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RESUMO 

 

PASSINI, M. R. Z. Aperfeiçoamento de uma técnica para extrair DNA de água do mar e 

comparação de métodos de extração de DNA na caracterização de uma comunidade 

bacteriana marinha. 2015. 91 f. Dissertação (Mestrado em Biotecnologia) – Instituto de 

Ciências Biomédicas, Universidade de São Paulo, São Paulo, 2015.  

 

Os micro-organismos marinhos são os maiores pilares para a vida na Terra, sendo responsáveis 

por funções nos ciclos biogeoquímicos que nenhum outro organismo é capaz de realizar. Os 

seus produtos metabólicos podem ser utilizados em aplicações biotecnológicas e é essa a 

principal força motriz para estudá-los. Com as limitações das técnicas de cultivo, tornou-se 

necessário caracterizar molecularmente os recursos microbianos. Entretanto, como estes 

estudos são realizados a partir do DNA, podemos encontrar distintos resultados dependendo do 

DNA utilizado. Assim, essa pesquisa buscou aperfeiçoar uma técnica para extrair DNA de água 

do mar de modo que resultasse em DNA de boa qualidade, com alto rendimento e de forma 

rápida. Além disso, para demonstrar a importância dos métodos de extração de DNA no estudo 

dos micro-organismos por métodos independentes de cultivos, foi caracterizada, pela técnica 

de DGGE, a diversidade de uma comunidade bacteriana marinha usando diferentes métodos de 

extração de DNA. Inicialmente, foi realizado o aperfeiçoamento das etapas em uma 

metodologia de extração de DNA de água: processamento da amostra, lise celular, purificação 

e recuperação do DNA. Posteriormente, comparamos cinco métodos de extração de DNA na 

caracterização de uma comunidade bacteriana marinha por DGGE. O aperfeiçoamento da 

metodologia de extração de DNA de água do mar resultou em um protocolo com a qualidade 

do DNA similar à do protocolo original, com rendimento melhor e aproximadamente quatro 

vezes mais rápido que o protocolo inicialmente descrito.  Em relação à caracterização da 

comunidade, verificamos, distintos perfis da comunidade microbiana marinha, não somente em 

relação à presença e ausência das bandas de DNA no DGGE, mas também em relação à 

intensidade destas. No entanto, não observamos diferenças significativas entre riqueza e 

diversidade. Comparando as metodologias, vimos que a maioria das OTUs foi encontrada em 

todas as metodologias de extração de DNA, porém OTU exclusivas foram vistas, demostrando 

que as técnicas de extração podem favorecer a detecção de algumas espécies.  

 

Palavras-chave: Extração de DNA de água do mar. Ecologia molecular microbiana. Micro-

organismos marinhos. DGGE.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

ABSTRACT 

 

PASSINI, M. R. Z. The improvement of a technique for seawater DNA extracting and the 

comparison of DNA extraction methods for the characterization of a marine bacterial 

community. 2015. 91 f. Dissertação (Masters thesis Biotechnology) – Instituto de Ciências 

Biomédicas, Universidade de São Paulo, São Paulo, 2015.  

 

Marine microorganisms are the major pillars for life on Earth, since they are responsible for 

roles in biogeochemical cycles that no other organism can perform. Their metabolic products 

can be used in biotechnological applications and this is one of the main driving force to study 

them. With the limitations of culture-based techniques, it has become necessary to use 

molecular techniques to better characterize microbial genetic resources. However, these studies 

are done using directly environmental DNA, and therefore we can find different results 

depending on the methodology chosen for the DNA extraction. Thus, this study aimed to 

improve a technique for extracting DNA from sea water, in order to obtain a high quality DNA, 

high yield and a low time consuming protocol. Furthermore, to demonstrate the importance of 

the DNA extraction methods in the study of microorganisms by cultivation-independent 

methods, the diversity of a marine bacterial community was characterized by DGGE technique 

using different methods of DNA extraction. Initially, it was performed the improvement of 

different steps of the methodology of DNA extraction from water: sample processing, cell lysis, 

purification and recovery of DNA. Later, we compared five methods of DNA extraction for the 

characterization of a marine bacterial community by DGGE. The improved methodology of 

DNA extraction from seawater resulted in a protocol similar in DNA quality, with better yield 

and approximately four times faster than the protocol initially described. Regarding the 

characterization by different DNA extraction protocols, the analysis by DGGE resulted in 

distinct marine microbial community profiles, not only with respect to the presence or absence 

of DNA bands, but also to their intensity. However, was not observed significant differences in 

richness and diversity among the methodologies. Comparing the extraction methods, most of 

the OTUs were found in all methodologies, however, unique OTUs were found, demonstrating 

that the extraction techniques may cause bias toward the observation of some species. 

 

Keywords: DNA extraction from seawater. Molecular microbial ecology. Marine 

microorganisms. DGGE. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

Aproximadamente 71% da superfície do nosso planeta está coberta pelos oceanos. O 

Brasil, sendo um país de proporções continentais, possui o mais extenso litoral inter e 

subtropical do mundo, apresentando ecossistemas marinhos únicos e praticamente inexplorados 

(AB´SABER, 2005). É no ambiente marinho que se encontra o maior reservatório de 

organismos da Terra, sendo a grande maioria destes composta pelos mais antigos e mais 

abundantes organismos do planeta, as bactérias (COLWELL, 1997).  

As bactérias são micro-organismos com imensa diversidade, rápido crescimento e 

variabilidade genética (WHITMAN; COLEMAN; WIEBE, 1998). Sua presença é fundamental 

para o equilíbrio da vida no planeta, pois são os principais envolvidos nos ciclos 

biogeoquímicos, reciclando a matéria e fornecendo condições de vida para outros seres vivos 

(AZAM, 1998; MYERS, 1996). Economicamente, estão relacionadas com diversas áreas como 

agricultura, biolixiviação, produção de alimentos, compostos bioativos e no tratamento de áreas 

impactadas (biorremediação). Esse potencial biotecnológico dos micro-organismos 

proporciona um desenvolvimento econômico sustentável e, por isso, é importante estudá-los e 

preservá-los (COLWELL, 1997; HUNTER–CEVERA, 1998; RIVERA; PAULA; SOUZA, 

2008). 

 Embora as bactérias apresentem essa infinidade de papéis, elas continuam sendo 

subexploradas. Isto porque, durante muito tempo, os estudos se concentraram apenas nos 

organismos cultiváveis, que representam cerca de 1% do total (COLWELL, 1997; TORSVIK; 

ØVREÅS, 2002). Os avanços nas técnicas moleculares possibilitaram o estudo dos micro-

organismos sem a necessidade de cultivá-los, e isso fez com que as pesquisas envolvendo a 

diversidade microbiana aumentassem nos últimos anos. 

Dentre as técnicas moleculares para caracterizar os organismos estão os métodos de 

fingerprinting, tal como a Eletroforese em Gel com Gradiente Desnaturante (DGGE). O DGGE, 

associado com a reação em cadeia da polimerase (PCR) do gene 16S RNAr vem  sendo utilizado 

para estudar a diversidade nos domínios Bacteria (THOMPSON, 2014) e Archaea (ZHANG, 

2014).  

Entretanto, o DGGE apresenta os vieses das técnicas que se baseiam no DNA para 

caracterizar os organismos e que podem levar a distintos resultados dependendo de como foi 

realizada a coleta e transporte das amostras, do protocolo escolhido para extração de DNA, das 

condições determinadas para realizar a reação em cadeia da polimerase e até mesmo das 
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análises dos dados, onde os pesquisadores utilizam seus softwares e critérios preferidos 

(INCEOGLU et al., 2010; OSBORNE et al., 2005). 

Uma das maneiras para diminuir as variações nas análises da diversidade por métodos 

independentes de cultivo é utilizarmos o DNA representativo de toda a comunidade a ser 

estudada (INCEOGLU et al., 2010; TANG et al., 2009). No entanto, realizar a extração de DNA 

de origem ambiental é um desafio, pois há distintas características nos micro-organismos e nas 

amostras. Essa dificuldade é o principal motivo para o desenvolvimento de novas metodologias 

e kits comerciais de extração. 

Assim, este estudo buscou fornecer uma nova opção para extrair DNA de água do mar, e 

comparar, por DGGE, o efeito de diferentes métodos de extração na caracterização de uma 

comunidade bacteriana marinha. 
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2 OBJETIVOS 

 

2.1 Objetivo geral 

 

Aperfeiçoar a metodologia de extração de DNA total de água do mar descrita por Rivera 

et al. (2003), e, usando DNA extraído por diferentes metodologias, caracterizar a diversidade 

bacteriana marinha em uma amostra de água do Canal de São Sebastião-SP, pela técnica de 

DGGE. 

 

2.2 Objetivos específicos 

 

 Estabelecer um protocolo de extração de DNA de água do mar aprimorando as etapas 

da metodologia descrita por Rivera et al. (2003): processamento da amostra, lise 

celular, purificação e recuperação do DNA;  

 Analisar pelo protocolo de extração estabelecido se a concentração de DNA obtido é 

proporcional ao volume de amostra de água do mar filtrada; 

 Comparar as metodologias de extração: Rivera et al. (2003), Rivera et al. (2003) 

aperfeiçoado, Rivera et al. (2003) aperfeiçoado sem tRNA, Kit comercial Power Water 

DNA e Kit comercial Power Soil DNA quanto à concentração de DNA, razões 

A260/A230 e A260/A280 e tempo de execução; 

 Comparar, por DGGE, o efeito de diferentes métodos de extração de DNA na 

caracterização de uma comunidade bacteriana marinha.  
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3 REVISÃO BIBLIOGRÁFICA 

 

3.1 Diversidade microbiana marinha 

 

Até onde sabemos, a vida e a sua diversidade são características exclusivas do nosso 

planeta e, apesar dos vários estudos para conhecer as espécies da Terra, a grande maioria 

permanece ainda sem descrição (MORA et al., 2011). Quando nos referimos aos micro-

organismos, estima-se que menos de 1% do total existente é conhecido (COLWELL, 1997). 

Aproximadamente 71% da superfície do nosso planeta está coberta pelos oceanos, sendo 

este, o maior habitat contíguo na Terra e que apresenta ecossistemas únicos e ricos em 

biodiversidade (HARPER; HAWKSWORTH, 1994). O ambiente marinho possui habitats que 

variam de alta luminosidade na superfície até a total escuridão nas profundezas oceânicas, com 

pressões que chegam até 110 Mpa e temperaturas que variam de 350 °C em fendas hidrotermais 

a -35 °C em mares congelados (QUERELLOU, 2010).  

Em termos de biomassa, os procariotos representam 90% desse ambiente (SUTTLE, 

2005), sendo que, somente na subsuperfície oceânica, existem aproximadamente 3,5x1030 

bactérias e, em mar aberto, a cada mililitro na coluna de água de 0 a 200 metros, encontramos 

5x105 bactérias (WHITMAN; COLEMAN; WIEBE, 1998). O metabolismo destes organismos 

é extremamente variado, possibilitando que ocupem diversos nichos ecológicos e tornando-os 

fundamentais na sustentação dos ecossistemas, pois são peças chave nos ciclos de nutrientes e 

energia (STALEY; KONOPKA, 1985; SUTTLE, 2005). 

O estudo da biodiversidade bacteriana é um dos mais desafiadores e fascinantes aspetos 

da microbiologia, uma vez que a diversidade das comunidades microbianas é o resultado de 

cerca de 4 bilhões de anos de mutações e eventos de recombinação que promoveram a 

especiação (WIEDENBECK; COHAN, 2011). Esta diversidade pode ser vista pelas variações 

no tamanho, morfologia, estratégias metabólicas, mecanismos de divisão celular, 

patogenicidade e adaptação aos ambientes (DANIEL; OGER; WINTER, 2006).  

Por apresentar muitas características heterogêneas, considera-se que o genoma das 

bactérias é o maior reservatório de diversidade genética na Terra (FERRER et al., 2009; 

WHITMAN; COLEMAN; WIEBE, 1998). Após o surgimento da Terra, durante mais de 2 

bilhões de anos, a vida e a evolução se restringiram apenas aos micro-organismos, sendo eles 

os responsáveis pelas mudanças das condições ambientais que possibilitaram o surgimento de 

novas ordens, famílias, gêneros e espécies (OVREAS; CURTIS, 2011). Desde então, são 

considerados os pilares da biosfera, pois realizam funções que nenhum outro organismo é capaz 
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como, por exemplo, a fixação de nitrogênio e nitrificação (AGOGUÉ et al., 2008; SWIFT et 

al., 1998). Portanto, os micro-organismos continuam sendo necessários para que a vida na Terra 

exista (HUNTER-CEVERA; KARL; BUCKLEY, 2005). 

Os benefícios científicos já obtidos e os esperados a partir de um melhor conhecimento 

da biodiversidade de micro-organismos são enormes, podendo-se citar como exemplo a melhor 

compreensão das funções ecológicas realizadas nos ciclos do carbono, nitrogênio, fósforo e 

enxofre e nas interações com outros micro e macro-organismos (FINLAY; MABERLY; 

COOPER, 1997). Socioeconomicamente, esta diversidade está relacionada com o potencial 

para produção de novos antibióticos e agentes terapêuticos. Nos setores industriais, está 

envolvida na produção de enzimas, polímeros e alimentos, além da sua aplicabilidade nos 

processos de biorremediação e biolixiviação (COLWELL, 1997; HUNTER–CEVERA, 1998).  

Apesar do papel indiscutível dos micro-organismos marinhos no ecossistema global e da 

sua importância biotecnológica, o ambiente marinho continua subexplorado e, infelizmente, a 

exposição desse ecossistema à ação antrópica pode conduzir à extinção de insubstituíveis 

espécies. Portanto, é preciso o estudo descritivo dos organismos para que estes sejam usados de 

forma sustentável, mantendo a qualidade ambiental, segurança e saúde humana (RITTMANN 

et al., 2006). 

 

3.2 Métodos de estudo da diversidade microbiana 

3.2.1 Análise das comunidades microbianas utilizando o gene 16S RNAr 

 

O isolamento de bactérias em meios de cultivo ainda é utilizado para estudar a diversidade 

de bactérias cultiváveis (LIU et al., 2012; ZHOU et al., 2013). Porém, mesmo sendo de suma 

importância, os métodos tradicionais não fornecem dados suficientes para analisar toda a 

diversidade microbiana (TORSVIK; ØVREÅS, 2002). 

Staley e Konopka (1985) verificaram que a grande maioria das células microbianas que 

podia ser vista com o uso do microscópio não era capaz de crescer e produzir colônias, 

fenômeno batizado como “a grande anomalia de placa”. Assim, estimaram que somente 0,1 a 

1.0% das bactérias presentes no solo podiam ser cultivadas e em ambientes aquáticos esse 

número era 10 a 1000 vezes menor. Um estudo feito por Amann, Ludwig e Schleifer (1995), 

estimou que em água do mar, água doce, águas estuarinas, sedimentos e solos, somente 0,0001-

0,1%, 0,25%, 0,1-3%, 0,25% e 0,3% das bactérias totais, respectivamente, podem ser 

cultivadas. Esse número tão pouco representativo é devido às dificuldades de reprodutibilidade 
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do habitat natural (EILERS et al., 2000) e porque inúmeras bactérias crescem apenas quando 

presente em um consórcio de micro-organismos (VARTOUKIAN; PALMER; WADE, 2010). 

As limitações do método de cultivo em placa de bactérias dos ambientes naturais fizeram 

o estudo da diversidade microbiana uma tarefa difícil. Somente com o surgimento dos métodos 

independentes de cultivo é que foi possível fazer uma melhor avaliação da diversidade 

microbiana (PACE, 1997), sendo que para essa análise, a extração de ácidos nucléicos é 

fundamental, uma vez que está relacionada diretamente ao DNA dos organismos (FEINSTEIN; 

SUL; BLACKWOOD, 2009).  

Estudar as comunidades microbianas a partir do DNA total extraído diretamente de 

amostras de origem ambiental representou uma mudança de paradigma na ecologia microbiana, 

pois permitiu que muitos ambientes pudessem ser caracterizados. No campo da filogenia, que 

tem como objetivo esquematizar as relações evolutivas dos organismos, os primeiros estudos 

avaliaram as sequências do gene 5S do ribossomo microbiano (STAHL et al., 1984). Entretanto, 

foi a subunidade 16S ribossomal que revolucionou o modo como os ecologistas microbianos 

passaram a entender o mundo das bactérias e arqueias, e é o gene 16S RNAr que vem sendo 

utilizado nos estudos filogenéticos (ALLERS et al., 2013; CARLOS; TORRES; OTTOBONI, 

2013; ZHAO et al., 2012). 

O estudo de ecologia bacterina por métodos independentes de cultivo utilizam primers 

universais para amplificar o gene 16S RNAr de organismos presente em uma comunidade. Estes 

primers, teoricamente, são capazes de se anelar em todos os genes 16S RNAr presente na 

amostra para que ocorra a amplificação pela reação em cadeia da polimerase. Esta etapa inicial 

de amplificação é necessária para caracterizar os micro-organismos utilizando as técnicas 

independentes de cultivo, tais como clonagem (DAN et al., 2014), DGGE (HARDOIM et al., 

2009), pirosequenciamento (DRAGO et al., 2012) e pelas plataformas de sequenciamento 

Illumina (Illumina, Inc., San Diego, CA, USA) (ARAVINDRAJA et al., 2013). 

O gene RNAr é o mais escolhido no estudo da ecologia microbiana pois apresenta 

características que o tornam um cronômetro evolutivo: (i) é encontrado em todos os organismos, 

(ii) possui estrutura e função definida, (iii) está presente em grandes quantidades na célula (iv) 

mantém-se estável durante o tempo, (v) tem uma região em que é possível ocorrer mutações 

sem alterar sua estrutura e função (OLSEN et al., 1986). Nenhum outro marcador molecular 

tem tão baixa taxa de recombinação e de transferência horizontal e tamanha distinção entre os 

organismos quanto os genes RNAr (SCHLOSS; GEVERS; WESTCOTT, 2011).  

Das subunidades ribossomais bacterianas, a 16S RNAr possui tamanho de 1.542 

nucleotídeos com regiões hipervariáveis numeradas de V1 a V9 (Figura 1). É por meio destas 
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regiões que conseguimos classificar as bactérias filogeneticamente (NEEFS et al., 1990). O 

restante da molécula é extremamente estável, uma vez que as funções desempenhadas pelo 

ribossomo são essenciais e mutações em pontos chaves são eliminadas pela seleção natural.  

 

Figura 1 – Regiões hipervariáveis e conservadas presente no gene 16S RNAr 

 

Fonte: Modificado de Cai, Archambault e Prescott (2003). 

 

O conceito clássico de biodiversidade utiliza “espécie” como unidade de avaliação dos 

organismos. Entretanto, apesar do conceito de morfo-espécie já ter sido utilizado pelos 

microbiologistas (HAWKSWORTH, 1995), para as bactérias, na maior parte das vezes, não 

conseguimos aplica-lo, sendo fundamental o material genético e metodologias moleculares. 

Utilizando estas, podemos aplicar algoritmos matemáticos para separar os organismos de 

acordo com OTU (unidade taxonômica operacional) definidas (OVREAS; CURTIS, 2011). 

Foi através das OTUs definidas, a partir do sequenciamento do RNA ribossômico, que 

foram estabelecidas as novas relações evolutivas para os organismos, deixando de existir os 

cinco reinos (Monera, Protista, Fungi, Plantae e Animalia) e fazendo a divisão filogenética dos 

organismos em três grandes domínios: Bacteria, Archaea e Eucarya. O objetivo da filogenia 

molecular é estabelecer um quadro em que os organismos são agrupados de acordo com sua 

evolução e estão todos geneticamente conectados. Na figura 2, o grupo das Bacteria, logo na 

raiz da árvore, se separa dos outros dois grupos, ficando Archaea e Eucarya mais proximamente 

relacionadas entre si (WOESE; KANDLER; WHEELIS, 1990). 

 

Figura 2 – Árvore filogenética dos domínios Bacteria, Archaea e Eucarya 

 

Fonte: Modificado de Woese, Kandler e Wheelis (1990). 
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3.2.2 Caracterização da comunidade bacteriana por Eletroforese em Gel com Gradiente 

Desnaturante (DGGE) 

 

Técnicas de fingerprinting fornecem o perfil da diversidade genética dentro de uma 

comunidade, sendo possível caracterizar comunidades bacterianas sem a necessidade de 

cultivar os micro-organismos. O DGGE é uma dessas técnicas e para realizá-lo é necessário: i) 

extrair o DNA total dos organismos presente no ambiente; ii) utilizar este como template para 

amplificar os genes 16S RNAr; iii) separar os amplicons em um gel com gradiente desnaturante; 

iv) analisar as imagens com softwares específicos (Figura 3) (HEUER et al., 1997). 

 

Figura 3 – Caracterização de comunidades bacterianas marinhas por DGGE 

 

(A) Coleta da água do mar. (B) Processamento da amostra para extração de DNA. (C) Gel de agarose da extração 

de DNA. (D) Gel de agarose da PCR do gene 16S RNAr. (E) DGGE da PCR do gene 16S RNAr. (F) Análises das 

imagens do DGGE por softwares específicos. 

  

                

O fundamento da técnica está nas pontes de hidrogênio presentes entre as bases 

nitrogenadas do DNA e na mobilidade diferenciada do DNA de acordo com sua conformação.  

As pontes de hidrogênio são responsáveis pela estabilidade da dupla fita do DNA, porém, estas 

ligações podem ser desfeitas e, conforme isso ocorre, as duas fitas que compõe o DNA vão se 

separando até que ocorra a total desnaturação. A eletroforese em gel com gradiente 

desnaturante, como o próprio nome diz, é um gel de poliacrilamida composto por gradiente 

desnaturante crescente (geralmente ureia e formamida) e, à medida que o DNA vai percorrendo-
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o, a fita dupla começa a se desnaturar, fazendo com que o DNA se mova mais devagar no gel 

(MUYZER; DE WAAL; UITTERLINDEN, 1993). 

Assim, moléculas de DNA com tamanho idêntico poderão ser separadas no DGGE de 

acordo com suas propriedades de melting, ou seja, dependendo da facilidade de se desnaturarem 

frente ao gradiente desnaturante, característica esta que varia de acordo com a composição de 

bases nitrogenadas na molécula de DNA (FISCHER; LERMAN, 1979). O resultado do DGGE 

pode ser visto na Figura 3E, onde existe um padrão de bandas que reflete as características de 

melting dos amplicons. 

Para obter um perfil confiável do DGGE, a molécula de DNA não pode se desnaturar 

completamente. Caso isso ocorra, o DNA continua correndo normalmente no gel na forma de 

fita simples. Para que isso seja evitado, na reação da PCR é utilizado um oligonucleotideo 

iniciador com um grampo de CG (citosina-guanina) de aproximadamente 40 pares de bases 

(pb). Isso faz com que todos os amplicons adquiram o grampo CG e, consequentemente, um 

maior número de pontes de hidrogênio, dificultando a completa separação das fitas de DNA 

(MYERS et al., 1985).  

Atualmente, o estudo da diversidade microbiana pode ser realizado utilizando-se as novas 

e eficazes plataformas de sequenciamento, como por exemplo, Pirosequenciamento 454 (Roche 

Diagnostics, Brandfor, CT, USA), Miseq (Illumina, Inc., San Diego, CA, USA) e Ion Torrent 

(Life Technologies, Grand Island, NY, USA) (ZHOU et al., 2015). No entanto, DGGE continua 

sendo uma importante ferramenta e vem sendo utilizado para:  1) analisar comunidades (CHEN 

et al., 2014; LEKUNBERRI et al., 2014), 2) monitorar mudanças populacionais (WINKLER et 

al., 2013), 3) determinar vieses relacionados com a PCR (DÍEZ-VIVES; GASOL; ACINAS, 

2012) e 4) comparar métodos de extração de DNA (INCEOGLU et al., 2010). O DGGE possui 

alto grau de resolução, chegando a ser capaz de separar amplicons de DNA que tenham, apenas, 

uma base de diferença (MYERS et al., 1985). Além disso, a técnica permite trabalhar com 

diversas amostras ao mesmo tempo e possui baixo custo.  

Muyzer, De Waal e Uitterlinden (1993), foram os pesquisadores que utilizaram o DGGE 

primeiramente na ecologia microbiana e hoje, mais de vinte anos depois, a técnica continua 

sendo utilizada. No Brasil, encontramos trabalhos que avaliaram, com esta metodologia, a 

comunidade microbiana (leveduras e bactérias) de rio (RODRIGUES et al., 2013), comunidade 

bacteriana de amostras de petróleo (OLIVEIRA et al., 2008) e de cisternas de regiões do 

semiárido (ALVES et al., 2014). No ambiente marinho brasileiro, o DGGE já foi utilizado para 

avaliar as bactérias associadas com esponjas (HARDOIM et al., 2009), para estudar arqueias 
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em ambientes contaminados (CLEMENTINO et al., 2007) e para avaliar a diversidade de 

bactérias no sedimento (MORAES, 2012) e coluna d’água (CURY et al, 2011). 

 

3.2.2.1 Análises estatísticas de fingerprinting do DGGE 

 

Após a realização do DGGE, utiliza-se softwares adequados para normalizar e 

transformar as imagens geradas em matrizes de presença/ausência de bandas. Uma banda no 

gel de DGGE se refere a uma sequência tipo ou filotipo (MUYZER; DE WAAL; 

UITTERLINDEN, 1993). Como uma população se refere a um grupo de organismos da mesma 

espécie que estão presentes no mesmo ambiente, pode-se dizer que uma banda vista no gel na 

verdade não se refere a um único filotipo, mas no conjunto destes, formada por várias 

sequências tipo da mesma espécie. Portanto, a intensidade da banda é a frequência de ocorrência 

desta espécie na comunidade bacteriana (SALLES; VAN VEEN; VAN ELSAS, 2004).  

Com os dados da matriz, podem ser feitos agrupamentos hierárquicos, realizar análises 

por ordenação, como NMDS (Non-Metric Multidimensional Scaling) e calcular índices de 

riqueza e diversidade. Para as análises hierárquicas, utiliza-se os dados da matriz gerada pelo 

padrão de bandas e, utilizando coeficientes de similaridade ou dissemilaridade, as amostras são 

classificadas e apresentadas na forma de dendrograma. Em algumas análises são consideradas 

somente a presença/ ausência de bandas, como por exemplo, Jaccard, Dice e distância 

Euclidiana, outras levam em consideração também a intensidade da banda, como o coeficiente 

de correlação de Pearson e índice de Bray-Curtis.  

Após determinado o coeficiente e utilizando o algoritmo de agrupamento por média não 

ponderada (UPGMA - Unweighted Pair Group Method with Arithmetic Mean), é possível gerar 

um dendrograma que represente as relações genéticas entre as amostras ou uma NMDS, com 

objetivo de facilitar a leitura do padrão do DGGE utilizando pontos plotados dentro de um 

gráfico bi ou tridimensional.  

Na leitura do dendrograma, as amostras mais similares são as que estão nas ramificações 

mais próximas quando originadas de um mesmo ramo. Na NMDS, a leitura é feita 

considerando-se a distância entre os pontos, sendo que nos mais próximos, as amostras 

apresentam maior similaridade entre si e, portanto, maior semelhança da estrutura da 

comunidade (FROMIN et al., 2002).  

Para calcular a diversidade (Shannon e Wiener) e a riqueza (Chao), também é utilizada 

a imagem do perfil do DGGE. Para estimar a riqueza, considera-se cada banda no gel uma OTU 

e cada uma, um organismo, portanto, o número de bandas será a riqueza. No cálculo da 
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diversidade utilizamos dois componentes: o número total de espécies (riqueza) e a distribuição 

do número de indivíduos dessas espécies, a equitatividade (WALKER, 1989).  

 

3.3 Extração de DNA total: um viés no estudo da diversidade microbiana 

 

Quando nos referimos a “metagenoma” significa que estamos abordando um poll de 

genomas de uma determinada amostra (ROUX et al., 2014). Os métodos de extração de DNA 

total de amostras de origem ambiental visam extrair o DNA de todos os organismos presentes. 

Mas, apesar das técnicas seguirem certas diretrizes, elas não terão a mesma eficiência para todos 

os tipos de amostra, ou seja, as particularidades da extração dependerá se a amostra é 

proveniente de solo, água doce, água do mar, sedimento, rochas e assim por diante. 

(BOSTRÖM et al., 2004; LEFF et al., 1995; MILLER et al., 1999; ROMANO; BRASILEIRO, 

1999). 

Embora, as técnicas moleculares tenham revolucionado a maneira de estudarmos a 

diversidade microbiana, o método de extração de DNA ainda é um fator que limita as pesquisas 

(FEINSTEIN; SUL; BLACKWOOD, 2009; MILLER et al. 1999). A princípio, a análise do 

DNA total extraído diretamente do ambiente fornecerá informações de todos os membros 

presentes na comunidade. No entanto, estudando uma mesma amostra, diferentes resultados 

podem ser obtidos, vai depender do método escolhido para realizar a extração e das estratégias 

adotadas por este. Isso acontece porque a microbiota ambiental é diversa e nem todos os 

métodos de extração terão a mesma eficiência (ARIEFDJOHAN; SAVAIANO; NAKATSU, 

2010).  

Já foi observado que estudos da diversidade microbiana são estritamente dependente da 

concentração de DNA (ARIEFDJOHAN; SAVAIANO; NAKATSU, 2010) e que, quanto 

maior o rendimento, maiores são as chances de se encontrar membros raros (SCUPHAM; 

JONES; WESLEY, 2007). No entanto, outros estudos não confirmam estas conclusões 

(GARBOR; VRIES; JANSSEN, 2003; STACH et al., 2001). 

Inceoglu et al. (2010), estudando bactérias de solo, observaram no DGGE e em biblioteca 

de clones que, usando três métodos de extração de DNA total de solo, os resultados de 

diversidade e estrutura da comunidade foram significativamente afetados, ou seja, cada método 

de extração resultou em uma diversidade de bactérias em um mesmo local. 

Resultados semelhantes também já foram vistos com amostras de água. Tang et al. 

(2009), filtraram 5 litros de água de um lago e usaram quatro métodos para extrair o DNA total 
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da amostra. Ao realizarem DGGE com o DNA extraído, concluíram que os diferentes métodos 

de extração influenciavam no perfil gerado.  

Recentemente foi usada a técnica do pirosequenciamento para avaliar a composição da 

comunidade bacteriana do rúmem de bovino e caprino utilizando amostras obtidas por 

diferentes técnicas de extração de DNA. Este trabalho, feito por Henderson et al. (2013), chegou 

na mesma conclusão que os demais trabalhos, ou seja, a escolha do método de extração gera 

distintos resultados em relação a estrutura da comunidade microbiana. 

 

3.3.1 Métodos de extração de DNA de água  

 

A extração de DNA total de amostras de água é um passo fundamental para a realização 

de análises moleculares em amostras de origem ambiental. O DNA precisa ter rendimento e 

qualidade suficientes, pois estas são características cruciais na realização dos estudos, que 

podem ter por objetivo desde a procura de um determinado gene no ambiente, até complexas 

caracterizações metagenômicas usando técnicas de sequenciamento de alto rendimento.  

Dessa forma, inúmeros métodos foram desenvolvidos e estão disponíveis para a 

extração de DNA de amostras de água (FRIAS-LOPEZ et al., 2008; FUHRMAN et al., 1988; 

GANESH et al,. 2013; MOESENEDER et al., 1999; RIVERA et al., 2003; SOMERVILLE et 

al., 1989). Estes métodos concentram as bactérias presentes em amostras de água usando filtros, 

utilizam detergentes e/ou sistemas mecânicos para romper as células, purificam o DNA com 

fenol e, finalmente, precipitam-o. Embora os métodos tenham certas variações, eles seguem as 

seguintes diretrizes: 

 

i) Processamento da amostra de água 

Não existe uma quantidade padronizada de água para realizar as extrações de DNA e, 

dependendo do volume utilizado, a metodologia escolhida para filtrar a amostra pode facilitar 

o trabalho. Quando grandes volumes (500 mL ou mais) são utilizados, as células podem ser 

coletadas por uma membrana acoplada em um suporte e utilizando uma bomba a vácuo 

(FUHRMAN et al., 1988; QIAN et al., 2011). No entanto, para coletar células de volumes 

menores que 500 mL, os aparelhos para filtração não são necessários, podendo-se usar 

cartuchos especiais como o sterivex (SOMERVILLE et al., 1989; URAKAWA; MARTENS-

HABBENA; STAHL, 2010). 

Inúmeras são as particularidades que podem existir em corpos de água e a extração de 

DNA total de água são influenciadas por estas características. Dessa forma, algumas etapas no 
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processamento da amostra são necessárias para garantir a reprodutibilidade da metodologia de 

extração. Em amostras de água do mar, por exemplo, é aconselhável lavar a membrana com 

água de diluição para retirar os sais que estão em excesso (RIVERA et al., 2003). 

 

ii) Lise das células presentes na amostra 

A lise celular é um passo crítico em qualquer extração de DNA e podemos realizá-la 

utilizando métodos enzimáticos (lisozima e proteinase K), químicos (SDS) e físicos (bead-

beating, sonicação e choque térmico), estes últimos costumam ser mais efetivos e menos 

seletivos do que os demais (RAJENDHRAN; GUNASEKARAN, 2008).  

Devido ao número de ferramentas de lise celular, alguns autores utilizam técnicas 

combinadas para garantir a quebra de um maior número de células e, consequentemente, 

aumentar a concentração de DNA (GARBOR; VRIES; JANSSEN, 2003; MORÉ et al., 1994). 

 

iii) Tratamento adicional à lise celular e purificação do DNA 

O CTAB (brometo de cetiltrimetilamônio) é um detergente que frequentemente é 

utilizado em extrações de DNA. Ele auxilia na liberação dos componentes celulares 

promovendo a solubilização das membranas celulares e atuando na separação dos ácidos 

nucléicos de polissacarídeos e compostos húmicos. Estes compostos possuem solubilidade 

diferenciada na presença do CTAB, assim, o DNA forma um complexo com este detergente 

que facilita sua posterior purificação (OLIVEIRA et al., 2007; ROMANO; BRASILEIRO, 

1999). 

 

iv) Purificação do DNA  

O método mais utilizado para separar o DNA das proteínas presentes na amostra é 

utilizando fenol tamponado. Esta solução causa desnaturação das proteínas, permitindo sua 

posterior separação por centrifugação. Assim como o fenol, o clorofórmio também pode ser 

usado para desnaturar as proteínas. Dessa forma, quando estas duas soluções estão juntas, a 

desproteinização se torna mais eficiente do que quando as soluções são usadas separadamente 

(SAMBROOK; FRITSCH; MANIATIS, 1989) e, por isso, muitos trabalhos utilizam esta 

mistura orgânica para purificar o DNA (AHMAD et al., 2004; URAKAWA; MARTENS-

HABBENA; STAHL, 2010; WAHLBERG et al., 2012). 

Quando o fenol:clorofórmio é adicionado na amostra, as proteínas desnaturam e formam 

uma camada na interface da fase orgânica e fase aquosa. É extremamente importante que o pH 

esteja entre 7,8-8,0 para o DNA permanecer na fase aquosa, pois em pH menor que 7,8 o DNA 
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pode ir para a interface, chegando a ir para a fase orgânica quando o pH está menor que 7,0 

(OLIVEIRA et al., 2007; SAMBROOK; FRITSCH; MANIATIS, 1989). Como é necessário o 

uso de fenol tamponado, o ácido fênico é tratado com tampão 0,5M Tris-Cl (pH 8,0) 

(SAMBROOK; FRITSCH; MANIATIS, 1989).  

 

v) Precipitação do DNA, lavagem e eluição do DNA 

Os reagentes mais utilizados para concentrar os ácidos nucléicos são: os alcoois, na 

presença de concentrações específicas de sais, como de acetato de amônio, acetato de sódio e 

cloreto de sódio. Quando estes compostos estão juntos, eles desidratam as moléculas de ácidos 

nucléicos, fazendo com que elas se agreguem. Assim, ficam mais compactas e, 

consequentemente, precipitam mais facilmente. Após a precipitação, realiza-se uma lavagem 

do pellet com etanol 70% para remover resíduos de sais e, para finalizar, o DNA é secado e 

eluído em tampão, como por exemplo, TE (pH 8,0) (SAMBROOK; FRITSCH; MANIATIS, 

1989). 

Uma alternativa para os métodos de extração convencionais, que geralmente são 

trabalhosos, são os kits comerciais. Estes permitem uma maior reprodutibilidade da técnica de 

extração, além da rápida recuperação de DNA (WILLNER et al., 2012). Entretanto, alguns 

estudos já demonstraram que o rendimento de DNA recuperado por kits comerciais é mais baixo 

em comparação com os métodos tradicionais de extração (HURT et al, 2001; LEAR; DONG; 

LEWIS, 2010; MARTIN-LAURENT et al., 2001; TAPPEH; HANIFIAN; DIBA, 2012). 

Embora, existam diversas metodologias para extrair o DNA total de amostras de água, 

uma coisa é certa: ele precisa ser representativo de toda a comunidade para o estudo não 

subestimar a diversidade dos organismos presentes no meio (SANZ; KӦCHLING, 2007). 

Assim, esse estudo buscou aprimorar uma metodologia convencional de extração de DNA de 

água do mar, de forma que, conseguisse agregar em uma só técnica qualidade, eficiência e 

rapidez. Além disso, para demonstrar a importância dos métodos de extração de DNA no estudo 

da diversidade microbiana marinha foi feita a caracterização de uma comunidade, por DGGE, 

utilizando DNA extraído por cinco metodologias.  
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4 MATERIAL E MÉTODOS 

 

4.1 Aperfeiçoamento da metodologia de extração de DNA de Rivera et al., 2003 

 

4.1.1 Amostras utilizadas 

 

Foi utilizada nessa etapa do estudo água do mar cedida gentilmente pelo Instituto de 

Oceanografia (IO) da Universidade de São Paulo, provinda do Centro de Biologia Marinha 

(CEBImar) em São Sebastião – SP. Para cada teste do item 4.2 e para os testes do item 4.3 e 

4.4 foi realizada uma coletada de água do mar no IO em frascos de 5 litros. 

 

4.1.2 Processamento das amostras 

 

As amostras de água do mar foram homogeneizadas e 100 mL foram filtrados pela técnica 

da membrana filtrante, usando membranas de policarbonato de 0,22 m de porosidade e 47 mm 

de diâmetro (Millipore, Corp., São Paulo, SP, Brasil). Posteriormente, as membranas foram 

lavadas com 100 mL de água de diluição (Anexo i), para retirar o excesso de sal. Em seguida, 

cada membrana foi cortada assepticamente em pedaços pequenos e colocada em tubos Falcon 

(capacidade de 15 mL) e armazenadas à -20 °C até o momento da extração.  

 

4.1.3 Técnica de extração de DNA - Rivera et al., 2003 

 

Aos tubos com as membranas, foram adicionados 1,8 mL de tampão SET (Anexo ii) e 

360 μL de solução de lisozima (5 mg.mL-1) (Anexo iii) e, então, os tubos foram incubados a 37 

ºC por 1 hora, em banho-maria, sob agitação manual a cada 10 minutos. Em seguida, foram 

adicionados 115 μL de solução de SDS 10% (Anexo iv) e 25 μL de proteinase K (20 mg.mL-1) 

(Anexo v) com nova incubação a 37 ºC por 2 horas com agitação manual a cada 10 minutos. 

Posteriormente, adicionou-se 400 μL de NaCl 5 M (Anexo vi) e 280 μL de solução 10% CTAB 

(Anexo vii) pré-aquecida a 65 ºC e os tubos foram incubados por 20 minutos a 65 ºC com 

agitação manual a cada 5 minutos. Aos tubos de extração, adicionou-se igual volume (~ 3 mL) 

da mistura de F: C: A (25:24:1). Posteriormente, eles foram homogeneizados gentilmente e 

centrifugados (Centrifuga 5418R – Eppendorf, Hamburg, Alemanha) a 4.000 rpm por 30 

minutos à temperatura ambiente para separação das fases orgânica e aquosa. A fase aquosa foi 

transferida para outro tubo Falcon e adicionou-se igual volume da mistura C: A (24:1). Os tubos 
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foram homogeneizados gentilmente e centrifugados a 4.000 rpm por 30 minutos à temperatura 

ambiente. O sobrenadante foi transferido para um novo tubo Falcon e para a precipitação do 

DNA foi adicionado 0,6 volume de isopropanol. Essa mistura foi parcialmente transferida para 

um microtubo e centrifugada a 10.000 rpm por 10 minutos. Posteriormente, verteu-se 

completamente o tubo para descarte do sobrenadante. Esses dois últimos passos foram repetidos 

até que toda a solução tivesse sido centrifugada. Para finalizar, adicionou 500 μL de etanol 70% 

gelado e centrifugou-se a 10.000 rpm por 10 minutos. Então, verteu-se completamente o tubo 

para descarte do sobrenadante e os tubos foram colocados para secar no dessecador a vácuo. 

Após a secagem, o DNA foi suspenso em 30 μL de tampão TE (pH 8,0) (Anexo viii) e estocado 

a 4 ºC (Figura 4). 

 

Figura 4 – Metodologia de extração de DNA total água do mar de acordo com Rivera et 

al., 2003 

 

Nota: Os passos da extração de DNA de água do mar estão numerados de 1 a 23.    
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4.2 Etapas para aperfeiçoamento da técnica de extração de DNA – Rivera et al., 2003 

 

Os testes visaram aprimorar as etapas da extração de DNA de Rivera et al., 2003: 

processamento da amostra, lise celular, purificação e recuperação do DNA. Conforme os testes 

foram sendo realizados, as alternativas que resultaram em uma melhor qualidade de DNA, 

maior concentração e em um menor tempo foram selecionadas para o protocolo aperfeiçoado. 

Portanto, um novo protocolo foi sendo desenvolvido no decorrer dos experimentos. Em 

quadruplicata as seguintes modificações foram testadas: 

 

4.2.1 Processamento (passos 1, 2 e 3): Ensaio para substituir os tubos Falcon (15 mL) por 

microtubos (tubos de polipropileno, 2,0 mL) 

 

Em quadruplicata, foram filtrados 100 mL e realizadas extrações nos tubos Falcon como 

descrito no item 4.1.3. Em paralelo, outras amostras foram preparadas para serem usadas nos 

microtubos. Assim, filtrou-se 400 mL da mesma amostra de água, em uma única membrana e, 

em seguida, esta foi cortada assepticamente, pesada e igualmente distribuída em quatro 

microtubos (quadruplicata). Portanto, cada microtubo continha aproximadamente 100 mL de 

água filtrada (Figura 5). Na extração realizada nos microtubos utilizou-se ¼ do volume dos 

reagentes utilizados na extração com os tubos Falcon (Tabela 1).  

 

Figura 5 – Processamento das membranas 

 

(A) Etapa de processamento da amostra utilizado no protocolo de Rivera et al. (2003) (tubos Falcon). (B) Etapa 

de processamento da amostra utilizado no protocolo aperfeiçoado (microtubos).     
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Tabela 1 - Quantidades de reagentes utilizados nas extrações feitas com os tubos Falcon e 

com os microtubos 

REAGENTES FALCON MICROTUBOS 

Tampão SET 1.800 L 450 L 

Lisozima (5 mg.mL-1) 360 L 90 L 

SDS 10% 115 L 28,75 L 

Proteinase K (20 mg.mL-1) 25 L 6,25 L 

NaCL 5 M 400 L 100 L 

CTAB 10% 280 L 70 L 

F: C: A ~ 3000 L ~745 L 

C: A 1 vol. do total 1 vol. do total 

Isopropanol 0,6 vol. do total 0,6 vol. do total 

 

4.2.2 Lise (passo 5): adição de glass beads 

 

Para o teste de ação de glass beads, foi adicionado, juntamente com a lisozima, 1,3 g de 

glass beads, com diâmetros de 150 a 212 µm (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA) e o efeito 

na concentração final de DNA dessa adição foi comparado com o controle (extração sem 

beads). 

No protocolo de Rivera et al. (2003), as amostras são incubadas a 37 ºC por 1 hora, em 

banho-maria, sob agitação manual a cada 10 minutos. Como as beads foram adicionadas, a cada 

10 minutos as amostras foram agitadas no vortex por 1 minuto na sua velocidade máxima.  

 

4.2.3 Lise (passo 5): concentração de lisozima 

 

No ensaio envolvendo a lisozima (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA) foram testadas 

as concentrações finais: Zero, 0,25 mg.mL-1, 0,5 mg.mL-1, 1,0 mg.mL-1, 1,5 mg.mL-1, 2,0 

mg.mL-1 e 4,0 mg.mL-1. 

 

4.2.4 Lise (passos 7 e 8): concentração e tempo de ação de proteinase K 

 

Para o teste da ação de proteinase K (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA), foram testadas 

as seguintes concentrações finais: Zero, 25 g.mL-1, 50 g.mL-1, 100 g.mL-1, 150 g.mL-1, 

200 g.mL-1, 300 g.mL-1 e 400 g.mL-1.  

Após encontrarmos a melhor concentração de proteinase K, foram testados os seguintes 

tempos de ação: 30min, 1h, 2h e overnight (18 h). Durante o período overnight, as amostras não 

foram agitadas. 
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4.2.5 Tratamento adicional à lise celular e purificação (passos 9 e 10): concentração final e 

tempo de ação do CTAB 

 

Para o teste de ação do CTAB (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA), foram testadas as 

seguintes concentrações da solução: 0%, 1%, 2% e 3%. Da mesma forma como foi feito para a 

proteinase K, após encontrarmos a melhor concentração do detergente CTAB, foram testados 

com esta os tempos de ação: 5min, 20min, 40min e 1h. 

 

4.2.6 Purificação (passos 11 e 12): velocidade de centrifugação e intervalo de tempo com F: 

C: A 

 

Após a adição de F: C: A (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA; Sigma-Aldrich, St. Louis, 

MO, USA e Merck, Darmstadt, Alemanha respectivamente), as amostras foram 

homogeneizadas gentilmente e centrifugadas por 2 minutos a 10.000 x g. Em paralelo, em 

quadruplicata, outras amostras seguiram a extração de DNA conforme o protocolo original (30 

minutos a 4.000 rpm). 

 

4.2.7 Purificação (passos 14 e 15): velocidade de centrifugação e intervalo de tempo com C:A 

 

Após a adição de C: A (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA e Merck, Darmstadt, 

Alemanha respectivamente), as amostras foram homogeneizadas gentilmente e centrifugadas 

por 2 minutos a 10.000 x g. Em paralelo, em quadruplicata, outras amostras seguiram a extração 

de DNA conforme o protocolo original (30 minutos a 4.000 rpm). 

 

4.2.8 Recuperação (passo 17): concentração do agente coprecipitador (Baker’s yeast tRNA) 

 

Juntamente com o agente precipitador (isopropanol), foi adicionado um coprecipitador 

(tRNA) (Roche Applied Science, Mannheim, Alemanha). As seguintes concentrações finais de 

tRNA foram testadas: 10 g.mL-1, 20 g.mL-1, 30 g.mL-1, 40 g.mL-1, 45 g.mL-1, 50 g.mL-

1, 55 g.mL-1, 60 g.mL-1, 65 g.mL-1, 70 g.mL-1, 75 g.mL-1, 80 g.mL-1, 90 g.mL-1, 100 

g.mL-1, 150 g.mL-1, 200 g.mL-1, 400 g.mL-1. Também foi extraído DNA de uma amostra 

sem adição do coprecipitador tRNA. 
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4.2.9 Recuperação (passos 17): agentes precipitadores 

 

Para recuperar o DNA, as seguintes condições foram testadas: 1) Adição de 0,6 v de 

isopropanol (Merck, Darmstadt, Alemanha), 2) Adição de 0,6 v de etanol absoluto (Merck, 

Darmstadt, Alemanha), 3) Adição de 0,6 v de isopropanol + tRNA na concentração final de 50 

g.mL-1 e 4) Adição de 0,6 v de etanol absoluto + tRNA na concentração final de 50 g.mL-1.  

 

4.2.10 Recuperação (passos 19 e 20): tempo e velocidade de centrifugação para recuperar o 

DNA 

 

 Após adição do agente precipitador, sem adicionar o tRNA, as amostras foram testadas 

quanto a velocidade e tempo de centrifugação. As seguintes condições foram avaliadas: 10.000 

x g por 10 minutos, 10.000 x g por 20 minutos, 16.900 x g por 10 minutos e 16.900 x g por 20 

minutos. 

  

4.2.11 Purificação do sal residual (passo 22): tempo de lavagem do DNA com etanol 70% 

 

Após o DNA ter sido precipitado, foram testados alguns intervalos de tempo para lavá-lo 

com etanol 70% gelado (Merck, Darmstadt, Alemanha). Utilizando centrifugação a 10.000 x g, 

foram avaliados os tempos de 2 min, 5 min e 10 min. Também foi avaliado se a lavagem 

realmente era necessária, assim, foi realizada, em quadruplicata, a extração sem esta etapa. O 

tRNA não foi utilizado nesse teste. 

 

4.3 Teste de concentração de DNA recuperado por volume de água filtrada 

 

Em quadruplicata, o protocolo aperfeiçoado foi testado quanto a sua eficiência para os 

volumes (25 mL, 50 mL, 100 mL, 200 mL, 300 mL, 400 mL). Como controle negativo da 

metodologia, foi realizado o protocolo de extração para membranas que não passaram por 

filtração (membranas estéreis). Não foi utilizado o tRNA nesse experimento. 

 

4.4 Comparação de metodologias de extração de DNA total de água do mar 

 

Com um volume de 100 mL de água do mar filtrada, os protocolos de extração de Rivera 

et al. (2003), Rivera et al. (2003) aperfeiçoado, Rivera et al. (2003) aperfeiçoado sem tRNA, 
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Kit comercial Power Water DNA (MO BIO, Carlsbad, CA, USA ) e Kit comercial Power Soil 

DNA (MO BIO, Carlsbad, CA, USA) foram comparados quanto a concentração de DNA 

obtida, razões A260/280 e A260/230 e tempo de execução. 

Os kits foram utilizados conforme instruções do fabricante. No entanto, como o fabricante 

recomenda na última etapa eluir as amostras em 100 L, nós tivemos que adicionar mais uma 

etapa na metodologia. Assim, os DNA, extraídos pelos kits, foram para o concentrador 5301 

(Eppendorf, Hamburg, Alemanha) e em seguida, eluídos em 30 l de TE, mesmo volume das 

outras metodologias. 

 

4.5 Análise comparativa dos métodos de extração 

 

4.5.1 Análise qualitativa e quantitativa das amostras de DNA de água de mar 

 

O DNA de cada amostra foi analisado de duas maneiras. A primeira, visualmente, 

observando a integridade do DNA e comparando suas concentrações através de eletroforese. 

Assim, aplicou-se 5 μL dos DNA extraídos em gel de agarose 1% em tampão TAE 1X 

juntamente com 5 μL do marcador de tamanho molecular (DNA do fago λ digerido com Hind 

III) (Promega, Madison, WI, USA). A segunda, pela quantificação da concentração do DNA 

em espectrofotômetro NanoDrop 2000 (Thermo Fisher Scientific, Wilmington, DE, USA), pela 

leitura de absorbância da luz ultravioleta no comprimento de onda 260 nm (Concentração do 

DNA em ng.L-1 = A260 x 50) (SAMBROOK; FRITSCH; MANIATIS, 1989) e nos 

comprimentos 230 e 280 nm, para calcular as razões A260/230 e A260/280 e avaliar a qualidade do 

DNA. 

 

4.5.2 Avaliação da integridade do DNA usando a amplificação do gene 16S RNAr 

 

O DNA também foi avaliado pela reação de amplificação do gene 16S RNAr utilizando 

os iniciadores 27F (5' AGA GTT TGA TCM TGG CTC AG 3') (LANE, 1991) e 1401R (5' 

CGG TGT GTA CAA GAC CC 3') (NUBEL et al., 1996). Esta foi realizada em um volume 

final de 50 μL, sendo 5,0 μL de solução tampão 10X (Invitrogen, São Paulo, SP, Brasil), 2,0 

μL de MgCl2 a 50 mM (Invitrogen, São Paulo, SP, Brasil), 0,25 μL de solução mix de dNTPs a 

10 mM (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA), 0,75 μL da solução de cada iniciador a 20 μM 

(Invitrogen, Pleasanton, CA, USA), 0,4 μL da enzima Taq polimerase (5U/μL) (Invitrogen, São 
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Paulo, SP, Brasil), 39,85 μL de água ultra pura e 1,0 μL de DNA (5 ng.μL-1). No controle 

negativo da reação de PCR não foi adicionado DNA.  

A amplificação foi feita em termociclador (Mastercycler ep Gradient S – Eppendorf, 

Hamburg, Alemanha) com as seguintes condições: desnaturação inicial a 94 °C por 2 min, 

seguindo-se de 20 ciclos de amplificação (94 °C por 1 min / 55 °C por 1 min / 72 °C por 3 min) 

e uma extensão final de 72 °C por 10 minutos.  

O fragmento de DNA amplificado (2 μL) foi visualizado por eletroforese em gel de 

agarose 1% em tampão TAE 1X, juntamente com 5 μL do marcador de tamanho molecular 

(DNA do fago λ digerido com Hind III). O gel foi corado em solução de brometo de etídio (0,5 

g.mL-1) por 10 minutos e foi fotografado em fotodocumentador modelo GEL DOC XR System 

(Bio-Rad, Hercules, CA, USA). 

 

4.5.3 Análises estatística: Teste t pareado 

 

Para confirmar as diferenças ou semelhança entre os experimentos do item 4.2 e 4.4, foi 

aplicado o teste t pareado usando o Excel 2010 (Microsoft Office, Redmond, WA, USA). Este 

teste é usado quando a mesma amostra é avaliada por diferentes métodos observando um único 

parâmetro. No caso deste trabalho, supomos que em cada teste de otimização estávamos 

trabalhando com a mesma amostra, pois filtramos o mesmo volume da mesma água em cada 

membrana.  

Com este teste podemos avaliar pelos parâmetros mensurados: concentração de DNA, 

razão A260/230 e A260/280, se existem diferenças significativas entre os ensaios realizados. Nos 

estudos feitos por Steffan et al. (1988), e Rogers et al. (2007), o teste t pareado foi utilizado 

para comparar os rendimentos de DNA, utilizando diferentes metodologias de extração.  

As informações necessárias para realizar este teste são: média das diferenças entre as 

amostras, o desvio padrão das diferenças e o número de pares das amostras. Assim, considera-

se a hipótese nula de que a diferença média entre os grupos é zero, então calcula-se o valor de 

t (t(calculado)). Comparando o t(calculado) com t fornecido por tabelas estatísticas t(crítico) é possível 

concluir se existe ou não diferença entre os grupos. Para esta pesquisa consideramos o valor do 

t(crítico) sendo 3,182, dado pelo grau de liberdade 3 (n-1) com confiança de 95% (α). 

Com o objetivo de sintetizar os resultados de hipótese, podemos representar como valor 

p a probabilidade de obter o efeito observado. Assim, quando o t(calculado) foi menor que o t(critico) 

aceitou-se a hipótese nula (Quadro 1 - A), ou seja, P > 0,05, por outro lado, rejeita-se a hipótese 

nula nos t(calculado) maiores que o t(crítico) (Quadro 1 - B), ou seja, P < 0,05. 
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Quadro 1 – Fórmulas para as análises do teste t pareado  

 
 

Nota: d = média das diferenças.   = 0 (hipótese nula). ds = desvio padrão das diferenças. N = número de pares 

das amostras.  = porcentagem de confiança. 

Fonte: Modificado de Barros-Neto, Scarminio e Bruns (2007). 

 

4.6 Comparação de métodos de extração de DNA na caracterização de uma comunidade 

bacteriana marinha por Eletroforese em Gel com Gradiente Desnaturante (DGGE) 

 

4.6.1 Coleta da amostra de água do mar  

 

Foram coletados 20 L de água do mar em um frasco de polipropileno, previamente 

esterilizado. A amostra foi coletada a 10 cm da superfície, antes do nascer do sol, no mês de 

abril de 2014. O local escolhido (Lat 23º49’50”S, Long 45º25’20”W) fica em São Sebastião 

em frente à praia do Segredo no Estado de São Paulo, Brasil (Figura 6). 

 

Figura 6 – Local de coleta da amostra de água do mar 

A. 

 

 

 

 

B. 

 

 

 

 

 

(A) Localização da área de estudo (B) Coleta da amostra 
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4.6.2 Processamento das amostras coletadas 

 

Imediatamente após a coleta, a amostra foi processada. Para coletar os micro-organismos, 

a amostra de água do mar foi homogeneizada no frasco de coleta e os volumes de 400 mL e 

1600 mL foram filtrados, 5 vezes cada um, pela técnica da membrana filtrante citada no item 

4.1.2. A cada 400 mL filtrados, filtrávamos 200 mL de água de diluição. 

Após a filtração, colocamos as membranas em tubos Falcon e estes foram transportados, 

sob refrigeração, para o Laboratório de Microbiologia Ambiental/ICB II/USP. Em seguida, 

cada membrana foi individualmente cortada assepticamente, pesada e igualmente distribuída 

em quatro microtubos. Portanto, os microtubos que estavam com os pedaços de membranas nas 

quais filtramos o volume de 400 mL continham aproximadamente 100 mL de água filtrada e os 

microtubos que estavam com os pedaços de membranas nas quais filtramos 1600 mL continham 

aproximadamente 400 mL de água filtrada.  

 

4.6.3 Métodos de extração de DNA da água do mar 

 

Após o processamento, extraímos o DNA dos micro-organismos presente na água do mar 

utilizando  5 métodos: 

 

i)  CTAB aperfeiçoado com lisozima e sem tRNA (C+L-T) 

Este método é o protocolo de Rivera et al. (2003) que foi aperfeiçoado neste estudo com 

as seguintes modificações: i) inserção de 90 μL de solução de lisozima (5 mg.mL-1) juntamente 

com tampão SET e, então, os as amostras foram incubadas a 37 ºC por 1 hora, em banho-maria, 

sob agitação manual a cada 10 minutos. ii) retirada do tRNA.  

 

ii)  CTAB aperfeiçoado sem tRNA (C-T) 

Este método é o protocolo de Rivera et al. (2003) que foi aperfeiçoado neste estudo sem 

a presença do coprecipitador tRNA.  

 

iii) CTAB aperfeiçoado (C) 

Este método é o protocolo de Rivera et al. (2003) que foi aperfeiçoado neste estudo e, 

assim como, com as demais metodologias, queremos comparar o perfil microbiano gerado pelo 

DGGE desta técnica, observando a reprodutibilidade e similaridade com os outros perfis. 
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iv) Power Soil (PS) 

Este método é um Kit comercial para extração de DNA de solo. O kit foi utilizado 

conforme instruções do fabricante e em seguida o DNA obtido foi concentrado e eluído em 30 

l de TE 

 

v) Power Water (PW) 

Este método é um kit comercial indicado para extrair DNA de água. Utilizamos o kit 

Power Water conforme as instruções do fabricante e em seguida o DNA obtido foi concentrado 

e eluído em 30 l de TE 

 

4.6.4 Amplificação do gene 16S RNAr  

 

A amplificação do gene 16S RNAr foi realizada com os primer 517F com grampo de 

guanina e citosina e o primer 907R (Tabela 2). A reação foi realizada em um volume final de 

25 μL, sendo 2,5 μL de solução tampão 10X, 0,75 μL de MgCl2 a 50 mM, 0,75 μL de solução 

mix de dNTPs a 2 mM, 0,75 μL da solução de cada iniciador a 10 μM (Exxtend, São Paulo, SP, 

Brasil), 0,1 μL da enzima Taq polimerase (5 U.μL-1), 1,0 μL de DNA nas concentrações obtidas 

por cada metodologia de extração e 18,4 μL de água ultra pura. No controle negativo da reação 

de PCR não foi adicionado DNA.  

Assim como realizado em trabalhos anteriores (DE LIPTHAY et al., 2004; MIRSEPASI 

et al., 2014), a quantidade de DNA utilizada neste estudo não foi padronizada, pois assim 

conseguiríamos o perfil do DGGE a partir do DNA obtido pelas diferentes metodologias e não 

a partir de uma possível normalização dos dados. Além disso, optamos por não normalizar os 

dados da concentração, pois não conseguiríamos fazer o mesmo com os valores das razões 

A260/280 e A260/230. 

A amplificação foi feita nas seguintes condições: desnaturação inicial a 95 °C por 3 min, 

seguindo-se de 30 ciclos de amplificação (95 °C por 1 min; 52 °C por 45 seg; 72 °C por 1 min) 

e uma extensão final de 72 °C por 5 min. O fragmento de DNA amplificado foi visualizado por 

eletroforese em gel de agarose 1% como descrito anteriormente no item 4.5.2. 
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Tabela 2 - Primers utilizados na reação de PCR para o DGGE 

 

PRIMER SEQUÊNCIA                          REFERÊNCIA 

517F* 

907R 

Grampo-GC 

GCCAGCAGCCGCGGTAA 

 

CCGTCAATTCMTTTGAGTTT 

CGCCCGCCGCGCGCGGCGGGC

GGGGCGGGGGCACGGGGGG 

 

Muyzer, De Waal e 

Uitterlinden (1993) 

 

Legenda: * Primer com o grampo GC 

                              

4.6.5 Eletroforese em gel com gradiente desnaturante (DGGE) 

 

O DGGE foi realizado no equipamento Ingeny PhorU2 system (Ingeny, Goes, Holanda), 

na concentração de poliacrilamida (Acrilamida: Bis 37,5:1) 6% em tampão TAE 1x. Para o 

preparo do gradiente desnaturante de 45 a 65% foram utilizadas as soluções de 0 e 80% 

desnaturantes, sendo que 100% de desnaturação consiste na concentração de 7 M de ureia e 

40% de formamida. Foram aplicados 10 ul do produto da PCR e esse foi submetido a 

eletroforese vertical por 16 h a 90 V à temperatura de 60 °C. Posteriormente, o gel foi corado, 

em abrigo de luz, por 30 min com SYBR-Green I (Molecular Probes, Leiden, Holanda) na 

concentração de 1:10.000 e fotografado sob luz ultra-violeta.  

 

4.6.6 Análise dos dados do DGGE 

 

Inicialmente, foi utilizado o software Bionumerics 5.0 (Applied Maths, Sint-Martens-

Latem, Bélgica) para identificar as canaletas do gel, selecionar as bandas automaticamente e 

manualmente e transformar os dados do perfil do DGGE em valores, de acordo com a 

ausência/presença da banda e sua intensidade.  

Os valores obtidos com Bionumerics foram utilizados por este mesmo programa para 

gerar o dendrograma do perfil do DGGE. Outras análises dos valores foram realizadas com o 

software Past 2.0 (HAMMER; HARPER; RYAN, 2001). Com este foi criado um gráfico de 

análises de Escalonamento Multidimensional Não-Métrico (NMDS), e calculados os índices de 

diversidade (Shannon e Wiener) e riqueza (Chao). Por fim, os dados fornecidos pelo 

Bionumerics e pelo Past foram utilizados no Excel 2010, para criar diagramas de Venn e um 

gráfico associando diversidade e riqueza.  
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4.6.7 Análises estatística: Teste de Tukey 

 

Para realizar as análises estatísticas foi utilizado o software R (Foudation for Statistical 

Computing, Vienna, Austria) com a interface RStudio. Utilizando este programa, foi feita 

análise de variância (ANOVA) seguido pelo teste de Tukey, para verificar se haviam diferenças 

significativas (P < 0,05) entre o rendimento de DNA e entre as razões de pureza A260/280 e 

A260/230 obtidas pelas diferentes metodologias. A análise de variância também foi aplicado com 

os resultados da riqueza e diversidade levando em consideração a tabela F de Snedecor α = 

0,05. 
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5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

5.1 Extração de DNA de água do mar pelo método de Rivera et al., 2003 

 

A reprodutibilidade da técnica foi realizada para verificar se a metodologia de extração 

de DNA de água do mar gerava dados uniformes, uma característica desejável na metodologia 

aperfeiçoada. Assim, o protocolo descrito por Rivera et al. (2003) foi realizado em 

quadruplicata e os resultados foram quantificados usando NanoDrop e observado em gel de 

agarose.  

Visualizando as concentrações de DNA obtidas (17,5 ng.L-1 a 22,2 ng.L-1) e pela 

eletroforese em gel de agarose (Figura 7), verificamos que há pouca variação entre os 

resultados, mostrando que a técnica é reprodutível.  

 

Figura 7 – Gel de agarose do DNA obtido a partir de 100 mL de amostras de água do mar 

de acordo com o protocolo descrito por Rivera et al., 2003 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Legenda: Colunas 01 e 06: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III. Colunas 02, 03, 04 e 05: DNA 

extraído pelo método de Rivera et al., 2003. 

  

 

5.2 Aperfeiçoamento do protocolo de Rivera et al., 2003  

 

5.2.1 Processamento: ensaio para substituir os tubos Falcon (15 mL) por microtubos (2,0 

mL) 

 

Essa etapa foi realizada antes dos procedimentos do aperfeiçoamento da extração de 

DNA. Com a substituição dos tubos Falcon por microtubos, facilitaríamos os experimentos, 

pois além de diminuirmos a quantidade de reagentes por amostra, realizaríamos mais testes 

simultaneamente.  
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Os pesquisadores no protocolo de Rivera et al. (2003), escolheram os tubos Falcon por 

permitirem melhor homogeneização durante a extração, pois as membranas utilizadas possuem 

47 mm de diâmetro. Como propomos fazer os testes nos microtubos, foi preciso diminuir em 

1/4 a quantidade de membranas dentro destes e, para compensar essa divisão, aumentamos em 

quatro vezes a quantidade de volume filtrado. 

Analisando os resultados da quantificação da concentração de DNA, observamos uma 

média de 30,25 ng.l-1 para as extrações feitas em tubos Falcon e 31,82 ng.l-1 para as 

realizadas em microtubos (Figura 8).  

Aplicando-se o teste t pareado nesses valores, verificamos que não houve diferença entre 

as extrações (P > 0,05). Portanto, é aceitável a substituição dos tubos Falcon por microtubos. 

 

 

Figura 8 – Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar usando tubos 

Falcon e microtubos 

A. B. 

 

 

 

 

 

 

 

 

   

 

                                       
(A) Fotografia do gel de agarose das extrações feitas em tubos Falcon e microtubo. Legenda: Coluna 01: marcador 

de tamanho molecular: Lambda Hind III. (B) Média de DNA obtido das extrações de DNA feitas em tubos Falcon 

e microtubo. Nota: Os valores apresentados são médias das quadruplicatas e as barras dentro das colunas indicam 

a menor e maior concentração de DNA obtido. 

  

5.2.2 Lise celular 

 

5.2.2.1 Ação das glass beads 

 

Esse teste foi realizado tendo como referência o trabalho de Boström et al. (2004) e teve 

como objetivo aumentar a concentração de DNA extraído. O procedimento bead beating é 

utilizado para romper as células. Dessa forma, as membranas são colocadas com as beads dentro 

de um tubo e agitadas em vortex.  A eficiência da lise celular é alta, mas pode causar danos no 

DNA de acordo com a energia colocada no processo.  
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Alguns trabalhos usaram esta técnica para extrair DNA de amostras de água (AGOGUÉ 

et al., 2008; DE CORTE et al., 2009; MILLER et al., 1999). Para outros pesquisadores, esta 

forma de romper as células é somente para garantir uma extração mais uniforme (FUHRMAN 

et al., 1988; SOMERVILLE et al., 1989).  

Em nossos experimentos, as extrações sem beads e com beads tiveram médias 

(quadruplicatas) de concentrações de DNA de 32,3 ng.l-1 e 35,37 ng.l-1, respectivamente 

(Figura 9A).  Aplicando o teste t pareado nos resultados desta extração, observamos nas 

amostras que não houve diferenças significativas na concentração de DNA obtido (P > 0,05).  

Além disso, analisando a foto do gel (Figura 9B) percebe-se que o DNA das extrações 

feitas com as beads aparece mais degradado, indicando presença de DNAses ou quebra 

mecânica do DNA (ROMANO; BRASILEIRO, 1999). As amostras com beads apresentam um 

“rastro” e trabalhos anteriores já observaram que estes são DNA retalhado (BÜRGMANN et 

al., 2001; FEINSTEIN; SUL; BLACKWOOD, 2009), sendo esta a principal desvantagem do 

procedimento bead beating (RAJENDHRAN; GUNASEKARAN, 2008). Dessa forma, as 

beads não foram adicionadas ao protocolo aperfeiçoado.  

 

Figura 9 – Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar com e sem adição 

de glass beads  
 

A.                    B. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

(A) Média de DNA obtido das extrações de DNA feitas sem beads e com beads. Nota: Os valores mostrados são 

médias das quadruplicatas e as barras dentro das colunas indicam a menor e maior concentração de DNA obtido. 

(B) Fotografia do gel de agarose das extrações feitas sem beads e com beads. Legenda: Coluna 01: marcador de 

tamanho molecular: Lambda Hind III.  
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5.2.2.2 Concentração de lisozima 

 

A lisozima tem papel fundamental na quebra da parede celular microbiana, atuando na 

quebra das ligações β1 4 glicosídicas entre o ácido N-acetil–muramico e N– acetil–D–

glucosamina, presentes no peptídeoglicano da parede celular bacteriana (JOLLÈS, 1964).  

Dessa forma, buscando conseguir maiores concentrações de DNA, variamos a 

concentração final de lisozima no protocolo de extração, utilizando como referência os 

trabalhos de Somerville et al. (1989), Rivera et al. (2003) e Boström et al. (2004). Entretanto, 

nos nossos resultados, não observamos diferenças significativas no rendimento de DNA (P > 

0,05) quando utilizamos as distintas concentrações de lisozima (Figura 10).  

 No trabalho feito por Fuhrman et al. (1988), no qual foi desenvolvida uma técnica de 

extração de DNA de água, a lisozima não foi considerada necessária para a lise celular, e, ainda, 

dificultava a purificação do DNA devido à adição de proteínas. Outros estudos também 

concordam com essa afirmação (MILLER et al., 1999; OLSEN et al., 1986; TORSVIK, 1979). 

Visto isso e os nossos resultados, não utilizaremos a lisozima no protocolo aperfeiçoado. 

 

Figura 10 – Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes concentrações finais de lisozima  
 

A.          B. 

  

    

 

 

 

 

 

  
 

 

 

(A) Fotografia do gel das extrações feitas com diferentes concentrações finais de lisozima. Legenda: Colunas 01, 

18, 19 e 32: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III. (B) Relação entre concentrações de lisozima e 

média de concentração de DNA obtido. Nota: Os valores apresentados são médias das quadruplicatas e as barras 

dentro das colunas indicam a menor e maior concentração de DNA obtido. 
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5.2.2.3 Concentração e tempo de ação de proteinase K 

 

A proteinase K é uma enzima com a propriedade de degradar muitas proteínas no seu 

estado nativo, mesmo na presença de detergentes. O local predominante da clivagem da ligação 

peptídica é adjacente ao grupo carboxílico dos aminoácidos alifático e aromático (EBELING 

et al., 1974). Assim, buscando encontrar a melhor concentração e o menor tempo para se 

conseguir maiores rendimentos de DNA, ensaios foram realizados de acordo com as orientações 

dadas pelo fabricante. 

É difícil definir uma concentração ideal de proteinase K a ser utilizada nas extrações de 

DNA de amostras de origem ambiental, devido às características particulares de cada amostra. 

Sendo assim, vemos diferentes concentrações desta enzima sendo utilizadas. Zhou, Bruns e 

Tiedje (1996), com o objetivo de extrair DNA total do solo, utilizaram a proteinase K na 

concentração final de 75 g.mL-1, enquanto no trabalho de Porteus e Armstrong (1991), foi 

utilizada na concentração de 500 g.mL-1. Assim como para os solos, a extração de DNA total 

de água também possui variações na concentração de proteinase K. Observamos no trabalho de 

Boström et al. (2004), que está enzima foi utilizada em 100 g.mL-1 para 50 mL de água filtrada, 

enquanto Somerville et al. (1989), utilizou-a na concentração aproximada de 500 g.mL-1 para 

volumes de 350 mL até 1 litro. 

No nosso trabalho, visualizando a fotografia do gel de agarose (Figura 11A) é possível 

observar que as bandas de DNA (“risco” na parte superior do gel) aparecem mais intensas na 

concentração final de proteínase K igual a 200 g.mL-1, quantidade aproximada da 

recomendada por Rivera et al. (2003) (220 g.mL-1). 

A quantificação do DNA (Figura 11B) corroborou com esse resultado e através dela foi 

possível verificar, pelo teste t pareado que, nesta concentração final, a lise foi significativamente 

melhor (P < 0,05).  

Com relação ao melhor tempo, aplicando o teste t pareado, observamos que com 30 

minutos, uma e duas horas, a proteinase K não apresentou resultados significativamente 

diferentes (P > 0,05). Porém, estes foram significativamente melhores (P < 0,05) quando 

comparados com o tempo de 18h (overnight) (Figura 12). Uma das razões para este resultado 

pode estar relacionado a não homogeneização das amostras quando deixadas overnight. 

Através destes experimentos, concluímos que, para o protocolo aperfeiçoado, será 

utilizado a proteinase K na concentração final de 200 g.mL-1 por um período de 30 minutos. 
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Figura 11 - Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes concentrações finais de proteinase K  

 

A. 
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(A) Fotografia do gel das extrações feitas com diferentes concentrações finais de proteinase K. Legenda: Colunas 

01, 20, 21 e 36: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III. (B) Relação entre concentrações de proteinase 

k utilizada e média do DNA obtido. Nota: Os valores apresentados são médias das quadruplicatas e as barras das 

colunas indicam a menor e maior concentração de DNA obtido.  

 

Figura 12 - Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes intervalos de tempos de ação de proteinase K 
 

 

A.                    B.   

     

 

  

   

 

 

 

 
(A) Fotografia do gel das extrações feitas com diferentes tempos de ação de proteinase K. Legenda: Colunas 01 e 

18: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III.  (B) Relação entre tempo de ação de proteinase K 

utilizado e média do DNA obtido. Nota: Os valores apresentados são médias das quadruplicatas e as barras 

dentro das colunas indicam a menor e maior concentração de DNA obtido. 
 

 5.2.3 Tratamento adicional à lise celular e purificação: concentração final e tempo de ação 

do CTAB  

 

O CTAB é um detergente que vem sendo utilizados por alguns autores na extração de 

DNA (CORINALDESI, 2005; DOYLE; DOYLE, 1987; ROMANO; BRASILEIRO, 1999). 
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Neste trabalho, testamos as concentrações (0%, 1%, 2% e 3%) e os tempos de ação (5min, 

20min, 40min e 60min) deste reagente. Em nossos testes, todas as razões A260/230 ficaram 

próximo do mínimo considerado ideal (1,5) (MO BIO, 2010) mas não houve diferença 

significativa (P > 0,05) quando usamos o CTAB na remoção dos possíveis compostos orgânicos 

e, consequentemente, na razão A260/230. Uma possível explicação para o CTAB não ter 

interferido nesta razão pode ser devido às características das amostras usadas, que 

provavelmente não tinham altas concentrações destas impurezas orgânicas, como é encontrado 

em amostras de solos (HURT et al, 2001; ZHOU; BRUNS; TIEDJE, 1996). Entretanto, quando 

o CTAB não foi utilizado na extração, a quantificação no NanoDrop aparentemente foi afetada, 

pois observou-se maior concentração de DNA do que quando o CTAB foi utilizado nas 

concentrações finais de 1, 2 e 3% (Tabela 3), resultados que não foram confirmados visualmente 

em gel de agarose (Figura 13). 

Dessa forma, mesmo que o uso do CTAB não tenha feito diferença na razão A260/230, ele 

foi necessário para remover certas impurezas que estavam sendo quantificadas junto com o 

DNA. Assim, o CTAB permaneceu no protocolo aperfeiçoado da mesma forma que estava 

sendo utilizado no método de Rivera et al. (2003), ou seja, na concentração final de 1%. 

Em relação ao tempo de atuação do CTAB, visualizando a fotografia do gel (Figura 14) 

e pela confirmação pelo teste t pareado, referente aos resultados da Tabela 3, pode-se afirmar 

que com 5 minutos de atuação, a concentração de DNA foi significativamente menor (P < 0,05) 

que em outros tempos. Porém, com 20 minutos, não foram verificadas diferenças significativas 

(P > 0,05) em relação a maiores tempos comparando a concentração de DNA e a razão A260/230. 

 

Tabela 3– Concentração do DNA em amostras de água do mar e razão A260/230 utilizando 

diferentes concentrações de CTAB 
 

Concentração final CTAB Concentração de  

 DNA (ng.l -1) 

A260/230 

0% 100,5 ± 7,59 1,48 ± 0,01 

1% 42,9 ± 0,83 1,43 ± 0,07 

2% 42,8 ± 1,59 1,47 ± 0,02 

3% 38,8 ± 0,97 1,46 ± 0,07 

Nota: Os valores apresentados são médias das quadruplicatas com seu respectivo desvio padrão. 
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Figura 13 – Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes concentrações finais de CTAB 

 

 

 

 

 

 
 
 

 

Legenda: Colunas 01 e 18: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III. 

 

Em um estudo feito por Puchooa (2004), no qual foi avaliado o tempo de incubação com 

o detergente CTAB, verificou-se que não havia diferenças na concentração de DNA quando as 

amostras foram deixadas 5 minutos, 4 horas e overnight. Mesmo com este estudo, o tempo que 

foi fixado no protocolo aperfeiçoado foi o de 20 minutos, pois para nossas amostras, foi o que 

apresentou melhor relação tempo por concentração de DNA. 

 

Figura 14 - Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando CTAB 

em diferentes intervalos de tempo 

 

 

 

 

 
 

 
 

 

Legenda: Colunas 01 e 18: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III. 

 

Tabela 4 – Concentração de DNA e razão A260/230 em amostras de água do mar utilizando 

CTAB na concentracao final de 1% e diferentes intervalos de tempo 

 

Tempo de ação CTAB Concentração de 

 DNA (ng.l -1) 

A260/230 

5min 48,67 ± 2,24 1,45 ± 0,06 

20min 56,25 ± 2,00 1,48 ± 0,02 

40min 61,6 ± 1,59 1,45 ± 0,07 

60min 59,62 ± 2,92 1,42 ± 0,06 
 

Nota: Os valores apresentados são médias das quadruplicatas com seu respectivo desvio padrão. 

 

5.2.4 Purificação do DNA: tempo e força de centrifugação com: F: C: A e C: A 

 

Após a adição da mistura orgânica (F: C: A), centrifuga-se a amostra, o que resultará em 

duas fases: uma superior aquosa (na qual estará presente o DNA) e uma inferior orgânica (na 
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qual estarão presentes as proteínas). Em alguns protocolos está presente mais uma etapa de 

purificação, com clorofórmio: álcool isoamílico. Esta também provocará a desnaturação das 

proteínas que permanecerão na fase inferior orgânica (AHMAD et al., 2004; URAKAWA; 

MARTENS-HABBENA; STAHL, 2010; WAHLBERG et al., 2012).  

Dessa forma, testamos combinações de tempos e forças de centrifugação com as misturas 

F: C: A (25:24:1) e C: A (24:1) para purificar as amostras no menor tempo possível. As 

impurezas do DNA foram verificadas por espectrofotometria, assumindo que, quando a razão 

A260/280 está entre 1,7 - 2,0, a amostra de DNA está livre de contaminação. Valores mais baixos 

que 1,7 indicam a presença de proteínas (RAJENDHRAN; GUNASEKARAN, 2008; 

STEFFAN et al., 1988) e valores acima de 2,0, a presença de RNA (SAMBROOK; FRITSCH; 

MANIATIS, 1989). 

Em nossos resultados, verificamos que podemos diminuir o tempo de centrifugação sem 

que haja diferenças significativas (P > 0,05) na contaminação do DNA por proteínas (Figura 

15 e Tabela 5). Portanto, para o protocolo aperfeiçoado, concluímos que essas duas misturas 

(F: C: A e C: A) podem ser centrifugadas por 10.000 x g por apenas 2 minutos. 

 

Figura 15 - Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes forças de centrifugação e intervalos de tempo com F:C:A e C:A       
 

 

 

 

 

 
 

 
Legenda: Colunas 01 e 18: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III.  

 

Tabela 5 – Força e tempo de centrifugação com F: C: A e C: A e sua relação quanto a 

concentração de DNA e razão A260/280 

 

Amostras  Concentração de 

 DNA (ng.l -1) 

A260/280 

2min a 10.00g com F: C: A e com C: A 15,48 ± 3,69 1,75 ± 0,04 

2min a 10.000g com F: C: A e 30min a 

4.000rpm com C: A 

15,68 ± 1,96 1,77 ± 0,02 

30min a 10.000g com F: C: A e 30min a 

4.000 rpm com C: A 

13,86 ± 2,06 1,85 ± 0,05 

30min a 4.000 rpm com F: C: A e com C: A 14, 48 ± 3,46 1,88 ± 0,08 

Nota: Média da concentração de DNA (ng.l-1) e relação A260/280 com seu respectivo desvio padrão. 
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5.2.5 Recuperação do DNA 

 

5.2.5.1 Concentrações do coprecipitador (tRNA) 

 

De acordo com Sambrook, Fritsch e Maniatis (1989), a adição de tRNA antes da 

precipitação pode ajudar a recuperar pequenas quantidades de DNA. De fato, alguns trabalhos 

afirmam que com a adição de tRNA em processos de extração de ácidos nucléicos, é possível 

recuperar mais RNA (WANG et al., 2002) e DNA (BOSTRÖM et al., 2004). Sendo assim, 

realizamos um experimento testando diferentes concentrações dessa molécula (0 a 400 g mL-

1) para verificar sua influência na precipitação de DNA.  

Visualizando o DNA das extrações, no gel de agarose, verificamos que a banda de DNA 

se intensificou quando aumentamos a concentração de tRNA até aproximadamente 40 g.mL-

1, e que, após esta quantidade, houve uma estabilização da concentração de DNA extraído 

(Figura 16A). No trabalho feito por Boström et al. (2004), foi realizado um experimento 

parecido, mas eles quantificaram o DNA recuperado (PCR real-time) e observaram que, 

utilizando o tRNA na concentração final de 50 g.mL-1, ocorria a máxima recuperação de DNA.  

Além da observação visual no gel de agarose, nossas extrações foram quantificadas por 

espectrofotometria (NanoDrop)  e, diferente do que foi visto no gel, as concentrações de DNA 

foram maiores, conforme mais tRNA estava presente (Figura 16B). Porém, estávamos 

quantificando o tRNA colocado no processo de extração (borrão escuro na parte inferior do 

gel), pois verificamos que o comprimento de onda que se utiliza para quantificar o DNA (260 

nm) é o mesmo usado para quantificar o tRNA (TRIFUNAC; KRASNA, 1974). 

De qualquer forma, como o tRNA ajudou na precipitação do DNA, acrescentamos esta 

etapa ao protocolo de Rivera et al. (2003) aperfeiçoado. Deste modo, juntamente com o 

precipitador isopropanol, recomendamos adicionar tRNA na concentração final de 50 g.mL-1, 

uma vez que Boström et al. (2004) verificaram que essa era a melhor concentração final a ser 

utilizada e nós obtivemos resultados semelhantes.  

Uma desvantagem do uso deste coprecipitador, como foi visto, é que o DNA e o tRNA 

absorbem na mesma faixa de luz ultra violeta. Dessa forma, o seu uso não é aconselhado quando 

é necessário quantificar, por espectrofotometria, a concentração de DNA.  

 

 

 



54 
 

Figura 16 - Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes concentrações do coprecipitador tRNA 
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(A) Fotografia do gel das extrações feitas com diferentes concentrações de tRNA. Legenda: Colunas 01: marcador 

de tamanho molecular: Lambda Hind III. Outras colunas estão identificadas com as concentrações de tRNA 

(g.mL-1). (B) Extrações com diferentes concentrações de tRNA. 

  

5.2.5.2 Agentes precipitadores  

 

A precipitação do DNA geralmente é feita utilizando álcool (etanol ou isopropanol) 

associado a uma solução com específica concentração de um sal catiônico. Estes fazem os 

ácidos nucléicos se agregarem e, consequentemente, precipitarem. Esse processo pode ser 

maximizado quando realizado em baixas temperaturas, sendo assim aconselhado (OLIVEIRA 

et al., 2007).  

Em nosso trabalho, observamos que a precipitação do DNA é diferente quando utilizamos 

o isopropanol ou etanol absoluto. Comparando as duas maneiras, pelo teste t pareado, 

observamos que existem diferenças significativas (P < 0,05) entre os dados, podendo-se assim 

afirmar que o isopropanol é mais eficiente que o etanol absoluto para precipitar o DNA. 
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Quando foi adicionado o tRNA ao agente precipitador, verificamos visualmente que o 

rendimento melhorou (Figura 17A). Também é possível visualizar esse aumento por 

espectrofotômetro (Figura 17B), porém, como já foi discutido, o tRNA influência na 

quantificação do DNA. As médias das extrações foram: 27,45 ng.l-1 quando as amostras foram 

precipitadas com 0,6 v de isopropanol, 13,92 ng.l-1 quando utilizamos 0,6 v de etanol absoluto, 

353,57 ng.l-1 quando utilizamos 0,6 v isopropanol + tRNA na concentração final de 50 µg.mL-

1 e 218 ng.l -1 para as amostras precipitadas com 0,6 v de etanol absoluto + tRNA na 

concentração final de 50 µg.mL-1.  

Com estes resultados, recomendamos no protocolo aperfeiçoado o uso de 0,6 v de 

isopropanol + tRNA na concentração final de 50 g.mL-1. Além disso, como em baixas 

temperaturas a precipitação é maximizada, indicamos o uso de isopropanol gelado e uma 

incubação por 5 minutos no gelo antes do próximo passo.  

 

Figura 17 - Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes agentes precipitadores 
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(A) Fotografia do gel das extrações feitas com diferentes agentes precipitadores. Legenda: Coluna 01: marcador 

de tamanho molecular: Lambda Hind III. (B) Extrações feitas com diferentes agentes precipitadores. 

 

 



56 
 

0

10

20

30

40

50

10.000g/10min 10.000g/20min 16.900g/10min 16.900g/20min

M
é

d
ia

 d
e

 D
N

A
 (

n
g
/

l)

Velocidade e tempo de centrifugação

 5.2.5.3 Tempo e velocidade de centrifugação para precipitação do DNA 

 

Quando cultivamos uma bactéria para realizar a extração de DNA, a quantidade de DNA 

recuperada é tão grande que forma uma rede de filamentos visíveis, tornando possível “pescar” 

o DNA com auxílio de um capilar de vidro. Porém, quando se faz extração de DNA de amostras 

de água, a quantidade de DNA não é suficiente para formar essa rede e, então, devemos 

centrifugar a amostra.  

Dessa forma, testamos diferentes forças e tempos de centrifugação para observar esta 

recuperação, e verificamos que quando aumentamos a força e tempo de centrifugação, a 

concentração de DNA recuperado aumentou significativamente (P < 0,05) (Figura 18). Como 

desejávamos quantificar as amostras, o tRNA não foi utilizado neste teste. 

 

Figura 18 - Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes tempos e velocidades de centrifugação 

 

A.                                                                      

  

 

 

 

 

B. 

 

 

 

 

   

 

(A) Fotografia do gel das extrações feitas com diferentes tempos e velocidades de centrifugação. Legenda: Coluna 

01 e 18: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III. (B)  Extrações de DNA feitas com diferentes tempos 

e velocidades de centrifugação. Nota: Os valores apresentados são médias das quadruplicatas. As barras das 

colunas indicam a menor e maior concentração de DNA obtido.  
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5.2.5.4 Lavagem com etanol 70% 

 

O etanol 70% é utilizado para remover resíduos de sais na amostra ou de sais que foram 

usados para melhorar a precipitação do DNA na extração (OLIVEIRA et al., 2007). Neste 

experimento, utilizamos diferentes tempos de centrifugação (2, 5 e 10 minutos em rotação 

10.000 x g) com etanol 70% para verificar sua influência na concentração de DNA. Além disso, 

para verificar se esta etapa era realmente necessária, um teste sem esta lavagem foi realizado. 

Não utilizamos o tRNA para podermos quantificar as amostras.  

Com nossos resultados, concluímos que esta etapa é necessária para realizar a 

quantificação do DNA no NanoDrop. Podemos observar na figura 19A que a ausência da 

lavagem resultou em uma quantificação muito maior que o das outras amostras (lavadas com 

etanol 70%). Resultados que não se confirmaram visualmente pela figura 19 B, uma vez que as 

bandas de DNA apresentaram a mesma intensidade. Como o resultado da lavagem com etanol 

70% foi o mesmo em todos os tempos, no protocolo aperfeiçoado ficou estabelecido o tempo 

mínimo de 2 minutos. 

No quadro 2 estão apresentadas as etapas do protocolo de extração de DNA de água do 

mar, descrito por Rivera et al. (2003), que foram trabalhadas para serem aperfeiçoadas. 

 

Figura 19 - Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes tempos de centrifugação na etapa de lavagem com etanol 70% 

 

A.                                            B.  

   

 

 

 

 

 
 

 

(A) Relação dos tempos de centrifugação com etanol 70% e DNA obtido. Nota: Os valores apresentados são 

médias das quadruplicatas. As barras dentro das colunas indicam a menor e maior concentração de DNA obtido.  

(B) Fotografia do gel das extrações feitas com diferentes tempos de centrifugação com etanol 70%. Legenda: 

Coluna 01 e 18: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III. 
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Quadro 2 – Resumo das etapas para obtenção do protocolo de extração de DNA: Rivera 

et al. (2003) aperfeiçoado 

 

Etapas  Testes realizados Melhor resultado 

Adição de Glass Beads. Uso adicional Não necessário. 

Concentração final 

Lisozima. 

0 mg.mL-1,  0,25 mg.mL-1, 0.5 mg.mL-1, 1.0 

mg.mL-1, 1.5 mg.mL-1, 2.0 mg.mL-1 e 4.0 

mg.mL-1 

Não necessária. 

Concentração final 

Proteinase K. 

Zero, 25 g.mL-1, 50 g.mL-1, 100 g.mL-1, 

150 g.mL-1, 200 g.mL-1, 300 g.mL-1 e 400 

g.mL-1 

200 g.mL-1. 

Tempo de ação Proteinase 

K. 
30min, 1h, 2h e overnight. 30min. 

Concentração final de 

CTAB. 
0%, 1%, 2% e 3%. 1%. 

Tempo de ação do CTAB. 5min, 20min, 40min e 1h. 20min. 

Tempo e Centrifugação 

com F: C: A. 
30min a 4.000 rpm e 2min a 10.000 x g. 2min a 10.000 x g. 

Tempo e Centrifugação 

com C: A. 
30min a 4.000 rpm e 2min a 10.000 x g. 2min a 10.000 x g. 

Concentração final  

coprecipitador (tRNA). 

0 g.mL-1, 10 g.mL-1, 20 g.mL-1, 30 g.mL-

1, 40 g.mL-1, 45 g.mL-1, 50 g.mL-1, 55 

g.mL-1, 60 g.mL-1, 65 g.mL-1, 70 g.mL-1, 

75 g.mL-1, 80 g.mL-1, 90 g.mL-1, 100 

g.mL-1, 150 g.mL-1, 200 g.mL-1, 400 

g.mL-1. 

50 g.mL-1. 

Para precipitar o DNA. 

1) Adição de 0,6 v de isopropanol, 2) Adição 

de 0,6 v de etanol absoluto, 3) Adição de 0,6 v 

isopropanol + tRNA na concentração final de 

50 g.mL-1 e 4) Adição de 0,6 v de etanol 

absoluto + tRNA na concentração final de 50 

g.mL. 

3) Adição de 0,6v 

isopropanol + tRNA 

na concentração final 

de 50 g.mL-1. 

Tempo e velocidade de 

centrifugação para 

precipitação do DNA. 

10.000 x g por 10min, 10.000 x g por 20min, 

16.900 x g por 10min e 16.900 x g por 20min. 
16.900 x g por 20min. 

Tempo de lavagem do DNA 

com etanol 70% - 

Centrifugando a 10.000 g. 

2min, 5min e 10min. Também foi feito um 

teste omitindo essa etapa. 
2min. 
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5.2.6 Protocolo aperfeiçoado obtido após os testes realizados nos itens anteriores 

 

Filtrar a amostra de água do mar em membrana de policarbonato de 0,22 m de 

porosidade e 47 mmde diâmetro e, em seguida, lavá-la com água de diluição filtrando metade 

do volume usado de água do mar. Cortar a membrana em pequenos pedaços e transferi-los para 

quatro  microtubos (2 mL). Adicionar 540 L de tampão SET, 28,75 μL de solução de SDS 

10% e 5,7 μL de proteinase K (20 mg.mL-1) e incubar a 37 ºC por 30 min. Posteriormente, 

adicionar 100 μL de NaCl 5 M e 70 μL de solução CTAB 10% pré-aquecida a 65 ºC. Incubar 

os tubos nessa temperatura por 20 minutos, agitando a cada 5 minutos. Aos tubos, adicionar 

igual volume (~ 745 μL) da mistura F: C: A e homogeneizar gentilmente. Em seguida, 

centrifugar os tubos a 10.000 x g por 2 minutos à temperatura ambiente. Transferir a fase aquosa 

para outro microtubo (2 mL) e adicionar igual volume da mistura C: A. Homogeneizar 

gentilmente e centrifugar a 10.000 g por 2 minutos à temperatura ambiente. Transferir o 

sobrenadante para um novo microtubo e adicionar 0,6 volume de isopropanol + tRNA na 

concentração final da solução de 50 μg.mL-1. Deixar 5 min no gelo e centrifugar a 16.900 x g 

por 20 minutos (preferencialmente na temperatura de 4 °C). Posteriormente, descartar o 

sobrenadante e lavar o pellet com 500 μL de etanol 70% gelado e, em seguida, centrifugar a 

10.000 g por 2 minutos. Verter completamente o microtubo para descartar o sobrenadante e 

coloca-los para secar em temperatura ambiente ou no dessecador. Após a secagem, suspender 

o DNA em 30 μL de tampão TE e estocar a 4 ºC (Figura 20). 

 

Figura 20 – Protocolo aperfeiçoado para extrair DNA de água do mar 
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5.3 Comparação entre a concentração de DNA obtido e o volume filtrado de amostras de 

água do mar 

 

Diferentes volumes de água são utilizados para realizar extração de DNA de água do 

ambiente. Qian et al. (2011) e Sogin et al. (2006), utilizaram 1 litro de água para fazer extração 

do DNA. Lee et al. (2010), usaram 4 litros de água, enquanto Almeida (2009), utilizou apenas 

0,25 litros e Silveira et al. (2011), apenas 0,1 litros.  

Como não existe uma quantidade padronizada de água a ser filtrada para realizar a 

extração de DNA, testamos o protocolo aperfeiçoado com diferentes volumes, sem o uso de 

tRNA, para verificar se a quantidade de DNA recuperada na extração era proporcional ao 

aumento de água filtrada.  

Observamos pelo aumento da intensidade da banda (Figura 21A) e pelo aumento da 

média de DNA recuperado (Figura 21B) que, quando aumentamos o volume de água filtrado, 

mais DNA pode ser recuperado. Esse resultado indica que entre 25 mL a 400 mL de água, o 

protocolo de extração de DNA aperfeiçoado está funcionando de forma proporcional, não sendo 

necessária a alteração de quantidades dos reagentes presentes.  

 

Figura 21 - Comparação do DNA obtido em amostras de água do mar utilizando 

diferentes volumes de água filtrada 
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(A) Fotografia do gel das extrações feitas com diferentes volumes de água. Legenda: Colunas 01 e 30: marcador 

de tamanho molecular: Lambda Hind III. (B) Relação de proporção entre volume de água filtrado e concentração 

de DNA obtido. Nota: 1) Os valores apresentados são médias da concentração do DNA (ng.uL-1) das 

quadruplicatas  dos diferentes volumes de água utilizados em mL 25, 50, 100, 200, 300 e 400. 2) As barras 

cruzando os pontos das médias são os desvios padrão. 
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 5.4 Comparação das metodologias de extração de DNA   

 

Evidentemente, não existe um método único e ideal para realizar extração de DNA de 

amostras de origem ambiental. Por esse motivo, existem diferentes protocolos buscando 

alcançar uma extração uniforme, com alto rendimento e pureza do DNA. Porém, atingir todos 

estes objetivos ao mesmo tempo é uma tarefa difícil (LEFF et al., 1995). 

Em nosso trabalho, na figura 22 e na tabela 6, podemos ver o resultado das extrações de 

DNA feitas pelas metodologias de Rivera et al. (2003), Rivera et al. (2003) aperfeiçoado com 

e sem tRNA, Kit comercial Power Water DNA e Kit comercial Power Soil DNA. Entre a 

metodologia de Rivera et al. (2003) e Rivera et al. (2003) aperfeioçoada sem tRNA, é 

imperceptível a diferença da quantidade de DNA obtido quando visualizamos apenas a figura 

22. No entanto, observando a quantificação, exibida na tabela 6, vemos uma média de 

concentração de DNA significativamente maior na técnica aperfeiçoada sem tRNA (P < 0,05). 

Com relação ao protocolo aperfeiçoado com tRNA, observamos, no gel de agarose, que 

a concentração de DNA está mais intensa que as demais (Figura 22). Esta mesma técnica 

apresentou maior concentração de DNA quando quantificada no NanoDrop. No entanto, 

devemos ser cautelosos, pois como já discutido, o coprecipitador (tRNA) interfere na 

quantificação do DNA. 

Os kits comerciais, renderam significativamente menos DNA (P < 0,05) na quantificação 

pelo NanoDrop (Tabela 6), e esses dados foram confirmados na  figura 22, onde é possível ver 

somente um leve “rastro” de DNA no gel de agarose. A metodologia Power Water teve o pior 

rendimento de DNA total, porém ela ficou dentro do esperado (3 - 11 ng.µL-1) informado no 

manual de instruções do fabricante.  

A razão A260/230 e A260/280 nos indica a qualidade do DNA e estas ficaram mais próximas 

dos valores considerados ótimos quando as técnicas de Rivera et al. (2003) e Rivera et al. (2003) 

aperfeiçoado com e sem tRNA foram usadas para extrair o DNA e os kits, tiveram os mais 

baixos valores (Tabela 6).  

A primeira razão (A260/230) informa a quantidade de DNA em relação a outros compostos 

que absorbem luz no comprimento de onda de 230 nm. São considerados como componentes 

que absorbem em 230 nm: compostos orgânicos, como polissacarídeos (BILGIN; DELUCIA; 

CLOUGH, 2009), fenol e sais caotrópicos, tais como o sal guanidina, usado em métodos de 

extração de DNA em colunas (THERMO-SCIENTIFIC, 2009) e compostos alcoólicos 

(ROGERS et al., 2007). 
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 Para a empresa MO BIO (MO BIO, 2010), especialista na produção de kits de extração 

de DNA, a razão A260/230 precisa estar acima de 1,5 para considerar que o DNA está livre dos 

contaminantes que absorbem o comprimento de onda de 230 nm. Entretanto, segundo Bilgin, 

DeLucia e Clough (2009), e o fabricante do espectrofotômetro que utilizamos (THERMO-

SCIENTIFIC, 2009), esta razão precisa estar acima de 2,0. Já outros pesquisadores consideram 

como amostra pura uma razão acima de 1,8 (ALEKSIC et al., 2012). 

A segunda razão A260/280 informa a quantidade de DNA em relação a proteínas e RNA. 

Foi considerado que, quando a razão A260/280 está entre 1,7-2,0, a amostra de DNA está livre de 

contaminação. Valores mais baixos que 1,7 indicam a presença de proteínas (RAJENDHRAN; 

GUNASEKARAN, 2008; STEFFAN et al., 1988) e valores acima de 2,0, a presença de RNA 

(SAMBROOK; FRITSCH; MANIATIS, 1989). 

Levando em consideração o tempo de execução, o protocolo aperfeiçoado gasta 

aproximadamente quatro vezes menos tempo que o descrito por Rivera et al., 2003. No entanto, 

os kits de extração são cerca de três vezes mais rápidos que o protocolo aperfeiçoado. 

 

Figura 22 – Comparação das metodologias de extração de DNA total utilizando 100 mL 

de água do mar  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Legenda: Fotografia de Gel de agarose 1% em tampão TAE 1X. Colunas 01, 14, 15: marcador de tamanho 

molecular: Lambda Hind III. 
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Tabela 6 - Comparação das metodologias de extração de DNA utilizando 100 mL de água 

do mar  

Métodos de extração Média 

Concentração 

DNA (ng.L -1) 

Relação 

A260/ 230 

Relação 

A260/280 

Tempo 

aproximado 

Rivera et al., 2003 35,77 ± 4,62 1,48 ± 0,01 1,74 ± 0,03 5h 

Rivera et al., 2003 

aperfeiçoado sem tRNA 

45,42 ± 4,87 1,43 ± 0,06 1,63 ± 0,02 1h e 20 min 

Rivera et al., 2003 

aperfeiçoado (com tRNA) 

158,35 ± 18,51 1,74 ± 0,06 2,05 ± 0,02 1h e 20 min 

Power Water 8,42 ± 2,48 0,28 ± 0,16 1,44 ± 0,10  30 min 

Power Soil 10,55 ± 3,06 0,23 ± 0,11 1,35 ± 0,08  30 min 

Nota: Média da concentração de DNA (ng.L-1), relação A260/230 e A260/280 com seus respectivos desvios padrão. 

  

5.5 Integridade do DNA – PCR 16S RNAr 

 

As cinco metodologias citadas acima foram analisadas quanto a integridade do DNA, 

utilizando a técnica da PCR. Assim, realizamos a amplificação do gene 16S RNAr, com 5 

ng.L-1 do DNA das amostras, e todas tiveram resultados positivos (Figura 23). Este resultado 

é uma boa maneira de avaliar, também, o nível de pureza do DNA, pois envolve sucessivas 

reações enzimáticas que exigem sítios livres de contaminação no DNA (ROH et al., 2006) em 

relação aos ácidos húmicos, como já foi visto, a Taq polimerase pode ser inibida por 

quantidades menores que 1 mg.mL-1 (TSAI; OLSON, 1992; TEBBE; VAHJEN, 1993). Este 

teste para verificar a integridade do DNA tem sido utilizado em muitos trabalhos (ALEKSIC et 

al., 2012; BOSTRÖM et al., 2004; HURT et al, 2001; LEAR; DONG; LEWIS, 2010; ROGERS 

et al., 2007; WAHLBERG et al., 2012). 

 

Figura 23 - Amplificação do gene 16S RNAr usando DNA extraído por diferentes 

metodologias  

 

 

 

 

 

  

 

  

 

Legenda: Coluna 01 e 18: marcador de tamanho molecular: Lambda Hind III. C-: Controle negativo.  
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5.6 Avaliação dos efeitos dos métodos de extração de DNA na comunidade bacteriana por 

Eletroforese em Gel com Gradiente Desnaturante (DGGE) 

 

Para verificar a importância dos métodos de extração de DNA no estudo dos micro-

organismos por métodos independentes de cultivos, foi feita a caracterização da diversidade 

bacteriana marinha, por DGGE, utilizando os seguintes métodos de extração DNA: 

 

i)  CTAB aperfeiçoado com lisozima e sem tRNA (C+L-T) 

Este método é o protocolo de Rivera et al. (2003) que foi aperfeiçoado neste estudo com 

as seguintes modificações: i) inserção de lisozima e ii) retirada do tRNA. Durante a 

padronização da extração foi visto que a lisozima não alterava a concentração do DNA obtido. 

Porém, como ela está relacionada com a lise da parede celular microbiana, a inserimos na 

metodologia modificada, uma vez que a enzima pode facilitar a lise de bactérias Gram-positivas 

presente na amostra de água do mar.  

 

ii)  CTAB aperfeiçoado sem tRNA (C-T) 

Este método é o protocolo de Rivera et al. (2003) que foi padronizado neste trabalho sem 

a presença do coprecipitador tRNA. Em nosso estudo, assim como de Boström et al. (2004), o 

tRNA aumentou a recuperação do DNA e, portanto, a concentração do DNA obtido. Devido 

esse aumento, resolvemos comparar o perfil microbiano gerado pelo DGGE deste método (sem 

tRNA) com o método que contém o tRNA (CTAB aperfeiçoado). Além disso, o perfil deste 

método servirá como referencia para comparação com o perfil gerado pelo método (C+L-T), 

permitindo verificar se a lisozima usada na extração pode influenciar nas bactérias observadas. 

 

iii) CTAB aperfeiçoado (C) 

Este é o método de extração de Rivera et al. (2003) aperfeiçoado neste estudo. Esta técnica 

foi utilizada como referência para verificarmos se o tRNA foi capaz de influenciar na 

composição da comunidade bacteriana observada no DGGE, pois observando o perfil de banda 

deste método com o método que não possui o tRNA (C-T) poderíamos verificar se encontramos 

distintos micro-organismos.  

 

iv) Power Soil (PS) 

O Power Soil é um kit comercial para extração de DNA de solo. Ele foi escolhido, pois é 

um método barato se comparado com a versão para água (Power Water) e é um método de 
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extração de DNA que vem sendo utilizado não somente no solo, mas também em saliva (WU 

et al., 2014), fezes (KENNEDY et al., 2014) e recife de corais (SANTOS et al., 2012). 

 

v) Power Water (PW) 

Este método é um kit comercial para extrair DNA de água e que vem sendo utilizado para 

este proposito (GIVENS, et al., 2014; HARRINGTON et al., 2012; MOYER et al., 2014). 

O resultado do DNA extraído, em triplicata, utilizando os cinco métodos de extração e os 

dois volumes diferentes (100 mL e 400 mL) pode ser visto na Figura 24. 

Observando a intensidade das bandas não é possível afirmar qual metodologia resultou 

na maior concentração de DNA. No entanto, fica evidente que as metodologias (C+L-T, C-T e 

C) tiveram maior rendimento que os kits Power Soil e Power Water, sendo o kit específico para 

extrair DNA de água (Power Water) o método que teve a menor intensidade da banda de DNA, 

ou seja, o menor rendimento de DNA.  

Além disso, fica destacado na figura 24 que quando foi utilizado o volume de 400 mL 

para realizar a extração, as metodologias resultaram em maior rendimento de DNA. 

 

Figura 24 - Extração de DNA de 100 mL e 400 mL de água do mar utilizando diferentes 

métodos 

 

 

Legenda: Fotografia de Gel de agarose 1% em tampão TAE 1X. Hind: marcador de tamanho molecular: Lambda 

Hind III. As demais colunas estão identificadas com o volume filtrado para realizar a extração e com as 

metodologias de extração: CTAB aperfeiçoado com lisozima e sem tRNA (C+L-T), CTAB aperfeiçoado sem 

tRNA (C-T), CTAB aperfeiçoado (C), Power Soil (PS) e Power Water (PW).  
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O rendimento de DNA também foi avaliado utilizando o NanoDrop e encontramos 

concentrações entre as metodologias, com média de 2,2 ng.l -1 (quando o DNA foi extraído 

pelo kit Power Water com 100 mL) até média com 930,6 ng.l -1 (extração feita pelo método 

CTAB aperfeiçoado com 400 mL).  

O resultado da quantificação do rendimento dos métodos de extração pode ser visto na 

Figura 25A. Foi aplicado o teste de Tukey nestes dados e entre algumas metodologias foram 

vistas diferenças significativas entre os resultados. Para ilustrar essas diferenças na figura, foi 

colocada uma letra ao lado da concentração de DNA. Quando as letras são diferentes é porque 

existe diferença significativa entre os valores. 

 

Figura 25 - Média do rendimento e pureza do DNA de água do mar das diferentes 

metodologias de extração 

 

 

(A) Média do rendimento de DNA. (B) Média da razão A260/280. (C) Média da razão A260/230. 

Legenda: As metodologias de extração comparadas são: CTAB aperfeiçoado com lisozima e sem tRNA (C+L-T), 

CTAB aperfeiçoado sem tRNA (C-T), CTAB aperfeiçoado (C), Power Soil (PS) e Power Water (PW).  

Nota: As letras diferentes ao lado das barras ilustram que houve diferença significativa entre os valores quando 

aplicado o teste de Tukey (P < 0,05). 



67 
 

  

Para mensurar a pureza, usamos o NanoDrop buscando quantificar as razões A260/280 e 

A260/230.  Observamos na Figura 25B que, em relação a razão A260/280, os valores mais distantes 

do indicado (entre 1,7 e 2,0) foram os obtidos pelos kits de extração (Power Soil e Power Water) 

e quanto à razão A260/230 (Figura 25C), nenhuma metodologia apresentou o valor mínimo 

considerado ideal (maior que 1,5) (MO BIO, 2010), sendo novamente os kits (Power Soil e 

Power Water) as metodologias que apresentaram os piores valores. O teste de Tukey também 

foi aplicado nestes dados. Quando as letras que estão ao lado da barra são diferentes, existe 

diferença significativa entre os valores encontrados. 

 

 5.6.1  Amplificação do gene 16S RNAr  

 

Para amplificação do gene 16S RNAr e posterior análise no DGGE foi utilizado o primer 

forward 517F com grampo GC e o reverse 907R (Figura 26). Estes primers foram escolhidos 

devido a alta taxa de cobertura e pela região hipervariável que eles abrangem (V4 e V5).  

Embora, o DNA não tenha sofrido nenhum processo de normalização, todas as amostras de 

DNA, nas suas diferentes concentrações e qualidade, amplificaram pela PCR o fragmento 

desejado (Figura 27). 

Observando o resultado do gel vemos que o conjunto de primers escolhidos amplificou a 

região de interesse, nas condições testadas (item 4.6.4), resultando um amplicon de 

aproximadamente 400 pb. Além disso, é possível observar que não houve diferenças na 

intensidade da banda do amplicon, mesmo utilizando templates com diferentes características. 

 

Figura 26 – Posição de anelamento dos primers no gene 16S RNAr  

 

Nota: As setas a cima do gene 16S RNAr indicam a posição dos primers dentro do gene. 

Fonte: Modificado de Cai, Archambault e Prescott (2003). 

 

A escolha dos primer utilizados teve como base trabalhos anteriores, como o feito por 

Claesson et al. (2010) onde eles utilizaram dois métodos de sequenciamento de alto rendimento 
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(454 Titanium e Illumina) para comparar 6 pares de primers para as regiões hipervariavéis (i) 

V1 e V2, ii) V2 e V3, iii) V3 e V4, iv) V4 e V5, v) V5 e V6, vi) V7 e V8. A conclusão deste 

trabalho foi que a região hipervariável que apresenta a melhor performance para analisar a 

composição da comunidade microbiana é a V4 e V5. Resultados semelhantes também foram 

vistos com a metodologia do DGGE, em que o número de bandas observada no perfil do gel foi 

maior para as regiões V3, V4 e V5 do que para as regiões V6, V7 e V8, refletindo assim a 

menor variabilidade dos amplicons originados destas regiões (PITERINA; PEMBROKE, 

2013). 

 

Figura 27 – Amplificação do gene 16S RNAr com template de diferentes metodologias de 

extração 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Legenda: Fotografia de Gel de agarose 1% em tampão TAE 1X. 1Kb (Invitrogen, Pleasanton, CA, USA)  

marcador de tamanho molecular. As demais colunas estão identificadas com o volume filtrado para realizar a 

extração e com as metodologias de extração: CTAB aperfeiçoado com lisozima e sem tRNA (C+L-T), CTAB 

aperfeiçoado sem tRNA (C-T), CTAB aperfeiçoado (C), Power Soil (PS) e Power Water (PW).  

  

A escolha do primer para as regiões V4-V5 se baseou no trabalho de Wang e Qian (2009), 

onde foi feito um estudo analisando, in silico, a taxa de cobertura de diferentes primers, dentre 

eles o 517F e 907R. Em seus resultados, foi observado que estes primers apresentaram uma 

taxa de cobertura maior que 97% para as 275.057 sequências de eubactérias com que foi 

realizada a comparação. 
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5.6.2 Análise do perfil do DGGE gerado pelas diferentes metodologias de extração 

 

A técnica do DGGE separa fragmentos de DNA de mesmo tamanho, mas com diferentes 

composições dos nucleotídeos, gerando um perfil de bandas. É um método molecular 

qualitativo e semi-quantitativo, sendo respectivamente influenciado pelo número de bandas e 

intensidade destas.  No gel, cada banda representa uma espécie, ou melhor, a população desta, 

uma vez que a banda é formada pelo conjunto de várias sequências, e o perfil da canaleta (todas 

as bandas) representa a comunidade.  

Neste estudo, realizamos o DGGE com o DNA extraído por diferentes metodologias para 

comparar o perfil de uma comunidade de bacteria do ambiente marinho. O resultado do perfil 

gerado pelas metodologias, estão representados na Figura 28. Nesta, é possível observar que os 

métodos influenciaram na composição da comunidade bacteriana observada, não somente em 

relação a presença e ausência das bandas de DNA, mas também em relação a sua intensidade 

relativa. Utilizando esta figura foram feitos dendrogramas, análises de Escalonamento 

Multidimensional Não-Métrico (NMDS), diagramas de Venn e cálculos da riqueza e do índice 

de diversidade. 

É importante deixar claro que também existem alguns entraves quando utilizamos o 

DGGE. Por exemplo, um micro-organismos pode apresentar múltiplas cópias do operon do 

gene RNAr e, assim, pode produzir mais de uma banda no DGGE (CILIA; LAFAY; 

CHRISTEN, 1996; NÜBEL et al., 1996; RAINEY, et al., 1996), ou, ainda as sequências do 

gene 16S RNAr de diferentes espécies, apesar de serem diferentes, podem não se separar no gel 

(VALLAEYS et al., 1997). Além disso, utilizando o DGGE conseguimos detectar sequências 

de organismos que estejam em concentração maiores de 1%, particularidade esta que deixa a 

técnica limitada, pois a maioria da população presente na comunidade pertence a poucas 

espécies e a maioria das espécies diferentes é composta por uma pequena minoria dentro da 

população (CURTIS; SLOAN, 2005). Portanto, o padrão de bandas obtido no DGGE reflete 

apenas os táxons mais abundantes de uma comunidade microbiana e não a diversidade completa 

(MUYZER; DE WAAL; UITTERLINDEN, 1993).  

De qualquer maneira, como esses vieses atuaram da mesma forma nas diferentes 

metodologias de extração, eles não atrapalharam o propósito da pesquisa. 
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Figura 28 - Eletroforese em gel com gradiente desnaturante (DGGE) das diferentes 

metodologias de extração 

 

 

Legenda: Gel de poliacrilamida com gradiente desnaturante (45 a 65%) mostrando o perfil das comunidades 

obtidas pelos diferentes métodos de extração. 1Kb: marcador de tamanho molecular. As demais colunas estão 

identificadas com os produtos da PCR das metodologias de extração: CTAB aperfeiçoado com lisozima e sem 

tRNA (C+L-T), CTAB aperfeiçoado sem tRNA (C-T), CTAB aperfeiçoado (C), Power Soil (PS) e Power Water 

(PW).  

  

O resultado do perfil do DGGE foi transformado em um dendrograma utilizando o 

coeficiente de correlação de Pearson e o algoritmo de agrupamento por média aritmética não 

ponderada (UPGMA) (Figura 29). Observando este, é possível verificar que a maior 

similaridade entre as comunidades está entre as triplicatas das metodologias, uma vez que na 

maior parte dos agrupamentos as replicatas das metodologias se encontram nos ramos mais 

próximos.  

A foto do perfil do DGGE também foi usada para realizar a NMDS, utilizando o 

coeficiente de dissimilaridade de Bray-Curtis (Figura 30). Este resultado facilita a visualização 

dos resultados, de modo que simplifica o complexo perfil gerado pelo DGGE em pontos 

plotados dentro de um gráfico. Para interpretá-lo, considera-se a distância entre os pontos: 

quanto mais próximos, maior é a similaridade entre eles. 
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Figura 29 - Estrutura da comunidade bacteriana marinha, por DGGE, utilizando DNA 

extraído por diferentes metodologias 

 

 

Legenda: Análise de agrupamento do padrão de bandas de DGGE utilizando a análise UPGMA e o coeficiente de 

correlação de Pearson das diferentes metodologias de extração:  CTAB aperfeiçoado com lisozima e sem tRNA 

(C+L-T), CTAB aperfeiçoado sem tRNA (C-T), CTAB aperfeiçoado (C), Power Soil (PS) e Power Water (PW).  
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Figura 30 - NMDS comparando os perfis gerados no DGGE a partir de DNA extraído por 

diferentes metodologias 

 

 

Nota:  Pontos plotados dentro de um gráfico bidimensional baseando-se no coeficiente de dissimilaridade de Bray-

Curtis. Valor de stress = 0,16.  

  

 

Observando o resultado da análise NMDS gerada é possível verificar que os pontos 

ficaram separados no espaço plotado, e como cada ponto representa o perfil de uma 

comunidade, pode-se afirmar que as metodologias diferiram entre si, indicando a distinta 

sensibilidade na detecção das bactérias. Leite et al. (2014) demonstraram que a escolha do 

protocolo de extração é uma etapa crítica no estudo da ecologia microbiana. Neste trabalho, 

assim como o de Martin-Laurent et al. (2001), De Lipthay et al. (2004) e Carrigg et al. (2007) 

foi observado que o perfil da comunidade microbiana, quando analisado por DGGE, foi afetado 

quando DNA provenientes de diferentes métodos de extração foram utilizados. 

A importância dos protocolos de extração tem sido notificada, mas deveria ganhar mais 

atenção. Da mesma forma que obtivemos diferentes resultados na análise da diversidade de 

bactérias marinhas pelo gene 16S RNAr, pode ser que a procura por genes de interesse 

biotecnológico também seja afetada de acordo com o método de extração de DNA escolhido.  

As razões para os métodos de extração resultarem em distintos perfis de bandas no DGGE 

podem ser divididas em não relacionadas e relacionadas diretamente com a reação em cadeia 

da polimerase.   

A razão não relacionada com a PCR é a lise celular. As bactérias não respondem da 

mesma forma quanto a ruptura da célula, pois entre os grupos taxonômicos existem variações 

na sua estrutura (SCHLEIFER; KANDLER, 1972), fazendo com que respondam distintamente 

aos métodos de lise celular (CABEEN; WAGNER, 2005). Devido esta diferença é desafiador 

conseguir extrair o DNA dos micro-organismos de amostras ambientais e, por isso, podemos 
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atribuir como uma das hipóteses para a diferença no padrão de bandas do DGGE a lise 

diferenciada dos micro-organismos. Esta etapa é crítica nos estudos da diversidade que utilizam 

diretamente o material genético dos micro-organismos, pois se for insuficiente ou preferencial 

para alguns organismos o resultado observado não será o verdadeiro. 

A causa diretamente relacionada com a PCR, é a amplificação diferenciada do DNA. Em 

nosso estudo, apesar da reação de PCR ter funcionado uniformemente com DNA extraído de 

todas as metodologias, diferentes situações podem ter ocorrido até chegar ao amplicon final, 

uma vez que distintas razões A260/280 e reA260/230 e concentrações de DNA foram utilizadas nas 

reações. A partir do momento que usamos diferentes metodologias de extração e, portanto, 

trabalhamos com distintos templates, abrimos a possibilidades para que viéses sejam vistos na 

reação de PCR (ARIEFDJOHAN; SAVAIANO; NAKATSU, 2010; MARTIN-LAURENT et 

al., 2001). 

Vemos que existe uma tendência a atribuirmos as diferenças encontradas no DGGE a 

concentração do DNA utilizado (KOZDRÓJ; VAN ELSAS, 2000; ZHAO; XU, 2012), no 

entanto, existem outras possibilidades. Em nosso estudo, a metodologia C-T (400) que teve 

média de concentração de DNA de 55,9 ng.µL e a técnica C (400) com média 930,6 ng.µL 

(diferenças significativas, P < 0,05) ficaram mais próxima no gráfico NMDS do que amostras 

que não variaram significativamente nos valores da concentração do DNA (P > 0,05), como 

por exemplo, C-T (100) e C+L-T (100) com 55,9 ng.µL e 46,7 ng µL respectivamente (Figura 

31), demonstrando que as diferenças no perfil do DGGE vão além de valores de concentração 

de DNA. 

 

Figura 31 – NMDS comparando os perfis gerados no DGGE  

 

Nota: As metodologias que tiveram variação significativa na concentração de DNA usada para fazer a PCR-DGGE 

estão representadas pelo círculo menor e o círculo maior onde não houve variação significativa. 
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Observamos que a escolha do método de extração do DNA é um passo crucial e que 

pode afetar a comunidade observada no DGGE. Em muitos estudos, utiliza-se os kits de 

extração para conseguir o DNA do ambiente, devido à praticidade, rapidez e reprodutibilidade 

(WILLNER et al., 2012). No entanto, vemos pela NMDS, que os pontos referentes aos kits 

(Power Soil e Power Water) que extraíram DNA a partir de 100 mL de água do mar foram as 

metodologias que apresentaram as maiores diferenças, entre as replicatas, no perfil do DGGE 

(Figura 32).    

 

Figura 32 - NMDS destacando as metodologias que apresentaram menor 

reprodutibilidade nos perfis gerados no DGGE  

 

 

Nota: As metodologias destacadas foram as que apresentaram a maior distância entre os pontos.   

  

 

A necessidade de concentrar as bactérias presente na água do mar em uma membrana, 

combinada com os métodos ineficientes de extração de DNA faz com que grandes volumes de 

água sejam filtrados. Qian et al. (2011), Somerville et al. (1989) e Sogin et al. (2006), filtraram 

1 litro de água para fazer extração do DNA do ambiente marinho, outros utilizaram ainda mais, 

4 litros de água (LEE et al., 2010). 

Dessa forma, para verificarmos a necessidade de utilizarmos maiores volumes de água, 

realizamos a extração de DNA da água do mar com cinco metodologias e com dois volumes 

(100 mL e 400 mL). Posteriormente, comparamos a comunidade bacteriana por DGGE, 

utilizando o DNA obtido por essas metodologias, levando em consideração a riqueza (número 

de OTU) exclusiva e compartilhada. Os diagramas foram feitos no programa Excel 2010 

utilizando a matriz de presença/ausência de banda criada no Bionumerics 5.0 a partir do perfil 

do DGGE.  
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 Na Figura 33 está esquematizado os diagramas de Venn das cinco metodologias com os 

dois volumes utilizados. Observando os diagramas vemos que a maioria das OTU são 

compartilhadas pelos volumes de 100 mL e 400 mL e que os OTU exclusivos são vistos hora 

no volume de 100 mL e hora no de 400 mL. 

No trabalho de Long e Azam (2001), foi avaliado, por DGGE, se a riqueza e composição 

de bactérias do ambiente marinho variavam quando usado 1 µL, 1 mL e 1 L para extrair o DNA. 

Eles observaram que o padrão de bandas não variou significativamente entre os volumes. 

Resultados semelhantes também foram encontrados por Kirchman et al. (2001), os quais não 

viram diferenças significativas no padrão do DGGE quando utilizado DNA extraído a partir de 

pequenos volumes de água do mar (< 10 mL) e grandes volumes 2 L. 

 

Figura 33 - Diagramas de Venn comparando as OTUs das extrações realizadas com 100 

mL e 400 mL  
 

 

 

Legenda: Diagrama de Venn representando o número de OTU exclusivas e compartilhadas das metodologias de 

extração:  CTAB aperfeiçoado com lisozima e sem tRNA (C+L-T), CTAB aperfeiçoado sem tRNA (C-T), CTAB 

aperfeiçoado (C), Power Soil (PS) e Power Water (PW).  

 

 

Em nossas amostras, a maioria dos representantes da comunidade foi observada em 

todas as técnicas de extração (Figura 34). No entanto, alguns taxa microbianos foram 

observados em apenas determinadas metodologias, mostrando que o método pode favorecer a 

extração de DNA de algumas espécies, ou seja, a escolha do método de extração pode 

influenciar a composição da comunidade bacteriana marinha, quando analisada por DGGE.  
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Figura 34 - Diagramas de Venn referente aos números de OTUs das cinco metodologias 

de extração  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Nota: Diagrama de Venn representando o número de OTUs exclusivas e compartilhadas entre as cinco 

metodologias 

  

Os cinco métodos de extração foram ainda comparados utilizando a riqueza de Chao e o 

índice de diversidade de Shannon e Wiener, os quais foram calculados a partir da matriz de 

ausência/presença e intensidade das bandas do DGGE. No cálculo da riqueza é necessário 

apenas somar o número bandas no gel, uma vez que elas representam o número de filotipos e 

para o índice de diversidade, considera-se a riqueza e a distribuição do número de indivíduos 

desses diferentes filotipos (equitatividade) (WALKER, 1989).  

Em nosso estudo a metodologia de extração que continha lisozima (C+L-T) não teve o 

aumento no número de OTU como esperávamos. No trabalho De Lipthay et al. (2004) foi 

avaliado o efeito de diferentes protocolos de extração de DNA na detecção da composição da 

comunidade bacteriana de solo, por DGGE, e foi visto que a extração que continha tratamento 

com lisozima reduziu significativamente o número de bandas obtidos no DGGE. 

Leite et al. (2014), compararam diferentes protocolos de extração analisando a qualidade 

da extração e o perfil microbiano gerado por DGGE. Eles observaram que os perfis das 

comunidades microbianas foram altamente afetados pela pureza e rendimento das amostras de 

DNA, sendo que o método mais eficaz em relação a pureza e rendimento do DNA obtido foi o 

que apresentou o mais complexo perfil microbiano gerado pelo DGGE. No entanto, no trabalho 

de Zhao e Xu (2012) que comparou diferentes metodologias de extração de DNA de solo, o 
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maior número de bandas no DGGE foi visto na metodologia de extração que teve o menor 

rendimento.  

Com certeza, uma extração de DNA representativo é crucial no estudo da diversidade dos 

micro-organismos pelos métodos independentes de cultivo. Uma vez que, como foi visto nesse 

e outros trabalhos, os perfis das comunidades microbianas analisados por DGGE, foram 

afetados quando diferentes métodos de extração foram utilizados. No entanto, em nossos 

resultados não observamos relação entre qualidade/ rendimento do DNA e riqueza e/ou 

diversidade. Nenhuma metodologia apresentou diferenças significativas (P < 0,05) entre os 

valores obtidos de riqueza e diversidade, mesmo quando comparamos os resultados obtidos 

pelos dois volumes utilizados para realizar a extração (Figura 35). 

 

Figura 35 – Índice de Shannon – Wiener e Riqueza de Chao, resultante das diferentes 

metodologias de extração 

 

 

Nota: Os valores são referentes a média das triplicatas. Não houve diferença significativa entre os valores quando 

aplicado a analise de variância (ANOVA). 
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6 CONCLUSÕES 

 

6.1 Aperfeiçoamento de uma técnica para extrair DNA de água do mar 

 

 Esse estudo aprimorou a metodologia de extração de DNA de água do mar descrita por 

Rivera et al. (2003), resultando em um protocolo que manteve a qualidade do DNA e agregando 

as vantagens de ser realizado em menor tempo e com maior rendimento de DNA. 

 

 Extraindo-se o DNA da água do mar pelo protocolo aperfeiçoado, ocorre um aumento 

proporcional do rendimento à medida que mais água é filtrada. 

 

 Ao compararmos as diferentes metodologias de extração de DNA verificamos que: 

 

 Em relação à concentração do DNA obtido, o protocolo aperfeiçoado apresentou 

o melhor rendimento, sendo os kits comerciais os que tiveram os valores mais 

baixos.  

 Quanto à qualidade do DNA observada pelas razões A260/230 e A260/280, as 

técnicas de Rivera et al. (2003) e o protocolo aperfeiçoado apresentaram 

melhores resultados que os kits comerciais.  

 Quanto ao tempo de execução, os kits comerciais são os mais rápidos (30min), 

no entanto, o protocolo aperfeiçoado pode ser executado em 1h e 20min, 

aproximadamente quatro vezes mais rápido que o inicialmente descrito (5h). 

 

6.2 Comparação entre diferentes métodos de extração de DNA na caracterização de uma 

comunidade bacteriana marinha por DGGE 

 

 O uso de distintos protocolos de extração de DNA de água do mar resultou em diferentes 

perfis da comunidade microbiana marinha no DGGE, não somente em relação à presença e 

ausência das bandas de DNA, mas também em relação à sua intensidade relativa.  

 

 Comparando a mesma metodologia de extração de DNA pelos dois volumes utilizados 

(100 mL e 400 mL), observamos que a maioria das OTUs é compartilhadas e as exclusivas são 

vistas tanto no volume menor como no maior. 
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 A maioria das OTUs observadas foi encontrada em todas as metodologias de extração. 

No entanto algumas foram observadas em apenas determinadas metodologias, corroborando 

com o fato já conhecido de que as técnicas de extração podem favorecer a detecção de algumas 

espécies. 

 

 Mesmo utilizando metodologias de extração que resultaram em DNA com distintas 

concentrações e qualidades, não observamos diferenças significativas de riqueza e diversidade 

entre as metodologias testadas. 
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ANEXO  

 

Extração de DNA pelo método CTAB de Rivera et al., 2003. 

 

i -Água de diluição (EATON, 2005) 

Adicionar 1,25 mL de solução estoque A e 5 mL de solução estoque B para um volume de 1000 

mL de água Milli-Q. Autoclavar a 121ºC por 15 minutos. Armazenar na geladeira. 

Solução estoque A: pesar 34 g de fosfato monopotássico (KH2PO4) e dissolver em 500 mL de água 

Milli-Q. Ajustar o pH para 7,2 com solução de hidróxido de sódio 1N e completar o volume para 

1000 mL com água Milli-Q. Autoclavar a 121ºC por 15 minutos. Armazenar na geladeira. 

Solução estoque B: pesar 81,1 g de cloreto de magnésio (MgCl2.H2O) e dissolver em 500 mL de 

água Milli-Q, completar o volume para 1000 mL com água Milli-Q. Autoclavar a 121ºC por 15 

minutos. Armazenar na geladeira. 

 

ii - Tampão SET 

20% de sacarose, 50mM de EDTA e 50mM de Tris-HCl para um volume final de 100 mL de água 

Milli-Q estéril, pH 7,6. Armazenar à temperatura ambiente (SOMERVILLE et al., 1989). 

Solução Tris-HCl 1M, pH 8,0 

Pesar 121.1 g de Tris-base e dissolver em 800 mL de água Milli-Q estéril. Ajustar o pH para 8,0 

com adição de 42 mL de ácido clorídrico concentrado. Completar o volume para 1000 mL com 

água Milli-Q estéril. Armazenar à temperatura ambiente. 

Solução EDTA 0,5M, pH 8,0 

Pesar 186.1 g de EDTA, dissolver em 800 mL de água Milli-Q estéril e em seguida homogeneizar 

com o auxílio de um agitador magnético. Ajustar o pH para 8.0 com NaOH 10 N, e completar o 

volume para 1000 mL de água Milli-Q estéril. Armazenar à temperatura ambiente. 

 

iii - Lisozima (5 mg.mL-1) 

Pesar 5 mg de lisozima e dilua em 1 mL de uma solução 10 mM Tris-HCl, pH 8.0, 1mM EDTA, 

10 mM NaCl. Armazenar à -20 °C (SOMERVILLE et al., 1989). 

 

iv - SDS 10% 

Pesar 10 gramas de SDS e complete o volume para 100 mL de água  Milli-Q estéril. Dissolva com 

auxílio de um agitador magnético com aquecimento. Armazenar à temperatura ambiente. 

 

v - Proteinase K (20 mg.mL-1)  

Pesar 20 mg de proteinase K e dilua em 1 mL de água Milli-Q estéril. Armazenar à -20 °C. 

 

vi - NaCl  5M  

Pesar 292.2 g de NaCl e complete o volume para 1000 mL com água Milli-Q. Autoclavar a 121 °C 

por 15 minutos. Armazenar à temperatura ambiente. 

 

vii - 10% CTAB em 0.7M NaCl 

Dissolver 4,1 g de NaCl em 80 mL de água Mili-Q estéril e em seguida adicionar 10 g de CTAB 

(hexadecyltrimethyl ammonium bromide) sob agitação.  Se necessário, aqueça a 65 °C para 

dissolver completamente. Ajuste o volume final para 100 mL. Antes do seu uso recomenda-se pré-

aquecer a solução a 65 °C. Armazenar à temperatura ambiente.  

 

viii - Tampão TE - (Tris-EDTA -10 mM Tris-HCl, pH 8.0 e 1 mM EDTA, pH 8.0) 

10 mL de solução estoque de Tris-HCl 1M, pH 8.0 e 2 mL de solução de EDTA 0.5 M, pH 8.0, 

para um volume de 1000 mL de água Mili-Q estéril. Armazenar na geladeira. 

 


