: seven mesocosms containing a range of biomasses 
of Murray Cod broodfish. Four replicate 2‐l water samples were collected 
from each mesocosm. 

3 

1  Narrandera 
Fisheries Centre 

Are Golden Perch eDNA concentrations correlated 
with known biomasses in tanks or ponds? 

Tank and mesocosm experiments were conducted to investigate the relationship 
between Golden Perch eDNA concentrations and biomasses for adult and larval fish. 

1. Relationship between adult Golden Perch eDNA concentration and biomass: 
three tanks containing a range of biomasses of broodfish. Four replicate 2‐l 
water samples were collected tank–1 (Fig. 5a). 

2. Relationship between larval Golden Perch eDNA concentration and 
biomass: three mesocosms containing a range of biomasses of larval fish. 
Four to six replicate 2‐l water samples were collected from each mesocosm 
(Fig. 5b). 

Main text 
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1 and 3  Port Stephens 
Fisheries Centre 

Are Mulloway eDNA concentrations correlated with 
known biomasses in tanks, and are there abiotic or 
biotic influences? 

Four aquaria experiments were conducted to investigate variability in the relationship 
between Mulloway eDNA concentration and biomass due to biotic and abiotic 
factors. 

1. Temporal variation: two densities: low (n = 20 individuals tank–1); and high 
(n = 40 individuals tank–1); each replicated across four experimental tanks. 
One 1‐l water sample was collected from each tank at one, two, three, six, 
nine and 12 days post‐stocking (Fig. 2). 

2. Effect of water temperature: twenty Mulloway were held in each of seven 
tanks at low (16 ± 1°C) and high (24 ± 1°C) temperatures for eight days. Four 
replicate 1‐l water samples were collected tank–1 on day eight (Fig. 2) 

3. Mulloway were held at 18 stocking densities: two to 60 fish, for six days. 
Three replicate water samples were collected tank–1 on day six (Fig. 2). 

4. A single Mulloway was held in each of 10 tanks. Four replicate 1‐l water 
samples were collected from each tank–1 after nine days (Fig. 2). 

4 

2  Lachlan, 
Murrumbidgee, 
and Edward‐ 
Wakool rivers 

Are Golden Perch eDNA concentrations correlated to 
fish biomasses or abundances estimated by 
electrofishing across three randomly selected rivers? 

Five sites in each of three rivers were water sampled (8 × 2‐l replicates site–1) prior to 
electrofishing to compare estimates of relative biomass and abundance during 
autumn 2021 and 2022. 

5 

2  Hawkesbury 
River 

Are Mulloway eDNA concentrations correlated to fish 
biomasses or abundances estimated by hydroacoustic 
surveys in one estuary during two seasons? 

Twelve sites in the Hawkesbury River with ten replicate water samples site–1 (2‐l 
target volume), were water sampled immediately prior to hydroacoustic surveys 
during autumn and spring 2021 and 2022. 

6 

4  Lachlan, 
Murrumbidgee, 
and Edward‐
Wakool rivers 

Are Murray Cod and Bony Bream eDNA 
concentrations correlated to biomasses or 
abundances estimated by electrofishing across three 
randomly selected rivers? 

Five sites in each of three rivers were water sampled (8 × 2‐l replicates site–1) prior to 
electrofishing to compare estimates of relative biomass and abundance during 
autumn 2021 (Edward‐Wakool and Murrumbidgee rivers) and 2022 (all three rivers). 

Main text 
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(a) Using an eDNA backpack water filter   (b) The 5‐µm filter used to collect eDNA 

    

Figure 1. Photographs of (a) filtering water using the eDNA backpack in the upper Murrumbidgee River for the 
field negative site for testing the Murray Cod and Golden Perch assays, and (b) the 5‐µm self‐preserving eDNA 
filter from Smith‐Root. 

 

(a) The PCR preparation room    (b) The QuantStudio3 qPCR machine 

   

Figure 2. Photographs of the (a) workstation in the PCR preparation room, and (b) QuantStudio3 qPCR machine 
at the Narrandera Fisheries Centre. 
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(a) An experimental tank       (b) Experimental‐tank configurations 

      

(c) Example of the juvenile Murray Cod used in the aquaria experiments 

 

Figure 3. Photographs showing (a and b) the Murray Cod closed‐system aquaria configuration for experiments 
1–4, and (c) an example of a juvenile Murray Cod used in all aquaria experiments. Each experimental tank was 
positioned inside an 81‐l ‘outer’ tank filled with 45 l of flowing temperature‐regulated water (via an external 
heater‐chiller unit) that maintained experimental tank water temperatures at 18.5–19.5°C during most 
experiments. 
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(a) Four experimental tanks      (b) Individual shedding‐rate experiment 

   

(c) An example of a juvenile Mulloway used in the aquaria experiments 

 

Figure 4. Photographs showing (a) an example of the Mulloway experimental tank set‐up for experiments 1–3, 
(b) the experimental setup for experiment 4 (individual shedding rate), and (c) a juvenile Mulloway used in the 
experiments. 

 

Table 2. Volume, number of fish, mean and total weights and quantity of DNA for Golden Perch in three tanks 
containing adults and three ponds containing larvae which were sampled to determine if there was any 
relationship between eDNA concentrations and biomasses. 

Variable  Tank 1  Tank 2  Tank 3  Pond 1  Pond 2  Pond 3 

Volume  3500 l  1500 l  1500 l  1.02 ML  1.14 ML  5.6 ML 

Number of fish  11  5  13  21,000  37,000  203,200 

Mean individual weight (g)  1095.45  1900.00  1269.23  0.64  0.49  0.44 

Total weight (kg)  12.05  9.50  16.50  13.48  18.13  89.40 

Quantity of DNA (ng l–1)  1.11×10−4  1.08×10−3  4.78×10−4  1.66×10−6  3.41×10−6 
 

2.61×10−6  
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  (a) Golden Perch broodfish tanks          (b) Golden Perch larval pond       

         

Figure 5. Photographs of (a) Golden Perch broodfish tanks and (b) filtering water from a Golden Perch larval 
pond at the Narrandera Fisheries Centre. 

 

3.3. Phase 2b: field trials with all species  

The typical method for estimating the biomasses and abundances of freshwater fish in NSW is via 
electrofishing (Figure 6a and b). A large project funded by the Commonwealth Environmental Water 
Office generates extensive electrofishing datasets (2015–2024) for these species in three river 
systems in the southern MDB (Murray–Darling Basin; Murrumbidgee, Lachlan and Edward‐Wakool 
rivers). This initiative provided an opportunity to conduct simultaneous eDNA sampling for the 
priority species (Murray Cod and Golden Perch) and another selected species (Bony Bream) within 
relevant experiments, and so address objectives 2 and 4.  

Unlike for freshwater species, indices of Mulloway biomass are typically estimated using commercial 
fishing landings (mostly from gillnets), which is becoming increasingly limited due to management 
changes, including closures within key estuaries, and more recently, reductions in effort. We instead 
explored the potential for non‐lethal fisheries‐independent hydroacoustic surveys to first estimate 
the abundance and then biomass (based on lengths) of Mulloway across discrete space and time.  

Along with Mulloway, spatio‐temporally stratified designs were used to examine the utility of eDNA 
as an indicator of relative biomasses and abundances at the system scale for Golden Perch, Murray 
Cod, and Bony Bream (Appendices 5 and 6). Water samples were collected at five replicate sites 
within three river systems in the MDB (to target Golden Perch, Murray Cod and Bony Bream; 
Appendix 5) and 12 sites in the Hawkesbury River estuary (to target Mulloway, Appendix 6). The 
freshwater species were targeted during March to May 2021 and February to May 2022 to avoid the 
peak spawning season of Golden Perch. Mulloway eDNA samples were collected in November and 
December 2022 prior to the spawning season and again in May 2022 once spawning was complete. 
Immediately following eDNA collection, the relative biomass and abundance data were collected 
using standardised electrofishing (for Golden Perch, Murray cod and Bony Bream) and hydroacoustic 
surveys (for Mulloway) (Table 1, Appendices 5 and 6). 
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(a) An electrofishing boat              (b) Adult Golden Perch 

     

Figure 6. Photograph of (a) an electrofishing boat used to stun (b) Golden Perch during field trials. 

 

3.4. Data collected  

3.4.1. Environmental DNA 

Prior to all eDNA sampling, two replicate water‐quality parameter measurements were collected for 
temperature, salinity (as conductivity) and dissolved oxygen. For aquaria experiments, water samples 
were collected nine (Murray Cod) and six days (Mulloway) after juveniles were introduced into 
experimental tanks based on the results of temporal experiments (Table 1, Appendices 3 and 4). Fish 
were held in captivity for appropriate periods prior to eDNA sampling and weighed within days of 
experiment terminations. Field eDNA samples were collected immediately prior to electrofishing 
(Murray Cod, Golden Perch and Bony Bream) or simultaneously with hydroacoustic surveys 
(Mulloway). Various volumes of water and replicate samples were collected for each experiment 
using a Smith Root eDNA samplerTM and 5‐µm polyethersulfone (PES) filters (Table 1). The DNA was 
extracted from filters using standard procedures at the NFC and the amount of DNA l–1 of water 
filtered was determined using a standard curve constructed with synthetic DNA of known 
concentration (Appendices 3–7).  

3.4.2. Electrofishing 

For the Golden Perch, Murray Cod and Bony Bream field trials, electrofishing was conducted across a 
200‐m reach immediately following water‐sample collection (Appendix 5). The reach was broken into 
eight operations, each carried out in 50‐m long ‘cells’ with electrofishing beginning at the 
downstream end of the site (Appendix 5). In each cell, 90 electrofishing seconds ‘on time’ was 
conducted, and any inert fish displaced to the surface were removed (defined as ‘caught’) and held in 
a live well for up to 10 min. If large catches of a species occurred, all individuals were measured in 
the operation where the 50th fish was reached and then the first 20 fish of that species were 
measured and weighed in each subsequent operations and remaining individuals were only counted. 
Fish were measured (to the nearest 1 mm TL or fork length; FL) and weighed (to the nearest 1 g). 
After every two operations, fish were released downstream of the survey reach to minimise the risk 
of them being recaptured in subsequent operations. Fish that were displaced to the surface but were 
not inert and could not be retrieved were recorded as ‘observed’. The total caught and observed 
weights from cells 1–8 were used as the biomass estimates for each site. The abundances included 
the observed numbers of fish. 
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3.4.3. Hydroacoustic surveys 

We conducted a pilot study in November 2021 using InfoFish Pty Ltd to collect bathymetric and 
hydroacoustic data at high and low tides at 12 sites in the Hawkesbury River and to analyse the data 
to determine whether this method was suitable for enumerating and measuring Mulloway (Figure 7a 
and b, Appendix 6). Length‐weight relationships from von Bertalanffy growth curves were then used 
to estimate the weight of fish detected. The results of this pilot work indicated that hydroacoustic 
surveys were an acceptable method to identify Mulloway ≥40 cm total length (TL). Fish <40 cm TL 
could not be confidently identified, but no other nonlethal method effectively samples this size class. 
Nevertheless, the goal of this component of the work was not to compare the eDNA concentration to 
the absolute amount of Mulloway, but rather to provide a comparative analysis of the two 
approaches to provide relative biomasses and abundances of larger fish, assuming some seasonal 
homogeneity of smaller fish. 

To minimise the effect of water flow on eDNA concentrations and maximise the probability of 
hydroacoustic detections at each site, the surveys were timed to occur as close to no tide as possible 
(prioritised from downstream to upstream sites). Hydroacoustic surveys to detect Mulloway 
abundance proceeded along ten transects covering a 1‐km reach and with concurrent bathymetry 
surveying to check for any changes in site characteristics. Data detections of individual Mulloway 
were collected using the BioSonics DT‐Z split beam echo sounder and managed with the Visual 
Acquisition software package (BioSonics), which also concurrently collected bathymetry data 
(Appendix 6). Total lengths were then converted to weights using the relationship provided by 
Silberschneider et al. (2009) to produce biomass. The Mulloway biomass volume–1 (kg m–3) and 
abundance (no. m–3) were then estimated for each transect and pooled to provide abundance and 
biomass estimates site–1 (Appendix 6). 

    

Figure 7. (a) A photograph of  the InfoFish research vessel and (b) the detections of Mulloway at high tide 
(yellow dots) and low tide (red dots) during the pilot survey at one of 12 sites (Shark Rock) in the Hawkesbury 
River during November 2021. 

 

3.5. Data analyses 

For most analyses, eDNA concentrations, and biomass and/or abundance data were log‐transformed 
and analysed using appropriate linear (LM) or linear mixed models (LMM). Fixed effects included 
those of interest (Table 1), while random blocking effects incorporated space (e.g. ‘rivers’ or ‘tanks’) 
and in some cases time (e.g. ‘years’). The significance of fixed effects of interest were assessed using 
Wald‐F or likelihood ratio tests. Models were fitted within glmmTMB (v. 1.1.7) or AsReml in R using 
penalised quasi‐likelihood and with model‐checking (i.e. over‐dispersion) and diagnostics (residual 
plots) (Brooks et al. 2017; R core team, 2022). For some models, marginal and conditional r2 was 
estimated using the function r.squaredGLMM in the MuMIn package (v. 1.47.5, Barton, 2023). For 
Murray Cod and Bony Bream, eDNA concentration was multiplied by 1 × 105 to assist analysis of 
extremely small values, however figures were reverted to the nominal scale. 
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4. Results  

4.1. Phase 1: literature review 

Initially, 631 eDNA related papers were identified using our search terms. Refinement of these 
papers to those mentioning “fish” resulted in 63 papers, which formed the basis of the review. The 
first published study assessing for a correlation between fish eDNA and biomass was in 2012 
(Takahara et al., 2012). Most subsequent studies were completed in the United States of America 
(USA; 53%) and Japan (25%) and were biased towards experiments done in the field (rivers, lakes, 
estuaries and oceans; 60%) followed by those in controlled environments (aquaria or ponds; 25%). 
The remaining studies (14%) were conducted across combination of field and controlled 
environments, but all within economically developed nations.  

The commonly studied families were Salmonidae (includes salmon, trouts, chars, freshwater 
whitefishes and graylings) and Cyprinidae (includes carps, the true minnows and their relatives) 
(Appendix 1). Most studies used species‐specific detection methods (51 or 81% across 46 species) 
rather than metabarcoding methods (12 or 19% across >200 species; Appendix 1) to evaluate eDNA 
concentrations, with the latter restricted to estimating only relative biomass or abundance. 

Regardless of the experimental location, only six (10%) of the 63 studies postulated no relationships 
between eDNA and the biomass or abundance of focal species. There was consistent support for the 
utility of the approach with 46 (90%) and 11 (92%) studies incorporating species‐specific or 
metabarcoding methods, respectively and reporting positive correlations between eDNA 
concentrations or read counts and biomasses or abundances (Appendix 1).  

The review highlighted uncertainty around absolute (versus relative) biomass and/or abundance 
estimates due to various biotic and abiotic processes affecting the production, degradation and 
transport of DNA in the environment (Appendix 1). Some of this variability was encapsulated in 
random effects, but there were also clear fixed impacts, that included various parameters such as 
water temperature, salinity, and flow, and species‐specific stocking densities and natural histories. 
Further, methodological considerations such as choice of filter can impact assessments. Such 
variability highlighted a clear need to conduct pilot studies in controlled conditions as a precursor to 
identifying the potential for detecting coherent relationships in the wild. The outcomes and 
recommendations were incorporated into all subsequent field experiments.  

 

4.2. Phase 2a: aquaria trials with priority species 

Valid species‐specific assays were developed for Murray Cod, Mulloway and Golden Perch 
(Appendices 2 and 5). We carried out a total of 11 aquaria/pond experiments assessing for 
relationships with between eDNA and biomass–comprising five for Murray Cod four for Mulloway 
and two for Golden Perch. The outcomes of these experiments played pivotal roles in determining 
progression to field trials (Appendices 3 and 4).  

The results of the Murray Cod experiments revealed there was a significant (although non‐useful) 
quadratic relationship between biomass and eDNA concentration with the latter increasing in tanks 
containing up to 180 g of fish and then decreasing in tanks containing >200 fish (p < 0.05; Table 3, 
Appendix 3). There was a significant difference in the amount of DNA detected in tanks containing 
single Murray Cod of similar sizes (weights), suggesting variable DNA shedding rates may be 
responsible for the failure to detect a linear relationship between eDNA concentration and biomass 
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(p < 0.05; Table 3, Appendix 3). However, when data from all experiments was pooled, a significant 
quadratic relationship was detected (p < 0.05). Initially, it was not clear from the results whether the 
perceived shedding‐rate differences were inherent to the species biology or influenced by their 
behaviour during confinement. Subsequent field trials implied the latter (see below). 

Owing to budget limitations, the Golden Perch experiments lacked the same level of replication as 
those for Murray Cod. Therefore, these did not assess the impacts of eDNA sampling day or 
temperature, precluding formal analyses. Nevertheless, a positive relationship was observed 
between eDNA concentrations and the biomass of adult Golden Perch in tanks, although the clarity 
of this trend was less apparent in the pond data involving larval Golden Perch (Figures 8 and 9). 
Despite these limitations, the results were deemed sufficiently promising to advance to field trials for 
this species. Similarly, the results from the Mulloway aquaria experiments were also promising, 
revealing a significant positive relationship between eDNA concentration and biomass despite some 
variability in shedding rates among similar‐sized fish (p < 0.05; Table 3, Appendix 4).  

4.3. Phase 2b: field trials with all species 

The results from the Golden Perch field trial indicated no relationship with abundance, but 
confirming the trend in the aquaria work, there was a significant quadratic relationship with biomass 
(p < 0.05). Specifically, there was a positive relationship between ~1.1 and 5.5 kg, after which there 
were consistent eDNA concentrations to 10.3 kg (Table 4, Appendix 5). The Mulloway field trials 
indicated a significant positive relationship between eDNA concentration and biomass and an almost 
significant positive relationship with abundance, but only during autumn (p < 0.05; Table 4, Appendix 
6). The Murray Cod field trial revealed a significant positive linear relationship between eDNA 
concentration and biomass (p < 0.001) (Table 4, Figure 10a) contrasting with the aquaria trials 
(Appendix 3). However, there was no significant relationship with abundance (p > 0.05). There was a 
general negative relationship between eDNA concentration and flow (Table 4, Figure 10b), suggesting 
Murray Cod eDNA was diluted as flow increased. A very similar relationship was detected for Bony 
Bream for biomass (p < 0.001), abundance (p < 0.001) and flow (p < 0.01), though these relationships 
were slightly steeper for Bony Bream (Table 4, Figure 11a and 11b).  



 

 

Table 3. Summary of the results of the phase 2a: aquaria trials for Murray Cod, Golden Perch and Mulloway. NA, not applicable. 

  Effect of treatment(s) on eDNA concentrations and/or relationships with biomass   

Objectives  Treatments  Murray Cod  Golden Perch  Mulloway  Bony Bream  Commen

1 
 
 

Temporal variation  There was a significant 
effect of time on eDNA 
concentration (p < 
0.05). 

NA  There was a 
significant effect 
of time on eDNA 
concentration (p < 
0.05). 

NA  The eDN
stabilise
nine for 
day six f

1  Effects of water 
temperature 

There was no significant 
effect of temperature 
on eDNA concentration 
(p > 0.05). 

NA  There was a 
significant effect 
of temperature on 
eDNA 
concentrations (p 
< 0.05). 

NA  Effects m
~1.5 × g
concent
warmer 

1  Effects of stocking 
density 

There was a significant 
but not useful 
significant relationship 
between eDNA 
concentration and 
weight (p > 0.05). 

There was a general 
trend of a positive 
relationship between 
eDNA concentration and 
the biomass of adult fish 
in tanks (Fig. 8a and b) 
and between eDNA 
concentration and 
biomass of larvae  in 
ponds (Fig. 9a and b). 

There was a 
significant positive 
linear relationship 
between log eDNA 
concentration and 
the log weight of 
fish (p < 0.05). 

NA  For Mur
all exper
was a sig
quadrat
between
concent
weight. 
Perch, th
sufficien
relations
trials. 

1  Individual shedding 
rate 

There were significant 
differences in eDNA 
concentrations in tanks 
with individual fish not 
explained by weight p < 
0.05). 

NA  There were 
significant 
differences in 
eDNA 
concentrations in 
tanks with 
individual fish not 
explained by 
weight p < 0.05). 

NA  Individu
Mullowa
Cod she
differen
DNA. 
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Table 4. Summary of the results of the phase 2b: field trials for Murray Cod, Golden Perch, Mulloway and Bream Bony Bream. NA, not applicable. 

               

Objectives  Treatment  Murray Cod  Golden Perch  Mulloway  Bony Bream  Comment  Appendix 

 
2–4 

eDNA vs fishery‐
independent 
methods 
(electrofishing or 
hydroacoustics) and 
estimates of 
biomass and 
abundance. 

There was a 
significant but weak 
positive relationship 
between eDNA 
concentration and 
electrofished‐
estimated biomass p 
< 0.05). There was 
no significant 
relationship with 
abundance (p > 
0.05). 

There was a 
significant quadratic 
relationship 
between eDNA 
concentration and 
electrofished‐
estimated biomass 
(p < 0.05). There was 
no significant 
relationship with 
abundance (p > 
0.05). 

There were 
significant positive 
and negative 
relationships 
between eDNA 
concentration and 
hydroacoustically 
estimated biomass 
in autumn and 
spring, respectively 
(p < 0.05). There was 
no significant 
relationship with 
abundance (p > 
0.05). 

There were 
significant positive 
relationships 
between eDNA 
concentration and 
electrofished‐
estimated biomass 
and abundance (p < 
0.001) (Fig. 11 and 
b). 

Golden Perch: There 
was a positive 
relationship 
between ~1.1 and 
5.5 kg l–1; after 
which eDNA 
concentrations were 
consistent to 10.3 
kg. 
 

5, 6, and main text 

2–4  Effects of flow on 
eDNA concentration 

There was a 
significant negative 
relationship 
between eDNA 
concentration and 
flow (p < 0.05). 

NA  NA  There was a 
significant negative 
relationship 
between eDNA 
concentration and 
flow (p < 0.05). 

Presumably faster 
flow meant DNA was 
evacuated more 
quickly. 

NA (main text) 
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(a) 

   

 

(b) 

   

Figure 8. (a) Mean (± SE – where applicable) concentrations of eDNA, and the absolute (b) biomasses of adult 
Golden Perch in three flow‐through tanks at the Narrandera Fisheries Centre. 

0.0000E+00

2.0000E‐04

4.0000E‐04

6.0000E‐04

8.0000E‐04

1.0000E‐03

1.2000E‐03

1.4000E‐03

1.6000E‐03

Tank 1 Tank 2 Tank 3

eD
N
A
 c
o
n
ce
n
tr
at
io
n
 (
n
g 
l–
1
)

0

2

4

6

8

10

12

Tank 1 Tank 2 Tank 3

B
io
m
as
s 
(g
 l–

1
)



 

16 
 

(a) 

   

 

(b) 

   

Figure 9. (a) Mean (± SE – where applicable) concentrations of eDNA and the corresponding absolute (b), 
biomasses of Golden Perch larvae in three mesocosms at the Narrandera Fisheries Centre. 
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 (a) 

 

(b) 

 

Figure 10. Significant linear relationships between log eDNA concentrations and (a) Murray Cod biomass, and 
(b) water flow in three rivers (p < 0.05). 
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 (a) 

 

(b) 

 

Figure 11. Significant linear relationships between log eDNA concentration and (a) Bony Bream biomass, and 
(b) water flow in three rivers (p < 0.05). 
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5. Discussion 

Estimating the population size of fish stocks is fundamental to developing policies for managing their 
exploitation. Various fishery‐dependent and independent monitoring approaches are used to census 
populations; each with various advantages and limitations. In this study, we conducted definitive and 
rigorous aquaria trials and field trials for four fish species of conservation and economic importance 
in Australia–Mulloway, Murray Cod, Golden Perch and Bony Bream—to determine the potential for 
estimating their relative biomasses and abundances using eDNA. The summarised body of work 
supports the general observations in the international literature of a positive relationship between 
eDNA concentration and either biomass or abundance (Appendix 1), but the strength of relationships 
varied among species and there were key affecting factors, notably flow, temperature and season 
(Appendices 3–6). Despite these caveats, there is clear evidence to support the assertion that 
monitoring eDNA concentrations is a valid method for estimating the relative biomass of teleosts. 
Ongoing refinement of protocols will facilitate future use in Australia’s estuarine and freshwater 
environments. 

5.1. Phase 1: literature review  

The impact of this project has been substantial, as evidenced by the overwhelming response to our 
definitive literature review which, in the 36 months since publication, has accumulated ~250 
citations. This exponential increase in research activity in the field underscores the growing interest 
in the utility of eDNA for estimating biomass and/or abundance. While the exact nature of citing 
papers varies, ranging from manipulative experiments to targeted reviews, most were the former. 
Such a trajectory suggests that thousands more papers could emerge on this topic in the next 
decade, affirming our position and this research project as being at the forefront of the field. Despite 
initial doubts about the project necessitating a stop/go approach, the success, as demonstrated by 
the review (i.e. 90% of reviewed papers identified useful relationships) and subsequent results, 
unequivocally validates the approach taken and justifies future regional research efforts.  

Notwithstanding the clear trend identified, most studies noted at least some uncertainty around 
absolute (versus relative) biomass and/or abundance estimates. Such uncertainty was due to the 
processes affecting the production, degradation and transport of DNA in the environment (Hansen et 
al., 2018; Klymus et al., 2015; Wood et al., 2020), as well as the choice of eDNA capture, extraction 
methods and primer amplification biases (Eichmiller et al., 2016; Kelly et al., 2014). In some cases, 
this uncertainty might be considered acceptable (e.g. generating a relative index for temporal 
comparisons), but in other cases could produce unacceptable biases (e.g. attempting to understand 
the population size of an endangered, threatened or protected species).  

The review identified relatively few Australian studies aimed to quantify relationships between eDNA 
concentrations and population sizes (a shortfall subsequently addressed). Nevertheless, of Australian 
studies published prior to 2021, most detected positive relationships between eDNA concentrations 
and estimates of relative biomass and/or abundance (Hinlo et al., 2017; Piggott, 2016; Rojahn et al., 
2021) but see Hinlo et al., (2018). A further two studies published since our review have also showed 
positive relationships between eDNA concentration and biomass (Green et al., 2024; Uthicke et al., 
2022). However, none of these studies involved aquaria trials to first validate the relationship 
between eDNA concentration and biomass under controlled conditions or to determine key affecting 
abiotic and biotic factors. To address this shortfall, we subsequently designed aquaria experiments to 
focus on several factors that could influence eDNA concentrations, including stocking density, 
temperature and individual shedding rates for two of the priority species (Murray Cod and 
Mulloway). Based on the outcome of these experiments, we then designed relevant field 
experiments for these species as well as the non‐priority species.  
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5.2. Phase 2a: aquaria experiments 

Contrary to the general consensus of our literature review, for our first studied species, Murray Cod, 
we did not detect a useful relationship between their eDNA concentrations and biomass. Specifically, 
while we identified a significant quadratic relationship between eDNA concentration and fish weight, 
this had no applied utility simply because eDNA concentrations tank–1 increased with fish weight to 
~180 g, but then subsequently declined as weights increased to a maximum of 311 g. Thus, our 
aquaria data implied Murray Cod was not a suitable candidate for using eDNA to quantify their 
biomass and so, following the logic in previous studies (e.g. Danziger et al., 2022), we determined 
(incorrectly in hindsight) that field studies were not warranted, or at least should not be prioritised.  

There are at least three possible factors that contributed towards our interpretation of poor 
correlations between eDNA and biomass in aquaria for this species. First, the closed system which 
might have stressed the fish and created an imbalance between eDNA accumulation and decay. 
However, similar studies on other teleosts in closed systems have detected positive relationships 
between eDNA concentration and biomass (Doi et al., 2015; Karlsson et al., 2022; Takahara et al., 
2012). Second, it is also possible that our method of collecting eDNA samples or PCR inhibitors could 
have influenced results, though we argued this was unlikely. Third and most likely, we speculated 
that the lack of a relationship could be due to the aggressive and territorial behaviour of Murray Cod 
which evokes variable activity among individuals (and subsequent variation in individual DNA 
shedding rates) in aquaria.  

Regardless of the contributing factors, the observed outcomes from the aquaria trials for Murray Cod 
remain fairly unique among similar studies of teleosts in controlled environments (Doi et al., 2015; 
Horiuchi et al., 2019; Klymus et al., 2015; Mizumoto et al., 2018; Takahara et al., 2012). Rather, the 
few previous studies reporting the lack of coherent positive relationships were conducted under 
much more variable field conditions in lakes (Capo et al., 2019; Perez et al., 2017), rivers 
(Deutschmann et al., 2019; Hinlo et al., 2018) and oceans (Fraija‐Fernandez et al., 2020; Knudsen et 
al., 2019). Clearly, while positive results in aquaria trials tend to imply the same in the field, the 
converse is not necessarily true. Perhaps the benefit of doing both is to gauge the extent to which 
variability is likely to be quantifiable in the field. More specifically, because Murray Cod can display 
measurable intra‐specific variability in DNA shedding (potentially related to behavioural differences 
among individuals), this should be considered when interpreting field‐based data. Indeed, the field‐
based trials still showed that this species had the least decisive relationship between eDNA and 
biomass, and certainly abundance (i.e. no relationship). 

Based on the poor outcome for Murray Cod (in aquaria), we redirected our focus to Golden Perch 
under the assumption that any variation in individual shedding rates would be tempered by its 
generally greater densities than Murray Cod in the wild. We did not have the budget for 
comprehensive aquaria trials, but the general pattern of eDNA concentration in ponds containing 
juvenile Golden Perch and tanks containing adult Golden Perch were favourable and suggestive of a 
positive relationship between eDNA concentrations and biomass. 

Like for Golden Perch and in contrast to Murray Cod, we detected a strong positive relationship 
between juvenile Mulloway eDNA concentrations and their biomass under controlled conditions, 
despite significant variation among individual shedding rates and influences of temperature. Similar 
to Murray Cod, there was substantial variability among tanks containing individual fish that was not 
explained by their weight. Despite this variation in shedding, the overall positive relationship 
between eDNA concentration and biomass remained strong for Mulloway. The results of the 
controlled experiments indicated directed field experiments were clearly warranted for Mulloway 
and Golden Perch. While Murray Cod results were not as encouraging, we postulated that field 
experiments may have a different outcome if behaviour did indeed affect outcomes and thus, we 
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included analyses of this species along with Bony Bream during the field experiments with Golden 
Perch.  

5.3. Phase 2b: field experiments 

It is important to note that for the field work (and unlike in the aquaria studies where absolute fish 
numbers and weights were known), neither eDNA, electrofishing nor hydroacoustic methods 
provided absolute estimates of biomass or abundance. Rather, our focus in the field was comparative 
analyses of two approaches for providing indices of relative quantities. This approach was similar in 
theme to studies comparing traditional active (trawls and seines) or passive (hooks, traps and 
gillnets) fishing gears (e.g. Gray et al. 2005, Bies et al. 2016). Ultimately, such comparisons can help to 
ascertain whether alternative methods offer statistically equivalent biomass or abundance indices 
and might be preferred because of not only lower operational costs, but also logistical benefits. 
Implicit within the latter is adequate understanding of the limitations of each method. For example, 
we clearly showed eDNA concentration estimates can be affected by numerous biotic and abiotic 
factors including water temperature, presence of PCR inhibitors, flow and choice of filter (Appendices 
1, 3–6). Similarly, electrofishing and hydroacoustic methods are also affected by biotic and abiotic 
factors including flow, temperature and difficulty in classifying small individuals to species level 
(hydroacoustics) (Fernandez et al., 2023; Lyon et al., 2014; Martignac et al., 2015; Perivolioti et al., 
2020; Rourke et al., 2022), which is discussed further below.  

Nevertheless, all four assessed species showed relationships between their eDNA concentrations and 
biomasses in the field trials, though the nature and strength of the relationships varied between 
species, and only Bony Bream showed a relationship with abundance. The consistent relationship 
between eDNA and biomass across all species probably reflects the direct correlation with the 
number of cells produced (rather than the number of fish). Specifically, the eDNA shed by fish 
originates from all DNA‐producing material in their bodies, which is directly determined by their 
weight. But without homogenous sizes (like for Bony Bream), the relationship between the number 
of fish and eDNA would intuitively be less clear; whereby a large number of very small fish will weigh 
the same as one larger fish (and so confound any relationship with eDNA). For this reason, biomass 
might be the most appropriate response variable (at present) for population monitoring via eDNA 
samples. 

The Mulloway field experiments provided some support for the positive correlations between eDNA 
concentration and biomass previously detected in the controlled aquaria experiments (Appendices 4 
and 6). By including seasonal effects in our analyses, we also identified considerable negative 
influences of extraneous factors. Specifically, while a significant positive relationship between eDNA 
concentration and biomass was noted in autumn, the opposite occurred in spring (Appendix 6). The 
latter anomaly was primarily driven by high eDNA concentrations when there were very few (or no) 
hydroacoustic detections of Mulloway. At least two possible explanations for this observation 
include: (1) relatively larger abundances of undetected Mulloway <40 cm TL; and/or (2) variability in 
eDNA persistence at a site. Considering the first hypothesis, following spawning in December, and 
based on penaeid‐trawl bycatch, the greatest abundances of juvenile Mulloway (~5–15 cm TL) in the 
Hawkesbury River typically occur in autumn (when fish are up to ~6 months old), rather than summer 
(Kennelly, 1993). But, notwithstanding high natural mortality, many of these 0+ fish would be >20 cm 
TL by spring (and still undetectable by hydroacoustic scans) when they have lower trawl catchability 
(Broadhurst & Kennelly, 1994). If present, these larger juvenile fish might be expected to shed 
relatively more DNA than adult fish (Rourke et al., 2022). 

The second possible explanation relates to the impact of environmental parameters on DNA 
persistence at a site. Assuming the hydroacoustic scans remained similarly efficient between seasons, 
any discrepancy between eDNA concentrations and hydroacoustic detections of Mulloway at a site in 
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spring could simply reflect greater rainfall. Lower salinity across most sites indicates greater 
freshwater flows during spring. These faster flows can dilute and/or transport eDNA from further 
upstream to the sampling location. Such effects may explain the low eDNA concentrations detected 
at some sites despite many Mulloway. Additionally, biotic and abiotic factors can influence eDNA 
production and persistence and are known to fluctuate between seasons (Barnes et al., 2014; Joseph 
et al., 2022). Various unmeasured variables (including UV light, chemicals, microorganisms and 
biofilms) may have also affected DNA persistence differently between seasons, leading to variation in 
detected DNA concentrations. 

The Golden Perch field experiments also detected a significant relationship between eDNA 
concentration and electrofished biomass. However, the relationship was not a simple linear 
relationship, but rather asymptotic. This asymptotic relationship deviates from patterns observed in 
many similar studies comparing eDNA concentration to biomass, where linear relationships have 
been reported, although competing model fits are often not described. Nevertheless, the quadratic 
relationship reported here is similar to that reported for silver carp (Hypophthalmichthys molitrix) in 
a large river, assessed using eDNA and an acoustic survey (Coulter et al., 2019), and may be 
influenced by various factors, including but not limited to water temperature or flow, and eDNA 
production or degradation (Rourke et al., 2022). 

Despite the stated limitations, there was a clear relationship between eDNA concentration and 
biomass for all species included in the field trials. The key factors that influenced the strength of the 
relationship are considered below. 

5.4. Considerations for all experimental approaches 

The comprehensive evaluation encompassing both controlled aquaria experiments and field trials 
inform relationships between fish eDNA concentration and biomass, highlighting the influence of 
various factors. Notwithstanding the possibility for some variability (e.g. the anomaly observed for 
Murray Cod), typically most relationships between eDNA concentration and biomass might be 
expected to be weaker in the natural environment than aquaria. This is simply because there are 
many uncontrolled factors, including water temperature and flow and different sizes/age‐classes of 
fish that contribute towards the production and degradation of DNA (Yates et al., 2019). 
Nevertheless, it is more likely than not that for most species, there will be a relationship between 
eDNA concentration and biomass, although understanding key affecting factors such as those 
influencing the results in this study (temperature, seasonality, flow and individual shedding rates) 
remains cryptic. For example, season was a key factor in the positive relationship detected for 
Mulloway in autumn, but sampling across seasons was not carried out for the other three species. It 
is possible there may be seasonal effects that we have not detected.  

Consequently, the challenges to applying eDNA methods to estimate biomass persist, particularly in 
the complexity of natural environments (including both freshwater and marine systems) where 
multiple factors affect eDNA dynamics. The contrasting relationship between eDNA concentration 
and biomass across seasons, underscores the need for ongoing refinement and validation of eDNA 
methodologies to ensure their reliability and accuracy in informing fisheries management strategies. 
By addressing these challenges and continuously refining our understanding of the eDNA‐biomass 
relationship, we can maximise the full potential of eDNA as a powerful tool for sustainable fisheries 
management. Nevertheless, definitive conclusions regarding the superiority or otherwise of eDNA 
methods over fishery‐dependent methods cannot be drawn without absolute biomass estimates in 
the field.  

Despite the above limitations, eDNA methods for estimating relative biomass could see routine 
implementation in the coming years, provided additional data are collected to refine our 
understanding of relationships. More specifically, the method might find initial application for 
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estimating the relative biomass of Golden Perch populations where biomasses do not exceed 5.5 kg 
at a site, as well as Bony Bream (no biomass limit based on current data). 

It is important to reiterate that virtually all current fishery‐dependant or ‐independent methods do 
not estimate absolute abundance (Lyon et al., 2014; Rose & Kulka, 1999). Compared to many other 
methods, eDNA estimates may offer potential advantages for estimating relative or even absolute 
biomass in some systems, given the typically strong correlation in aquaria studies with known 
weights of fish (e.g. for Mulloway and other species mentioned in our literature review). But 
definitive conclusions regarding the superiority of eDNA methods over fishery‐dependent methods 
cannot be drawn without adequate validation across field conditions (Yates et al., 2021). Implicitly, 
such work requires ongoing wide‐scale spatiotemporal assessments to encompass the full range of 
influencing factors.
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6. Conclusions 

This project evaluated the potential for eDNA methods to estimate the relative biomass and/or 
abundance of key fish species in freshwater and estuarine environments. It is important to consider 
that the conclusions reached here are only applicable to the studied species and should not be 
extrapolated to other species in freshwater or estuarine/marine environments. 

Our first objective, to assess the precision of correlations between eDNA concentrations and 
quantities of fish and to identify the key abiotic and biotic factors affecting eDNA concentration in 
controlled conditions, has been satisfied through an extensive literature review and the aquaria 
experiments that were peer‐reviewed and published. The aquaria results were varied, with Mulloway 
and Golden Perch results supporting progression to field trials, while Murray Cod results were poor, 
and we initially reasoned (incorrectly) that field trials were not warranted.  

The second objective of the project was to conduct field trials for priority species to compare eDNA 
concentrations to biomass and abundance estimates from fishery‐dependent methods, and has also 
been satisfied. We conclude both Mulloway and Golden Perch are likely to be good candidate species 
for relative biomass estimates using eDNA, but with certain caveats. Specifically, for Golden Perch, 
the positive relationship with biomass tapered off at biomasses >~5.5 kg site–1. In addition, we were 
unable to discern whether the inability to hydroacoustically detect juvenile Mulloway <40 cm TL 
could have affected our ability to detect a stronger relationship between eDNA concentration and 
biomass.  

The third objective of the project to identify some of the factors affecting relationships between 
eDNA concentration and biomass and/or abundance indicated various biotic and abiotic factors were 
statistically influential. Similarly, the fourth objective of the project to assess if eDNA was correlated 
with biomass and/or abundance for other species has also been achieved. Despite the poor results 
for Murray Cod in aquaria, there was a positive correlation between their eDNA concentration and 
electrofished biomass; although the relationship was the weakest among the four species tested. 
Nevertheless, the field is advancing rapidly as evidenced by an upsurge in the published literature 
since our review was published in 2022. Methods are being continually refined and it is anticipated 
that future work will enable eDNA‐based methods of estimating relative biomass to be a feasible 
option for Murray Cod.  

Unlike for Murray Cod, the results here suggest eDNA‐based methods for estimating the relative 
biomass of Golden Perch and Bony Bream could be adopted immediately; or at least introduced 
concurrent to electrofishing to generate greater comparative data sets. The positive results for 
Mulloway in autumn imply additional research (involving other fishery‐dependant or ‐independent 
methods) could assist in unravelling those factors affecting the relationship and identify the most 
suitable period for eDNA sampling to estimate relative biomass.
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7. Implications 

This work has substantial implications for the future of non‐lethal, fishery‐independent monitoring of 
fish stocks. The results underscore the  potential of eDNA‐based methods for estimating the relative 
biomasses of Australian freshwater and estuarine fish stocks. However, if the method was to be 
applied to marine or open ocean environments, this would require substantial field testing for each 
candidate species to test its suitability given the contrast to riverine environments tested here and 
possible species‐specific difference in eDNA shedding. Such work should be encouraged because 
developing any expensive, non‐lethal stock survey method will benefit all stakeholders, including 
recreational and commercial fishers, managers and other groups directly or indirectly concerned with 
resource sustainability.  

For Mulloway, adopting non‐lethal monitoring methods presents some clear advantages over current 
lethal methods (in estuarine environments), allowing for more rigorous population monitoring and a 
deeper understanding of stock status. This, in turn, would enable fisheries managers to refine 
planning strategies, promoting both profitability and sustainability within the Mulloway fishery. 
Nevertheless, additional data should be collected to help refine relationships (see 
Recommendations). It is also important to consider that current eDNA technology does not yet 
provide information on size structures (which can be collected with lethal methods). Ancillary size‐at‐
age data would still be required to compliment eDNA methods.   

For the freshwater species examined in this study, while traditional methods such as electrofishing 
have proven effective, exploring alternative, non‐capture‐based options holds considerable appeal. 
This is particularly the case in the spatially complex coastal and inland waterways of NSW. A 
monitoring method that is both non‐lethal and applicable across diverse environments would be 
highly advantageous, potentially enhancing cost‐effectiveness and overall monitoring efficiency.
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8. Recommendations 

Based on the collected data, the recommendations for the project are as follows: 

1. Owing to consistent intra‐ and interspecific variability in relationships between eDNA and 
abundance, prioritise investigating relationships between eDNA and biomass.  

 Substantial variability in the sizes of large‐bodied fish in some systems might preclude the 
meaningful utility of investigating relationships between eDNA and the abundance of some 
species. So, like for traditional fish‐dependant methods, efforts might focus on assessing 
relationships with relative weights (biomass). 

2. Collect eDNA samples when electrofishing in freshwater rivers across seasons.  

 To increase the amount of data available and thus enable refinements to relationships 
between eDNA concentrations and biomasses to be made, additional data are required.  

 This work could be done relatively easily alongside existing large‐scale electrofishing projects, 
which already collect basic water‐quality data.  

3. Collect eDNA samples during commercial fishing operations for Mulloway in estuaries across 
seasons.  

 As for freshwater species, additional data are required to refine the relationship between 
eDNA concentrations and Mulloway biomasses.  

 This could be done as part of routine observer work for Mulloway and potentially other 
priority species where data are recorded. 

4. Develop a protocol to facilitate collecting eDNA samples from freshwater and marine 
environments. 

 The protocol should specify the number of samples required and from which locations, 
including the preferred timing of collection (season, flow conditions, tide etc.). In addition, 
this protocol should include training requirements to minimise the risk of sample 
contamination.  

5. Validate hydroacoustics for estimating Mulloway biomass in estuaries. 

 The hydroacoustic method for estimating Mulloway biomass in this study has yet to be 
validated. 

 This could be done using tank and cage experiments (and involve other co‐occurring species). 
There is a particular need to determine if hydroacoustic techniques can be refined to detect 
Mulloway <40 cm TL. Not only would this provide increased confidence around comparisons 
with eDNA concentrations, but hydroacoustics may be a viable method for not only 
evaluating Mulloway biomass in estuaries, but also various other priority species; especially if 
individual sizes can be discerned. 

8.1. Further development  

This project has identified several areas of future development. But because of the rapid expansion 
of science relevant to this field, prior to commencing new work, another comprehensive literature 
review may be warranted to ensure that the most current and relevant information is considered.  
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In future development for the species included in the current study, there is substantial scope to 
refine eDNA‐based methods for population size estimates. More specifically, for Mulloway, where 
the relationship between eDNA concentration and biomass varied across seasons, there is a clear 
need to continue data collection efforts. This work may involve conducting eDNA sampling at various 
depths, during different tide conditions, and across multiple seasons over several years to capture 
the full scope of environmental variability. Similarly, for Golden Perch, Bony Bream and potentially 
Murray Cod, further research exploring the intricacies of eDNA sampling under varying 
environmental conditions could contribute to more accurate biomass estimates and enhance our 
understanding of ecological dynamics influencing eDNA concentrations. Such work would benefit 
from the input of an ecological modeller on the project team. 

For new species, future work should prioritise aquaria studies, and these should all include an 
experiment specifically aimed at assessing the shedding rates of individual fish. If the results are 
favourable, then field trials are clearly warranted. Unfavourable results may require review, although 
we have shown that this outcome is not necessarily definitive in terms of identifying the suitability of 
a particular species. And nor should this probably be the case, because intuitively there should 
always be a positive relationship between the weight of fish and their shed DNA. The difficulty lies in 
deciphering meaningful utility in the presence of unknown confounding factors. Technology will likely 
facilitate overcoming such obstacles. 

It is possible that eDNA methods of estimating biomass may outperform conventional methods that 
estimate CPUE. However, achieving such an outcome requires testing eDNA concentrations against 
absolute population estimates. Beyond closed systems, such estimates can be obtained through 
capture‐mark‐recapture methods, although these can be costly, time consuming and may overlook 
smaller life stages. Nevertheless, such experiments have been successfully conducted in lake 
environments where strong correlations have been achieved (Spear et al., 2021).  

Most studies (including this project) incorporating controlled aquaria experiments generate a range 
of biomasses by altering the number of similar‐sized fish in aquaria. This does not address the 
potential differences in eDNA production between different‐sized individuals. Future work might 
include allometric scaling to account for potential differences in eDNA production across individuals 
of different sizes and improve correlations between eDNA concentration and biomass (Spear et al., 
2021; Yates et al., 2021).  

The benefits of quantifying DNA also extend beyond the scope of the current project. For example, 
an eDNA‐based approach for detecting spawning of Macquarie Perch (Macquaria australasica) has 
been developed. This method assessed the change in the ratio of nuclear to mitochondrial DNA that 
occurred when the species was spawning (Bylemans et al., 2017). It is recommended to explore 
similar approaches for other key species, including Mulloway, where the ability to accurately predict 
spawning aggregations could inform management strategies such as fine‐scale closures and enhance 
stock recovery efforts. 

Given the rapid advancement of technology allowing for the extraction of single cells from eDNA 
samples (Adams et al., 2019), future research could explore the potential of this approach. Collecting 
and extracting DNA from individual cells might not only provide population‐size estimates based on 
identified individual fish within a sample, but could simultaneously provide valuable insights into 
effective population size, genetic structure, and diversity. 
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9. Extension and adoption 

As evident from the project outputs (e.g. the FRDC final report, lay summaries and presentations to 
end users, five published manuscripts, conference abstract and FRDC Fish News article), the outputs 
of this research (1) identified the key abiotic and biotic factors affecting correlation between eDNA 
concentration and biomass in controlled and natural conditions, (2) identified the utility of eDNA to 
estimate the biomass of four fish species and abundance of one, and (3) provided clear direction for 
future research to enable eDNA estimates to be adopted as a method for monitoring the relative 
biomass of key species. 

The extension and adoption plan objectives were to:    

1. provide sufficient information to clearly encapsulate the utility of eDNA for assisting in fish 
abundance and/or biomass estimates and resource management; 

2. ensure that all stakeholders, including state and federal agencies and international NGOs are 
aware of the research outcomes; and 

3. encourage the ongoing development of DNA‐based techniques as non‐lethal, fishery‐
independent methods for assessing fish population abundance and biomass. 

 
These objectives were achieved according to the following plan: 

 
1. Target audience: Key stakeholder groups (recreational and commercial fishers) and the general 

public.  

 
Key message: An initial project brief, and then 12‐monthly non‐technical summaries of 
research results were provided. 
Communication/extension: The above project brief and project summaries were 
shared with NSW DPIRD fisheries managers and stakeholders in the form of lay summaries 
and presentations (Appendices 10–14) and an FRDC FishNews article in the last quarter of 
2024 (Appendix 15). Matt Broadhurst spent 20 days onboard commercial prawn trawlers 
sampling Mulloway and promoting the project. In addition, the project results were 
discussed at Mulloway Harvest Strategy Working Group meetings. 
 

2. Target audience: Fisheries managers. 

Key message: Ongoing outcomes of the research and the recommended utility of the 
approaches.  
Communication/extension: NSW DPIRD Fisheries managers were briefed throughout the 
project (Appendices 8–10), with state resource managers and scientists provided with 
copies of the project summary (Appendix 12) and through conversations concerning the 
applicability of the eDNA approach and what potentially means for future assessments. 
We provided lay summaries of the five published manuscripts (Appendix 13) and 
undertook written correspondence to fisheries officers and the fishing industry 
(Appendices 11 and 12) to explain the work and how it could be implemented for 
biomass estimates in the future.   
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3. Target audience: national and international scientific community (and NGOs) 

Key message: The aims, methodologies and results of experiments. 
Communication/extension: Five papers (Appendices 1–5) were published prior to submitting 
this final report to the FRDC, thus nearly all results were critically reviewed by the scientific 
community and made publicly available before publication of this FRDC report. The literature 
review has already been cited >250 times, indicating the global extension of the first phase of 
the project. The early results of the work were presented to the 1st Australian and New Zealand 
Environmental DNA (eDNA) Conference: Innovation & Application in 2023 (Appendix 7). The 
ultimate success of the extension plan will be measured by the eventual implementation of 
eDNA methods to estimate biomass.
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10. Project coverage 

The project coverage is detailed in Appendices 1–15. 
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Abstract 

Monitoring long-term spatiotemporal changes in the populations of vulnerable species requires non-
lethal methods. Here we investigate the utility of environmental DNA (eDNA) for estimating the 
relative biomass and abundance of the globally Endangered Mulloway (Argyrosomus japoinicus) in a 
southeastern Australian estuary that supports one of the largest coastal fisheries in the country. During 
minimal tidal movement, ten parallel transects at each of 12 sites were surveyed, involving water 
samples being collected for determining eDNA concentrations of Mulloway DNA prior to 
hydroacoustics being used to estimate Mulloway biomass and abundance. The only significant effect 
on variability among eDNA concentrations was an interaction between season and biomass, with 
positive and negative regressions observed during autumn and spring, respectively. As non-invasive 
survey methods, both eDNA and hydroacoustics require further validation, and such efforts should 
assess the influence of key environmental factors. 
 
 
 
 
Keywords: eDNA, hydroacoustics, Mulloway, fisheries, estuary, qPCR  
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Introduction 
 Mulloway (Argyrosomus japoincus) occur throughout the Indo-West Pacific and have historically 
formed the basis of several artisanal, commercial and recreational fisheries off South Africa, India, 
Pakistan, China, Korea, Japan and Australia (Sasaki, 2001; Silberschneider & Gray, 2008; 
Silberschneider et al., 2009; Trewavas, 1977; Whitfield & Mann, 2023). Most of the available 
information describing the life history of Mulloway originates from South Africa and especially 
Australia where it is regionally distributed across estuaries and nearshore areas south from North 
West Cape in Western Australia to southern Queensland, with the greatest concentration in the south 
east off the state of New South Wales (NSW) (Silberschneider & Gray, 2008; Silberschneider et al., 
2009). 
 
 Mulloway spawn across nearshore areas during late summer, after which larvae move into 
estuaries, grow to ~50 cm total length (TL) within two years (maximum of ~200 cm TL over 42 
years), and attain mean sizes at maturity of 51 and 68 cm TL for males and females, respectively 
(Silberschneider & Gray, 2008; Silberschneider et al., 2009). Their life cycle makes them very 
vulnerable to most inshore fishing methods, including trawls, baited hooks, gillnets, seines and even 
traps. Off NSW, the Mulloway population is considered depleted to ~13% of the unfished biomass, 
which is reflected in commercial catches (mostly from gillnets and ~50 t p.a.) being ~85% lower than 
historical highs (Earl et al., 2020). Recreational harvests remain considerably greater (~90 t), but have 
also historically declined (Earl et al., 2020). Similarly, off South Africa and Vietnam, spawning 
biomasses have declined to ~1 and 30% of unfished levels, while in other jurisdictions such as China, 
once-abundant Mulloway are now rarely caught (Fennessy, 2020). Based on the available evidence in 
2018, Mulloway were globally listed as Endangered on the ICUN Red list; among only ~5% of 
~14000 extant teleosts to receive such a classification (Fennessy, 2020). 
 
 Mulloway populations have been prioritised for recovery plans in Australia and South Africa 
involving legislated size and catch limits (Fennessy, 2020) and, for NSW, restocking (Taylor et al., 
2017) along with modifications to problematic gears (mostly penaeid trawlers) to limit unaccounted 
fishing mortalities (Broadhurst & Kennelly, 1994; Broadhurst & Millar, 2024). Measuring the success 
of any management strategy to reduce fishing mortality ultimately requires robust spatio-temporal 
population monitoring (Hill et al., 2023). However, for Mulloway, traditional fishery-dependant 
monitoring is not ideal considering reductions in fishing effort are required to reduce impacts on the 
spawning stock. Non-invasive censusing methods are required. One possibility is to utilize visual 
surveys (either surface or underwater; Palmas et al., 2023), although these require clear water and are 
not suitable for many inshore or estuarine environments. Two other options are to monitor 
environmental DNA (eDNA; Rourke et al., 2022) and/or use hydroacoustics (either emitted; Lyons et 
al., 2021 or received sound; Mouy et al., 2023) to infer relative abundances and/or biomasses over 
appropriate spatio-temporal scales. 
 
 Of these two approaches, eDNA methods are gaining the most recent attention because of 
mounting evidence that, for many species, concentrations can be positively related to biomass or 
abundance (Rourke et al., 2022). More specifically, for Mulloway we recently identified positive 
relationships between eDNA concentrations and their absolute biomass under controlled conditions in 
aquaria, and recommended subsequent field trials should be done to explore the practicality of any 
relationships (Rourke et al., 2023). While there are few comparative data supporting hydroacoustic 
surveys of Mulloway, the technique has been validated for other species as part of fishery-
independent/dependant surveys in other jurisdictions and can be validated for Mulloway in the 
absence of lethal sampling; albeit with some limitations for detecting small sizes of fish (Draštík et 
al., 2017; Mackinson et al., 2004). 
 
 Considering the above, the aim of this study was to investigate any correlation between eDNA and 
hydroacoustics for estimating the relative biomass and abundance of Mulloway and potential key 
affecting factors in one estuary (the Hawkesbury River) known to have fish present throughout the 
year (Broadhurst & Kennelly, 1994; Kennelly, 1993). In doing so, we sought to provide information 
on the possible utility of each method over the longer term. This investigation builds on the validation 
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of species-specific qPCR assays developed for Mulloway (Rourke et al., 2022) subsequently applied 
under aquaria conditions (Rourke et al., 2023).  
 
Methods  
Study sites 
 The work was done in the lower Hawkesbury River (encompassing the known range of Mulloway) 
within a single year during autumn (16–20 May, 2022) and spring (17–20 October and 1–2 December 
2022) (Figure 1). The chosen periods were either side of the peak spawning season (December to 
March) for Mulloway and so precluded potentially high concentrations of reproductive DNA 
propagules confounding relationships with biomass or abundance of juvenile and adult fish. The 
specific sampling dates coincided with optimal salinity profiles in the lower reaches of the catchment 
(to avoid hydroacoustic biases).  
 
 Twelve sites were selected, and each divided into 10 transects (perpendicular to the riverbank and 
100 m apart; Figure 1b–d). Prior to starting the biomass/abundance surveys, all sites were 
bathymetrically modelled (during November 2021). Such modelling is crucial for analysing and 
interpreting fish biomass data from hydroacoustics (REF). The model created a detailed map of the 
underwater terrain, which enabled determining tracks for the subsequent biomass survey. Bathymetric 
data for each site were collected using the Humminbird Helix Mega SI GPS fish finder (Helix) with 
the boat moving along the transects at each site (Figure 1d, Supplementary material). The data were 
reviewed using ReefMaster software V2.0 (ReefMaster) and the physical characteristics of each site 
were generated, including bottom-line (riverbed), zero line (where the water meets the land), area 
(m2), depth (m) and volume (m3). Bathymetric data were also used to determine the optimal angle of 
the transducer (–3 to –4.5 degrees below horizontal) for the biomass/abundance surveys. 
 
Biomass/abundance survey protocols 
 To minimise the effect of water flow on eDNA concentrations and maximise the probability of 
hydroacoustic detections at each site, the biomass/abundance surveys were timed to occur as close to 
high tide as possible (prioritized from downstream to upstream sites). Before starting sampling, an 
equipment control (EC – 1 l of sterile water) was filtered to enable potential DNA contamination in 
the field to be detected. Then, at the start of each transect within each site, the boat was stopped, and a 
2-l sample of surface water collected and filtered using a Smith Root eDNA sampler (Smith-Root) 
and 5-µm polyethersulfone self-preserving filters (Smith-Root) (Thomas et al., 2019). All filters were 
immediately refrigerated at 4o C.  
 
 The vessel then proceeded along the transect for hydroacoustic biomass/abundance surveying (and 
with concurrent bathymetry surveying to check for any changes in site characteristics). Data 
detections of individual Mulloway were collected using the BioSonics DT-Z split beam echo sounder 
and managed with the Visual Acquisition software package (BioSonics), which also concurrently 
collected bathymetry data. The limits of detection for Mulloway were ≥40 cm TL (to the nearest 10 
cm). Total lengths were then converted to weights using the relationship provided by Silberschneider 
et al. (2009). The Mulloway count (no. m–3) and biomass volume–1 (kg m–3) were estimated for each 
transect and then pooled to provide abundance and biomass estimate site–1 (Supplementary material). 
Two replicate water quality parameter measurements (temperature, salinity and dissolved oxygen) 
were collected at the first transect prior to commencing sampling. 
 
 At the end of each survey period, all filters (for each transect within each site) were transported to 
a purpose-built eDNA laboratory at the Narrandera Fisheries Centre. The DNA was extracted from 
each filter within six months of collection and following established protocols and as described in the 
Supplementary material. We used a Zymo OneStep PCR Inhibitor Removal Kit (Integrated Sciences) 
to reduce the amount of PCR inhibitors in the samples. We then tested each sample for remaining 
inhibition following the procedures in Rourke et al., (2024). Briefly, neat (1:1) and diluted (1:10) 
eDNA for each sample were evaluated for inhibition using six qPCR reactions containing an 
endogenous control assay (Furlan & Gleeson, 2016). Inhibited samples were those where 
amplification in the 1:10 dilution was delayed by 3.3 or more cycles threshold (Ct) values. If samples 
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were inhibited, the 1:10 eDNA was used to evaluate eDNA concentrations. The concentration of 
eDNA was calculated as described in Rourke (2024) and the supplementary material. Briefly, six 
qPCR replicates per sample were used to calculate the mean eDNA concentration for each filter in 
ng/l as well as the copies reaction–1. The qPCR replicates were only included in the calculations if 
there was successful amplification of the Mulloway or endogenous control assay to ensure that 
samples that were strongly inhibited or had an error in the laboratory process were excluded. The 
assay limit of quantification (LoQ) was calculated as described in the supplementary material. 
 
Statistical analyses 
 The raw data were made up of the concentrations of DNA for each of the filters (ng l−1) at each 
transect within sites and the hydroacoustically estimated total biomass and abundance for each site 
standardized to m–3 (by volume surveyed). The eDNA data were explored using boxplots, Cleveland 
plots and scatterplots following the protocol of Zuur et al. (2010) before being log-transformed (with 
epsilon of the lowest eDNA value for zeros) and analysed using two separate linear mixed models 
(LMMs) that investigated relationships with the fixed effects of ‘seasons’ and either ‘biomass’ or 
‘abundance’ and the interaction term; sites were considered a random factor. The significance of fixed 
effects was evaluated at the 5% level using Wald tests. All modelling was done in R (ver. 4.3.1, R 
Foundation for Statistical Computing, Vienna, Austria) using the glmmTMB function from the 
‘glmmTMB’ package (Brooks et al., 2017). Marginal (i.e. proportion of variance explained by fixed 
factors) and conditional (proportion of variance explained by fixed and random factors) pseudo-r2s 
were estimated using the r.squaredGLMM function in the MuMIn package (v. 1.47.5; Barton, 2023).   
 
 
Results 
 Ten transects were hydroacoustially surveyed at all sites. Although mean depths and survey areas 
were consistent among sites, water quality was variable (supplementary material). Specifically, water 
temperatures were typically warmer at downstream sites during autumn versus at upstream sites 
during spring. In both seasons, salinity steadily declined upstream owing to freshwater inflows 
(supplementary material) Sites 8–12 were all below 5 practical salinity units (PSU). Dissolved oxygen 
was consistent throughout the study reach.  
 
 Ten eDNA samples were collected for Mulloway at all sites except for two sites where nine eDNA 
samples were collected across a total of 238 transects. XX% of samples were diluted to 1:10 prior to 
qPCR for Mulloway DNA concentration estimates due to persistent inhibition. The quantity of DNA 
reaction–1 fell just below the limit of quantification (two copies reaction–1) in 21 out of 24 sites (range 
0.01–4.5), most likely because most samples were diluted to 1:10 to overcome persistent inhibition 
(Table 1). Nevertheless, the number of technical replicates was high, which increased the accuracy of 
DNA concentration estimates.  
 
Mulloway DNA was detected in 173 out of 238 transects and at 24 out of 24 sites except for the most 
upstream (no. 12) during spring, while hydroacoustic detections occurred at 16 out of 24 sites; eight 
during each season (Table 1). Only one site had hydroacoustic detections of Mulloway and no DNA 
(site 12 during spring) (Table 1). Conversely there were eight sites with eDNA detections but no 
hydroacoustic detections (Table 1). Equal agreement was observed during each season. Some of the 
greatest eDNA concentrations were observed at sites where no Mulloway were hydroacoustically 
detected, including at sites 8 and 9 during spring (Table 1). The mean TLs of Mulloway detected at 
each site varied, but with smaller and larger fish generally downstream and upstream, respectively 
(Table 1). 
 
 Significance in the LMMs investigating variability among the eDNA concentrations of Mulloway 
was restricted to the interaction between season and biomass, with positive and negative regressions 
during autumn and spring; both of which were significantly different from zero (p <0.05; Table 2, Fig. 
2a and b). Although not significant, the same trend of slopes was detected for the relationship between 
eDNA and abundance (p > 0.05; Table 2, Fig. 2c and d). 
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Discussion 
 This study contributes towards the few regional data sets determining the viability of eDNA as a 
tool for monitoring the relative biomass/abundance of Mulloway (Rourke et al., 2023; Wilkes 
Walburn et al., 2022), and the broader literature for sciaenids (e.g. Wu et al., 2022) and teleosts in 
general (Rourke et al., 2022). The results provide some support for the positive correlations 
previously detected for Mulloway under controlled aquaria conditions, and for most assessed species 
across various scenarios (Rourke et al., 2023; Rourke et al., 2022). But, by including seasonal effects 
in our analyses, we have also identified considerable negative influences of extraneous factors. These 
findings can be contextualised within the study limitations and possible influencing environmental 
factors. 
 
 It is important to reiterate that calculating the absolute biomass/abundance of Mulloway in the 
Hawkesbury River (to reference against eDNA concentrations) is not possible. All traditional 
methods, including penaeid trawling, electrofishing, gillnetting or trapping either have lethal 
outcomes or were considered impractical. Hydroacoustic sampling was the only feasible option. This 
method has been successfully validated and applied to assess fish populations around the world 
(Draštík et al., 2017; Mackinson et al., 2004), but like all methods, has inherent limitations—notably 
the inability to identify Mulloway <40 cm TL. We were aware that juvenile Mulloway as small as 5 
cm TL inhabit the Hawkesbury River year-round (Broadhurst & Kennelly, 1994), but we assumed 
that hydroacoustic detections of larger fish would present as relatively greater deviations in eDNA 
from baseline amounts (i.e. due to smaller fish) given our aquaria trials (using fish <40cm) showed a 
strong correlation between eDNA concentration and biomass (Rourke et al., 2023). Nevertheless, the 
absence of data on the absolute biomass/abundance of Mulloway <40 cm TL means the hydroacoustic 
biomass estimates are incomplete, potentially skewing the observed relationships with eDNA 
concentrations. 
 
 Beyond potential size-specific biases of hydroacoustics are important considerations concerning 
eDNA assessments. We collected water samples at the surface and at the start of each transect and 
assumed the extracted DNA represented Mulloway within the entire volume of the site. However, the 
number of water samples and their appropriate depth required to accurately estimate eDNA 
concentrations remain unknown (Rourke et al., 2022). While surface sampling may seem 
counterintuitive for Mulloway, which typically remain associated with the benthos, previous studies 
have shown surface samples to be suitable for both lentic and lotic water bodies which may reflect 
mostly shallow depths (Hinlo et al., 2017; Moyer et al., 2014). Nevertheless, it is possible the 
Mulloway eDNA concentrations here were not an accurate representation at deeper sites (i.e. which 
ranged from ~6 to 34 m) (Zhang et al., 2023). Further, the surface salinity at the five most upstream 
sites was quite low across both seasons, indicating potential haloclines. Mulloway prefer at least some 
salinity, and any reduction in mixing may have resulted in less Mulloway DNA at the surface.  The 
importance of these potential environmental influences is reiterated by the significant interaction 
detected between season and biomass estimates (and the similar non-significant trend for abundance). 
 
 Specifically, while a significant positive relationship between eDNA concentration and biomass 
was noted in autumn, the opposite occurred in spring. The latter anomaly was primarily driven by 
high eDNA concentrations when there were very few (or no) hydroacoustic detections of Mulloway. 
At least two possible explanations for this observation including: (1) relatively larger abundances of 
undetected Mulloway <40 cm TL; and/or (2) greater influxes of eDNA.  Considering the first 
hypothesis, following spawning in December, and based on penaeid-trawl bycatch, the greatest 
abundances of juvenile Mulloway (~5–15 cm TL) in the Hawkesbury River typically occur in autumn 
(when fish are up to ~6 months old), rather than summer (Kennelly, 1993). But, notwithstanding high 
mortality, many of these 0+ fish would be >20 cm TL by spring (and still undetectable by 
hydroacoustic scans) when they have lower trawl catchability (Broadhurst & Kennelly, 1994). If 
present, these larger juvenile fish might be expected to shed relatively more DNA than adult fish 
(Rourke et al., 2022). 
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 Equally possible are the effects of environmental parameters on DNA inflow from elsewhere. 
Assuming the hydroacoustic scans remained similarly efficient between seasons, the presence of high 
concentrations of Mulloway DNA despite few hydroacoustic detections in spring could simply reflect 
greater rainfall. As evidenced by the lower salinity across most sites, there were greater freshwater 
flows during spring, which may act to transport DNA to the sampling location from upstream. 
 
 Speculation over the causal factors supporting the interaction between season and biomass 
detection clearly reiterates the need to progress more research with eDNA for use as a relative index 
of Mulloway biomass/abundance. Such work will remain challenging in estuaries because these 
present dynamic environments with numerous abiotic factors that can strongly affect relationships 
(Rourke et al., 2021), despite us controlling for flow and in this study. Because Mulloway are still 
bycaught and targeted by commercial fisheries in various NSW estuaries and inshore, future surveys 
would warrant comparing catches against eDNA data across the same space and time. Nevertheless, 
the challenge remains to compare a method like eDNA which is absent of size-specific biases, against 
lethal methods that all have catchability constraints (Stoeckle et al., 2020). Future work should aim to 
compare eDNA signatures between the upper and lower fraction of the estuary, source comparative 
survey data capable of assessing relative abundances and/or biomasses based on all size fractions of 
Mulloway, and restrict sampling to low flow conditions or less dynamic estuaries. 
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Table 1. The sites (see Fig. 1) and number of transects assessed during two seasons in the Hawkesbury River, their mean 
(±SE) Mulloway eDNA concentration, eDNA copies/reaction and hydroacoustically assessed biomass, abundances and total 
lengths (TL) transect–1.  
 

Site number 

eDNA (ng l–1) 
eDNA 

(copies/reaction) 
Hydro 

biomass (kg) 
Hydro 

abundance Mean TL (cm) 

A S A S A S A S A S 

1 
1.58 × 10–8  

(3.74 × 10–9) 
3.29 × 10–9 
(1.17 × 10–9) 

1.0 
(0.24) 

0.4 
(0.21) 18.3 1.0 10 1 

50.0 
(2.98) 

40.0 
(0.00) 

2 
3.01 × 10–8  
(1.17 × 10–8) 

1.95 × 10–8  
(6.88 × 10–9) 

1.7 
(0.28) 

0.4 
(0.15) 7.5 7.1 4 3 

50.0 
(7.07) 

60.0 
(5.77) 

3 
4.43 × 10–8  
(1.33 × 10–8) 

4.71 × 10–9  
(2.13 × 10–9) 

1.3 
(0.23) 

0.3 
(0.10) 28.0 5.1 14 2 

51.4 
(3.76) 

60.0 
(10.00) 

4 
7.01 × 10–10 
(2.11 × 10–10) 

8.51 × 10–9 
(2.84 × 10–9) 

0.2 
(0.05) 

0.7 
(0.21) 37.9 0 19 0 

51.1 
(2.41) 0 

5 
3.24 × 10–9  

(3.71 × 10–10) 
2.06 × 10–8  
(1.04 × 10–8) 

0.7 
(0.08) 

1.3 
(0.31) 30.9 3.6 14 3 

53.6 
(3.25) 

43.3 
(3.33) 

6 
1.51 × 10–9  

(5.60 × 10–10) 
4.75 × 10–8  
(1.14 × 10–8) 

0.3 
(0.11) 

1.5 
(0.64) 1.6 0 1 0 

50.0 
(0.00) 0 

7 
2.11 × 10–10 
(1.27 × 10–10) 

7.53 × 10–8  
(1.94 × 10–8) 

0.1 
(0.03) 

3.5 
(0.67) 0 0 0 0 0 0 

8 
4.02 × 10–8  
(1.10 × 10–8) 

2.05 × 10–8  
(4.86 × 10–9) 

3.5 
(0.77) 

0.8 
(0.23) 25.3 23.9 7 7 

65.7 
(5.71) 

65.7 
(5.28) 

9 
4.27 × 10–8  
(1.88 × 10–8) 

2.31 × 10–8  
(6.97 × 10–9) 

0.9 
(0.24) 

0.4 
(0.12) 0 0 0 0 0 0 

10 
1.39 × 10–8  
(6.31 × 10–9) 

6.30 × 10–9 
(2.73 × 10–9) 

1.9 
(1.27) 

0.3 
(0.09) 0 64.9 0 26 0 

57.3 
(2.39) 

11 
2.29 × 10–8  
(1.60 × 10–8) 

3.06 × 10–11 
(3.06 × 10–11) 

0.5 
(0.32) 

0.01 
(0.01) 0 31.7 0 7 0 

71.4 
(6.70) 

12 
2.87 × 10–8  
(1.91 × 10–8) 0 

4.5 
(4.26) 0 13.1 9.1 3 3 

73.3 
(6.67) 

66.7 
(3.33) 

 
Table 2. Summaries of Wald F -values from linear mixed models assessing the effects of seasons and either 
hydroacoustically estimated biomass or abundance (and the interaction) on variability among the concentrations of eDNA at 
12 sites (random factor) in the Hawkesbury River, New South Wales.  

 
Factor F 

Biomass  

Weight m–3 (W) 1.06 

Season (S) 0.10 

W × S 6.36* 

Abundance  

Number m–3 (N) NS 

Season (S) NS 

N × S NS 

NS, non significant, *p < 0.05 
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Captions to figures 
Figure 1. Map of a) Australia and b) New South Wales showing the hydroacoustic and eDNA 
sampling sites for Mulloway (Argyrosomus japonicus) in the Hawkesbury River, and c) diagrammatic 
representation of hydroacoustic and eDNA transects at one of the sites with the direction of sampling 
indicated by arrows. Hydroacoustic scans and eDNA sampling were conducted simultaneously along 
10 transects beginning at the downstream end of a site and moving upstream. All sites were sampled 
twice; once in autumn 2022 and once in summer 2022.  
 
Figure 2. Linear regressions between eDNA concentrations (ng l–1) of Mulloway (Argyrosomus 
japonicus) and their hydroacoustically estimated (a) biomass and (b) abundance during autumn and 
spring. Points indicate raw data, while the lines are the regressions with and 95% confidence intervals 
either side. 
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Supplementary material 
 
DNA extraction and inhibitor removal 
 
DNA was extracted using a PureLinkTM Genomic DNA Mini Kit (Invitrogen) modified for use with 
filter papers (Wilkes Walburn et al., 2019). An extraction control consisting of DNA-free water 
instead of a filter was included with every batch of 24 filters. Prior to evaluating the concentration of 
Mulloway eDNA in each sample, inhibitors were first removed using a Zymo OneStep PCR Inhibitor 
Removal Kit (Integrated Sciences) following the manufacturer’s instructions. Each sample was tested 
for remaining inhibition as described in (Rourke et al., 2024). If no inhibition was detected, Mulloway 
eDNA concentration was evaluated using neat (1:1) DNA. If there was inhibition detected, the 
Mulloway eDNA concentration was evaluated for the 1:10 dilution to reduce the effect of the 
inhibitors.  
 
Calculation of limit of detection (LoD) and limit of quantification (LoQ) 
 
The LoD and LoQ were previously calculated in (Wilkes Walburn et al., 2022). However the LoQ 
value (70) was reasonably high, potentially because the concentrations tested were not at a fine 
enough scale. We repeated the LoQ with the standards given in table S1. The curve-fitting model 
method was used to determine the LoD and LoQ with a 35% CV applied for LoQ (Klymus et al., 
2020). The revised LoQ was two copies reaction–1 while LoD could not be modelled given no 
replicates failed. The LoD was determined as the lowest standard concentration where at least 95% of 
the replicates amplified, which was two copies reaction–1. 
 
qPCR amplification and calculation of DNA concentration 
 
A fragment of the mitochondrial 12S rRNA gene was amplified using the primers A.jap_12S_F and 
A.jap12S_R and probe (FAM-dye-labelled) (Wilkes Walburn et al., 2019). We included a generic fish 
assay, which was designed to amplify endogenous DNA present in the filtered sample to ensure the 
success of the eDNA workflow from extraction to PCR amplification (Furlan and Gleeson 2016). To 
enable quantification of DNA, a standard curve was generated using six standards ranging in 
concentration from 10–3 and 10–8 ng µL–1. Standards comprised of 166 bp of Mulloway 12S rRNA 
synthetic gBlockTM (Integrated DNA Technologies) oligonucleotides diluted in tRNA buffer (1:250 
diluted in DNase/RNase water; Sigma-Aldrich). Six qPCR replicates were conducted for samples 
(including the EC) in 20 µl reactions comprising 10 μl TaqMan™ Environmental Master Mix 2.0 
(Applied Biosystems), 1 μl Golden Perch TaqMan™ Gene Expression assay 20X (Applied 
Biosystems), 0.75 μl generic fish TaqMan™ Gene Expression assay 20X, 7 μl DNase/RNase-free 
water and 2 μl of DNA. We included six replicates of no-template controls (NTC) with every qPCR 
plate, and three replicates of a positive control consisting of synthetic Mulloway 12S rRNA with an 
eight-base pair reverse complement (gBlockTM) to enable false positives from contaminating positive 
control to be identified. qPCR reactions were run on a QuantStudio3 PCR System (Applied 
Biosystems) with thermal cycling conditions set at 50 °C (2 min) and 95 °C (10 min), followed by 50 
cycles of 95 °C (15 s) and 56°C (60 s).  The concentration (ng) of DNA filter-1 was calculated by 
multiplying by 50 (for neat DNA) or 500 (for diluted DNA) given 2 μl of DNA was added to a qPCR 
reaction out of the 100 μl elution volume). Then the concentration of DNA in the volume filtered 
(ng/l) to be calculated (quantity of DNA in the filter divided by the volume of water filtered). The 
copies reaction–1 was calculated using the formula:  
 

𝐶𝑜𝑛𝑐𝑒𝑛𝑡𝑟𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛 𝑛𝑔 𝑢𝑙ିଵ ൈ ሺ6.0221 ൈ 10ଶଷሻ 
ሺ166 ൈ 660ሻ ൈ ሺ1 ൈ  10ଽሻ

 

Where 166 represents the amplicon size and 660 is the average molar mass (g mol–1) per base pair.
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Table S1. The data file used to run the LoD-calculator.R. Fluor (fluorescent dye), Sample standard 
concentrations, SQ (starting quantity), Cq (quantification cycle), and target (ARGJAP; Argyrosomus 
japonicus). 

Sample 
name  Fluor  Samples/Standards  

SQ 
(copies/µl)  

SQ 
(copies/reaction)  Cq  Target  

10^-2_1  FAM  10^-2  23041399 46082798 14.4 ARGJAP 

10^-2_2  FAM  10^-2  23041399 46082798 11.5 ARGJAP 

10^-2_3  FAM  10^-2  23041399 46082798 11.8 ARGJAP 

10^-2_4  FAM  10^-2  23041399 46082798 11.4 ARGJAP 

10^-2_5  FAM  10^-2  23041399 46082798 11.9 ARGJAP 

10^-2_6  FAM  10^-2  23041399 46082798 12.1 ARGJAP 

10^-2_7  FAM  10^-2  23041399 46082798 13.5 ARGJAP 

10^-2_8  FAM  10^-2  23041399 46082798 13.3 ARGJAP 

10^-3_1  FAM  10^-3  2304140 4608280 15.7 ARGJAP 

10^-3_2  FAM  10^-3  2304140 4608280 15.0 ARGJAP 

10^-3_3  FAM  10^-3  2304140 4608280 15.0 ARGJAP 

10^-3_4  FAM  10^-3  2304140 4608280 15.5 ARGJAP 

10^-3_5  FAM  10^-3  2304140 4608280 16.0 ARGJAP 

10^-3_6  FAM  10^-3  2304140 4608280 15.0 ARGJAP 

10^-3_7  FAM  10^-3  2304140 4608280 15.7 ARGJAP 

10^-3_8  FAM  10^-3  2304140 4608280 16.7 ARGJAP 

10^-4_1  FAM  10^-4  230414 460828 18.7 ARGJAP 

10^-4_2  FAM  10^-4  230414 460828 18.1 ARGJAP 

10^-4_3  FAM  10^-4  230414 460828 18.2 ARGJAP 

10^-4_4  FAM  10^-4  230414 460828 18.3 ARGJAP 

10^-4_5  FAM  10^-4  230414 460828 18.6 ARGJAP 

10^-4_6  FAM  10^-4  230414 460828 18.6 ARGJAP 

10^-4_7  FAM  10^-4  230414 460828 19.9 ARGJAP 

10^-4_8  FAM  10^-4  230414 460828 19.7 ARGJAP 

10^-5_1  FAM  10^-5  23041 46083 22.5 ARGJAP 

10^-5_2  FAM  10^-5  23041 46083 21.9 ARGJAP 

10^-5_3  FAM  10^-5  23041 46083 21.9 ARGJAP 

10^-5_4  FAM  10^-5  23041 46083 22.3 ARGJAP 

10^-5_5  FAM  10^-5  23041 46083 22.8 ARGJAP 

10^-5_6  FAM  10^-5  23041 46083 22.2 ARGJAP 

10^-5_7  FAM  10^-5  23041 46083 23.7 ARGJAP 

10^-5_8  FAM  10^-5  23041 46083 22.9 ARGJAP 

10^-6_1  FAM  10^-6  2304 4608 26.2 ARGJAP 

10^-6_2  FAM  10^-6  2304 4608 25.8 ARGJAP 

10^-6_3  FAM  10^-6  2304 4608 26.8 ARGJAP 

10^-6_4  FAM  10^-6  2304 4608 26.1 ARGJAP 

10^-6_5  FAM  10^-6  2304 4608 25.4 ARGJAP 

10^-6_6  FAM  10^-6  2304 4608 27.4 ARGJAP 

10^-6_7  FAM  10^-6  2304 4608 26.9 ARGJAP 

10^-6_8  FAM  10^-6  2304 4608 27.8 ARGJAP 
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10^-7_1  FAM  10^-7  230 461 29.3 ARGJAP 

10^-7_2  FAM  10^-7  230 461 28.5 ARGJAP 

10^-7_3  FAM  10^-7  230 461 28.9 ARGJAP 

10^-7_4  FAM  10^-7  230 461 28.9 ARGJAP 

10^-7_5  FAM  10^-7  230 461 29.0 ARGJAP 

10^-7_6  FAM  10^-7  230 461 29.0 ARGJAP 

10^-7_7  FAM  10^-7  230 461 29.3 ARGJAP 

10^-7_8  FAM  10^-7  230 461 30.4 ARGJAP 

10^-8_1  FAM  10^-8  23 46 32.8 ARGJAP 

10^-8_2  FAM  10^-8  23 46 33.2 ARGJAP 

10^-8_3  FAM  10^-8  23 46 32.7 ARGJAP 

10^-8_4  FAM  10^-8  23 46 33.4 ARGJAP 

10^-8_5  FAM  10^-8  23 46 33.3 ARGJAP 

10^-8_6  FAM  10^-8  23 46 33.9 ARGJAP 

10^-8_7  FAM  10^-8  23 46 34.9 ARGJAP 

10^-8_8  FAM  10^-8  23 46 35.0 ARGJAP 

10c_1  FAM  10 copies  10 20 33.4 ARGJAP 

10c_2  FAM  10 copies  10 20 33.0 ARGJAP 

10c_3  FAM  10 copies  10 20 33.0 ARGJAP 

10c_4  FAM  10 copies  10 20 33.5 ARGJAP 

10c_5  FAM  10 copies  10 20 33.8 ARGJAP 

10c_6  FAM  10 copies  10 20 32.9 ARGJAP 

10c_7  FAM  10 copies  10 20 32.9 ARGJAP 

10c_8  FAM  10 copies  10 20 34.4 ARGJAP 

5c_1  FAM  5 copies  5 10 35.9 ARGJAP 

5c_2  FAM  5 copies  5 10 34.5 ARGJAP 

5c_3  FAM  5 copies  5 10 34.8 ARGJAP 

5c_4  FAM  5 copies  5 10 34.5 ARGJAP 

5c_5  FAM  5 copies  5 10 34.4 ARGJAP 

5c_6  FAM  5 copies  5 10 34.4 ARGJAP 

5c_7  FAM  5 copies  5 10 35.4 ARGJAP 

5c_8  FAM  5 copies  5 10 35.3 ARGJAP 

2c_1  FAM  2 copies  2 4 36.5 ARGJAP 

2c_2  FAM  2 copies  2 4 35.9 ARGJAP 

2c_3  FAM  2 copies  2 4 36.3 ARGJAP 

2c_4  FAM  2 copies  2 4 35.7 ARGJAP 

2c_5  FAM  2 copies  2 4 35.6 ARGJAP 

2c_6  FAM  2 copies  2 4 36.0 ARGJAP 

2c_7  FAM  2 copies  2 4 37.1 ARGJAP 

2c_8  FAM  2 copies  2 4 36.2 ARGJAP 

1c_1  FAM  1 copy 1 2 38.4 ARGJAP 

1c_2  FAM  1 copy 1 2 38.1 ARGJAP 

1c_3  FAM  1 copy 1 2 37.9 ARGJAP 
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1c_4  FAM  1 copy 1 2 36.6 ARGJAP 

1c_5  FAM  1 copy 1 2 38.1 ARGJAP 

1c_6  FAM  1 copy 1 2 37.2 ARGJAP 

1c_7  FAM  1 copy 1 2 37.9 ARGJAP 

1c_8  FAM  1 copy 1 2 39.2 ARGJAP 

 
Table S2. The sites (see Fig. 1) and number of transects assessed during two seasons in the 
Hawkesbury River, their mean (±SE) depths, volumes and water quality metrics.  

Site number 

Depth (m) Volume (km3) Temp (oC) DO (mg l–1) Salinity (PSU) 

A S A S A S A S A S 

1 
10.3 

(0.72) 
9.7 

(0.71) 
1.2 × 106  

(0.01 × 106) 
1.2 × 106  

(0.01 × 106) 
21.0 

(0.35) 
18.3 

(0.25) 
6.9 

(0.08) 8.5 (0.0) 
35.0 

(0.05) 
26.3 

(1.60) 

2 
8.6 

(0.11) 
8.5 

(0.04) 
1.3 × 106  

(0.03 × 106) 
1.1 × 106  

(0.01 × 106) 
21.1 

(0.15) 
17.6 

(0.10) 
6.6 

(0.03) 
8.5 

(0.04) 
28.6 

(0.70) 
11.8 

(0.20) 

3 
10.9 

(0.28) 
10.7 

(0.26) 
1.0 × 106  

(0.06 × 106) 
1.0 × 106  

(0.04 × 106) 
20.4 

(0.20) 
19.2 

(0.05) 
7.2 

(0.15) 
10.5 

(0.34) 
28.6 

(0.40) 
17.3 

(0.15) 

4 
14.0 

(0.22) 
12.9 

(0.27) 
0.7 × 106  

(0.01 × 106) 
0.7 × 106  

(0.02 × 106) 
19.3 

(0.05) 
17.7 

(0.25) 
7.3 

(0.04) 
8.3 

(0.03) 
21.3 

(0.10) 
11.6 

(0.05) 

5 9.5 (0.3) 
8.4 

(0.36) 
1.4 × 106  

(0.04 × 106) 
1.4 × 106  

(0.03 × 106) 
19.2 

(0.30) 
18.4 

(0.65) 
7.5 

(0.30) 
8.3 

(0.03) 
12.7 

(1.65) 
8.3 

(0.10) 

6 
3.6 

(0.17) 
3.2 

(0.22) 
0.2 × 106  

(0.01 × 106) 
0.2 × 106  

(0.01 × 106) 18.9 (0.0) 
20.3 

(0.25) 
8.2 

(0.18) 
7.9 

(0.02) 
20.8 

(0.25) 
8.3 

(0.25) 

7 
5.1 

(0.19) 
4.7 

(0.18) 
0.5 × 106  

(0.01 × 106) 
0.5 × 106  

(0.02 × 106) 
19.5 

(0.15) 
21.5 

(0.65) 
9.1 

(0.02) 
9.1 

(0.04) 
7.0 

(0.00) 
5.5 

(0.40) 

8 
15.0 

(0.42) 
12.1 

(0.61) 
0.4 × 106  

(0.02 × 106) 
0.4 × 106  

(0.02 × 106) 
18.5 

(0.25) 
18.0 

(0.10) 
8.8 

(0.08) 
8.4 

(0.10) 
0.7 

(0.41) 
3.3 

(0.35) 

9 
3.9 

(0.31) 
2.3 

(0.42) 
0.2 × 106  

(0.01 × 106) 
0.2 × 106  

(0.02 × 106) 
17.9 

(0.25) 
22.9 

(0.00) 
8.7 

(0.06) 
7.2 

(0.04) 
1.7 

(1.63) 
3.3 

(0.00) 

10 
14.8 

(0.52) 
16.1 

(0.98) 
0.3 × 106  

(0.01 × 106) 
0.4 × 106  

(0.02 × 106) 
17.3 

(0.05) 
22.5 

(0.10) 
8.7 

(0.02) 8.4 (0.0) 
0.2 

(0.00) 
0.2 

(0.01) 

11 
5.7 

(0.22) 
13.6 

(1.28) 
0.5 × 106  

(0.02 × 106) 
0.5 × 106  

(0.04 × 106) 
16.9 

(0.10) 
22.7 

(0.15) 
9.1 

(0.35) 
8.3 

(0.15) 
0.2 

(0.01) 
0.01 

(0.00) 

12 
11.7 
(2.0) 

11.5 
(1.74) 

0.4 × 106  
(0.03 × 106) 

0.5 × 106  
(0.04 × 106) 

16.7 
(0.05) 

22.5 
(0.05) 

8.6 
(0.02) 

8.2 
(0.05) 

0.1 
(0.01) 

0.01 
(0.00) 

DO, dissolved oxygen, Temp, temperature
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Appendix 7: Rourke, M., Fowler, A., Hughes, J., Broadhurst, M., 
DiBattista, J., Fielder, S., Wilkes Walburn, J., and Furlan, E. 2022. 

Estimating the biomass of two iconic Australian fish species using eDNA. 
1st Australian and NZ Environmental DNA conference, Hobart, Tasmania, 

14–17, February, 2023 
  



 

119 
 

Estimating the biomass of one (but not two) iconic Australian fish species using eDNA 

Australia’s commercial and recreational fisheries are each valued in excess of $2.5 billion per annum. 
Despite their undeniable collective importance, very few Australian species are supported by 
appropriate stock assessments. Most species are characterised by severe shortfalls in much of the 
required basic data, driven by the low value of many individual stocks, the high cost of independent 
monitoring and the subsequent reliance on low‐quality fishery‐dependent data, where available. 
There is a clear requirement to develop fishery‐independent population‐monitoring approaches for 
key species that simultaneously encompass sufficient spatial coverage and are cost‐effective. A 
promising genetic approach involves collecting and analysing environmental DNA (eDNA). In the past 
decade, there have been increasing efforts at estimating the abundance and/or biomass of aquatic 
organisms from concentrations of eDNA in the water, and with varying levels of success. The 
objective of this project was to determine if eDNA concentration could accurately estimate the 
abundance or biomass of two iconic Australian species: Mulloway (Argyrosomus japonicas) and 
Murray Cod (Maccullochella peelii). We present the results of a series of aquaria trials to test the 
effects of time, temperature and fish density on eDNA concentrations. Preliminary results indicate a 
clear relationship between eDNA concentration and the abundance/biomass of Mulloway but not 
Murray Cod. These data will be used to inform future field trials testing the relationship between 
eDNA concentration and biomass as determined from traditional sampling techniques and 
hydroacoustic surveys. 

Duncan M 1,2  Fowler A 3 ,Hughes J 3 , Broadhurst M.K. 4,5 , DiBattista J 6 , Fielder S 7 , Wilkes Walburn 
J 1 , Furlan E 8 

1 New South Wales Department of Primary Industries, Narrandera Fisheries Centre, Narrandera NSW, 
Australia 

2 Institute for Land, Water and Society, Charles Sturt University, Albury NSW, Australia 

3 New South Wales Department of Primary Industries, Sydney Institute of Marine Science, Mosman 
NSW, Australia 

4 New South Wales Department of Primary Industries, Fisheries Conservation Technology Unit, 
National Marine Science Centre, Southern Cross University , Coffs Harbour NSW, Australia 

5 Marine and Estuarine Ecology Unit, School of Biological Sciences, University of Queensland, Brisbane 
QLD 

6 Australian Museum Research Institute, Australian Museum, Sydney NSW, Australia 

7 New South Wales Department Of Primary Industries, Port Stephens Fisheries Institute, Taylors 
Beach NSW, Australia 

8 Centre for Conservation and Ecology and Genomics, Institute for Applied Ecology, University of 
Canberra, Bruce ACT, Australia 
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Appendix 8. Initial contact with fisheries managers including the abstract of the 
literature review 
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Appendix 9. Rourke, M.L., Fowler, A.M., Hughes, J.M. Broadhurst, M.K., 
DiBattista, J.D., Walburn, J.W., Furlan, E.M., Estimating the biomass of 
two iconic Australian fish species using eDNA. Abstract submitted for 

consideration at the World Fisheries Congress 2020 
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Australia’s commercial and recreational fisheries are annually valued in excess of $2.5 and $2.6 
billion, respectively, yet the biological stock status of many fished species remains uncertain, placing 
these resources at considerable risk. Most species are characterised by shortfalls in data required to 
make representative and reliable stock assessments. This is driven by the low economic value of 
many stocks and the high cost of fishery‐independent monitoring, the consequence of which is a 
reliance on low‐quality fishery‐dependent data for assessment, where available. There is a clear 
requirement to develop fishery‐independent population‐monitoring approaches for such species that 
encompass sufficient spatial coverage and are cost‐effective. A genetic approach showing promise in 
filling this requirement involves collecting and analysing environmental DNA (eDNA). Like all 
organisms, fish release mucus, faeces, gametes and skin cells comprising complex mixtures of intra‐ 
and extra‐cellular DNA into their immediate environment where it remains suspended and 
detectable for varying periods of time. Simply collecting water samples from aquatic systems can 
capture the eDNA present at that moment in time and space, enabling the species present to be 
identified. Additionally, in the past decade, there have been increasing international research efforts 
towards estimating abundance or biomass of aquatic organisms from the concentration of eDNA in 
the water, with varying levels of success. The objective of this project was to determine if eDNA 
concentration could be used to accurately estimate the abundance or biomass of two iconic 
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Australian fish species, the freshwater Murray Cod (Maccullochella peelii) and marine Mulloway 
(Argyrosomus japonicus). Controlled experiments were first used to assess the applicability of this 
technique to the priority species, to ensure the relationship between eDNA concentration and 
abundance or biomass are robust. The results of a series of aquaria trials to test the effect of time, 
temperature and biomass/abundance on eDNA concentration in these two model species are 
presented. These data will be used to inform future field trials that will test the relationships 
between eDNA concentration and/or biomass, determined by traditional fishery‐independent 
sampling techniques. 
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Appendix 10. Non‐technical summary distributed to key stakeholders 
including resource managers 
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Environmental DNA (eDNA) as a tool for assessing fish biomass: a review of approaches and future 
considerations for resource surveys 

Globally, fisheries resources are under a lot of pressure, simply because of unchecked fishing effort 
and, in many cases, few data about the biomasses of important stocks. Historically, the required 
information has been sought by sampling fishing industries and/or scientific cruises, whereby various 
labour‐intensive and expensive methods (including tagging) are applied.  

A more recent, alternative approach that might have application for estimating fish populations 
involves sampling environmental DNA (eDNA). All organisms release DNA into the environment 
during various excretions. Simply sampling water and assessing the concentrations of DNA may 
provide information on the numbers of a particular species that recently inhabited that area. A few 
studies have assessed the utility of eDNA for such a purpose, but until now there has not been any 
attempt at reviewing this research to determine key benefits/limitations.   

We addressed this shortfall by reviewing all studies (55) published between 2000 and 2020 and 
found 93% identified positive relationships between eDNA concentrations and the abundance and/or 
biomass of the focus species. Key factors that affected the accuracy of population estimates included 
the type of species examined as well as their body size, distribution, reproduction and migration, 
along with water flow and temperature.  

Notwithstanding some variability owing to the factors above, there is overwhelming evidence to 
support using eDNA for assessing fish populations across key areas and times. The main advantages 
of eDNA monitoring relative to other approaches include reduced costs, increased efficiencies and 
non‐lethal sampling. The research momentum associated with this method implies a strong potential 
for utility in future fisheries resource assessments throughout the world.  
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Appendix 11. Letters to recreational fishers and industry to inform of the 
hydroacoustic surveys to be carried out on the Hawkesbury River 

(November 2021) 
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Estimating the biomass of fish stocks using traces of DNA left in the water 

A project funded by the FRDC and NSW DPI is underway to determine whether environmental DNA – 
the DNA that fish shed into the water – can be used to estimate the population size of fish species at 
a sampling location. This method shows great promise in studies of fish populations around the world 
and may provide a low‐cost and accurate way of assessing fish stocks without the need to physically 
capture fish.  

NSW DPI Fisheries has engaged InfoFish Australia to conduct hydroacoustic surveys of fish 
populations at several locations on the Hawkesbury River between Wisemans Ferry and the mouth of 
the estuary for a month starting 8, November,2021. The hydroacoustic surveys will accurately 
estimate the biomass of fish populations at these sites and then this will be compared to the 
concentration of environmental DNA collected at the same time. This approach will allow NSW DPI to 
assess whether environmental DNA shows promise as a technique for fisheries stock assessments. 

The project team comprises six researchers from NSW DPI (Meaghan Duncan, Matt Broadhurst, 
Ashley Fowler, Julian Hughes and Jackson Wilkes Walburn), one from the University of Canberra 
(Elise Furlan) and one from the Australian Museum (Joey DiBattista). The project will run until 2024 
with up to 3 more trips to the Hawkesbury River to collect data.  

So far, the work has demonstrated a correlation between eDNA concentration in controlled aquaria 
conditions. This next field phase of the project will seek to determine if we can demonstrate a similar 
correlation between eDNA and population size in a natural environment.  

For any information on the project, please contact Meaghan Duncan: 

meaghan.duncan@dpi.nsw.gov.au 

Yours sincerely 

 

Meaghan Duncan 
Research Scientist 
3 November 2021 
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To whom it may concern, 

 

The purpose of this letter is to let you know that NSW DPI fisheries researchers are undertaking field 
work on the Hawkesbury River (between Wisemans Ferry and Broken Bay) during 8–19, November 
and 1–8, December 2021 (subject to change if the weather is unsuitable). The field work is part of a 
research project entitled, "Estimating the biomass of fish stocks using novel and efficient genetic 
techniques", and simply involves our contractors (InfoFish Australia) conducting bathymetry mapping 
and hydroacoustic surveys. No fishing gears are being deployed. Rather, the vessel will simply 
complete a zig‐zag pattern at several sites. On most days of the surveys, we will also have a DPI 
scientist on board to filter water samples for environmental DNA. Please see the attached document 
for a brief background on the project and our experimental design. 

InfoFish Australia have been made aware of the need to comply with the NSW DPI Biosecurity ‐ 
Aquatic Fieldwork Hygiene Procedure to avoid spreading diseases. InfoFish Australia have also 
provided a list of locations that their vessel has been in the past six months (Attachment A). In 
addition, the InfoFish Australia vessel (Attachment B) will have a Fisheries Research banner attached 
to make it clear to the general public and industry that it is conducting research. 

 

Please feel free to contact me if you have any questions. 

 
Yours sincerely, 
 
Meaghan Duncan 

 
 
Research Scientist 
Meaghan.duncan@dpi.nsw.gov.au 
3 November 2021 
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Attachment A. The InfoFish vessel. 
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Appendix 12. Correspondence with stakeholders (summaries – 
September 2022) 

   



 

139 
 

To whom it may concern, 

The purpose of this letter is to let you know that NSW DPI fisheries researchers are undertaking field 
work on the Hawkesbury River (between Wisemans Ferry and Broken Bay) commencing on Monday 
the 17th of October and finishing up on Saturday the 23rd of October 2022 (subject to change if the 
weather is unsuitable). The field work is part of a research project entitled, ‘Estimating the biomass 
of fish stocks using novel and efficient genetic techniques’, and involves our contractors (InfoFish 
Australia) conducting bathymetry mapping and hydroacoustic surveys. No fishing gears are being 
deployed. Rather, the vessel will simply complete a zig‐zag pattern at several sites. On all days of the 
surveys, we will also have a DPI fisheries technician on board to filter water samples to collect 
environmental DNA. Please see the attached document for a brief background on the project and our 
experimental design. 

InfoFish Australia have been made aware of the need to comply with the NSW DPI Biosecurity ‐ 
Aquatic Fieldwork Hygiene Procedure to avoid spreading diseases. In addition, the InfoFish Australia 
vessel will have a Fisheries Research banner attached to make it clear to the general public and 
industry that it is conducting research. 

 

Please feel free to contact me if you have any questions. 

 
Yours sincerely, 
 
Meaghan Duncan 

 
 
Research Scientist 
Meaghan.duncan@dpi.nsw.gov.au 
27 September 2022 
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Attachment A. The InfoFish vessel. 
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NSW DPI research project entitled: Estimating the biomass of fish stocks using novel and efficient 
genetic techniques 

 

Project background 

Australia’s commercial and recreational fisheries are annually valued at in excess of $2.5 and 2.6 
billion, respectively and comprise a plethora of species. Despite their undeniable importance, very 
few economically important species are supported by appropriate stock assessments. The recent 
national Status of Australian Fish Stocks (SAFS) initiative requires biennial updates of population 
statuses, and with more species added each reiteration. Most species are characterised by severe 
shortfalls in much of the required basic data, driven by the low value of many stocks, the high cost of 
independent monitoring and the subsequent reliance on low‐quality fishery‐dependent data, where 
available. This project seeks to facilitate a pathway forward for rapidly providing fishery‐independent 
abundance estimates using Mulloway as a case study.  
 
Population declines for both species warrant rigorous and representative monitoring and 
assessment. Yet both species are challenging to monitor using traditional fishery‐dependent 
approaches. Murray Cod were commercially fished to 2003, but the industry focussed on only a small 
part of the species’ range in the southern Murray‐Darling Basin. There is a recreational fishery, which 
is geographically broad and costly to representatively sample. Mulloway are caught by both fishing 
sectors, yet the primary source of monitoring data comes from the commercial sector which is 
increasingly limited owing to variable gear selectivity, the introduction of commercial fishing 
exclusions within key estuaries, and recent removal of bycatch allowances preventing the retention 
of individuals smaller than the minimum legal length (MLL) to be retained. There is a clear 
requirement to develop fishery‐independent population‐monitoring approaches for both species that 
simultaneously encompass sufficient spatial coverage and are cost‐effective.  
 
One applicable, novel method involves modern genetics to estimate absolute abundances. Such work 
is in its infancy, but with lowered costs as technology improves, there is a need for cutting‐edge 
approaches to be explored that increase the accuracy and speed of assessments over traditional 
approaches. More specifically, there is potential for estimating biomass from the concentration of 
environmental DNA (eDNA) collected from water samples. Put simply, this method does not require 
labour‐intensive sampling—instead relying on capturing DNA shed by the target species 
(environmental DNA or eDNA) into the water and using those data to estimate abundances.  

Experimental design 

We have successfully demonstrated that under controlled conditions in aquaria that eDNA 
concentration is correlated to Mulloway biomass. Therefore, we are now conducting field trials to 
determine whether eDNA concentration in the Hawkesbury River can be used to estimate the 
biomass of wild stocks at 12 locations. 

Field validation in the Hawkesbury River 

Traditional detection approaches have requirements to sample at particular locations or times of the 
year to enable appropriate comparisons between sites/years. Potentially, eDNA may have a similar 
requirement. A spatio‐temporally stratified design will be used to examine the utility of regular 
sampling as an indicator of relative abundance at the estuary/system scale. Water samples will be 
collected at replicate sites within 12 zones of the Hawkesbury River estuary (to target Mulloway), 
NSW twice per year for two years. The eDNA concentrations will be compared against biomass 
estimates determined by in‐depth hydroacoustic surveys to determine if eDNA concentration is an 
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accurate predictor of biomass or abundance. We have engaged InfoFish Australia 
(http://infofishaustralia.com.au/) to conduct the hydroacoustic surveys to accurately estimate the 
biomass of Mulloway in 12 × ~1‐km reaches of the Hawkesbury River while we simultaneously filter 
water samples for later eDNA extraction. These surveys are made up of two components: 

1) Pre‐survey; where bathymetric and habitat data are collected to describe the physical shape and 
depth of a site waterbody and determine the habitats/substrates present at a site/waterbody (to be 
carried out during November 2021, see Table 1 for dates). Each site will be surveyed at low tide and 
at high tide to determine which is most suitable for reliably estimating the abundance of Mulloway. 
eDNA samples from two sites will also be collected at this time to determine whether there is a 
better correlation with biomass at low or high tide (see eDNA methods below). 

2) The fish biomass survey; completed once the pre‐survey data have been collected, collated and 
modelled (to be carried out in December 2021, see Table 1 for dates). eDNA samples will be collected 
concurrently from each site during the biomass survey. 

Pre‐survey: bathymetric data 

Bathymetric data are required to inform transducer pitch settings and to build a model of each site, 
which feeds into post‐processing of fish biomass data. Bathymetry data will be collected using 
Humminbird echosounders at each site, collated, and models and maps generated using 
ReefMaster1. All bathymetry data will be tide adjusted using the latest river height data from the 
Patonga, Spencer, Gunderman and Wisemans Ferry stations (at least), published by the Bureau of 
Meteorology. See Images 1 and 2 for examples of boat tracks during bathymetric survey and a 
generated bathymetric map. 

 

Pre survey: habitat data  

Habitat data are collected during the bathymetry survey using Humminbird echosounders at each 
site. The sidescan imagery is recorded to SD cards and habitat mosaics are generated using the 
ReefMaster software package. Habitat data are used to determine the habitat substrates present at 
each site (e.g., rock bars, sandy or muddy substrates, etc.). 

Fish (Mulloway) biomass survey 

Fish biomass data will be collected using the BioSonics DT‐X Extreme, split beam scientific echo 
sounder. For the pilot study, six sites are included. Two sites will be surveyed each day, once each at 
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the top and bottom of the tide. For the second survey, 12 sites will be surveyed, with frequency and 
timing as determined by the pilot study. 

At each site, a 1‐km reach of river will be surveyed with transects spaced at 50m apart (21 per reach). 
The transducer will be set in a side‐scanning configuration with the angle of pitch at each site set 
depending on the bathymetric profile at each site. Common angles of pitch range from 3o in shallow 
(<10 m) water to 8o in deeper (>30 m) water. 

The DT‐X provides quantitative data on fish abundance, target strength (a measure of the area of a 
sonar target) and, when analysed with bathymetry models, location in the water column. From target 
strength data, fish length can be calculated, and fish‐target size graded. 

Raw fish biomass data will be extracted from Visual Acquisition. All required information (object 
identification, fish counts, size grading, GPS coordinates, volumetric calculations, etc.) are analysed in 
RStudio. From the analysis, models and maps can be created which include distribution and density. 
Biomass estimates will be calculated and reported as fish per hectare or fish per megalitre. 

Table 1. The timing of the bathymetry and biomass surveys in November and December 2021. 

 

 

eDNA collection and analyses 

The eDNA will be collected using an eDNA backpack (Smith‐Root) to collect and filter water in a single 
step. This purpose‐built eDNA sampling unit uses a new sterile, self‐preserving filter housing and 
filter paper (supplied in individual sealed packages) for each sampling event, thus reducing the risk of 
contamination compared to traditional water sampling that involves water collection, transport and 
filtration steps. Samples will be collected from immediately below the surface. To account for uneven 
dispersion of eDNA in the water, we will take ten, 2‐L replicate water samples from each sampling 
site.  

At each sampling location, an equipment control will be taken by filtering 2 L of UV sterilised water. 
This will be treated as an additional replicate that is processed in the laboratory in the same way as 
the other replicates in order to check for contamination of equipment. Following collection of the 
equipment control, the ten replicate sites will be sampled covering a distance of approximately 1km.  
Sampling will be conducted in evenly spaced transects. A fresh filter housing containing 5‐µm filters 
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will be used at each site with the eDNA backpack set at a flow rate of 1L/min, with a pressure 
threshold of 10 psi until a minimum of 2 L of water is filtered or until the filter is clogged (flow ≤ 0.1 
L/min) (Thomas et al., 2018). If the filter paper does clog, a fresh filter unit will be fitted until the full 
2 L of water has been successfully filtered (eDNA will be extracted from both filter papers in separate 
extractions and then the eDNA will be combined. A maximum of two filters will be used for a single 
replicate.  

If the full 2 L of water cannot be filtered, the volume filtered will be noted to enable this to be 
accounted for during data analysis. Upon returning to the laboratory, filter will be stored in the 
refrigerator 4°C for later eDNA extraction. All filter papers will be treated in the same way to 
preclude any confounding effects. Following completion of water filtration at each sampling site, 3 L 
of 1% bleach solution will be run through the tubing and pump system and then fully flushed with 
clean water to avoid any damage to the unit. The body of the unit will also be wiped thoroughly with 
a 1% bleach solution. 

Species‐specific primers will be designed to amplify a short mitochondrial 12S rRNA gene region in 
Mulloway. The 12S rRNA gene is preferred given its utility to differentiate among fish species 
combined with minimal within‐species variation. We will download all available Mulloway sequences 
from GenBank as well as all native and introduced species. We will then align all the sequences and 
design primers using Geneious Prime and will ensure primers have a maximum number of 
mismatches to non‐target species. The selected primer pair for each species will be tested on closely 
related species (at least three individuals per species) that occur anywhere in Australia as well as on 
species with the lowest number of mismatches (2‐4 base pairs) to the primers by performing PCR 
reactions to identify any amplification of non‐target species.  

Laboratory work will be undertaken in the Narrandera Fisheries eDNA laboratory. This laboratory has 
separate rooms for DNA extraction and PCR set‐up. It has UV lights to enable overnight 
decontamination of surfaces and the air and all steps of the DNA extraction and PCR set up will be 
carried out within UV hoods. In addition, all equipment, where possible, will be sterilised with 10% 
bleach solution. Each PCR plate will include positive and negative controls, as well an endogenous 
control designed for eDNA in freshwater systems to ensure PCR reactions were successful (Furlan & 
Gleeson, 2016). 

Data analyses 

All data will be analysed using linear models (LMs) or generalised linear models (GLMs) fitted in R to 
examine the correlation between eDNA concentration and biomass. 
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Appendix 13. Lay summaries for each publication 
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Lay summary for literature review. 

Globally, fisheries resources are under a lot of pressure, simply because of unchecked fishing effort 
and, in many cases, few data about the biomasses of important stocks. Historically, the required 
information has been sought by sampling fishing industries and/or scientific cruises, whereby various 
labour‐intensive and expensive methods (including tagging) are applied.  

A more recent, alternative approach that might have application for estimating fish populations 
involves sampling environmental DNA (eDNA). All organisms release DNA into the environment 
during various excretions. Simply sampling water and assessing the concentrations of DNA may 
provide information on the numbers of a particular species that recently inhabited that area. A few 
studies have assessed the utility of eDNA for such a purpose, but until now there has not been any 
attempt at reviewing this research to determine key benefits/limitations.   

We addressed this shortfall here by reviewing all studies (55) published between 2000 and 2020 and 
found 93% identified positive relationships between eDNA concentrations and the abundance and/or 
biomass of the focus species. Key factors that affected the accuracy of population estimates included 
the type of species examined as well as their body size, distribution, reproduction and migration, 
along with water flow and temperature.  

Notwithstanding some variability owing to the factors above, there is overwhelming evidence to 
support using eDNA for assessing fish populations across key areas and times. The main advantages 
of eDNA monitoring relative to other approaches include reduced costs, increased efficiencies and 
non‐lethal sampling. This method will become the mainstay of future fisheries resource assessments. 

Lay summary for eDNA assay development paper.  

 Analysis of environmental DNA can facilitate a comprehensive understanding of the presence 
and distribution of aquatic species. However, species‐specific environmental DNA detection 
using quantitative PCR requires validated and standardised assay design for each target 
species.  

 Murray Cod, Maccullochella peelii and Mulloway, Argyrosomus japonicus are two iconic and 
ecologically vulnerable species that have been subject to recreational and commercial 
exploitation in Australia.   

 This study presents two environmental DNA assays to detect M. peelii and A. japonicus, 
based on small fragments of the mitochondrial 12S ribosomal RNA gene. A comprehensive 
description of species‐specific assay development, from assay design to testing in silico, in 
vitro and in situ has been included to guide effective assay design and validation in future 
studies.   

 The results of this study indicate that the M. peelii and A. japonicus assays are highly specific 
and highly sensitive to as little as 4 and 10 copies of the 12S gene fragment per PCR reaction, 
respectively. We demonstrate that these assays are effective tools for detecting their target 
species in situ from environmental DNA samples, which will assist in the conservation and 
management of two important freshwater and marine fish species.  

 

Lay summary for Mulloway (Argyrosomus japonicus) aquaria trial paper.  
 

 Mulloway are an economically important coastal species off southeastern Australia, but 
stocks have suffered excessive fishing pressure. 
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 Detailed data describing Mulloway distributions and abundances are required, and one non‐
invasive way of obtaining such information might involve analysing their so‐called 
‘environmental DNA’ (i.e. their individual signatures in an area from their constantly shed 
DNA). 

 Before applying eDNA approaches, confirmation on the suitability of Mulloway as a candidate 
species is required. 

 Recent experiments have shown evidence of a useful positive association between eDNA 
concentrations and the abundance of Mulloway in aquaria. 

 Additional field trials are planned, and it is hoped these trials will support analysing eDNA as 
a practical solution for learning more about Mulloway populations in NSW. 

 

Lay summary for Murray Cod (Maccullochella peelii) aquaria trial paper. 

Effective management of fisheries resources requires accurate information of the biomass of 
important stocks. A new approach to estimate biomass using fragments of DNA that fish leave behind 
in the water (environmental DNA or eDNA) is increasingly being implemented around the world. 

This study used a range of aquaria and pond experiments to determine whether the concentration of 
Murray Cod eDNA was related to biomass to determine whether this may be an effective tool for 
estimating biomass in wild populations. 

Results showed that there was no useful relationship between eDNA concentrations and biomass and 
thus eDNA is not a suitable method for monitoring the biomass of Murray Cod in the wild. 

Lay summary for Golden Perch (Macquaria ambigua) field trial paper.  

 Inexpensive, non‐lethal methods of estimating fish biomass are required to minimise costs 
and environmental impacts. Collecting so‐called ‘environmental DNA’ in water samples has 
been postulated to satisfy the above criteria but requires species‐specific validation. 

 This study confirmed the utility of eDNA for providing a similar relative index of Golden Perch 
biomass as electrofishing (at sites with up to ~5 kg of fish). 

 Future surveys might benefit from using eDNA to monitor population changes among Golden 
Perch across areas with known low biomasses. 
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Appendix 14. Lectures/seminars where the project was disseminated to 
stakeholders 
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 Invited  lecture:  BIOS3081  Ocean  to  Estuarine  Ecosystems  Undergraduate  Course, 
University of New South Wales, Australia, April 2023. 

 Invited public seminar: Underwater Research Group NSW, Griffith University, Gold Coast, 
QLD, April 2023, The Oaks Hotel, Neutral Bay, NSW, March 2023. 

 Public seminar: Future Science Talks Series, East Village Hotel, Darlinghurst, NSW, March 
2023. 

 Invited Seminar: Lord Howe Island Museum, Lord Howe Island, December 2022. 

 Invited Seminar  (virtual presentation): NSW Marine Parks Submissions Working Group, 
November 2022. 

 Invited Seminar (virtual presentation):  Applied Research Center for Environment & Marine 
Studies  Research  Institute,  King  Fahd University  of  Petroleum  and Minerals, Dhahran, 
Saudi Arabia, October 2022. 

 Invited  lecture:  Mulloway  harvest  strategy  working  group  (comprising  various 
stakeholders), May, 2022.  

 Invited lecture: Port meeting in Brooklyn (commercial fishers and fishing managers), May 
2022. 
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Appendix 15. FishNews article Link to article 
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