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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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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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