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RESUMO 
 

TEP (Transparent Exopolymer Particles) têm grande importância nos processos 

microbiológicos, no ciclo do carbono e na dinâmica da cadeia alimentar nos ecossistemas 

aquáticos. Essas partículas são compostas por uma matriz gelatinosa formada principalmente 

por polissacarídeos ácidos, dissolvidos e/ou coloidais oriundos da excreção de 

microrganismos fitoplanctônicos. As TEP são abundantes nos oceanos e em água doce e têm 

dimensão que varia de algumas micras até milímetros. O presente trabalho teve por objetivo 

quantificar e estudar a distribuição por tamanho das TEP presentes na coluna d’água do 

reservatório de Barra Bonita, no rio Tietê, SP, no período de setembro de 2002 a janeiro de 

2004. Ademais, foram quantificadas as bactérias aderidas às TEP, bem como foram 

estabelecidos protocolos iniciais para análise de biologia molecular (extração de DNA, PCR e 

DGGE) das bactérias aderidas às TEP. Durante este estudo, a concentração das TEP (> 1 µm), 

determinadas por um método espectrofotométrico desenvolvido neste estudo, variou de 0,02 a 

3,10 equiv. GX µg mL-1 e por microscopia de luz clara de 5,4 x 103 a 1,6 x 105 partículas mL-

1. No entanto, durante o período em estudo, as concentrações médias não sofreram variações 

significativas devido à natureza instável de um sistema dinâmico e com constantes mudanças 

do reservatório de Barra Bonita. A abundância das TEP por tamanho decresceu com o 

aumento do diâmetro das partículas como previsto pela equação do tipo N = kdp
-β empregada 

em estudos dessa natureza. Nesta equação o k está relacionado com a concentração das 

partículas e o β com a distribuição das partículas por classe de tamanho. Neste trabalho o 

valor de k variou de 2,40 x 104 a 3,86 x 10 6 partículas mL-1 e o valor de β de 0,2 a 2,5, 

indicando uma predominância de partículas de menor tamanho no reservatório. Em relação às 

bactérias aderidas às TEP as mesmas foram encontradas na superfície e no interior das 

partículas em concentrações médias variando de 9 a 45 bactérias (TEP)-1, sendo que nem 

todas as TEP estavam colonizadas por bactérias. O número de bactérias aderidas por TEP não 

pode ser relacionada com a superfície ou com o volume das partículas. Considerando o total 

de bactérias enumeradas por microscopia por fluorescência, a percentagem de bactérias 

aderidas às TEP variou de 6,9 a 80,3%. A adequação dos protocolos para a extração e 

amplificação do DNAr 16S das bactérias aderidas às TEP das amostras de água foi 

conseguida com sucesso e utilizando as técnicas de PCR/DGGE nessas amostras, foi 

evidenciada uma ampla diversidade na comunidade bacteriana aderidas às TEP. 
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ABSTRACT  

TEP (Transparent Exopolymer Particles) have a great importance in the microbiological 

processes, in the carbon cycle and in food chain dynamics of the aquatic ecosystems. These 

particles are composed by a gel matrix formed mainly by acid polysaccharides dissolved 

and/or colloidal those are released by phytoplankton microorganisms. TEP are abundant in the 

oceans and in fresh waters and they have a dimension that varies from some micra to 

millimeters. This current work has the main objective of quantify and study the distribution 

per range of the TEP present in Barra Bonita reservoir water column in the Tietê River in the 

period between September of 2002 and January of 2004. Further the bacteria attached to TEP 

were quantified as well as preliminary protocols were established to the biological molecular 

analysis (DNA extraction, PCR e DGGE) of the bacteria attached to the TEP. During this 

study, the TEP concentration (> 1 µm), determined by a spectrophotometric method 

developed in this thesis, varied from 0.02 to 3.10 equiv. GX µg mL-1 and by light microscopy 

from 5.4 x 103 to 1.6 x 105 particles mL-1. Although, during the study period, the average 

concentrations did not suffer significant variations because of the unstable and dynamic 

system with constant changes of the Barra Bonita reservoir nature. The abundance of TEP 

size decreased with the increase of the particles diameter show by the equation N = kdp
-β used 

in studies of this nature. In this equation k is related to particles concentration and β is to 

particles distribution per class size. In this work the k value varied from 2.40 x 104 to 3.86 x 

10 6 particles mL-1 and β value from 0.2 to 2.5, indicating a predominance of particles of 

smaller size in the reservoir. Regarding bacteria attached to TEP, they were found on the 

surface and in the interior of the particles in average concentrations varying from 9 to 45 

bacteria (TEP)-1, showing that not all TEP were colonized by bacteria. The number of bacteria 

attached to TEP can not be related to the particle surface or volume. Considering the total of 

bacteria numbered by fluorescence microscopy, the percentage of bacteria attached to TEP 

varied from 6.9 to 80.3%. The adequation of protocols to the extraction and amplification of 

the DNAr 16S of the bacteria attached to TEP from the water samples were performed with 

success and the use of PCR/DGGE techniques in these samples showed high diversity of 

bacteria community attached to TEP. 
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1 INTRODUÇÃO E ESTADO DA ARTE 

 

O carbono é reciclado em todos ambientes (atmosfera, solo, oceanos, ambientes 

aquáticos, sedimentos e rochas) sendo o oceano o seu maior reservatório (KEPKAY, 2000), 

bem como as rochas e sedimentos, porém, o tempo de reposição de carbono nesses ambientes 

é tão longo que é desprezível na escala de tempo dos seres humanos. Uma análise de 

diferentes processos sugere que uma das vias mais importantes do retorno de carbono para a 

atmosfera é via decomposição de matéria orgânica por microrganismos e o principal e mais 

rápido caminho para a transferência do carbono é por meio da fotossíntese, que retira da 

atmosfera o CO2, sendo que o seu retorno à atmosfera se dá pela respiração de organismos. 

Através da fotossíntese, produtores primários são capazes de fixar 1011 toneladas de CO2 por 

ano para produzir matéria orgânica (ODUM, 1988). Em corpos de água-doce naturais 

profundos e eutrofizados com constantes florescimentos algais, a principal fonte de carbono 

orgânico é aquela oriunda da fotossíntese de microalgas (VIEIRA, 1999). Segundo VIEIRA et 

al. (1994), o carbono excretado pelo fitoplâncton na forma de matéria orgânica dissolvida 

(DOM) corresponde em média a 5 % do carbono fotoassimilado, e o carbono na forma de 

carboidrato pode representar até 90 % da matéria orgânica dissolvida excretada por uma 

população em bom estado fisiológico. 

A DOM constitui o mais amplo “pool” de carbono orgânico nos oceanos e o 

conhecimento do mecanismo pelo qual essas substâncias são convertidas em matéria orgânica 

particulada (POM) é uma ferramenta para o entendimento dos ciclos biogeoquímicos 

aquáticos tanto marinhos (PASSOW, 2002a) quanto em água doce.  

A matéria orgânica particulada tem grande importância nos processos 

microbiológicos, no ciclo do carbono e na dinâmica da cadeia alimentar nos ecossistemas 

aquáticos (ALLDREDGE & SILVER, 1988; GROSSART & SIMON, 1993; GROSSART et 
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al., 1997). É constituída por organismos, detritos, matéria fecal, exúvia, exoesqueleto ou 

partes mais duras de organismos planctônicos visíveis ao microscópio (ALLDREDGE et al., 

1993). Além dos organismos e detritos orgânicos a matéria orgânica particulada dos 

ambientes aquáticos ocorre também como TEP (do inglês: transparent exopolymer particles) e 

agregados gelatinosos, classes de partículas distintas relacionadas com a atividade do 

fitoplâncton e também com a participação de outros organismos. 

TEP são definidas como partículas transparentes formadas por polissacarídeos ácidos e 

que podem ser observadas ao microscópio quando tingidas com o corante Alcian Blue 

(ALLDREDGE et al., 1993; PASSOW et al., 1994; PASSOW et al., 2001; PASSOW, 

2002a). Essas partículas são abundantes, ubíquas e transparentes, e são formadas 

principalmente por polissacarídeos excretados por microrganismos (PASSOW, 2000).  

Muitas espécies do fitoplâncton e também as bactérias podem excretar polissacarídeos 

dissolvidos, importantes para a formação das TEP (DECHO, 1990). As TEP são descritas 

ainda como a matriz precursora de agregados gelatinosos, descritas como “marine snow” em 

ambientes marinhos e “lake snow” em ambientes lacustres ou de água doce (PASSOW et al., 

2001). Os agregados gelatinosos são partículas de tamanho entre 300 µm a muitos 

centímetros, até 4 m, encontrado na Califórnia (STEINBERG et al., 1997) e no Mar Adriático 

do norte (HERNDL, 1992). A abundância dos agregados gelatinosos varia de <1 a ~ 100 L-1 e 

estes podem exibir uma estrutura muito complexa e serem densamente colonizados por vários 

microrganismos (e.g. bactérias, microalgas, protozoários) cuja função é formar e/ou decompor 

essa estruturas. Os organismos eucariontes heterotróficos se alimentam desses particulados, 

assim como as bactérias heterotróficas que os transformam em matéria orgânica dissolvida 

(LIND & DAVALOSLIND, 1991; GROSSART & SIMON, 1993; SIMON et al., 2002).  

As partículas transparentes de exopolímeros e os agregados gelatinosos podem 

contribuir significativamente com o fluxo vertical da matéria orgânica particulada na coluna 

d’água, dependendo da velocidade com que percorrem essa coluna, fornecendo assim energia 
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para organismos heterotróficos que vivem no sedimento e/ou ambientes aquáticos sem luz 

(GROSSART & SIMON, 1993; PASSOW et al., 1994; LOGAN et al., 1995; GROSSART et 

al., 1997). Em alguns estudos (GROSSART & SIMON, 1993; GROSSART et al., 1997), 

tem-se confirmado que os agregados lacustres têm um papel similar àquele desempenhado por 

agregados marinhos. 

 

1.1 Significado das TEP (Transparent exopolymer particles) 

 

Segundo ALLDREDGE et al. (1993), Gorden em 1970 foi quem pioneiramente 

notificou a existência de partículas de carboidratos transparentes. Segundo este autor, essas 

partículas foram observadas com a utilização do método rotineiro de Schiff com ácido 

periódico, embora não se tenha conseguido quantificá-las. Posteriormente, EMERY et al. 

(1984) descreveram filmes transparentes associados a diatomáceas ou a fragmentos utilizando 

microscopia eletrônica. Empregando essa técnica, foi possível também obter as áreas dessas 

partículas. ALLDREDGE et al. (1993) e PASSOW et al. (1994) consideraram que essas 

partículas transparentes, descritas anteriormente por Gorden e Emery, poderiam ser as 

mesmas partículas chamadas de TEP e foram os pioneiros a identificá-las nas águas da 

Califórnia. Desde então, muitos pesquisadores (PASSOW et al., 1994; LOGAN et al., 1995; 

SCHUSTER & HERNDL, 1995; GROSSART et al., 1997; WORM & SØNDERGAARD, 

1998; BERMAN & VINER-MOZZINI, 2001; BRACHVOGEL et al., 2001; MARI et al., 

2001; SIMON et al., 2002a) têm descrito as TEP como uma classe ubíqua de micro-partículas 

presentes em outros ambientes aquáticos, inclusive de água doce.  

Segundo ALLDREDGE et al. (1993) e LOGAN et al. (1994) a visualização das TEP 

foi possível após o tingimento das mesmas com um corante apropriado (Alcian Blue). O 

emprego dessa técnica permitiu então a visualização e a determinação da concentração 

(abundância) dessas partículas no ambiente. 
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As TEP podem ser vistas nos filtros com o emprego de um microscópio, e se parecem 

com folhas de duas dimensões ou como partículas soltas. Em três dimensões, as TEP são 

como pacotes de pequenas microfibras e colóides assemelhando-se a um “gel” 

(ALLDREDGE et al., 1993). Embora as formas das TEP nem sempre sejam bem definidas, 

muitas dessas partículas assemelham-se a esferas, gotas, nuvens, filamentos, fibras, lâminas e 

algumas vezes podem conter partículas inorgânicas, células e/ou restos de células (PASSOW 

et al., 1994; PASSOW & ALLDREDGE, 1994). 

TEP é um grupo de partículas quimicamente diverso e heterogêneo. Essas partículas 

formadas por exopolímeros não têm a sua composição química definida, porque tal 

composição química depende das espécies que excretam os exopolímeros e das condições 

ambientais. As condições ambientais também influem nas características físicas das TEP (e.g. 

estabilidade e volume) (MOPPER et al., 1995). Outras características dessas partículas é que 

elas se assemelham a géis, são flexíveis (ALLDREDGE et al., 1993) muito reativas e 

pegajosas (ENGEL, 2000). 

As TEP têm sido encontradas com comprimento variando <0,45 a 100 µm e a sua 

abundância varia entre 102 a 107 L-1, sendo que a abundância dessas partículas pode estar 

correlacionada com a biomassa do fitoplâncton. Essas partículas são mais abundantes durante 

as fases: exponencial e senescente do fitoplâncton, período de maior exudação. Tem sido 

observado que na natureza a quantidade das TEP é alta durante o período de florescimento de 

diatomáceas (SIMON, et al., 2002; PASSOW, 2002a). 

 

1.2 Formação das TEP 

 

A formação das TEP depende da ampla variedade de organismos que liberam 

substâncias orgânicas com características de muco ou “gelatina”. O precursor das TEP parece 

ser secretado pelo fitoplâncton durante a fase de crescimento exponencial e/ou da fase 
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senescente de crescimento (PASSOW, 2002a). Apesar do fitoplâncton liberar uma ampla 

quantidade de substâncias orgânicas (DECHO, 1990), cuja composição química pode variar 

de acordo com as espécies e estágio fisiológico, os monômeros precursores das TEP parecem 

ser mais homogêneos e permanecem constantes, mesmo que haja mudanças na comunidade 

de algas. 

PASSOW (2002b) estudou e concluiu que a taxa de formação das TEP em algas 

cultivadas em laboratório varia amplamente entre as espécies e a variabilidade interespécies 

de diatomáceas foi tão ampla quanto entre as espécies pertencentes a diferentes classes ou 

divisões. A concentração das TEP durante a fase de crescimento em culturas de algas em 

experimento com “mesocosmos” ou em “bloom” de fitoplâncton natural variou 

significativamente em função da clorofila a, confirmando a importância do fitoplâncton na 

formação das TEP.  

A produção das TEP em corpos d’água envolve dois processos: (a) biótico e (b) 

abiótico. A formação biótica das TEP depende da existência de envoltório mucilaginoso nas 

células ou colônias fitoplanctônicas, que são constituídos por polissacarídeos transparentes e 

gelatinosos. As TEP são formadas pela liberação de parte ou de todo esse envoltório pela 

morte celular ou qualquer outro processo que resulte na liberação do envoltório mucilaginoso 

(HONG et al. 1997). 

A formação abiótica das TEP depende de algumas variáveis ambientais como: 

turbulência, densidade de íons e concentração de colóides inorgânicos, bem como do tipo e 

concentração dos precursores presentes. Esses precursores, os polissacarídeos extracelulares, 

são liberados por organismos aquáticos presentes no ambiente, assim a sua abundância e 

propriedades não dependem apenas da composição da comunidade, mas também do estado 

fisiológico de cada indivíduo e das complexas funções da condição de crescimento 

(PASSOW, 2002a). Esses processos abióticos compreendem: (a) adsorção na superfície, (b) 

colapso de bolhas, (c) movimento de cisalhamento da água e (d) sedimentação. 
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Nos processos envolvendo adsorção na superfície das TEP (a), há um aumento do 

material particulado a partir do material coloidal presente na água por varredura (PASSOW & 

WASSMANN, 1994) que depende da dimensão fractal, tamanho, concentração, velocidade de 

“varrer” a coluna d’água enquanto afundam, ou seja, da velocidade em agregar partículas e 

concentração dos colóides. Esse processo altera o tamanho das partículas, tornando-as 

maiores, embora não aumente a sua concentração (LI & LOGAN, 1997). 

Os processos abióticos em que as TEP novas são formadas por coagulação na 

superfície das bolhas (b), envolvem os precursores com o diâmetro de 0,45 a 1,0 µm. Nesse 

processo, as TEP são formadas a partir de borbulhamento do material filtrado em filtro de 

porosidade < a 0,45 µm, esse material possui uma composição química mais rica do que os 

formado a partir do borbulhamento de material pré-filtrado em filtro de porosidade > 1,0 µm 

(MOPPER et al., 1995; ZHOU et al., 1998). 

As TEP podem ser formadas também abióticamente por cisalhamento num movimento 

horizontal das camadas de água (c) (PASSOW, 2000) ou por turbulência (ENGEL & 

PASSOW, 2001). Nesse processo, as partículas próximas podem colidir formando partículas 

maiores quando a direção dos fluxos tem sentido contrário. Esse mecanismo domina as 

interfaces de correntes descontinuadas na coluna d’água, ou nas camadas mais fundas ou nas 

marés em estuários. Ainda em regiões pelágicas o mecanismo de cisalhamento é um dos 

principais fatores de agregação das partículas (SIMON, et al., 2002a). Esse processo de 

cisalhamento é muito eficiente para a formação das TEP e talvez de outras partículas 

orgânicas (PASSOW, 2000) utilizando precursores menores que 0,2 µm. 

No processo de sedimentação (d) das TEP a propriedade físico-química destas 

partículas de serem géis com alta capacidade de aderirem umas às outras torna mais lento o 

fluxo vertical destas partículas (ENGEL, 2000; SIMON et al., 2002a). Essa capacidade de 

duas partículas permanecerem juntas após colidirem, leva a formação de partículas maiores 
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bem como de agregados gelatinosos, favorecendo a sedimentação dessas partículas (LOGAN 

et al., 1995).  

 

1.3 Agregados 

 

Os grandes agregados encontrados na água no mar são conhecidos como “marine 

snow” ou em água doce como “lake snow”. Esses agregados macroscópicos são muito frágeis 

e facilmente se quebram por isso há certa dificuldade em coletá-los, possuem diâmetros 

variando de 1 mm até >1 m e a sua formação depende da concentração das partículas, da 

densidade, da distribuição por tamanho e também do formato das mesmas (SIMON, et al., 

2002a). 

Duas são as hipóteses propostas para avaliar a formação de intensa precipitação e 

sedimentação de agregados na natureza durante um “bloom” do fitoplâncton. Segundo o 

modelo de JACKSON (1990), a primeira considera que os grandes agregados são formados 

por colisões de células do fitoplâncton durante um “bloom”. A outra hipótese da coagulação 

das TEP compara três sistemas distintos (águas doces, zonas costeiras e de mar aberto). Nesse 

estudo foi comparada a abundância das TEP em cada sistema com a concentração do 

fitoplâncton, fluxo do sedimento e abundância de agregados grandes.  

Em trabalho realizado no Lago Constance, Alemanha, por LOGAN et al. (1995), foi 

determinada uma concentração elevada das TEP (8,6 x 105 L-1). Esses mesmos autores 

constataram que o alto fluxo de matéria orgânica particulada em direção ao fundo do lago 

coincidia com o desaparecimento da abundância dos agregados. 
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1.4 Importância das TEP no ciclo biogeoquímico da matéria orgânica 

 

As TEP têm um importante papel na sedimentação e no ciclo biogeoquímico da 

matéria orgânica. Como essas partículas são pegajosas, seu tamanho e velocidade de 

sedimentação podem ser alterado. De acordo com a teoria da coagulação, a formação de 

agregados e/ou microagregados depende da possibilidade de colisão dessas partículas e da 

interação entre as mesmas (ENGEL, 2000; PASSOW et al., 2001; PASSOW, 2002a). A 

sedimentação direta das TEP foi representada por um mecanismo seletivo de seqüestro de 

carbono em águas profundas, uma vez que a razão de carbono e nitrogênio (C:N) das TEP 

ficou posicionada acima da razão de Redfield. A razão molar de C:N de Redfield de 6,6 é um 

valor estabelecido para os particulados orgânicos produzidos na superfície da água. Assim, 

quando há um fluxo de material orgânico da superfície para o interior de um corpo d’água, há 

um  aumento da razão molar entre carbono e nitrogênio (PASSOW, 2002a). A razão molar de 

C:N de Redfield das TEP é muito maior quando comparada a essa mesma razão em outras 

partículas (e. g. detritos) ou plâncton. 

MARI et al. (2001) trabalhando em mar aberto onde monitoravam a distribuição das 

TEP, no noroeste do Mar Mediterrâneo, determinaram a razão molar de C:N de Redfield. Essa 

razão foi medida nas TEP produzidas no laboratório, por borbulhamento de material orgânico 

dissolvido coletado no campo e o valor determinado foi de aproximadamente 20, taxa que 

excede em muito o valor determinado pelo modelo de Redfield (6,6). Ainda nesse trabalho, 

estimou-se que a concentração das TEP aumenta no verão e que a produção das TEP pode ser 

o principal caminho do carbono em ambiente oligotrófico quando a demanda está acima da 

quantidade de carbono disponível e o nitrato está escasso. Assim, as TEP podem ser um 

importante reservatório no ciclo do carbono em oceano. 

ENGEL et al. (2002a), acompanharam o fluxo dos principais elementos 

biogeoquímicos (C, N, P, Si) e das TEP em um “mesocosmo” (1 m3), durante um “bloom” 
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natural de diatomáceas marinhas nas águas do Canal de Santa Bárbara, USA. Esses 

pesquisadores encontraram uma razão molar de C:N de Redfield nas TEP igual a 26 e 

concluíram que a maior parte de carbono utilizada para a formação de “marine snow” foi 

proveniente das TEP.  

ENGEL et al. (2002b), também realizaram um estudo em junho de 1999, no Mar 

Báltico, um ambiente permanentemente estratificado e com predominância de cianobactérias 

e diatomáceas. Nesse experimento foi feita uma comparação da taxa de Redfield com a 

concentração de carbono orgânico particulado, nitrogênio e fósforo [POC]:[PON]:[POP] e 

concluíram que houve um aumento do carbono principalmente nos agregados. Estes 

pesquisadores concluíram também que as TEP contribuem substancialmente para um aumento 

da concentração de POC. 

Alguns dos elementos biogeoquímicos têm influenciado a concentração e produção 

das TEP. CORZO, et al. (2000) estudaram o efeito da concentração de nitrato em culturas de 

diatomácea marinha Chaetoceros calcitrans. Neste experimento, Chaetoceros calcitrans 

cresceu em culturas contendo concentrações de nitrato iniciais de 25, 75, 150, 250 e 450 µmol 

L-1, e os autores concluíram que o ânion nitrato afeta diretamente a produção das TEP e, que 

durante a fase exponencial de crescimento da cultura, a produção das TEP foi maior quando o 

nitrogênio era limitado no meio. 

MARI et al. (2005) monitoraram as concentrações das TEP em três mesocosmo, 

durante “blooms” de Phaeocystis globosa, mostraram que as concentrações de TEP 

permaneceram relativamente baixas até o esgotamento de nitrato ou fósforo, após o qual foi 

registrado um aumento abrupto da concentração das TEP. 

SCHNEIDER et al. (2004) investigaram o fluxo de carbono no oceano e a troca de 

CO2 entre a atmosfera e a água do mar e empregaram um modelo global para o ciclo do 

carbono no oceano (AAMOCC). Nesse modelo foi mostrado experimentalmente que as TEP 

têm contribuído com um aumento relativo de 5% na exportação de partículas no fluxo global 
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do CO2, desde a época pré-industrial até os dias atuais. Esses autores concluíram que o efeito 

da emissão antropogênica de CO2 pode causar efeitos diretos e indiretos na mudança das taxas 

dos elementos da matéria orgânica particulada (POM). As conseqüências diretas ocorrem na 

superfície das águas, gerando um aumento da concentração de CO2 atmosférico e um 

decréscimo do pH, levando a uma acidificação do meio, como conseqüência dessas mudanças 

pode ocorrer uma alteração da composição das espécies presentes nos ambientes e um 

aumento da produção das TEP que podem acarretar em uma mudança nas taxas dos elementos 

na matéria orgânica particulada. O efeito indireto das emissões de CO2 pelo homem, que tem 

como conseqüência o aquecimento global, pode resultar em um aumento da estratificação dos 

oceanos. Isso, por sua vez poderia reduzir os movimentos da coluna d’água do fundo para a 

superfície, promovendo assim uma limitação dos nutrientes. Esse cenário poderia ocasionar 

um aumento da produção das TEP acarretando uma mudança nas taxas dos elementos na 

matéria orgânica particulada (ENGEL, 2002a; ENGEL et al. 2004). 

Há poucos trabalhos descritos na literatura relacionando as TEP com os elementos 

metálicos. A dinâmica e/ou transporte das TEP em águas de oceano foram estudadas por meio 

de enriquecimento das TEP com ferro (II), pela adição inicial de sulfato ferroso (FeSO4) 

(RAMAIAH et al 2005) e também com tório radioativo (234Th) (AZETSU-SCOTT & 

NIVEN, 2005). Nesses dois estudos, foi possível então monitorar e estudar a dinâmica das 

TEP em águas de mar, empregando aqueles cátions metálicos como marcadores. 

As TEP são importantes na rede de agregação de partículas, na cadeia alimentar e no 

“Microbial Loop”. Para um melhor entendimento dessas interações é importante conhecer a 

movimentação descendente e ascendente dessas partículas na coluna d’água. No trabalho de 

AZETSU-SCOTT & NIVEN (2005) foi verificado movimentações verticais descendentes e 

ascendentes das TEP na coluna d’água, sendo que a densidade estimada das TEP variou de 

0,70 a 0,84 g mL-1. Em vista disso, AZETSU-SCOTT & PASSOW (2004) sugerem que as 

TEP tendem a flutuar sobre a superfície dos corpos de água. 
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As partículas de géis são abundantes e importantes no “microbial loop”, nos processos 

de sedimentação, nos ciclos biogeoquímicos e na dinâmica das partículas e na química dos 

carboidratos (VERDUGO et al, 2004).  

 

1.5 TEP e crescimento bacteriano 

 

O fluxo do carbono do fitoplâncton para a bactéria pode acontecer através da exudação 

de algas (com um predomínio de monômeros), lise celular (com predomínio de 

macromoléculas) (JONES & LOCK, 1993), predação do zooplâncton, lise ou degradação de 

algas senescentes, colonização de bactérias e formação de amplos agregados. A importância 

relativa desses caminhos varia com as taxas de predomínio dos processos biológicos na 

geração de substrato bacteriano (MIDDELBOE et al., 1995).  

Resultados da literatura relacionando florescimento do fitoplâncton e o aumento da 

biomassa bacteriana mostra que a hidrólise de polímeros gera o principal substrato para o 

controle do crescimento bacteriano, resultando em a um retardo na produção da biomassa 

bacteriana em relação ao desenvolvimento do fitoplâncton. Esse período é determinado pela 

fase “lag” entre o início e o fim da florescência. Nesse modelo, a degradação de partículas 

orgânicas via bactérias aderidas é uma relação específica entre os polímeros e as bactérias 

(MIDDELBOE et al., 1995). 

Recentemente foi demonstrado que: a) as bactérias aderidas às partículas têm uma 

maior diversidade filogenética; b) as bactérias aderidas são diferentes das bactérias 

morfologicamente semelhantes de vida livre e c) considerável fração das bactérias de vida 

livre está presente nos agregados. Ademais, foram encontradas bactérias filogeneticamente 

diferentes das bactérias de vida livre aderidas em partículas. As partículas são colonizadas por 

bactérias do próprio ambiente aquático, como indicado pelo aumento progressivo da 

abundância de bactérias nos agregados marinhos desde suas formações até o seu 
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desaparecimento. Ainda foi constatado que a mesma linhagem bacteriana altera a sua 

fisiologia, dependendo da disponibilidade de partículas para colonizar. Desse modo, não só a 

diferença genotípica como também a fenotípica foi detectada em comunidades de bactérias 

que colonizam partículas (AGIS et al., 1998).  

As bactérias aderidas representam de 10% a 20% do total das bactérias presentes nas 

regiões pelágicas, e de 11 a 14% em regiões costeiras (AZAM et al., 1983). Muitas vezes 

essas bactérias que estão agregadas às partículas são consideradas menos importantes para o 

estoque anual de carbono nas regiões pelágicas ou na coluna d’água. No entanto, em muitas 

observações tem-se mostrado que as bactérias aderidas podem desempenhar um papel 

dominante na ciclagem de carbono, dependendo da época do ano (ALLDREDGE & 

GOTSCHALK, 1990). Geralmente bactérias aderidas têm uma maior importância para a 

ciclagem de carboidratos monoméricos e aminoácidos do que as bactérias de vida livre, 

indicando assim uma alta especificidade celular enzimática (SIMON, 1985). 

ALLDREDGE & GOTSCHALK (1990) estudaram a água marinha no sul da 

Califórnia no período de abril a setembro de 1987. Esses pesquisadores encontraram que a 

abundância de bactérias em agregados de diatomáceas depende da época do ano e das 

condições do meio e que as mesmas variaram de 2,0 x 106 a 1,5 x 107 células por agregados, 

sendo a média no período estudado de 5,8 x 106 células por µg de agregados. 

WEISS et al. (1996) estudaram amostras de água do Lago Constance (Alemanha) 

coletadas durante o período de 23 de junho a 23 de agosto de 1994. No período em estudo foi 

encontrada uma abundância variando de 5,0 x 105 a 2,0 x 106 células por agregado. 

A liberação de carboidratos extracelulares leva a formação de TEP e pode promover o 

crescimento bacteriano, pelo fornecimento de uma superfície apropriada à adesão de 

bactérias. As bactérias quando crescem ao redor de diatomáceas, podem promover o 

crescimento destas pelo aumento da concentração de nutrientes naquele local. Durante o 

declínio do florescimento de diatomáceas, a concentração de nutrientes na água é escassa, ao 
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contrário da abundância das TEP que é alta. Fornecer TEP como meio de crescimento para 

bactérias pode suprir a necessidade de nutrientes de diatomáceas, ao mesmo tempo em que 

preservam ou protegem células bacterianas (PASSOW et al., 1994). 

As bactérias podem estar aderidas à superfície das TEP formando um biofilme, um 

microagregado ou um macroagregado, pois as mesmas podem produzir uma grande 

quantidade de exopolissacarídeos (DECHO, 1990 e HEISSENBERGER et al., 1994). Alguns 

estudos têm mostrado os mecanismos de colonização das TEP por bactérias. RAMAIAH et al. 

(2000) descreveram uma relação entre a abundância de bactérias com a produção, o tamanho 

e concentração das TEP encontradas no Mar da Arábia durante o verão de 1996.  

KREMBS & ENGEL (2001) determinaram a distribuição e a abundância das TEP nos 

blocos de gelo no Mar Laptev (Ártico), no período de julho a setembro de 1995. Esses autores 

encontraram que a concentração das TEP decresce com o aumento do tamanho dessas 

partículas, em todas as amostras estudadas. Ademais, constataram que a relação das TEP com 

a comunidade de microrganismos é diferente na água marinha e nos blocos de gelo, podendo 

estar relacionada com a presença de bactérias e diatomáceas na fase de gelo e na água do mar 

com a ausência de flagelados heterotróficos. Ainda neste estudo, os resultados indicaram que 

a maioria das TEP encontradas na interface gelo-água foi produzida por diatomáceas. 

Bacterioplâncton pode liberar quantidades significativas de material capsular que são a 

mais proeminente fonte de carbono orgânico dissolvido (DOC), em ecossistemas aquáticos, e 

o carboidrato dissolvido pelo processo de coagulação pode ser o precursor das TEP. Estimou-

se a concentração das TEP em 4 amol C cel-1 mL-1, o que representa cerca de 25% do carbono 

orgânico dissolvido liberado pelo bacterioplâncton e previamente determinado 

(STODEREGGER & HERNDL, 1999).  

CARRIAS et al. (2002) estudaram dois lagos temperados em diferentes estados de 

trofia: o primeiro Lago Pavin, um lago oligomesotrófico, que foi estudado durante a 

primavera, e o segundo Lago Aydat, na França, um lago eutrofizado. Neste estudo, os autores 
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determinaram a abundância das partículas DYP (DAPI- stained yellow particles), CSP 

(Coomassi-stained particles) e TEP por microscopia de epifluorescência, e constataram que a 

abundância dessas partículas pode variar de acordo com a produtividade do lago. Esses 

autores também determinaram a distribuição das partículas por tamanho e a colonização de 

cada partícula por bactérias.  

Nas últimas décadas muito se tem evoluído no sentido de identificar e isolar os 

microrganismos. Estudos envolvendo as comunidades de microrganismos têm procurado 

encontrar e/ou entender a composição, estrutura e estabilidade dessas comunidades, bem 

como a atividade e função dos microrganismos. Muitas das bactérias de amostras naturais não 

podem ser vistas com o uso de microscopia convencional, por estarem aderidas ao solo ou a 

outras partículas que as tornam invisíveis. Corantes (e g. DAPI ou laranja de acridina) têm 

sido empregados para quantificar os microorganismos. No entanto, pouca informação em 

relação às espécies presentes tem sido acrescentada. A atividade das bactérias no ambiente 

tem sido descrita embora não se possam precisar quais espécies são responsáveis por essa 

atividade (FERRIS et al., 1996).  

Nesse sentido se encontra o estudo da filogenética molecular e por intermédio desses 

estudos muito se tem esclarecido sobre a biodiversidade de microrganismos em seu habitat. 

Estima-se que apenas uma pequena fração (< 1%) dos microrganismos que existem na 

natureza tenha sido cultivada utilizando-se técnicas microbiológicas de rotina (TORSVIK, 

1998; HUGENHOLTZ et al., 1998). Em estudos de simbioses, biofilme e comunidades 

microbiológicas em geral, microbiologistas têm sido obrigado a recorrer a métodos 

tradicionais (cultivo e/ou microscopia) que, apesar de essencial para o entendimento da 

biologia de comunidades microbiológicas, não é o suficiente para compreender a diversidade 

microbiológica in situ (GILLAN et al., 1998).  
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TESKE et al. (1996) descrevem a técnica de PCR (reação da polimerase em cadeia) 

/DGGE (do inglês: denaturing gradient gel electrophoresis) como uma nova estratégia 

molecular para a análise da diversidade genética de uma comunidade microbiana.  

As populações naturais têm sido caracterizadas por seqüências de DNA (ou de seus 

genes) diretamente isolados de amostras ambientais (STAHL et al.,1985). Isolar organismos 

tem sido facilitado com a aplicação de PCR que é um método básico utilizado na clonagem e 

sequenciamento de gene, por resultar em uma rápida e eficiente amplificação exponencial de 

uma seqüência específica do DNA, idêntica à seqüência do DNA alvo (AMANN et al.,1992). 

Outra técnica baseada na eletroforese dos fragmentos do gene ribossomal (DNAr 16S) 

é a técnica do DGGE que permite a separação de fragmentos de mesmo tamanho, porém com 

seqüência de nucleotídeos diferentes, em gel de poliacrilamida contendo um gradiente linear 

de agentes desnaturantes (uréia e formamida) de DNA. Essa técnica permite esclarecer 

questões relacionadas à diversidade genética das populações microbianas nos mais diferentes 

ambientes, as relações entre diferentes comunidades e os organismos que a compõem, bem 

como a dinâmica de uma população. A técnica do DGGE tem sido utilizada por diferentes 

pesquisadores, em diferentes objetivos como descrito a seguir. 

As técnicas de biologia molecular têm sido usadas para determinar a diversidade 

genética de uma comunidade microbiana em partículas (TEP) ou agregados orgânicos (lake 

snow) (WEISS et al., 1996). 

Em um trabalho, em que utilizou a técnica PCR/DGGE, HUMAYOUN et al. (2003), 

pode analisar a variação vertical na composição da comunidade do domínio Bacteria, em 

amostras de Lago Mono, na Califórnia. Esse é um lago meromíctico, alcalino e hipersalino. 

Essa mesma técnica foi utilizada anteriormente por um outro de estudo, no mesmo local 

HOLLIBAUGH et al. (2001), para estudo e das mudanças sazonais na estrutura vertical 

durante o período em que o Lago Mono é polímitico, nesse estudo constatou-se a significante 
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diferença na comunidade bacteriana associada à profundidade sobre condições de 

estratificação embora não tenha sido descrita sua composição filogenética. 

TAYLOR et al (2004) discute a importância de se entender a biodiversidade ecológica 

de eucariontes e procariontes. Neste trabalho explorou-se a relação entre a diversidade 

microbiológica e a especificidade de um hospedeiro, estudando-se a associação entre esponjas 

marinhas e bactérias.  

GROSSART et al. (2005) tentou entender e descrever a dinâmica de uma comunidade 

de bactérias em uma cultura de laboratório de duas comunidades de diatomáceas marinhas 

(Thalassiosira rotula e Sketonema costatum). 

Há pouco mais de uma década alguns grupos de pesquisa vêm estudando a formação 

das TEP, sua composição e função, bem como interações com microrganismos. Apesar da 

posição de destaque da limnologia no Brasil, pouco se conhece sobre essas partículas 

transparentes. Nesse sentido, os trabalhos desenvolvidos no Laboratório de Ficologia do 

Departamento de Botânica são pioneiros e de extrema importância para o entendimento das 

relações entre as TEP e os organismos no reservatório de Barra Bonita, SP.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

17

2 OBJETIVOS 

 

O presente trabalho é um sub-tema do projeto temático "Produção e Destino dos 

Polissacarídeos Extracelulares de Origem Algal em um Reservatório Eutrofizado do Rio 

Tietê”, sob a coordenação do Prof. Dr. Armando Augusto Henriques Vieira, do Laboratório 

de Ficologia do Departamento de Botânica da Universidade Federal de São Carlos. É de 

extrema importância conhecer os processos que visam esclarecer as relações entre os 

organismos e o ambiente, produção, destino e/ou função dos produtos orgânicos gerados pelos 

organismos, como por exemplo, a formação das TEP, sua colonização pela comunidade do 

bacterioplâncton e também a sua utilização pela comunidade.  

O presente trabalho teve como objetivos investigar a ocorrência e concentração, a 

distribuição e freqüência por tamanho das partículas de exopolímeros transparentes (TEP), em 

diferentes profundidades da coluna d’água do reservatório de Barra Bonita. Além disso, foi 

também investigada a colonização das TEP e a dinâmica da relação de bactérias/TEP.  

  

 

3 HIPÓTESE 
 

Em um ambiente hipereutrófico como o do reservatório de Barra Bonita, com grande 

florescimento de cianobactérias e de outras espécies de outras Divisões, produtoras de grandes 

concentrações de exopolissacarídeos, espera-se encontrar a ocorrência das TEP nas diferentes 

profundidades do corpo d’água. Nesse sentido o presente trabalho teve como hipótese 

entender a dinâmica de produção e as relações entre as TEP e os organismos naquele 

reservatório.  
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4 MATERIAL E MÉTODOS 

 

A Figura 1 resume as etapas experimentais realizadas no presente trabalho. Após 

coleta mensal e tratamento das amostras foram investigadas a ocorrência, a concentração, a 

distribuição, a freqüência por tamanho e a colonização por bactérias das partículas de 

exopolímeros transparentes (TEP), em diferentes profundidades da coluna d’água do 

Reservatório de Barra Bonita. Além disso, foram determinadas as condições preliminares para 

a caracterização molecular (PCR e DGGE) da comunidade bacteriana que colonizam as TEP. 

 

 

Figura 1 - Esquema das etapas experimentais realizadas no presente estudo. 

 

Coleta Mensal  
(setembro de 2002 a janeiro de 2004) 

1 m, 3 m, 5 m, 10 m e Fundo 
Garrafa Van Dorn 

Filtração em rede de Nylon® (70 µm) 

Filtração Tangencial (0,45 µm) 
Concentração entre 5-10 vezes 

Determinação espectrofotométrica da 
concentração das TEP 

Amostra fixada com azida 0,05% m/v 

Microscopias: 
Campo claro e Fluorescência 

Amostra fixada com formol (3,7% v/v) 

 
Amostra Concentrada 
(partículas > 0,45 mm) 

PCR e DGGE 
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4.1 Local de Estudo  

 

O material utilizado no presente estudo foi coletado no reservatório de Barra Bonita 

(Figura 1), localizado a 22o 29' S e 48o 34' W na região central do Estado de São Paulo. Esse 

reservatório fica próximo às áreas urbanas dos municípios de Barra Bonita e Igaraçu, a uma 

altitude de 430 m, e recebe as águas dos rios Tietê e Piracicaba, ambos eutrofizados. A 

importância desse reservatório eutrófico, está no fato deste ser o primeiro reservatório do 

sistema do médio Tietê, fazendo parte de uma bacia hidrográfica situada em uma região com 

intensa atividade urbana e agroindustrial (VIEIRA, 1999).  

 

Figura 1 - Mapa do reservatório de Barra Bonita, SP., obtido por GPS, em fevereiro de 2004. 
                  Fonte: Pereira Cabral, 2003.  
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4.2 Coleta das amostras de água 

 

Foram realizadas coletas mensais de amostras de água do reservatório de Barra Bonita, 

no ponto definido como estação 2, localizada a cerca de 3,0 km da montante da barragem, nas 

seguintes profundidades: 1 m, 3 m, 5 m, 10 m e fundo (15 a 20 m), durante o período de 

setembro de 2002 a janeiro de 2004. No mês de fevereiro de 2002 foi realizada uma 

amostragem preliminar para reconhecimento do local de coleta, adequação dos procedimentos 

e técnicas experimentais, bem como escolha dos intervalos de concentrações de cada uma das 

variáveis que foram estudados no presente trabalho. Outras quatro coletas foram realizadas 

entre maio de 2002 a agosto de 2002 para desenvolvimento do método espectrofotométrico 

para a quantificação das TEP empregando-se Alcian Blue como reagente cromogênico. 

As amostras foram coletadas utilizando-se uma garrafa de coleta de 8 litros tipo Van 

Dorn construída em PVC e com as partes metálicas recobertas, ou substituídas por Teflon, e 

acondicionadas em um recipiente de polietileno de 5 L; esse recipiente foi previamente lavado 

com água da represa da mesma profundidade da amostra.  

Os parâmetros físico-químicos determinados durante a coleta foram: pH e temperatura 

(oC). Nessas determinações foi empregado um aparelho multisonda Horiba, U-23, nas 

profundidades supramencionadas. 

 

4.3 Filtração das amostras de água 

 

Imediatamente após a chegada ao laboratório, 3 L de água homogeneizada, de cada 

profundidade, foi filtrado com uma rede de Nylon de 70 µm, para separação de material em 

suspensão como restos de vegetais, de animais, grandes colônias de Microcystis sp e também 

substâncias inorgânicas. As amostras foram então transferidas para frascos âmbar de 3 L e 
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acondicionadas em refrigerador a 4oC, temperatura que permite reduzir o metabolismo 

bacteriano sem causar grandes danos aos organismos.  

 

4.3.1 Filtração tangencial das amostras de água 

 

A filtração tangencial é uma técnica usual para separar e/ou concentrar partículas 

presentes em amostras de água para análise (HOFFMANN et al., 2000 e GUÉGUEN et al., 

2002). Essa técnica foi utilizada por BARTHEL et al (1989) para concentrar o picoplâncton e 

nanoplâncton, uma vez que a concentração da biomassa era baixa e dificultava a obtenção das 

medidas de seu metabolismo. Assim, utilizando-se essa técnica de filtração foi possível 

concentrar a amostra de água sem causar prejuízos ou danos às células. Ademais, os autores 

desse trabalho sugerem para estudos ecológicos envolvendo amostras ambientais, um fator de 

concentração da ordem de 5 a 10 vezes, a fim de evitar problemas de lise celular.  

Para a quantificação das TEP, as amostras foram concentradas 5 ou 10 vezes através 

da técnica de filtração tangencial, utilizando-se um aparelho Advanced Mid Jet™ System e 

cartuchos de fibra oca (0,45 µm), Mid Gee™  MM Cartridge, A/G Technology Corporation, 

USA. Antes e após cada filtração das amostras de água provenientes de Barra Bonita, o 

cartucho foi lavado com: água desionizada, solução de hidróxido de sódio 0,5 mol L-1, água 

desionizada, solução de hipoclorito de sódio 5 a 6 % e finalmente com água desionizada em 

abundância. Quando não em uso, o cartucho foi armazenado em ambiente seco. Com a 

filtração tangencial, as partículas > 0,45 µm (TEP + células) foram concentradas e separadas 

daquelas menores do que 0,45 µm (colóides + material dissolvido). A presença de 

carboidratos (polissacarídeos e monossacarídeos) no filtrado (< 0,45 µm) foi monitorada para 

averiguar a eficiência dessa lavagem, empregando-se o método do fenol-ácido sulfúrico 

(DUBOIS et al., 1956). 
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A eficiência de separação/recuperação foi testada com Dextran-2000K (no D-5376) 

Sigma/USA, segundo o seguinte procedimento: 100 mL de solução de Dextran 200 µg L-1 

foram colocados no filtrador tangencial sendo o volume reduzido para 30 mL. Esse volume (o 

concentrado) foi “lavado” várias vezes com 30 mL de água desionizada. A cada lavagem, 10 

mL foram retirados para determinar a concentração de carboidratos pelo método de Dubois 

(1956); do concentrado filtrado (> 0,45 µm) depois de realizada a filtração em 0,45 µm para a 

retirada das partículas e do filtrado (< 0,45 µm). Depois de repetidas “lavagens”, a eficiência 

de remoção/recuperação foi suficiente para reduzir em 95-98 % a concentração inicial de 

Dextran. 

 

4.4 Preparo e acondicionamento das amostras 

 

Cada amostra filtrada por filtração tangencial foi dividida em 3 subamostras: 

(a) uma subamostra de 500 a 700 mL foi concentrada para um volume final de 70 a 50 

mL, essa foi utilizada nas determinações da concentração das TEP por espectrofotometria em 

comprimento de onda de 602 nm, segundo metodologia discutida no Anexo 1. A subamostra 

que foi empregada posteriormente na determinação espectrofotométrica das TEP, foi fixada 

com solução de azida de sódio em concentração final de 0,05 % m/v. Essa fixação evita o 

crescimento de microrganismos e também a liberação de material orgânico envolvido com a 

formação das TEP. Essas amostras foram acondicionadas em refrigerador a 4 oC.  

(b) uma subamostra de 250 mL a 400 mL foi concentrada para um volume final de 50 

mL e utilizada para a enumeração das TEP em determinações microscópica de campo claro e 

de fluorescência. Esta subamostra foi fixada com solução de formol à concentração final 3,7 

% m/v, e acondicionado em frasco âmbar em refrigerador, a 4 oC.  
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(c) uma subamostra de 1000 mL a 1500 mL foi concentrada para um volume final de 

100 mL. Essa subamostra concentrada foi subdividida e acondicionada em 4 frascos com 25 

mL cada, e armazenados no freezer a -20 oC, para ser utilizada nas determinações de PCR e 

DGGE. Posteriormente, a subamostra utilizada nas técnicas moleculares (PCR e DGGE) para 

a caracterização de bactérias aderidas às TEP foi filtrada em filtro estéril de policarbonato 

com poros de 0,45 µm (Millipore) e cada filtro foi acondicionado em placa de petri estéril. A 

placa de petri etiquetada foi vedada com fita adesiva e armazenada em a -20 oC. O manuseio 

das amostras para serem utilizadas nas técnicas do PCR e DGGE foi executado em câmara de 

fluxo laminar.  

 

  4.5 Quantificação espectrofotométrica das TEP (método comparativo de Passow & 

Alldredge, 1995) 

 

Segundo PASSOW & ALLDREDGE (1995), as TEP são visíveis quando tingidas com 

Alcian Blue 8GX C.I. 74240 (Polyscience), um indicador hidrofílico catiônico que complexa 

os grupos aniônicos carboxílicos ou grupos sulfatos dos polissacarídeos ácidos. A cadeia 

lateral desse indicador ao reagir com o grupo carboxílico do polissacarídeo produz um 

complexo não iônico insolúvel e que pode precipitar. A seletividade do tingimento, ou do 

procedimento espectrofotométrico para a determinação quantitativa das TEP nas amostras de 

água, pode ser controlada variando-se, tanto o pH, como a concentração dos sais na solução 

desse reagente cromogênico.  

Nesse procedimento, alíquotas de 5, 10, 20, 30 e 40 mL de água nas diferentes 

profundidades foram filtradas, em triplicatas, em um filtro de policarbonato (Isopore, 

Millipore) de 0,45 µm com o auxílio de uma bomba a vácuo sob pressão reduzida (150 mm 

Hg). O material retido nos filtros foi então processado para a quantificação das TEP. As TEP 

retidas no filtro de policarbonato de 0,45 µm foram tingidas com uma solução de Alcian Blue 
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0,02 % m/v em ácido acético 0,06% v/v (pH=2,5). Convém observar que a solução de Alcian 

Blue foi previamente filtrada em filtro de policarbonato de 0,2 µm para eliminar a 

precipitação desse corante no frasco do reagente. Após a filtração, os filtros foram lavados 

com água destilada para retirar o excesso do corante e então transferidos para béqueres de 10 

mL, contendo 6 mL de H2SO4 80 % v/v e deixados embebidos por duas horas e agitados 

manualmente por 3-5 vezes durante esse período. Após esse tempo, uma alíquota de 4 mL foi 

utilizada na determinação espectrofotométrica das TEP. As concentrações das TEP (expressas 

em µg L-1 de goma de xantana (Gum Xanthan, G 1253, Sigma)) foram determinadas 

espectrofotometricamente em comprimento de onda de 787 nm, empregando-se um 

espectrofotômetro Hewlett-Packard, modelo 8452A.  

A curva de calibração foi obtida empregando-se goma de xantana no intervalo de 

concentrações de 1 a 15 µg L-1. Esses pesquisadores (op. cit.) investigaram 10 carboidratos 

diferentes e, a goma de xantana foi a que melhor se assemelhou com as TEP, destacando-se a 

similaridade dos tamanhos das partículas de gel formadas que foram retidas no filtro de 

policarbonato de 0,45 µm, levando a uma maior precisão e exatidão do método 

espectrofotométrico (PASSOW & ALLDREDGE, 1995).  

Entretanto, essa metodologia além de trabalhosa, requer um tempo mínimo de 3 - 4 h 

possui baixa reprodutibilidade, precisão e exatidão. Portanto, desenvolveu-se um novo 

procedimento espectrofotométrico para determinação das TEP em águas naturais em conjunto 

com o  grupo  de   Química  Analítica  do  DQ  da  UFSCar  (FATIBELLO et al., 2004) (ver  

Anexo 1). 

4.6 Desenvolvimento de nova metodologia para a determinação das TEP 

 

Inicialmente, um estudo sistemático foi realizado empregando-se alguns corantes (azul 

de toluidina; azul de astra e Alcian Blue) nas concentrações de 0,02%; 0,03%; 0,04%; 0,06%; 
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0,09% e 0,012% m/v e soluções tampão diversas (tampão fosfato, tampão ftalato e tampão 

acetato) em diferentes valores de pH (2,5; 3,3; 4,0; 4,8 e 6,89). Após esses estudos iniciais foi 

estabelecida a melhor condição experimental para a determinação da concentração das TEP 

nas amostras de água do reservatório de Barra Bonita.  

Uma alíquota de 5 mL da amostra concentrada anteriormente (filtração tangencial) foi 

adicionada em um balão volumétrico de 10 mL e em seguida adicionou-se 0,5 mL de Alcian 

Blue 0,06% m/v em tampão acetato 0, 2 mol L-1 (pH 4,0). Após agitação manual por 1 

minuto, completou-se o volume do balão com tampão acetato 0,2 mol L-1 (pH 4,0). Esse 

volume foi então transferido para um tubo de ensaio e centrifugado a 3000 rpm, por meia 

hora, em uma centrífuga FANEN, modelo Baby. Segundo PASSOW & ALLDREDGE 

(1995), o Alcian Blue reage com as TEP formando um pigmento não iônico de baixa 

solubilidade que é então sedimentado, formando assim um corpo de fundo no tubo de ensaio. 

A solução sobrenadante de Alcian Blue que não reagiu é transferida para uma cubeta e sua 

absorbância é determinada espectrofotometricamente em comprimento de onda de 602 nm. 

Na construção da curva analítica empregou-se como substância padrão goma de xantana no 

intervalo de concentração de 1-15 µg mL-1 em tampão acetato 0,2 mol L-1 (pH 4,0). As 

determinações das concentrações das TEP nas amostras e a curva analítica foi feita em 

triplicata. 

O método desenvolvido neste trabalho é mais simples e rápido, mais preciso e exato 

que o método proposto por PASSOW & ALLDREDGE (1995). Além disso, o método 

desenvolvido neste trabalho não necessita de etapas preliminares extensas de preparação das 

amostras. 

A introdução da filtração tangencial para a eliminação de colóides e concentração das 

amostras, bem como a dispensa do uso do filtro de policarbonato (Isopore, Millipore) de 0,45 

µm, necessário no método descrito na literatura, além de diminuir significativamente os 
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custos, elimina também fontes de erros inerentes à pesagem dos filtros e da dissolução das 

TEP-Alcian Blue por ácido sulfúrico. 

No entanto, em ambos os métodos não se consegue separar as TEP das células 

(principalmente as microalgas) levando assim a super-estimativa da concentração das TEP.  

 

4.7 Enumeração das TEP por microscopia de campo claro 

 

Inicialmente, 2,0 mL da subamostra de água filtrada, concentrada e fixada com uma 

solução de formol 3,7 % v/v (concentração final) foram transferidos para um tubo de ensaio 

juntamente com 0,3 mL de solução de Alcian Blue 0,06% m/v. Após agitação manual por 30 

s, a solução foi deixada em repouso por 2 h. Em seguida, essa solução foi homogeneizada e 

filtrada em um filtro de ester de celulose quadriculado de 0,45 µm (Millipore) e com o auxílio 

de uma bomba a vácuo, sob uma pressão de aproximadamente 150 mm de Hg. O filtro foi 

lavado com 30 mL de água desionizada para que o excesso de Alcian Blue fosse removido. 

As preparações entre lâmina e lamínula foram realizadas colocando-se uma gotícula de óleo 

de imersão sobre a lâmina de vidro, sendo então o filtro de ester de celulose quadriculado 

transferido para a lâmina. Após a adição de outra gotícula de óleo de imersão, o material foi 

coberto com uma lamínula e sobre esta se aplicou uma leve pressão. As lâminas preparadas 

foram armazenadas em caixas próprias, à temperatura ambiente. Todo esse procedimento foi 

realizado em duplicata. 

A abundância e tamanho das TEP foram medidos semi-automaticamente, com sistema 

de vídeo-câmara Sony CCD IRIS, acoplado a um microscópio Olimpus, modelo BX 41 

provido de um programa de captura de imagens, Image Pro®-Plus. Essa leitura foi feita 

utilizando-se uma ampliação de 400X. Sob a fonte de luz do microscópio foi colocado um 

filtro de cor laranja para que as TEP fossem destacadas do azul mais claro do filtro e assim 
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facilitasse a sua visualização e distinção de outras partículas inorgânicas e algas. Esse filtro 

melhorou a qualidade das fotografias, tornando–as mais nítidas. 

Vinte campos escolhidos aleatoriamente em dois cortes transversais da lâmina foram 

considerados, sendo então registradas fotograficamente. Essas fotos foram então calibradas e 

as TEP delineadas manualmente e suas áreas registradas e armazenadas no computador. O 

cálculo da distribuição das partículas medidas, em cada profundidade na coluna d’água, foi 

obtido por meio da transformação da área de cada TEP em diâmetro equivalente de uma 

esfera perfeita (ESD), que foram agrupados em 10 classes de tamanho (1,0 - 1,50; 1,50 - 2,25; 

2,25 - 3,38; 3,38 - 5,06; 5,06 - 7,59, 7,59 - 11,39; 11,39 - 17-09; 17,09 - 25,63; 25,63 - 38,44; 

38,44 - 57,67 µm). Cada classe por tamanho, foi normalizada para cada intervalo de 1,5 µm. 

diâmetro da partícula. 

Como as amostras foram filtradas em filtros com diâmetro de 16 mm ou raio de 8 mm, 

a área (A = πr2) dos mesmos foi calculada, sendo igual a 2,01 x 108 µm2. Como a área de cada 

campo medida no microscópio foi de 15.453,97 µm2, nos 20 campos considerados, foi medida 

uma área total de 3,09 x 105 µm2. Portanto, no cálculo da concentração das partículas (Cp) um 

fator de correção igual a 650 foi considerado  (Afiltro/A20 campos). A equação 1 resultante para o 

cálculo da concentração de partículas é:  

Cp = 650 x Np/V(mL)                                        (equação 1) 

onde Cp é a concentração das partículas; Np o número de partículas medidas e V o volume de 

amostra filtrado em mL. 

 

4.7.1 Distribuição das TEP por tamanho 

 

A distribuição das TEP por tamanho é geralmente descrita por uma equação do tipo 

(MARI & KIØRBOE, 1996; McCAVE, 1984): 
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N = kdp
-β  ou  dN/d(dp) = kdp

-(β + 1)                                 (equação 2) 

 

onde dN representa o número de partículas por unidade de volume (1 mL por exemplo) no 

intervalo de tamanho de dp a (dp + d(dp)). A constante k depende da concentração das 

partículas e β descreve a distribuição das partículas por tamanho. Assim, quanto menor for o 

valor de β encontrado, menor será a fração das partículas de menor tamanho. Aplicando-se o 

logaritmo em ambos os membros da equação 2, tem-se: 

 

log [dN/d(dp)] = log k – (β + 1) log [dp]                        (equação 3) 

 

Assim os valores de β e de k são estimados das regressões (equação 4):  

 

log [dN/d(dp)] vs log[dp]                                        (equação 4) 

 

desta maneira, o coeficiente linear será igual a log k e o coeficiente angular igual a –(β + 1). A 

magnitude de β descreve a distribuição das partículas por tamanho em diferentes amostras 

(MARI & KIORBOE, 1996; McCAVE, 1984).  

 

4.7.2 Determinação da colonização de bactérias nas TEP empregando microscopia de 

fluorescência  

 

Para a determinação do número de bactérias aderidas às TEP, foram usadas alíquotas 

de 1,0 ou 2,0 mL de cada amostra de água natural, previamente filtrada em filtração 

tangencial (cartuchos de fibra oca (0,45 µm))e fixada com solução de formaldeido 3,7% v/v 

(concentração final). Nesse procedimento foi feita dupla coloração, empregou-se o corante 
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4,6- diamidino-2-fenilindole (DAPI), por ser mais específico para a contagem de bactérias, 

uma vez que esse reagente colorimétrico adere ao DNA, especialmente nos filamentos ricos 

em adenina e timina (PORTER & FEIG, 1980; PHILLIPS et al., 1999; GROSSART et al., 

2003; BERKENHEGER & FISCHER, 2004). 

Não foi utilizado o laranja de acridina (AO) para a contagem direta de bactérias devido 

à falta de seletividade do mesmo, uma vez que este não distingue bactérias de partículas 

inorgânicas, como detritos, argilas ou colóides, levando assim a um aumento do erro das 

contagens (BLOEM, 1995).  

 

4.7.2.1 Preparação dos corantes  

 

As seguintes soluções foram preparadas para serem empregadas na microscopia de 

fluorescência: 

a) solução estoque DAPI-I (1000 mg L-1). Essa solução deve ser estocada em 

freezer a -20 oC e no escuro.  

b) solução estoque DAPI-II (10 mg L-1), obtida pela diluição da solução estoque 

DAPI-I  1:100. Essa solução também foi armazenada nas mesmas condições que a 

solução do item a.  

c) solução de trabalho, foi preparada empregando-se 1 mL da solução estoque 

DAPI-II (10 mg L-1) com 7 mL de água desionizada, sendo armazenada em refrigerador a 

-4 oC em frasco no escuro.. 

 

4.7.2.2 Preparação das lâminas 

 

As lâminas empregadas na microscopia de fluorescência foram preparadas da seguinte 

maneira. Em um frasco âmbar coberto com papel alumínio foram adicionados 2 mL da 
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amostra fixada com formaldeido, 0,5 mL de solução de Alcian Blue 0,06% m/v e 20 mL de 

água desionizada e previamente filtrada em seringa contendo filtro estéril de 0,22 µm. Após 

repouso de 1 hora e meia no escuro, adicionou-se 1,2 mL DAPI (solução de trabalho), e após 

30 minutos, o material foi filtrado empregando-se um sistema de filtração com membrana HA 

quadriculada preta de 0,45 µm (Millipore), de ester de celulose e com o auxílio de uma bomba 

a vácuo sob pressão reduzida de 150 mmHg. O filtro foi então lavado com 30 mL de água 

desionizada e filtrada para a retirada do excesso dos corantes. O filtro foi cuidadosamente 

transferido para a lâmina contendo uma pequena gota de óleo de imersão sem fluorescência 

com o auxílio de uma pinça sem ponta. Em seguida, outra gota de óleo de imersão foi 

adicionada e uma lamínula foi colocada sobre o filtro e, manualmente aplicada uma pequena 

pressão. Após o espalhamento do óleo na lamínula, a mesma foi selada com esmalte incolor e 

estocada no escuro a -4 oC. As lâminas foram preparadas em duplicata.  

Em cada lâmina, no mínimo 20 campos ou 20 TEP associados a bactérias foram 

registrados, utilizando-se um microscópio de fluorescência Zeiss (Jena, Alemanha) modelo 

Axioplan, acoplado a um sistema de câmara fotográfica Spot Diagnostic Instrument Inc. e 

sistema analisador de imagem Image Pro®-Plus, utilizando-se um aumento de 1000X. A área 

de cada TEP foi medida manualmente e, as bactérias associadas a elas contadas. Esse 

procedimento foi possível permutando-se a iluminação entre a luz branca e UV. Como as 

partículas são tri-dimensionais, para se examinar todo o volume das mesmas e as bactérias 

associadas a elas, alterava-se o campo focal através do botão de ajuste micrométrico.  

Como as amostras foram filtradas em filtros com diâmetro de 16 mm ou raio de 8 mm, 

a área (A = πr2) dos mesmos foi calculada, sendo igual a 2,01 x 108 µm2. Como a área de cada 

campo medida no microscópio foi de 13125,23 µm2, nos 20 campos considerados, foi medida 

uma área total de 2,62 x 105 µm2. Portanto, no cálculo da concentração das partículas (Cp), um 
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fator de correção igual a 767 foi considerado  (Afiltro/A20 campos). A equação 5 resultante para o 

cálculo da concentração de partículas é:  

 

Cp = 767 x Np/V(mL)                                          (equação 5) 

 

Segundo MARI & KIØRBOE (1996), um erro de aproximadamente 4% é verificado 

na enumeração de bactérias aderidas às TEP com diâmetros menores que 3 µm e de 

aproximadamente 13% as TEP com diâmetros maiores que 30 µm. Na estimativa dos volumes 

das TEP, foi considerado que as mesmas são esféricas e sólidas, sendo o volume calculado a 

partir da equação de uma esfera perfeita, ou seja V = 4/3лr3, sendo o r igual à metade do 

diâmetro da esfera. O volume estimado foi empregado para calcular a concentração de 

bactérias por volume das TEP 

 

4.8 Técnicas moleculares para a caracterização de bactérias aderidas as TEP 

 

4.8.1 Procedimentos para a extração de DNA   

 

A extração do DNA foi realizada adaptando-se a metodologia descrita para a extração 

de DNA de microorganismos de água doce (PICKUP et al., 1995).  

Alguns protocolos para a extração de DNA de bactérias foram testados com as 

amostras provenientes do Reservatório de Barra Bonita. Devido à baixa concentração de 

bactérias aderidas às partículas das TEP, foi necessário reunir as cinco amostras coletadas em 

diferentes profundidades de uma única coleta, representando essa uma amostra mensal da 

coluna d’água. No presente estudo, 17 amostras coletadas no período de setembro de 2002 a 

janeiro de 2004 foram analisadas. 
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Como as amostras do mês de março de 2003 apresentaram as maiores concentrações 

das TEP e de bactérias aderidas a elas, as cinco amostras desse mês, nas profundidades de 1m; 

3m; 5m; 10m e fundo foram também estudadas separadamente pelas técnicas de PCR e 

DGGE. Por tanto, um total de 22 amostras, além do controle negativo e positivo, foram 

estudadas.  

No controle positivo foi empregada uma linhagem de Escherichi coli BL21 (DE 3) e 

no controle negativo, empregou-se água para injeção da HALEX ISTAR. 

Após filtração tangencial das amostras de água natural em filtro com poro de 0,45 µm, 

para a concentração das TEP e eliminação da maioria das bactérias de vida livre, ou seja, as 

bactérias que não estavam aderidas às partículas das TEP, um volume de 600 a 900 mL de 

cada amostra foi filtrado em uma membrana estéril de 0,45 µm, e colocada em placa de Petri 

estéril, sendo então armazenada em congelador a -20 oC. Esses filtros foram então transferidos 

com 10 mL de água para injeção HALEX ISTAR para tubo de tipo “falco” de 15 mL. Foram 

preparados dois outros tubos: em um foi colocado 30 µL de solução da linhagem de 

Escherichi coli BL21 (DE 3) e 10 mL de água para injeção HALEX ISTAR, este foi utilizado 

como controle positivo e em outro tubo 10 mL de água para injeção HALEX ISTAR para ser 

utilizado como controle negativo. Os tubos foram centrifugados a 4000 rpm, por 50 min a 4 

oC, em uma centrífuga refrigerada SORVALL, modelo RC 5C plus. Em seguida os tubos 

foram transferidos para um aparelho de ultra-som BRANSON, modelo 1210, ligado em 

potência máxima por 50 min. Após esta etapa, os tubos foram novamente centrifugados a 

4000 rpm, por 50 min a 4 oC e logo após o filtro e o sobrenadante foram descartados.  

No tubo falco os “pellets” contendo as bactérias foram ressuspendidos em 100 µL de 

lisozima 50 mg mL-1 em tampão TE (Tris-HCl 10 mmol L-1 ; EDTA 1 mmol L-1, pH 8.0), 

recentemente preparada. Os tubos foram incubados em uma estufa a 37 oC por 3 horas. Logo 

após, o conteúdo dos tubos foi transferido para tubos Eppendorf, onde foram acrescentados 



 

 

33

500 µL de solução de lise celular estéril (solução de tiocianato de guanidina 5 mol L-1; EDTA 

100 mmol L-1 e sarcosil 5% m/v). Os tubos Eppendorf foram brevemente agitados em vortex 

e colocados no freezer a -80 oC por 10 min. Em seguida, os tubos Eppendorf foram 

transferidos para um banho de gelo, sendo adicionados 250 µL de solução de acetato de 

potássio 7,5 mol L-1; após 10 min, foram adicionados 500 µL de clorofórmio: álcool 

isoamílico (24:1 v/v) e, depois de agitados manualmente, as amostras foram centrifugadas a 

13000 rpm por 10 min. Cuidadosamente cada sobrenadante foi transferido para outros tubos 

Eppendorf estéreis e então, em banho de gelo, foi adicionado 0,54 volumes de isopropanol 

gelado. Novamente as amostras foram centrifugadas a 6500 rpm, por 5 min, sendo 

acondicionadas por 13 horas no freezer a -20 oC. 

No dia seguinte, as amostras foram novamente centrifugadas a 13000 rpm, por 20 min, 

o sobrenadante foi descartado e, os “pellets” contendo DNA foram lavados com etanol 70 % 

v/v, centrifugados por 3 min a 13000 rpm, e colocados em uma estufa a 37 oC para a 

evaporação do etanol (30-40 min). O DNA foi ressuspendido em 20 µL de tampão TE e 

estocado a -20 oC. 

 

4.8.2 Amplificação de DNA por PCR  

 

Para a amplificação do DNA utilizou-se a metodologia da reação de polimerização em 

cadeia (PCR). Essa reação permite que se obtenha o fragmento “alvo” (específico) do DNA 

através de sua duplicação de modo exponencial (SILVA-PEREIRA 2003). 

Os “primers” ou oligonucleotídeos sintéticos são os iniciadores da reação de 

polimerização e, para a amplificação do fragmento do DNAr 16S do Domínio Bacteria foram 

os seguintes: 
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• 968f-[5’ CGC CCG GGG CGC GCC CCG GGC GGC GGG GCG GGG GCA 

CGG GGG GAA CGC GAA CCT TAC 3’] (NUBEL et al 1996) 

• 1401r-[5’ CGG TGT GTA CAA GGC CCG GGA ACG 3’] (HEUER et al 1997). 

Devido à diversidade de aplicações da reação de polimerização em cadeia, o protocolo 

padrão foi adaptado para a otimização dos resultados. Todos os procedimentos envolvidos 

nesta etapa foram realizados em câmara sob fluxo lâminar e em banho de gelo, com o cuidado 

da utilização de material novo previamente esterilizado, ponteiras com proteção de aerossol, 

água estéril para injeção HALEX ISTAR, microtubos Eppendorf de 0,5 mL próprio para o 

termociclador.  

Uma reação de PCR é constituída por: dNTP’s (desoxirribonucleotídeos trifosfato), 

uma mistura equimolar de cada nucleotídeo dATP, dCTP, dGTP e dTTP, que devem ser 

mantidos armazenados a – 20 oC; os “primers” 968f com gc clamp e 1401r que foram os 

oligonucleotídeos iniciadores da reação; enzima Taq DNA polimerase e o seu tampão que no 

caso já veio acrescido de solução de MgCl2  15 mmol L-1, DNA e a água estéril. Toda a reação 

foi preparada para um volume final de 25 µL. A Tabela 1 apresenta a concentração final de 

cada reagente, bem como os volumes empregados na reação de PCR. 

 
Tabela 1 - Concentração final dos reagentes para execução do PCR.  

Reagentes Estoque Vol. para uma 
reação de 25 µL 

Concentração 
final em cada 

reação 
Solução tampão da Taq, 

contendo MgCl2 15 mmol L-1 10 X 2,5 µL 1 X 

dNTP’s 10 mmol L-1 0,2 µL 200 µ mol L-1 
Primer 968f 20 µ mol L-1 0,25 µL 0,2 µ mol L-1 
Primer 1401r 20 µ mol L-1 0,25 µL 0,2 µ mol L-1 

Taq-polimerase 5 U/µL 0,2 µL 1 U 
DNA -- 2 µL 10-30 ng 
H2O -- 19,6 µL -- 

 

Inicialmente, foram transferidos 2 µL da solução de DNA extraído e a ser amplificado 

de cada uma das 25 amostras nos microtubos Eppendorf previamente rotulados. Em um outro 
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tubo Eppendorf, foi preparada uma mistura (mix) contendo 509,6 µL de água estéril, 65 µL de 

solução tampão da Taq contendo MgCl2 15 mmol L-1, 5,2 µL de solução de dNTP’s 10 mmol 

L-1, 6,5 µL do Primer 968f, 6,5 µL do primer 1401r e por último 5,2 µL da solução da enzima 

Taq DNA polimerase. Então, 23 µL dessa solução preparada (mix) foram rapidamente 

transferidos para cada um dos 25 microtubos Eppendorf contendo o DNA a ser amplificado, 

sendo em seguida colocados no termociclador Programmable Thermal Controller, PTC - 

100™, M J Research, Inc. Considerando-se as características da enzima Taq DNA polimerase 

empregada, houve necessidade de processar rapidamente todas as amostras, uma vez que o 

poder catalítico dessa enzima muda com a temperatura e sua meia-vida é relativamente baixa.  

 

4.8.2.1 Programa usado na amplificação por PCR 

 

O protocolo sugerido por ZOETENDAL et al (1998) e descrito a seguir, foi utilizado 

na amplificação por PCR, do fragmento de DNAr 16 S do Domínio Bacteria, produto da 

extração feita anteriormente com as 22 amostras provenientes da Represa de Barra Bonita, o 

controle negativo e 2 controles positivos (Escherichi coli BL21 (DE 3)). 

 

• passo 1                       1o ciclo            94 ºC por 3 minutos (desnaturação inicial) 

• passo 2                       2o ciclo             94 ºC por 30 segundos (desnaturação do DNA) 

• passo 3                       3o ciclo            56 ºC por 30 segundos (anelamento dos primers) 

• passo 4                       4o ciclo            68 ºC por 1 minuto (extensão dos primers) 

• passo 5                       repetir passo 2; 3; 4 por 30 vezes 

• passo 6                        8o ciclo           68º C por 7 minutos (extensão final) 

• passo 7                        9o ciclo           resfriamento a 4 ºC. 
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A qualidade dos produtos do PCR foi confirmada em gel de agarose 2 % m/v. O gel de 

agarose foi preparado em tampão TAE 1X (TAE (25X)) 121 g TRIS base; 28,55 mL de ácido 

acético glacial; 18,6 g Na2EDTA em pH 8,4. Após dissolução utilizando-se forno de 

microondas, aguardou-se o resfriamento deste até 60 ºC, o gel foi colorido com 2 µL de 

solução de brometo de etídio 10 mg mL-1, sendo então o gel de agarose vertido na cuba de 

eletroforese Eletroforesis Systems mid-horizontal systems, FB – SB – 1316, Fisher Scientific, 

Pittsburgh,PA, tomando-se o cuidado para não formar bolhas. O gel deve ter uma espessura 

aproximada de 4 mm e deve ser coberto com solução tampão TAE. Em um pedaço de 

Parafilm, 8 µL de amostra foram misturados com 3 µL de solução tampão da amostra (glicerol 

50% v/v; Azul de bromofenol 0,25% m/v; em TE) e então aplicados nos poços do gel. A 

corrida foi feita aplicando-se uma corrente elétrica de voltagem constante de 90 V por 

aproximadamente 1 hora e meia. A fonte utilizada foi uma Electrophoresis Power Supply, EPS 

300, Pharmacia Biotech. 

O gel então foi cuidadosamente transferido para um mini transiluminador UV (Bio-

Rad) e documentado com câmara fotográfica Kodak, e registrada em Kodak Digital Science 

dS, Eletrophoresis Documentation and Analysis Sistem 120, Kodak Digital Science ID.  

 

4.8.3 Método do DGGE 

 

O resultado da amplificação do 16S DNAr da amostra de água da Represa de Barra 

Bonita foi analisado utilizando a técnica do DGGE (do inglês Denaturing Gradient Gel 

Eletroforese), um método utilizado para separar os fragmentos de DNA com o mesmo 

tamanho, porém com seqüência de nucleotídeos diferentes, baseada na mobilidade 

eletroforética de um fragmento de DNA parcialmente desnaturada (TESKE et al., 1996). O 
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protocolo descrito a seguir está descrito no manual do equipamento da Bio-Rad, The 

DCodeTM Universal Mutation Detection System.  

A solução estoque de Acrilamida/Bis-acrilamida 40% m/v (38,93:1,07 m/m) foi 

preparada como descrito a seguir. Uma massa de 38,93 g de acrilamida e outra de 1,07 g de 

bis-acrilamida foram inicialmente solubilizadas em 50 mL de água estéril em vidro Schott. 

Após transferência dessa solução para um balão volumétrico de 100 mL, o volume deste foi 

completado com água estéril. Em seguida, essa solução foi filtrada em membrana de 0,45 µm 

e estocada a 4oC.  

Para um fragmento do DNA de 300-1000 pb, a porcentagem de acrilamida/bis-

acrilamida utilizada na confecção do gel foi de 6%. Foram preparadas as soluções estoque 

desnaturante 0% e 100%, como apresentado na Tabela 2. 

 
Tabela 2 – Concentração final dos reagentes para a preparação das soluções estoque 
desnaturante 0% e 100%. 

Reagentes Solução Desnaturante 
0% 

Solução Desnaturante 
100% 

Acrilamida/Bis-acrilamida 40 % 15 mL 15 mL 
Tampão TAE 50X 2 mL 2 mL 
Água desionizada 83 mL  
Formamida desionizada _ 40 mL 
Uréia _ 42 g 
Volume Total 100 mL qsp 100 mL 

 

A solução desnaturante 0% para preparar o gel 6% de poliacrilamida foi preparada 

utilizando-se um banho-maria a 37oC e agitação magnética constante. Em um frasco Schott, 

foram adicionados 15 mL de solução estoque de acrilamida/bis-acrilamida 40 %, 11 mL de 

água desionizada e 2mL de solução tampão TAE 50X, sendo então o volume completado para 

100 mL com água desionizada. A solução desnaturante 100% foi preparada da mesma maneira 

que a solução desnaturante 0%, porém adicionou-se a uréia aos poucos, à medida que vai 

sendo dissolvida e então adicionaram-se 40 mL de formamida desionizada e o volume foi 

completado com água desionizada. As soluções foram deixadas em repouso por 15 minutos 
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para desgaseificar e foram então filtradas em membrana 0,45 µm. Essas soluções foram 

estocadas a 4oC em garrafa âmbar.  

 A montagem do sanduíche de gel gradiente paralelo (16 x 16 cm e 1 mm de 

espessura) foi feita em uma superfície limpa, colocou-se a placa de vidro maior, os 

espaçadores e a placa de vidro menor dentro dos grampos. Após o ajuste dos parafusos dos 

grampos para manter o sanduíche de placas no lugar, o sanduíche de gel foi colocado na 

canaleta de alinhamento com a placa de vidro menor para frente e, com o auxilio do cartão de 

alinhamento, ajustou-se os espaçadores para evitar vazamento do gel durante sua confecção, 

bem como o vazamento da solução tampão durante a corrida da eletroforese.  

A Tabela 3 fornece os volumes de soluções desnaturantes (0% e 100%) necessários 

para a confecção do gradiente de desnaturação no gel de DGGE. No presente estudo foram 

confeccionados dois géis: um com gradiente de 45%-65% e o outro com gradiente de 40%-

65%, para serem empregados na placa de sanduíche.  

Tabela 3 - Volumes das soluções desnaturantes (0% e 100%) necessários para a confecção do 
gradiente de desnaturação no gel de DGGE. 

Concentração de desnaturante Solução 0% Solução 100% 
40% 9,6 mL 6,4 mL 
45% 8,8 mL 7,2 mL 
60% 6,4 mL 9,6 mL 
65% 5,6 mL 10,4 mL 

  

Em um banho de gelo, os volumes de solução estoque desnaturante de baixa e alta 

densidade foram pipetados para dois tubos “Falco”, um marcado com LO (solução de baixa 

densidade) e o outro com HI (solução de alta densidade). Aos tubos, foram adicionados 150 

µL de solução de perssulfato de amônio 10% m/v e 14 µL de solução de TEMED 

(concentração final 0,09% m/v). Os tubos foram invertidos por repetidas vezes para 

homogeneizar a solução, sendo então as soluções transferidas para seringas de 30 mL 

acopladas a um tubo Tygon. Uma conexão em forma de “Y” foi ligada a outro tubo Tygon 

conectado a uma agulha afixada com o auxílio de uma fita crepe no centro superior das placas 
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de vidro do sanduíche. O gel foi então introduzido com o auxílio de um sistema de roda que 

empurrava o embolo das seringas, a uma velocidade constante, para a liberação das soluções 

de gel, formando assim um sistema de gradiente. Este processo não deve ultrapassar 10 

minutos, uma vez que a montagem do gel deve terminar antes do início da polimerização do 

mesmo. Em seguida o pente foi colocado, sendo necessários 3 h para a polimerização do gel.  

Na cuba de eletroforese foram colocados 7 L de tampão de corrida (TAE 1X), sendo 

então feito aquecimento do mesmo a 60oC por um tempo aproximado de 1,5 h.  

Passados as 3 h de polimerização do gel, o pente foi removido gentilmente e o 

sanduíche de placas de vidro contendo o gel foi então colocado no tanque de eletroforese  

As amostras foram aplicadas quando o tampão de corrida atingiu a temperatura de 60 

oC, com o auxílio de um micropipetador e ponteiras de sequenciamento. As amostras 

aplicadas no gel com o gradiente foram as que confirmaram a qualidade do produto da 

amplificação do PCR no gel de agarose 2% m/v. No gel de gradiente de 45%-65%, foram 

aplicadas as amostras seguintes: dez 02, jan 03, mar 03, abr 03, mai 03, jun 03, jul 03, set 03, 

out 03, dez 03 e jan 04 e no gel de 40%-65% as amostras: dez 02, jan 03, mar 03, abr 03, mai 

03, jun 03, jul 03, set 03, out 03, e jan 04. As amostras de set 02 e fev 03 foram perdidas. 

Em um pedaço de parafilm foram misturados 2 µL de solução tampão de amostra 

(0,25 mL azul de bromofenol 0,05%m/v; 0,25 mL xileno cianol 0,05% m/v; 7,0 mL glicerol 

70%v/v e 2,5 mL de água desionizada) e 3 µL de cada amostra coletada nos meses seguintes: 

abr 03, jun 03, set 03, dez 03 e jan 04; e um volume de 2 µL do tampão de amostra 

supramencionado com 4 µL de cada amostra coletada nos meses seguintes: dez 02, jan 03, 

mar 03,  mai 03, jul 03 e out 03, no gel com o gradiente de 45%-65%. No gel com o gradiente 

de 40%-65%, foram aplicados 2 µL do tampão de amostra com 1 µL da amostra coletada em 

jan 03. Neste mesmo gel, foram aplicados 2 µL do tampão de amostra com 3 µL de cada 

amostra coletada nos meses seguintes: dez 02, mar 03, abr 03, jun 03, jul 03, set 03, out 03 e 
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jan 04. Finalmente, aplicaram-se 2 µL da solução tampão de amostra com 4 µL da amostra 

coletada em mai 03. 

Para essa corrida de DGGE, foi aplicada uma corrente de 60 V por 15 horas em uma 

temperatura de 60oC. Após a eletroforese, os géis foram corados segundo o protocolo descrito 

por SANGUINETTI et al. (1994). Cuidadosamente, cada gel foi transferido para uma 

assadeira de vidro forrada com um plástico de polipropileno transparente, sendo então 

adicionado um volume suficiente de solução fixadora (etanol 10% v/v e ácido acético 0,5% 

v/v) para cobrir todo o gel. Após 3 minutos de encubação, essa solução é trocada pela segunda 

solução fixadora (etanol 10 %v/v, ácido acético 0,5 %v/v e nitrato de prata 0,2 % m/v), sendo 

a assadeira de vidro coberta com folha de alumínio. Após 20 min de incubação sob agitação 

constante, a segunda solução fixadora é retirada, sendo o gel lavado por 2 vezes com água 

desionizada, por 20 s. Em seguida, o gel foi incubado em uma solução reveladora (NaOH 3% 

m/v e formaldeido 0,5 %v/v) por aproximadamente 9 min ou até o aparecimento das bandas. 

Repetir a lavagem anterior, incubar o gel novamente na primeira solução fixadora por 5 min, 

seguido de lavagem com água destilada por 10 min. Finalmente, toda a água foi retirada da 

assadeira de vidro e o gel foi colocado no meio de duas transparências de acetato de celulose. 

A documentação foi feita com um “Scanner” e a foto analisada no computador. Esse gel pode 

ser preservado em lugar seco por até seis meses para recortar as bandas e seqüência-las. 
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5 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

 

Os resultados obtidos e a discussão sobre a ocorrência, características, distribuição no 

corpo d’água das TEP em amostras de água coletadas no reservatório de Barra Bonita no 

período de julho de 2002 a janeiro de 2004 serão apresentados a seguir. Ademais, estudaram-

se neste trabalho as TEP com bactérias aderidas, e os padrões de diversidade bacteriana 

presente nas TEP do Reservatório de Barra Bonita, empregando-se métodos moleculares 

como PCR (do inglês: Polymerase Chain Reaction) e DGGE (do inglês: Denature Gradient 

Gel Electrophoresis). Objetivando-se compreender a ocorrência e distribuição destas 

partículas de polissacarídeos no reservatório de Barra Bonita, foram também monitoradas no 

período supramencionado, algumas variáveis como: pH e temperatura. 

As TEP podem ser definidas como partículas formadas por polissacarídeos ácidos e 

que podem se ligar ao corante Alcian Blue (SIMON et al., 2002; PASSOW, 2002a). A 

eficiência dessa ligação dependente da concentração hidrogeniônica da solução (pH) e dos 

grupos carboxílicos (-COO-) e sulfatos (-O-SO3
-) presentes nos polissacarídeos, para formar o 

par iônico mostrado na Figura 3.  

 

 

 

 

 

 
 
 

Figura 3 – Par iônico formado entre as TEP e o Alcian Blue. 
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5.1 Procedimento espectrofotométrico para determinar a concentração das TEP 

 

Objetivando-se encontrar as melhores condições experimentais para determinar a 

concentração das TEP em águas naturais, um estudo sistemático e descrito na metodologia foi 

realizado. Neste estudo, foram investigados os reagentes cromogênicos Azul de toluidina, 

Azul de astra e Alcian Blue nas concentrações de 0,02%; 0,03%; 0,04%; 0,06%; 0,09%; 

0,012% m/v e diversas soluções tampão (fosfato, ftalato e acetato) em diferentes valores de 

pH (2,5; 3,3; 4,0; 4,8 e 6,9), sendo então estabelecidas as melhores condições experimentais 

para a determinação das TEP nas amostras de água do reservatório de Barra Bonita. O melhor 

reagente cromogênico encontrado foi solução de Alcian Blue.  

No estudo do efeito da concentração hidrogeniônica (pH) sobre o sinal analítico, 

soluções de tampão acetato 0,2 mol L-1 nos valores de pH 2,5; 3,3; 4,0; 4,8 e 6,9 foram 

empregadas. A Tabela 4 apresenta as equações matemáticas das curvas analíticas, r2, 

linearidade e os respectivos limites de detecção (três vezes o desvio padrão do 

branco/coeficiente angular da curva analítica). Nesse estudo, foram empregadas soluções de 

GX nas concentrações supramencionadas e solução de Alcian Blue 3,0 x 10-3 % m/v nas 

soluções tampão acetato 0,2 mol L-1 no intervalo de pH de 2,5 a 6,9. 

Tabela 4 - Equações das curvas analíticas obtidas para solução de Alcian Blue 3,0 x 10-3 % 
m/v em diversos valores de pH em função da concentração de goma de xantana a 25 oC. 

pH Equação da curva analítica r2 Intervalo linear 
(µg mL-1) 

LD 
(µg mL-1) 

2,5 

3,3 

4,0 

4,8 

6,9 

A= 0,58 - 0,019 [GX] 

A= 0,62 - 0,020 [GX] 

A= 0,34 - 0,037 [GX] 

A= 0,24 - 0,027 [GX] 

A= 0,055 - 0,007 [GX] 

0,7816 

0,9725 

0,9999 

0,9847 

0,8154 

1,8 – 8,0 

0,80 – 10,0 

0,50 – 10,0 

2,0 – 7,0 

0,50 – 2,5 

1,5 

0,50 

0,10 

1,2 

0,40 

LD = limite de detecção 
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Como pode ser observado nesta tabela, o maior intervalo linear encontrado foi de 0,50 

- 10 µg mL-1 de goma de xantana, a maior sensibilidade foi de 0,037 e o menor limite de 

detecção (LD) foi igual a 0,10 µg mL-1 de goma de xantana, obtidos em pH 4. Sendo assim, 

esse valor de pH foi selecionado para ser utilizado nos estudos posteriores. Em seguida, o 

efeito dos tempos de agitação e de centrifugação sobre o sinal analítico foi também avaliado. 

Nesses estudos, tempos de agitação variando de 20 a 120 s e tempos de centrifugação de 20 a 

40 min foram estudados. O melhor sinal analítico foi obtido para os tempos de agitação e 

centrifugação de 1 e 30 min, respectivamente. O efeito da concentração da solução de Alcian 

Blue no intervalo de concentração de 1,5 x 10-3 a 9,0 x 10-3 % m/v para soluções de goma de 

xantana variando de 0,50 a 10 µg mL-1 sobre a curva analítica é mostrado na Figura 4.  

 

Figura 4 - Efeito da concentração da solução de Alcian Blue (♦: 1,5 x 10-3; �: 3,0 x 10-3; +: 
6,0 x 10-3 e •: 9,0 x 10-3% m/v) sobre a curva analítica para soluções de goma de xantana 
variando de 0,50 a 10,0 µg mL-1, pH igual a 4,0 e a 25 oC. 
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A sensibilidade (inclinação da curva analítica) aumentou com o aumento da 

concentração de Alcian Blue até 3,0 x 10-3 % m/v e, para concentrações maiores desse 

reagente cromogênico, a sensibilidade foi praticamente constante. Ademais, a melhor 

repetibilidade e maior linearidade da curva analítica (Tabela 4 e Figura 4) foram obtidas nessa 

concentração da solução de Alcian Blue, sendo assim selecionada para o desenvolvimento do 

método.  

No estudo da possível interferência da solução de azida de sódio empregada para a 

preservação das amostras sobre o sinal analítico, foi utilizada uma concentração desse 

reagente 10 vezes maior que a concentração da solução de goma de xantana e não foi 

observada nenhuma variação de absorbância, indicando assim ausência de interferência da 

azida de sódio nesse método espectrofotométrico. 

A Tabela 5 apresenta os resultados do estudo de adição e recuperação de goma de 

xantana nas concentrações de 0,100; 0,300; 0,400; 0,500 e 0,600 µg mL-1 para duas amostras 

de água natural (amostras A e B), provenientes do reservatório de Barra Bonita e que foram 

previamente filtradas no filtrador tangencial. Recuperações variando de 95,3 a 108% de goma 

de xantana (número de amostras, n = 3) foram obtidas, indicando assim ausência de 

interferência da matriz dessas amostras sobre o método espectrofotométrico proposto. 
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Tabela 5 – Eficiência de recuperações (em triplicata) de goma de xantana em duas amostras 
de água natural. 

GX (µg mL-1) 
Amostra 

Adicionado Encontrado 
Recuperação 

(%) 

A 0,100 0,100 100 

 0,300 0,286 95,3 

 0,400 0,433 108 

 0,500 0,505 101 

B 2,00 2,09 104 

 4,00 4,20 105 

 6,00 5,92 98,6 

n = número de amostras (n = 3) 

 
No estudo da repetibilidade do método espectrofotométrico, desvios padrões relativos 

(RSD) menores que 0,8% para soluções de goma de xantana nas concentrações de 1,0 e 1,5 

µg mL-1 foram obtidos (n=8). 

Empregando-se as melhores condições experimentais estabelecidas nos estudos 

anteriores (pH = 4; concentração da solução de Alcian Blue = 3,0 x 10-3 % m/v (concentração 

final), a curva analítica obtida apresentou linearidade no intervalo de concentração de goma 

de xantana de 0,50 a 10 µg mL-1 (A= 0,34 – 0,037 [GX]; r2 = 0,9999, onde A representa a 

absorbância e [GX] a concentração de goma de xantana em µg mL-1, com um limite de 

detecção (LD) de 0,10 µg mL-1. A exatidão do método espectrofotométrico desenvolvido foi 

então verificada analisando-se 5 amostras de água natural do reservatório de Barra Bonita 

(amostras filtradas e concentradas 5 vezes). Neste estudo as concentrações das TEP obtidas 

em cada amostra foram comparadas com aquelas obtidas empregando-se o método de 

PASSOW & ALLDREDGE (1995), adotado como método de referência (Tabela 6).  
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Tabela 6 - Determinação dos teores das TEP em águas naturais do reservatório de Barra 
Bonita, empregando-se o método espectrofotométrico proposto e o de referência (PASSOW 
& ALLDREDGE, 1995). 

TEP (µg mL-1) 
Amostra Método Referência Método 

Espectrofotométrico 

Erro relativo 
(%) 

A 0,24 + 0,09 0,26 + 0,03 7,7 

B 0,40 + 0,07 0,38 + 0,01 -5,2 

C 0,32 + 0,09 0,35 + 0,02 8,6 

D 0,35 + 0,09 0,37 + 0,02 -5,4 

E 0,24 + 0,08 0,25 + 0,01 4,0 

n = 3 

 
Aplicando-se o test t pareado, não foi encontrada diferença significativa entre os 

resultados encontrados utilizando-se os dois métodos analíticos a um nível de confiança de 

95%. Observa-se também que os coeficientes de variação (CVs) foram muito maiores nos 

teores de TEP encontrados nas amostras quando se empregou o método proposto por 

PASSOW & ALLDREDGE (1995), indicando assim uma menor precisão desse método.  

A determinação da concentração das TEP em amostras de águas naturais foi 

tremendamente simplificada pela utilização do procedimento espectrofotométrico proposto no 

presente estudo (FATIBELLO et al., 2004). Este procedimento espectrofotométrico se 

mostrou útil na determinação da concentração das TEP envolvendo um número elevado de 

amostras, devido a sua simplicidade e velocidade analítica, além do mesmo apresentar melhor 

exatidão e precisão.  

 

5.2 Quantificação e caracterização das TEP por microscopia de campo claro 
 

TEP são partículas individuais que podem ser observadas ao microscópio após 

tingimento com o corante Alcian Blue. Para tal, lâminas foram preparadas como descrito 

anteriormente na metodologia (no item 4.7 Enumeração das TEP por microscopia de campo 
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claro), para cada amostra coletada no período de setembro de 2002 a janeiro de 2004. Como 

descrito na metodologia, foram preparadas duas lâminas de cada uma das 85 amostras, sendo 

fotografados randomicamente 20 campos em cada uma das lâminas.  

A Figura 5 apresenta duas fotos obtidas de um mesmo campo sem e com o emprego de 

filtro laranja. Como pode ser observado nesta figura, o uso do filtro laranja sob a fonte de luz 

do microscópio, possibilitou visualizar as TEP com maior nitidez, uma vez que as TEP em 

verde escuro foram destacadas do fundo esverdeado, tornando assim possíveis a contagem e 

medidas das áreas das mesmas.  

 

5 a 
   

 

5 b 
 

Figura 5 – Fotomicrografias das TEP, tingidas com o corante Alcian Blue e oriundas do 
reservatório de Barra Bonita, SP. Obtidas um mesmo campo (a) sem o filtro laranja e (b) com 
o filtro laranja, microscopia de campo claro (aumento 400 x). 
 

De um total de 3400 fotomicrografias registradas utilizando a técnica de microscopia 

de campo claro, foram selecionadas algumas das mais significativas para serem apresentadas, 

objetivando mostrar a diversidade de formas das TEP. A Figura 6 apresenta as 

fotomicrografias obtidas das TEP, utilizando microscopia de campo claro, aumento de 400X, 

das amostras coletadas no período de setembro de 2002 a janeiro de 2004 e nas profundidades 

de 1 m, 3 m, 5 m, 10 m e fundo. 

Como pode ser observado nessas fotos, o aspecto e/ou formas das TEP são 

diversificados. As TEP podem apresentar forma esférica, como as registradas e mostradas nas 

fotomicrografias de outubro de 2002 – 16 m; novembro de 2002 - 1m, abril de 2003 – 3 m, 

junho de 2003 – 1 m e outubro de 2003 – 5 m. Também foram obtidos registros das TEP na 
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forma de “nuvem” como apresentado nas fotomicrografias de novembro de 2002 a 3 m e 5 m 

e de setembro de 2003 a 10 m. Podem aparecer ainda na forma de fibras que aqui estão 

registradas nas fotomicrografias de janeiro de 2003 a 16 m, de novembro de 2003 a 1m e de 

janeiro de 2004 a 1 m, 5 m e 10 m. Ainda, outras partículas se apresentam na forma 

retangular, como as registradas nas fotomicrografias de outubro de 2003 – 1 m e de dezembro 

de 2003 – 3 m. Ademais, há outras partículas que se assemelham a um “rendado”, como as 

registradas nas fotomicrografias de fevereiro de 2003 – 10 m e 18 m e de março de 2003 – 10 

m e 16 m. Finalmente, há registro de partículas com formas mais irregulares, como as 

registradas nas fotomicrografias de setembro de 2003 – 18 m, de dezembro de 2003 – 10 m e 

maio de 2003 – 10 m. 

Como pode ser observado na Figura 6, há uma diferença na intensidade da coloração 

das partículas tingidas com o Alcian Blue, sendo atribuída às características físico-químicas 

das TEP como o número de grupos carboxílicos e sulfatos presentes nos biopolímeros que as 

formam. Ademais, partículas e/ou espécies químicas inorgânicas e orgânicas aderidas às TEP 

podem afetar a tonalidade da cor resultante após o tingimento. Na fotomicrografia 

correspondente ao mês de dezembro de 2003 a 5 m (ver Figura 6), as TEP apresentam áreas 

equivalentes e com intensidade de cor diferente, sugerindo assim um grau diferenciado de 

tingimento das partículas. Há também situações em que as partículas não são tingidas por 

igual, como é o caso das TEP registradas na fotomicrografia correspondente a dezembro de 

2002 - fundo. A TEP apresentou intensa cor na superfície, estando sua região central sem cor. 

A fotomicrografia da amostra de outubro de 2002 - 10 m registraram TEP onde o corante 

Alcian Blue tingiu apenas uma região lateral da partícula. As fotomicrografias registradas nas 

diferentes profundidades (1 m, 3 m, 5 m, 10 m e 15,5 m), do mês de novembro de 2002, 

mostram TEP com intenso tingimento (alta intensidade de cor), já as fotomicrografias do mês 

de novembro de 2003, nestas mesmas profundidades, apresentam TEP com baixa intensidade 

de cor, tornando difícil a visualização dessas partículas.  
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Setembro 2002 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
19 m (fundo) 

 
Outubro 2002 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
16 m (fundo) 

 
Novembro 2002 

 
1 m 

 
3 m 

 
5m 

 
10m 

 
16 m (fundo) 

Dezembro 2002 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
15,5 m (fundo) 

 
Janeiro 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
16 m (fundo) 

 
Fevereiro 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
18 m (fundo) 

 
Figura 6 - Fotomicrografias das TEP tingidas com o corante Alcian Blue, provenientes do 
reservatório de Barra Bonita, SP., coletadas no período de setembro de 2002 a janeiro de 
2004, nas profundidades de 1 m, 3 m, 5 m, 10 m e fundo, obtidas por microscopia de campo 
claro utilizando o filtro laranja e com aumento de 400X. 
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Março 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
16 m (fundo) 

 
Abril 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
20 m (fundo) 

 
Maio 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
18,5 m (fundo) 

 
Junho 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
19 m (fundo) 

 
Julho 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
18 m (fundo) 

 
Agosto 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
18 m (fundo) 

 
Setembro 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
18 m (fundo) 

Figura 6 - continuação 
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Outubro 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
16 m (fundo) 

Novembro 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
15,5 m (fundo) 

Dezembro 2003 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
16,5 m (fundo) 

Janeiro 2004 

 
1 m 

 
3 m 

 
5 m 

 
10 m 

 
17,4 m (fundo) 

Figura 6 - continuação 
 

No início da formação das TEP, esses biopolímeros apresentam aparência gelatinosa, 

como pode ser observado na fotomicrografia correspondente ao mês de setembro de 2003 – 

10 m. No entanto, devido à sua característica pegajosa (ENGEL, 2000; SIMON, et al., 2002; 

PASSOW, 2002a), fragmentos ou parte de células podem aderir às TEP, como pode ser 

observado na fotomicrografia de janeiro de 2004 – 3 m; no caso pode-se observar partes de 

uma Aulacoseira granulata. As TEP também podem agregar partículas inorgânicas 

(fotomicrografia de janeiro de 2003 – 5 m) e bactérias. A adesão e/ou colonização das TEP 

por bactérias serão tratados no item 5.7 Colonização das TEP por bactérias, pág. 90.  

As TEP são consideradas microagregados (SIMON, et al., 2002), uma vez que 

agregam partículas inorgânicas e orgânicas, restos de células e bactérias, podendo também 

servir de matriz para a formação de macroagregado que é conhecido como “lake snow”. A 
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Figura 7 (a, b e c); retrata macroagregados observados durante este estudo sobre a 

caracterização das TEP no reservatório de Barra Bonita, SP, onde a matriz gelatinosa tingida 

de azul por Alcian Blue e com as características morfológicas idênticas às TEP, têm adesão de 

microalgas (e. g. Cyclotella sp e Aulacoseira granulata), resto de células e partículas 

inorgânicas (pontos ou manchas em preto). 

 
(a)                                                        (b)                                                        (c)  
Figura 7 – Fotomicrografia de agregados (a) uma matriz gelatinosa com adesão de algumas 
células de Cyclotella sp, (b) e (c) matriz gelatinosa que é tingida com Alcian Blue formando 
um macroagregado, com muitas células de Aulacoseira granulata (aumento de 400X), 
oriundas do reservatório de Barra Bonita, SP. 

 

5.3 Relação das TEP com o fitoplâncton presente no reservatório de Barra Bonita 

 

A discussão sobre a composição da comunidade fitoplanctônica é importante, pois a 

concentração das TEP in situ é comumente associada com a florescência do fitoplâncton, 

especialmente quando há domínio de diatomáceas (PASSOW et al. 1994, MARI & 

KIØRBOE, 1996). Além disso, coexistência de uma população dominante de diatomáceas 

com outro organismo pode aumentar a concentração das TEP, como foi observado durante um 

“bloom” de dinoflagelados (PASSOW & ALLDREDGE, 1994). Investigações com águas de 

lago sugerem que muitos gêneros de outros grupos (eg cianobactérias como: Microcystis sp, 

Anabaena sp, Planktotrhix sp) de fitoplâncton podem gerar TEP (GROSSART et al., 1997).  

Experimentos com diferentes espécies de fitoplâncton (eg: dinoflagelados, 

clorofíceas) têm sido conduzidos para esclarecer a variabilidade da produção das TEP entre 
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espécies distintas de diatomáceas e entre espécies de outros grupos algais (cianobactérias). 

Em culturas não axênicas de algas e de bactérias, onde a concentração das TEP foi 

determinada, foi encontrada uma boa correlação entre as TEP e o fitoplâncton, indicando 

assim que as TEP são geradas principalmente pelo fitoplâncton dominante. A taxa de 

produção das TEP é específica para cada espécie e depende do estado fisiológico das células 

bem como das condições ambientais (PASSOW, 2002a). 

A Tabela 7 apresenta algumas das espécies de microalgas fitoplanctônicas 

visualizadas durante as observações ao microscópio, por microscopia de campo claro, das 

amostras coletadas no período em estudo (setembro de 2002 a janeiro de 2004). Nesta tabela 

figuram os gêneros de algas que foram observadas em pelo menos cinco campos distintos em 

todas as lâminas preparadas. Uma vez que não foram feitas as contagens destas populações, 

não se pode inferir sobre a dominância ou mesmo abundância desses gêneros. No entanto 

alguns gêneros como: Microcystis sp,  Anabaena sp, Aulacoseira sp e Cyclotella sp, foram 

observados em todas as amostras de água coletadas e em todas as lâminas investigadas. A 

Figura 8 mostra as fotomicrografias das microalgas planctônicas que foram visualizadas com 

mais freqüência durante o presente trabalho. 

VIEIRA & GIROLDO (2005) demonstraram em estudo recente que uma cultura de 

Aulacoseira granulata provenientes do reservatório de Barra Bonita pode contribuir de forma 

significativa na formação de agregados naturais pela liberação de polissacarídeos 

extracelulares. Esses autores também verificaram a dominância daquela diatomácea no 

fitoplâncton desse reservatório, corroborando assim com os resultados encontrados neste 

trabalho. 

GIROLDO et al (2005) também estudando outra comunidade de microalgas 

fitoplanctônica (Cryptomonas tetrapyrenoidosa) observaram que polissacarídeos 

extracelulares liberados devem participar da formação de agregados. No presente trabalho, 
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essas microalgas foram observadas nos meses de setembro e outubro de 2002, fevereiro, 

março, julho e setembro de 2003.  

     
 

     
Figura 8 - Fotomicrografias das microalgas, registradas na microscopia de luz clara (aumento 
400 vezes), (a) Microcystis sp, (b) Anabaena sp,(c) Aulacoseira sp e (d) Cyclotella sp. 
Amostras provenientes do reservatório de Barra Bonita, SP. 

 

 
 

8a 8b

8c 8d 
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Tabela 7 – Gêneros de algas encontrados aderidos às TEP na água do reservatório de Barra Bonita, SP. e observados 
durante a microscopia de campo claro. 
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Cyanophyceae                  

Células livres de Microcystis sp x x x x x x x x x x x x x x x x x 
Microcystis sp (colônias) x x x x x x x x x x x x x x x x x 
Anabaena sp x x   x x  x x   x    x x 
Planktothrix sp  x  x x x  x   x     x  
Cylindrospermopsis sp     x x            
Pseudoanabaena sp      x x           
Coelomoron sp  x            x   x 
Bacillariophyceae                  

Aulacoseira sp x x x x x x x x x x x x x x x x x 
Cyclotella sp x x x x x x x x x x x x x x x x x 
Navicula sp              x x   
Zygnematophyceae                  

Staurastrum sp x                 

Chlorophyceae                  

Actinastrum sp x x   x x            
Cryptophyceae                  

Cryptomonas sp x x    x x    x  x     
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A Figura 9, cedida pela doutoranda Maria José Dellamano de Oliveira, mostra as 

espécies de algas fitoplanctônicas dominantes no plâncton do reservatório de Barra Bonita. 

Essas analises foram feitas utilizando a mesma amostra de água coletada, durante o período de 

junho de 2002 a janeiro de 2004. Observando esse gráfico pode-se concluir que houve uma 

dominância de células livres de Microcystis sp e Microcystis aeruginosa, indicando “blooms” 

dessas espécies nos meses de agosto e outubro de 2002, fevereiro, março e abril de 2003 e 

agosto e setembro de 2003. A outra espécie abundante, a Aulacoseira granulata, teve 

quantificações expressivas nos meses de agosto e novembro de 2002, março, abril, maio, 

junho e agosto de 2003 e janeiro de 2004.  
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Figura 9 - Variação sazonal das espécies fitoplanctônicas dominantes, na água do 
reservatório de Barra Bonita no período de junho de 2002 a janeiro de 2004. Fonte: 
doutoranda Maria José Dellamano de Oliveira. 
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A quantidade mais expressiva de algas fitoplanctônicas foi determinada em setembro 

de 2003 (Células livres de Microcystis sp 1,5 x 104, Cryptomonas sp 1,7 x 103 e  Cyclotella sp 

1,7 x 103). No mês de agosto de 2002 foram encontradas varias espécies abundantes, com 

densidade de células de 7,08 x 103 em células livres de Microcystis sp; de 4,28 x 103 em 

Microcystis aeruginosa; de 2,9 x 103 em Aulacoseira granulata e de 1,4 x 103 em Cyclotella 

sp. 

Em outubro de 2002 a densidade de células de Microcystis sp e Microcystis 

aeruginosa foi de 5,29 x 103 respectivamente. Também foram constatados “blooms” de 

cianofícea principalmente Microcystis sp, nos meses de agosto e outubro de 2002 e durante 

todo o ano de 2003, onde foram constatados picos de abundância desse gênero de microalgas, 

nos meses de fevereiro, abril, agosto e setembro. As diatomáceas (Aulacoseira granulata e 

Cyclotella sp) foram abundantes em agosto de 2002 e novembro de 2002 e em 2003 nos 

meses de junho, agosto e setembro e em janeiro de 2004. 

 

5.4 Distribuição sazonal das TEP 

 

A distribuição sazonal das TEP foi estudada no período de setembro de 2002 a janeiro 

de 2004 e é apresentada na Figura 10. As concentrações das TEP em equivalentes de goma de 

xantana (equiv. GX µg mL-1) estão apresentados na primeira coluna (Figura 10A) e foram 

determinadas empregando-se o procedimento espectrofotométrico desenvolvido neste 

trabalho (FATIBELLO et al., 2004). Na coluna à direita da Figura 10B, são apresentadas as 

concentrações das TEP (em números de TEP 104 mL-1) determinadas por microscopia de 

campo claro, conforme descrito no item 4.7 (página 26). 
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Figura 10 – Concentrações das TEP obtidas pelo emprego das duas diferentes metodologias 
(A) espectrofotometria e (B) microscopia de campo claro. 
 
 

Uma comparação direta dos resultados encontrados empregando-se estes dois 

procedimentos deve levar em consideração que em ambos os métodos foram empregados o 

Alcian Blue como reagente. No método espectrofotométrico (FATIBELLO et al. 2004), após 
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a reação das TEP com esse corante, o par-iônico insolúvel é separado e, o excesso de Alcian 

Blue foi determinado em 602 nm. No segundo procedimento, após o tingimento das partículas 

com o Alcian Blue, as TEP foram contadas empregando-se microscopia de campo claro e os 

campos foram selecionados randomicamente. 

As concentrações das TEP variaram de 0,02 – 3,10 (equiv. GX µg mL-1). As maiores 

concentrações das TEP encontradas nas diferentes profundidade da coluna d’água foram a 1 

m em dezembro de 2003 (2,8 equiv. GX µg mL-1), a 3 m em janeiro de 2003 (3,10 equiv. GX 

µg mL-1), a 5 m em janeiro de 2003 (3,06 equiv. GX µg mL-1), a 10 m em dezembro de 2003 

(1,94 equiv. GX µg mL-1) e no fundo em novembro de 2002 (2,93 equiv. GX µg mL-1). Por 

outro lado, as menores concentrações das TEP foram determinadas no mês de julho de 2003, 

nas profundidades de 1 m (0,02 equiv. GX µg mL-1); 3 m e 10 m (0,06 equiv. GX µg mL-1), a 

5 m  (0,05 equiv. GX µg mL-1)  e no fundo no mês de janeiro de 2004 (0,03 equiv. GX µg 

mL-1). As concentrações médias registradas durante o período em estudo (setembro de 2002 a 

janeiro de 2004) quase não mostraram variação e foram: a 1 m - 1,23 equiv. GX µg mL-1; a 3 

m - 1,37 equiv. GX µg mL-1; a 5 m e 10 m - 1,07 equiv. GX µg mL-1e no fundo 1,14 equiv. 

GX µg mL-1. 

A pequena variação das concentrações média das TEP determinadas durante o período 

de 17 meses, pode ser atribuída à natureza polimítica desse reservatório, cujo corpo d’água, 

que é raso e exposto ao vento, pode em curtos intervalos de tempo, apresentar estratificação 

térmica, ser homogeneizado pelo vento, restabelecer a estratificação, desestratificar 

novamente e assim por diante.  

Como não há registro na literatura das variações das concentrações das TEP em água 

doce, empregando-se o procedimento espectrofotométrico, uma comparação dos resultados 

encontrados neste trabalho será feita com os resultados encontrados em trabalhos publicados 

na literatura referentes às concentrações das TEP em água do mar. 
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As variações das concentrações das TEP encontrados no reservatório de Barra Bonita 

estão em boa concordância com aquelas encontradas em água do mar descritos na literatura. 

Empregando-se o procedimento espectrofotométrico descrito por PASSOW & ALLDREDGE 

(1994), PASSOW et al (2001) encontraram teores das TEP variando de 0,21 a 1,05 equiv. GX 

µg mL-1 nas águas do oceano Pacífico, região costeira da Califórnia, EUA.  

RAMAIAH et al (2005) determinaram concentrações das TEP variando de 0,90 a 1,89 

equiv. GX µg mL-1 no Subártico, Japão. Esses pesquisadores também empregaram o 

procedimento espectrofotométrico proposto por PASSOW & ALLDREDGE (1994). Uma 

concentração média das TEP de 0,036 + 0,013 equiv. GX µg mL-1 foi determinada por 

ENGEL & PASSOW (2001) em amostras de água de mar do Oceano Atlântico. Teores das 

TEP variando de 0,14 a 0,33 equiv. GX µg mL-1 na água do Mar Báltico foram determinadas 

por ENGEL et al (2002b), empregando-se o procedimento espectrofotométrico 

supramencionado.  

Em outro estudo, PASSOW (2002) determinou concentrações das TEP variando de 

0,03 a 0, 30 equiv. GX µg mL-1 no Canal de Santa Bárbara, Oceano Pacífico, deve-se ressaltar 

que não há dados conclusivos sobre influência da salinidade na formação e/ou concentração 

das TEP.  

AZETSU-SCOTT & PASSOW (2004) em experimentos realizados utilizando água 

proveniente do Canal de Santa Bárbara, Oceano Pacífico, nos meses de março, abril e maio de 

1997 e nas profundidades de 1 m, 10 m e 20 m, encontraram uma variação na concentração 

das TEP de 0,13 - 0,29 equiv. GX µg mL-1. Nas determinações das concentrações das TEP, 

esses pesquisadores também empregaram a metodologia proposta por PASSOW & 

ALLDREDGE (1994). 

MARI et al (2005) monitoraram um “bloom” de Phaeocystis globosa em um 

mesocosmo contendo água natural proveniente do Mar do Norte e registraram uma variação 
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na concentração das TEP de 0,06 a 1,5 equiv. GX µg mL-1. Apesar de serem amostras de 

natureza distinta, estes teores das TEP encontrados no presente estudo e aqueles reportados na 

literatura sugerem que as concentrações das TEP em corpos d’água naturais, apesar de 

variarem com a profundidade, tais variações ocorrem em uma escala surpreendentemente 

similar, quando são utilizados métodos espectrofotométricos. 

A outra metodologia utilizada na determinação da concentração das TEP no 

reservatório de Barra Bonita foi a microscopia de campo claro e as concentrações 

determinadas no período em estudo variaram de 5,40 x 103 a 1,06 x 105 partículas mL-1. 

Quase não houve variação pronunciada nas médias sazonais obtidas durante este estudo e os 

valores encontrados foram a 1 m, de 3,44 x 104 partículas mL-1; a 3 m, de 4,17 x 104 

partículas mL-1; a 5 m, de 3,98 x 104 partículas mL-1 ; a 10 m, de 4,16 x 104 partículas mL-1 e 

fundo 3,92 x 104 partículas mL-1. 

As menores abundâncias de partículas determinadas foram de: a 1 m, 5,95 x 103 

partículas mL-1; a 3 m, 5,40 x 103 partículas mL-1; a 5 m, 8,10 x 103 partículas mL-1; a 10 m, 

1,03 x 104 partículas mL-1e no fundo 1,35 x 104 partículas mL-1, todas registradas no mês de 

julho de 2003 e as maiores abundâncias de  partículas foram: a 1 m (1,06 x 105 partículas   

mL-1) e no fundo (8,39 x 104 partículas mL-1) no mês de setembro de 2003, a 3 m (8,77 x 104 

partículas mL-1) e a 10 m (9,34 x 104 partículas mL-1) no mês de novembro de 2002 e a 5 m 

(1,04 x 105 partículas mL-1), no mês de dezembro de 2003. 

A Tabela 8 mostra alguns resultados de abundâncias de partículas em número de 

partículas mL-1 determinadas por diversos pesquisadores em águas naturais de diversas 

localidades, com variações das concentrações similares às obtidas neste trabalho. 

Nesses estudos, as abundâncias apresentadas correspondem à variação do número de 

partículas registradas (menores e maiores concentrações) em diferentes ambientes, não sendo 

feita qualquer correlação da abundância das mesmas com a profundidade. 
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Tabela 8 - Abundância das TEP (número de partículas mL-1) em águas naturais 
Local Prof 

(m) 
Variação do no de 

partículas mL-1 
Referências 

Lago Constance (Alemanha) 5-25 5,0 x 103 – 1,5 x 106 GROSSART et al. (1997) 

Lago Constance 6-100 7,1 x 104 – 2,6 x 106 BRACHVOGEL et al. 

(2001) 

Lago Kinneret (Israel) 15-35 1,0 x 105 – 7,0 x 106 GROSSART et al. (1998) 

Lago Kinneret 1-38 4,4 x 105 – 2,5 x 107 BERMAN &  

VINER-MOZZINI (2001) 

Frederiksborg Slottsø 

(Dinamarca) 

0,5 8,4 x 107 – 8,7 x 108 WORM & 

SØNDERGAARD (1998) 

Califórnia (sul) (EUA) 10 2,8 x 104 – 4,0 x 105 ALLDREDGE et al. 

(1993) 

Baía de Monterey (EUA) 5-100 1,5 x 105 – 4,9 x 106 ALLDREDGE et al. 

(1993) 

Baía de Monterey  5-76 2,5 x 105 – 5,2 x 106 PASSOW & 

ALLDREDGE (1994). 

Califórnia (sul) (EUA) 10 2,5 x 104 – 6,3 x 105 PASSOW & 

ALLDREDGE (1994). 

Kattegat (Dinamarca) 0-25 3,0 x 106 – 6,0 x 107 MARI & KIØRBOE 

(1996) 

Mar Adriático 0-15 <1,0 x 103 – 6,0 x 105 SCHUSTER & HERNDL 

(1995) 

Mar Mediterrâneo  0-40 1,0 x 104 – 2,2 x 105 MARI et al. (2001) 

Mar Mediterrâneo 5-130 2,0 x 104 – 2,2 x 105 BEAUVAIS et al. (2003)  

Mar Báltico 0-9 6,0 x 104 – 1,3 x 105 ENGEL et al. (2002) 

Lago Pavin (França) 1-30 6,0 x 104 – 5,8 x 105 CARRIAS et al. (2002) 

Lago Aydat (França) 1-30 1,3 x 106 – 2,6 x 106 CARRIAS et al. (2002) 

Reservatório de Barra 

Bonita, SP (Brasil) 

1-20 5,4 x 103 – 1,06 x 105  presente estudo 

 

A abundância das TEP encontradas neste trabalho para as amostras de água do 

reservatório de Barra Bonita, está de acordo com os valores de abundâncias das TEP 

determinados em diversos ambientes aquáticos e mostrados na Tabela 8.  
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A Figura 11a é uma reprodução da Figura 9, que foi incorporada à Figura 11 para 

melhor visualização das comparações entre as variações das concentrações de TEP com as 

populações fitoplanctônicas dominantes nas correspondentes datas.  

As Figuras 11b e 12a apresentam a variação das concentrações médias das TEP em 

equiv. GX µg mL-1 (TEPespectr) (Figura 11b) e em partículas mL-1 (TEPmicrosc) (Figura 12) das 

amostras de água coletadas nas diferentes profundidades, no período de setembro de 2002 a 

janeiro de 2004, e obtidas empregando-se as duas metodologias apresentadas anteriormente. 

As Figuras 11c e 12b mostram respectivamente os teores das TEPespectr e os teores 

TEPmicrosc e os desvios padrões obtidos para as amostras de água no período estudado. Como 

pode ser observado na Figura 11c o teor médio de TEP determinado foi de 1,22 equiv de GX 

mL-1 sendo que o intervalo de confiança de + 50%. Para estas condições estabelecidas, pode-

se observar que apenas a concentração correspondente ao mês de julho de 2003 está fora do 

intervalo de confiança, indicando assim que as concentrações das TEPespectrof não mostraram 

variação significativa no período estudado. A mesma observação pode ser feita em relação às 

concentrações de TEPmicrosc onde as mesmas, com exceção ao mês de julho de 2003, não 

variaram durante o mesmo período.  
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Figura 11 – (a) Reprodução da Figura 9; (b) variação das concentrações médias das TEPespectr e (c) 
análise estatística dos resultados encontrados das concentrações das TEPespectr no período de setembro 
de 2002 a janeiro de 2004.  
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Figura 12 – (a) Variação das concentrações médias das TEPmicrosc e (b) análise estatística dos 
resultados encontrados das concentrações das TEPmicrosc no período de setembro de 2002 a janeiro de 
2004.  

 

A Figura 13 apresenta uma comparação dos métodos empregados neste trabalho para a 

determinação das TEP das amostras coletadas no período de março de 2003 a janeiro de 2004. 

As concentrações médias das TEPmicrosc, determinadas por microscopia de campo claro, foi 

lançada em gráfico na ordenada (eixo Y da Figura 13) e as concentrações médias das 

TEPespectr (em equiv. GX µg mL-1), determinadas empregando-se o método 

espectrofotométrico desenvolvido nesta tese, foram lançadas na abscissa (eixo X da Figura 

13). Examinando-se a equação obtida: TEPmicrosc  = 0,46 + 3,51 TEPespectr e o r2  = 0,8459, 
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onde TEPmicrosc representa o número de partículas obtidas empregando-se a técnica de 

microscopia de campo claro e TEPespectr é a concentração das TEP determinadas empregando-

se o método espectrofotométrico. Este estudo confirma que as concentrações das TEP 

determinadas por microscopia correlacionam significativamente e linearmente com as 

concentrações das TEP determinadas por espectrofotometria.  

Em um estudo semelhante, realizado por PASSOW (2002) comparou-se as 

concentrações das TEP determinadas por microscopia de campo claro e pelo método 

espectrofotométrico proposto PASSOW & ALLDREDGE (1995), obtendo-se um coeficiente 

de determinação, r2, igual a 0,6100 e considerou esse valor de r2 satisfatório. A diferença entre 

os coeficientes de determinação obtida no presente estudo e aquele obtido por PASSOW & 

ALLDREDGE (1995), pode refletir as metodologias distintas empregadas nestes trabalhos, 

uma vez que o método espectrofotométrico empregado por estas pesquisadoras é 

semiquantitativo, de menor precisão e exatidão.  

y = 3.5136x + 0.4584
r2 = 0.8459
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Figura 13 - Comparação entre os métodos: microscopia de campo claro (eixo Y) e 
espectrofotométrico (eixo X) utilizados na determinação das concentrações das TEP para amostras 
coletadas no reservatório de Barra Bonita, SP, no período de março de 2003 a janeiro de 2004. 

 

Uma comparação das metodologias empregadas no estudo da variação sazonal da 

abundância das TEP no mar do Mediterrâneo indicou que as abundâncias das TEP 
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encontradas podem estar relacionadas também com a técnica de medida empregada 

(BEAUVAIS et al, 2003). 

Uma análise das concentrações das TEP obtidas empregando-se os dois métodos de 

determinação (ver Figuras 11b e 12a) pode-se verificar que no período de fevereiro de 2003 a 

abril de 2003 há um aumento da concentração das TEP, sendo que nos três meses seguintes há 

uma diminuição pronunciada da concentração das TEP, atingindo concentrações médias das 

TEPespect de 0,07 equiv. GX µg mL-1 e TEPmicrosc 8,7 x 103 partículas mL-1. A partir desse mês, 

há um aumento acentuado da concentração das TEP até setembro de 2003, registrando-se 

concentrações médias de 1,75 equiv. GX µg mL-1 e 7,22 x 104 partículas mL-1. Entre o mês de 

setembro de 2003 a novembro deste mesmo ano houve uma diminuição das concentrações das 

TEP, obtendo-se teores médios de 0,70 equiv. GX µg mL-1 e 2,26 x 104 partículas mL-1. No 

mês de dezembro de 2003 foram encontradas as maiores concentrações médias, registrando-se 

concentrações de 2,01 equiv. GX µg mL-1 e 7,71 x 104 partículas mL-1. Finalmente, em 

janeiro de 2004 foram determinadas concentrações médias de 0,88 equiv. GX µg mL-1 e 2,87 

x 103 partículas mL-1. 

Como descrito na literatura, as TEP têm sido encontradas em diversos corpos d’água 

em concentração variando de 102 a 107 partículas L-1, sendo que a abundância dessas 

partículas pode estar correlacionada com a biomassa do fitoplâncton. Essas partículas são 

mais abundantes durante a fase de senescência do “blooms”, período de maior exudação 

(SIMON, et al., 2002; PASSOW, 2002a), principalmente de diatomáceas.  

Comparando-se a variação sazonal da concentração das TEPespect (Figura 11b) ou 

TEPmicrosc (Figura 12a), com a densidade de células do fitoplâncton (Figura 11a) para as 

amostras coletadas no período de setembro de 2002 a janeiro de 2004, pode-se observar uma 

relativa concordância entre a variação do número de células (mg mL-1) e a concentração das 

TEP (espectrofotométrico e contagem por microscopia de campo claro). Nos meses seguintes, 
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nos quais se registraram fases de senescência do “bloom” de cianofíceas e/ou diatomáceas, 

foram constatados aumentos significativos das concentrações dessas partículas. Essa 

correlação já era esperada, uma vez que as TEP são produzidas preferencialmente pela 

excreção de polissacarídeos da comunidade algal ou pela liberação parcial ou total da cápsula 

ou bainha das algas, quando da sua morte. 

Além das Microcystis sp, as diatomáceas Aulacoseira granulata contribuíram de 

forma significativa nos meses de novembro de 2002, junho de 2003 e agosto de 2003, 

explicando assim o aumento da concentração das TEP nos meses de dezembro de 2002 e 

setembro de 2003, conforme pode ser observado nas Figuras 11a, 11b e 12a. 

 

5.5 Distribuição e abundância das TEP na coluna d’água 

 

A Figura 14 apresenta as concentrações das TEP (equiv. GX µg mL-1), a abundância 

das TEP (número de partículas mL-1), o volume das TEP (µm3 mL-1), temperatura (oC) e pH 

em função da profundidade do corpo d’água do Reservatório de Barra Bonita determinados no 

período de setembro de 2002 a janeiro de 2004. 
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Figura 14 - Variação na coluna d’água das TEP; concentração das TEP; abundância das 
partículas; volume das partículas,  temperatura; e pH. 
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Outubro 2003 
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MARI & KIØRBOE (1996) estudaram a abundância e distribuição por tamanho das 

TEP nas águas do sul de Kattegat (Dinamarca) e verificaram que há uma tendência de 

aumento da abundância das TEP com a profundidade da água (concentrações variaram de 3,0 

x 104 a 5,0 x 104 TEP mL-1), sendo que as amostras coletadas na superfície apresentaram as 

menores concentrações das TEP (< 7,0 x 103 TEP mL-1). 

LOGAN et al (1995) estudando a abundância das TEP em águas doce do Lago 

Constance (Alemanha) durante um “bloom” de algas na primavera de 1993 encontraram que a 

diminuição da abundância das TEP na superfície desse lago está correlacionada com a 

sedimentação das diatomáceas, sendo a concentração máxima encontrada igual a 8,60 x 102 

partículas mL-1 no fundo do lago (a 25 m de profundidade). 

Segundo PASSOW (2002a), TEP são géis cujas características físicas podem ser 

descritas em termos da teoria dos géis-polímeros. Os interstícios do polímero podem 

enclausurar  água, a qual está em equilíbrio termodinâmico com água em sua volta (água doce 

ou do mar). Estes géis podem sofrer transições de fases entre a fase condensada e a fase 

hidratada. Conseqüentemente, o tamanho e o volume das TEP podem variar sem variação 

significativa de sua massa. Esta transição de fase depende de fatores ambientais como o pH, 

temperatura, pressão e força iônica. As TEP podem sofrer reações químicas, desidratação, 

envelhecimento e/ou outros fenômenos, os quais podem ser reversíveis e irreversíveis. As 

propriedades físico-químicas das TEP então dependem de sua história e específica condição 

de sua formação.  

No estudo comparativo das variações de pH e temperatura do corpo d’água do 

reservatório de Barra Bonita, foi constatado que para todas as profundidades da coluna 

d’água, os menores valores de pH foram encontrados no mês de fevereiro de 2003 e os 

maiores valores no mês abril de 2003. Os valores de pH médios determinados foram 6,70; 

6,73; 6,69; 6,58 e 6,51 para as amostras de águas coletadas nas profundidades de 1 m; 3 m; 5 

m; 10 m e fundo respectivamente. Podendo concluir que há ligeira tendência de diminuição 
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do valor de pH da água com a profundidade. No entanto, essa pequena variação de pH (∆pH ~ 

0,20) não deve ter afetado a abundância vertical das TEP na água deste reservatório. 

Em relação à variação da temperatura do corpo d’água do reservatório durante as 

amostragens (dia), as temperaturas mais elevadas foram observadas em fevereiro de 2003 

(verão) e as mais baixas em agosto de 2003 (inverno), como esperadas. Foi observado 

também que a maior variação de temperatura na coluna d’água, entre a superfície e o fundo do 

reservatório, foi de 4,6 oC, registrada no mês de outubro de 2002, sendo que nos demais 

meses a variação de temperatura foi de alguns décimos de graus centígrados, como pode ser 

observado na Figura 14. A temperatura média em cada uma das profundidades foi de 24,3 oC 

a 1m; 24,1 oC a 3m; 24,0 oC a 5m; 23,8 oC a 10m e 23,4 oC no fundo do reservatório, sendo a 

temperatura média da água no período em estudo de 23,9 oC. Como discutido anteriormente, 

essa pequena variação de temperatura na coluna d’água durante os diferentes dias de 

amostragens, foi atribuída à natureza polimítica do reservatório. Mais uma vez, devido às 

características desse reservatório, esse pequeno gradiente de temperatura observado não deve 

ter tido algum efeito na abundância das TEP no corpo d’água estudado. 

Uma comparação das abundâncias verticais das TEP obtidas em cada mês 

empregando-se os dois métodos de determinação (espectrofotométrico e microscopia de luz 

campo claro) apresentou, ao contrário do excelente coeficiente de determinação, r2 = 0,8459, 

obtido no estudo anterior, coeficientes de determinação variando de 0,1500 a 0,7300, para as 

amostras coletadas no reservatório entre os meses de setembro de 2002 a janeiro de 2004, 

como mostrado na Figura 13. Assim, a correlação das abundâncias das TEP obtidas 

empregando-se estes dois métodos analíticos é significativa para amostras coletadas em 

apenas 6 meses, onde se obteve r2 > 0,5100, sendo os coeficientes de determinação menores 

que esse valor nos meses restantes.  

Como apresentado na metodologia, na estimativa dos volumes das TEP, foi 

considerado que essas partículas são esféricas e sólidas, sendo o volume calculado a partir da 
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equação de uma esfera perfeita, ou seja: V = 4/3лr3, sendo o r igual à metade do diâmetro da 

esfera. Os volumes calculados das TEP, em volume de TEP x 107 µm3, estão apresentados na 

Figura 14. Uma comparação dos valores de volume obtidos das TEP com a abundância das 

TEP obtidas por microscopia de campo claro, indica uma baixa correlação entre os valores 

obtidos neste trabalho, uma vez que em apenas 6 conjuntos de amostras foram obtidos 

coeficientes de determinação maiores que 0,5100. 

A Figura 15 apresenta uma variação sazonal da concentração volumétrica das TEP em 

mL m-2 de água do reservatório de Barra Bonita no período de setembro de 2003 a janeiro de 

2004. Essas concentrações volumétricas foram determinadas por integralização dos volumes 

das TEP na coluna d’água correspondente a um metro quadrado. Nos meses de novembro de 

2002 e dezembro de 2002 foram registradas as maiores concentrações volumétricas das TEP 

com teores de 226,7 e 222,6 mL das TEP por m2 de água, respectivamente. 
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Figura 15 - Variação sazonal da concentração volumétrica das TEP, do reservatório de Barra 
Bonita no período de setembro de 2003 a janeiro de 2004.. 
 

Em uma comparação da variação sazonal das concentrações volumétricas na coluna 

d’água (Figura 15) com as concentrações das TEPespect (Figura 11b) e concentração das 

TEPmicrosc (Figura 12a), pode-se observar uma boa concordância entre estes teores para a 

maioria dos meses estudados.  
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Observando-se a Figura 9 ou 11a, verifica-se que houve um aumento da concentração 

das espécies algais cianofíceas (Microcystis sp e Microcystis aeruginosa) e de Cryptomonas 

sp no período de agosto a outubro de 2002 e de diatomáceas (Aulacoseira granulata e 

Cyclotella sp) no período de agosto a novembro de 2002 e outros “bloom” desses mesmos 

gêneros de microalgas fitoplanctônicas nos meses de agosto a outubro de 2003, indicando 

assim um provável aumento da excreção de polissacarídeos, seguido pela senescência dessas 

microalgas fitoplanctônicas. Esses aumentos das concentrações de cianobácterias, 

diatomáceas e criptofíceas foram registrados nos meses que antecederam o registro dos 

maiores volumes das TEP (Figura 15). As microalgas fitoplanctônicas são consideradas 

importantes produtoras de exopolímeros (DECHO, 1990; MOPPER et al. 1995), sendo esses 

exopolímeros o principal precursor das TEP (PASSOW, 2002a).  

A Figura 16 apresenta a variação da concentração de carboidratos dissolvidos (mg L-1) 

na água do reservatório de Barra Bonita no período de junho de 2002 a janeiro de 2004. 

Figura cedida pela doutoranda Maria José Dellamano de Oliveira. 
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Figura 16 – Variação sazonal de carboidratos dissolvidos na água do reservatório de Barra 
Bonita no período de junho de 2002 a janeiro de 2004.  
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A variação sazonal da concentração dos carboidratos (ramnose, galactose, glicose e 

manose/xilose) deve estar relacionada à comunidade de microalgas fitoplanctônicas. Nos 

meses em que ocorreram “blooms” de diatomáceas e cianofíceas houve um aumento 

significativo das concentrações dos carboidratos supramencionados. Essa correlação foi 

verificada nos meses de agosto e outubro de 2002 e setembro de 2003. 

Nos meses de novembro e dezembro de 2002, quando foi registrado um aumento da 

concentração volumétrica das TEP (no período de agosto de 2002 a dezembro de 2002) 

(Figura 15), houve também o registro da elevação da concentração desses carboidratos, 

sugerindo assim que as TEP poderiam ter sido formadas nesses meses. Por outro lado, no 

período de junho a agosto de 2003, foram determinados as menores concentrações desses 

carboidratos (Figura 16), corroborando com as menores concentrações volumétricas das TEP 

encontradas nesse período (Figura 15) e/ou concentrações das TEPespect e/ou TEPmicrosc 

(Figuras 11b e 12a), respectivamente. O aumento da concentração volumétrica (Figura 15) em 

setembro de 2003 pode estar relacionado com o aumento acentuado de células algais 

registrados nesse mesmo mês (Figura 11a) e também com o aumento de carboidratos (Figura 

16). Além da presença e abundância dos precursores (polissacarídeos dissolvidos), o volume 

destas partículas pode estar relacionado às propriedades físico-químicas como a propriedade 

destas serem mais reativas ou grudentas, bem como o tempo em que estas partículas foram 

formadas, isto é a “idade” das TEP. Parte das TEP com maior volume deve ser mais antiga, 

pois devem ter agregado uma maior quantidade de material presente na coluna d’água, 

confirmando os resultados registrados nas Figuras 9 ou 11a, Figura 15 e Figura 16.  

Segundo PASSOW (2002a), a concentração das TEP e clorofila se correlacionam 

significativamente durante a fase exponencial de crescimento em cultura de laboratório ou 

durante o “bloom” de fitoplâncton. No entanto, neste trabalho não foi encontrada uma 

correlação geral entre a produção das TEP e a concentração de clorofila a. 
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5.6 Distribuição das TEP por tamanho na coluna d’água 

 

Como apresentado na metodologia, a distribuição das TEP por tamanho é geralmente 

descrita por uma equação do tipo (equação 2): 

N = kdp
-β  ou  dN/d(dp) = kdp

-(β + 1)                       (equação 2) 

onde dN representa o número de partículas por unidade de volume (1 mL por exemplo) no 

intervalo de tamanho das partículas de dp a (dp + d(dp)). A constante k depende da 

concentração das partículas e β descreve a distribuição das partículas por tamanho (espectro 

das partículas por tamanho). Assim, quanto menor for o valor de β encontrado, menor será a 

fração das partículas de menor tamanho (McCAVE, 1984; PASSOW & ALLDREDGE, 1994; 

MARI & KIØRBOE, 1996; WORM & SØNDERGAARD, 1998). Os valores de β e de k 

podem ser determinados por regressões do tipo (equação 3):  

log [dN/d(dp)] vs log[dp]                                     (equação 3) 

Desta maneira, o coeficiente linear das curvas obtidas será igual a log k e o coeficiente 

angular igual a – (β + 1), onde a magnitude de β descreve a distribuição das partículas por 

tamanho em diferentes amostras (MARI & KIØRBOE, 1996; McCAVE, 1984).  

No cálculo da distribuição das partículas medidas em cada profundidade na coluna 

d’água, foi calculado o diâmetro equivalente de uma esfera perfeita (DEE) empregando-se a 

área de cada TEP determinada por microscopia de campo claro. Desta forma, foram 

agrupadas 10 classes por tamanho nos intervalos seguintes: 1,0 - 1,50; 1,50 - 2,25; 2,25 - 3,38; 

3,38 - 5,06; 5,06 - 7,59, 7,59 - 11,39; 11,39 - 17-09; 17,09 - 25,63; 25,63 - 38,44; 38,44 - 

57,67 µm. Em cada classe por tamanho, a concentração da TEP, (dN) foi normalizada para 

cada intervalo de diâmetro da partícula d(dp),, que no presente estudo foi de 1,5 µm. 

Empregando-se essa variação do diâmetro das partículas, chegou-se à série supramencionada 

de 10 classes distintas de partículas. 
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As TEP possuem altas concentrações de água retida em sua estrutura tridimensional, 

assim é de extrema importância seguir rigorosamente o mesmo procedimento de filtragem, 

para que as TEP não sofram colapso durante ou após a filtração da água, o qual afetaria o 

diâmetro equivalente de uma esfera perfeita (DEE) ou o seu volume e, conseqüentemente a 

distribuição das TEP por tamanho. 

A Figura 17 apresenta a concentração das TEP em função da distribuição por tamanho 

das partículas, para as amostras coletadas no período de setembro de 2002 a janeiro de 2004 e 

nas profundidades de 1 m; 3 m; 5 m; 10 m e fundo do reservatório de Barra Bonita.  

Os parâmetros k e β foram calculados das regressões lineares, após transformação 

logarítmica. Os valores elevados para r2, obtidos neste trabalho, indicam uma boa correlação 

entre esses parâmetros encontrados. Geralmente o pico das concentrações das TEP está 

associado com o “bloom” de fitoplâncton. Altas concentrações das TEP têm sido encontradas 

em zonas eutróficas, caso do reservatório estudado neste trabalho. A distribuição temporal e 

espacial das TEP sugere que há uma forte relação com o fitoplâncton presente (PASSOW & 

ALLDREDGE, 1994; MARI & KIØRBOE, 1996; GROSSART et al., 1997; ENGEL & 

PASSOW, 2001; PASSOW, 2002a). 
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Figura 17 – Concentrações das TEP em função da distribuição por tamanho das partículas 
(em diâmetro equivalente das TEP (DEE)), para as amostras coletadas no período de setembro 
de 2002 a janeiro de 2004 e nas profundidades de 1 m; 3 m; 5 m; 10 m e fundo do reservatório 
de Barra Bonita, SP.  
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Figura 17 - continuação 
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Figura 17 - continuação 
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Figura 17 - continuação 
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Figura 17 - continuação 
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Figura 17 - continuação 
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Figura 17 - continuação 
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Figura 17 - continuação 
 
A Tabela 9 apresenta a variação sazonal de β para as amostras coletadas no período de 

setembro de 2002 a janeiro de 2004 e nas profundidades de 1 m; 3 m; 5 m; 10 m e fundo do 

reservatório de Barra Bonita.  

Como pode ser observado nas Figuras 9 ou 11a e Tabela 9, os menores valores médios 

de β foram encontrados nos meses de setembro de 2002 a janeiro de 2003 (0,6 < β < 1,0) e 

entre os meses de outubro de 2003 a janeiro de 2004 (0,5 < β < 1,0). Esses valores de β 

sugerem que nesses períodos mencionados há uma fração de partículas maiores, como 

discutido anteriormente. Aulacoseira granulata, Anabaena spiroide (BITTAR, 2005), 

Cryptomonas tetropyrenoidose (GIROLDO et al., 2005; VIEIRA & CREPOLDI, em 

preparação) além de Cyclotella sp, como observado, são espécies muito abundantes em Barra 

Bonita, são grandes produtoras de TEP de grande tamanho, indicando assim que as mesmas 

devem ser as responsáveis pela produção destas partículas, uma vez que essas espécies 
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fitoplanctônicas foram dominantes nos períodos mencionados. No período entre fevereiro de 

2003 e setembro de 2003, as espécies dominantes foram Microcystis sp; Microcystis 

aeruginosa, espécies responsáveis pela excreção e/ou produção das TEP de menor tamanho, 

ou seja valores médios de β maiores. Como pode ser observado, nesse período, o valor médio 

de β variou de 1,0 a 1,7, confirmando assim a predominância de uma fração maior de 

partículas menores. 

Tabela 9 – Valores de β encontrados no período de setembro de 2002 a janeiro de 2004 e nas 
profundidades de 1 m; 3 m; 5 m; 10 m e fundo do reservatório de Barra Bonita, SP.  

 1m 3m 5m 10m fundo médias 

set-02 0,8 0,4 0,9 0,7 1,2 0,8 

out-02 0,9 1,1 1,2 1,0 0,6 1,0 

nov-02 1,2 0,3 1,4 0,3 0,6 0,8 

dez-02 0,6 0,2 0,9 1,2 0,2 0,6 

jan-03 0,3 0,7 0,9 0,9 0,6 0,7 

fev-03 1,0 1,3 1,0 1,4 1,0 1,1 

mar-03 0,7 1,1 2,1 2,5 2,0 1,7 

abr-03 1,8 1,6 2,5 1,8 0,8 1,7 

mai-03 1,7 2,0 1,2 1,2 0,5 1,3 

jun-03 1,7 1,2 1,4 1,5 1,5 1,5 

jul-03 1,0 1,3 1,5 1,2 1,0 1,2 

ago-03 1,5 1,2 1,0 0,6 0,9 1,0 

set-03 1,3 2,1 1,7 1,6 1,2 1,6 

out-03 1,0 0,4 0,5 0,3 0,5 0,5 

nov-03 1,2 0,7 1,4 0,8 1,0 1,0 

dez-03 1,5 0,6 0,7 0,5 0,9 0,8 

jan-04 0,4 1,3 0,8 0,5 0,3 0,7 
Por outro lado, no período com menor volume de precipitação pluviométrica (50 mm), 

os maiores valores médios de β foram encontrados nos meses de março de 2003 a julho de 

2003 (1,1 < β < 1,7), indicando assim um maior espectro por tamanho das TEP e a presença 

das TEP mais antigas (PASSOW 2002a). 
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Segundo KREMBS & ENGEL (2001), quanto maior for os valores dos coeficientes 

angulares das curvas obtidas de log [dN/d(dp)] vs log[dp], isto é, quanto maior for o valor de   

– (β + 1), maior será o valor de β, ou maior será o espectro por tamanho das partículas 

encontradas no corpo d’água. Os valores de β determinados por diversos pesquisadores 

variaram de 0,7 a 2,7 em diversos corpos d’água (PASSOW, 2002a). No presente estudo, os 

valores individuais de β encontrados variaram de 0,2 (na profundidade de 3m em dezembro 

de 2002) a 2,5 (na profundidade de 10 m em março de 2003 e na profundidade de 5 m em 

abril de 2003). Segundo PASSOW (2002a), durante a fase de agregação de “blooms” de 

diatomáceas, o valor de β é em torno de 1, indicando uma diminuição da fração das partículas 

das TEP de menor tamanho. Os valores de β podem então ser empregados como um indicador 

do grau de agregação das partículas. Em outros processos, como aqueles da utilização pelas 

bactérias ou “grazing” do zooplâncton podem afetar o espectro de tamanho das partículas 

(PASSOW & ALLDREDGE, 1994). Por exemplo, “grazing” dos copépodes, resulta no 

aumento da fração das TEP de maior tamanho, aumentado desta maneira a distribuição das 

partículas para cima e a obtenção de coeficientes angulares maiores (PRIETO et al., 2001). 

Com relação aos valores de log k ou k, como discutido, essa constante está relacionada 

diretamente às concentrações das TEP no corpo d’água. Observando-se os valores de k 

médios calculados e apresentados na Tabela 10, os menores valores médios foram 

encontrados nos meses de julho de 2003 (k= 2,40 x 104 partículas mL-1), em outubro de 200 

(k= 4,79 x 104 partículas mL-1) e em janeiro de 2004 (k= 6,69 x 104 partículas mL-1). Os 

maiores valores de k médios encontrados foram nos meses de novembro de 2002 (2,15 x 106 

partículas mL-1), março de 2003 (3,86 x 106 partículas mL-1), abril de 2003 (2,75 x 106 

partículas mL-1), maio de 2003 (3,08 x 106 partículas mL-1) e setembro de 2003 (1,69 x 106 

partículas mL-1). Esses valores de k médios encontrados são concordantes com aqueles da 

distribuição e abundâncias das TEP sazonais apresentados nas Figuras 11b e 12.  
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Tabela 10 – Valores de log k encontrados no período de setembro de 2002 a janeiro de 2004 
e nas profundidades de 1 m; 3 m; 5 m; 10 m e fundo do reservatório de Barra Bonita, SP.  
 1m 3m 5m 10m fundo médias 

set-02 5,1 5,0 5,2 5,1 5,5 5,2 

out-02 5,0 5,5 5,5 5,2 5,1 5,3 

nov-02 5,5 5,0 6,0 5,3 5,2 5,4 

dez-02 4,9 4,8 5,2 5,5 5,0 5,1 

jan-03 4,6 5,0 5,0 5,3 4,9 5,0 

fev-03 4,3 5,4 5,2 5,9 5,4 5,2 

mar-03 4,3 5,1 5,9 7,2 6,4 5,8 

abr-03 5,6 6,1 7,0 6,2 5,7 6,1 

mai-03 5,6 5,9 5,1 5,2 4,8 5,3 

jun-03 5,9 5,1 5,2 5,4 5,5 5,4 

jul-03 4,1 4,2 4,6 4,3 4,5 4,3 

ago-03 5,5 4,7 4,8 4,5 4,7 4,8 

set-03 5,6 6,8 5,8 5,8 5,7 5,9 

out-03 4,8 4,8 4,5 4,7 4,5 4,7 

nov-03 4,9 4,7 5,5 5,0 5,0 5,0 

dez-03 5,8 4,7 5,0 4,5 4,9 5,0 

jan-04 4,4 5,2 4,6 4,9 4,5 4,7 
 

5.7 Colonização das TEP por bactérias  

 

As bactérias podem utilizar como fonte de carbono ou suporte mecânico 

polissacarídeos extracelulares (exopolissacarídeos), compostos liberados por quase todas as 

microalgas planctônicas e não planctônicas (FREIRE-NORDI & VIEIRA 1996; 1998; 

COLOMBO et al.,2004). As TEP podem formar com as bactérias um microambiente, uma 

vez que estas partículas proporcionam condições adequadas para o crescimento destes 

microrganismos.  

Empregando-se o DAPI como reagente, MARI & KIØRBOE (1996) estimaram um 

erro de aproximadamente 4% na enumeração de bactérias aderidas às TEP com diâmetros 
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menores que 3 µm e um erro de aproximadamente 13% na enumeração de bactérias aderidas 

às TEP com diâmetros maiores que 30 µm. 

De um conjunto de 5600 fotomicrografias obtidas das amostras de água coletadas no 

período de setembro de 2002 a janeiro de 2004 e nas profundidades de 1 m, 3 m, 5 m, 10 m e 

fundo, foram selecionadas algumas fotomicrografias objetivando mostrar as TEP com 

bactérias aderidas, bem como a dinâmica de colonização dessas partículas no corpo d’água do 

reservatório de Barra Bonita.  

A Figura 18 apresenta duas fotomicrografias obtidas de um mesmo campo de amostra 

coletada em março de 2003 a 3 m, empregando-se microscopia de campo claro (Figura 18a) e 

microscopia de fluorescência (Figura 18b). Como mostrado, a TEP 1, localizada no centro do 

campo em estudo, apresentou uma área de 1412,13 µm2  (diâmetro = 42,40 µm). Analisando-

se a TEP 1 mostrada nesta mesma figura, pode-se observar que a mesma não foi tingida 

uniformemente pelo corante, sendo a região de cor mais escura aquela onde foi encontrada 

uma maior densidade de bactérias. Empregando-se a microscopia de fluorescência, foi 

possível contar 163 bactérias (Figura 18b). A TEP 2 apresentou uma área de 79,33 µm2 

(diâmetro = 10,05 µm) possuindo 17 bactérias aderidas e a TEP 3 apresentou uma área de 

51,12 µm2 (diâmetro = 8,07 µm) tendo 15 bactérias aderidas. Nessas duas partículas, pode 

também ser observada uma maior densidade bacteriana na região central das mesmas, 

indicando assim que essas partículas foram colonizadas há algum tempo, características das 

TEP mais antigas. Nesse campo foi ainda observado a presença de algumas dezenas de TEP 

de menor tamanho (diâmetros < 2 µm), contendo até duas bactérias aderidas em cada uma 

destas partículas. 

A Figura 19 apresenta as fotomicrografias obtidas por microscopia de campo claro 

(Figura 19a) e por microscopia de fluorescência (Figura 19b) de amostra de água coletada na 

profundidade de 1 m em setembro de 2002. No campo claro, foram observadas mais de 30 
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TEP com diâmetros menores ou iguais a 3 µm sem bactérias aderidas. A TEP 1 em destaque e 

delimitada por linha vermelha, tem uma área de 6698 µm2 e possui apenas 5 bactérias 

aderidas. A TEP 1 não é densa e tem um aspecto fibrilar, sendo que na micrografia de campo 

claro pode ser visto uma mancha clara que é destacada na micrografia por fluorescência (A). 

Por outro lado, a TEP 2 que é bem menor (116,47 µm2 ) e mais densa que a TEP 1, possui 22 

bactérias aderidas, mostrando assim a grande variabilidade em um mesmo campo das formas, 

aspectos e grau de colonização das partículas. 

A Figura 20a apresenta uma fotomicrografia por fluorescência de uma TEP com área 

de 711,27 µm2 e contendo 33 bacilos aderidos medindo de 3 a 5 µm de comprimento. Todas 

as TEP colonizadas por bacilos possuíam uma cor azul escuro, quando visualizadas por 

microscopia de fluorescência. Por outro lado, as TEP colonizadas por cocos ou por bactérias 

de diferentes morfologias apresentaram um aspecto esbranquiçado, diferença que pode estar 

relacionada à composição química dessas partículas. Esta TEP foi observada na lâmina 

contendo amostra de água coletada na profundidade de 3 m do mês de setembro de 2002. 

Ademais, outras TEP colonizadas com os mesmos bacilos foram também observadas nas 

amostras de água do mês de setembro de 2002 coletadas nas profundidades de 1 e 5 m. 

A fotomicrografia mostrada na Figura 20b foi obtida empregando-se microscopia de 

campo claro. Essa TEP apresenta uma área de 1003,53 µm2, sendo que a região destacada 

pelo círculo vermelho é aquela ocupada por 12 bactérias contadas por microscopia de 

fluorescência e corresponde a uma área de 342,90 µm2.  

TEP/bactérias parecem muitas vezes semelhantes a colônias de microalgas e podem 

ser confundidas na microscopia de fluorescência, uma vez que as bactérias na forma de cocos 

e as células de cianofíceas podem ter o mesmo tamanho e fluorescer com a mesma 

intensidade e tonalidade. A diferenciação dessas células pode ser feita empregando-se um 

filtro verde próprio na microscopia de fluorescência. A micrografia das células das microalgas 
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fitoplanctônicas fluorescem em tonalidade vermelha, enquanto as bactérias não aparecem na 

microscopia empregando-se aquele filtro.  

    
Figura 18 – Fotomicrografias de um mesmo campo (a) microscopia de luz clara e (b) microscopia de 
fluorescência, aumento de 1000X. Amostra coletada no reservatório de Barra Bonita, SP. 

                                                                                         

     
Figura 19 - Fotomicrografias obtidas de um mesmo campo de amostra de água coletada na 
profundidade de 1m em setembro de 2002, no reservatório de Barra Bonita, SP. (a) microscopia de 
campo claro e (b) microscopia de fluorescência. 

      
Figura 20 - Fotomicrografias obtidas de amostra de água coletada na profundidade de 3 m em 
setembro de 2002, no reservatório de Barra Bonita, SP. (a) microscopia de fluorescência mostrando 
TEP com bacilos e (b) microscopia de campo claro mostrando TEP colonizada por bactérias na região 
em destaque. 
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A Figura 21 mostra as fotomicrografias obtidas na microscopia de fluorescência sem 

(Figura 21a) ou com o filtro verde (Figura 21b). Como pode ser observado nestas figuras, na 

fotomicrografia apresentada na Figura 21a aparece uma TEP (1) com área de 403,40 µm2 

contendo aderidas 22 bactérias no formato de cocos. No entanto, a TEP não é observada na 

fotomicrografia obtida do mesmo campo da lâmina com o emprego do filtro verde. 

A Figura 22 mostra as fotomicrografias obtidas na microscopia de fluorescência sem 

(Figura 22a) ou com o emprego do filtro verde (Figura 22b). Na Figura 22a é destacada por 

um círculo vermelho uma TEP aderida à colônia de Microcystis sp. A presença desta 

microalga foi tão dominante neste campo, que não foi possível medir a área das TEP e nem 

mesmo contar o número de bactérias agregadas nas partículas. As setas verdes mostradas na 

fotomicrografia 22b, indicam os lugares ocupados pelas TEP colonizadas por bactérias, sendo 

que as mesmas não foram observadas nesta fotomicrografia. 

A Figura 23 mostra TEP aderidas a microalgas fitoplanctônicas. Na fotomicrografia 

23a é destacada por um círculo vermelho uma TEP com área de 834,34 µm2 contendo 52 

bactérias aderidas de diferentes formas (cocos, bacilos e espirilos) e tamanhos. Neste exemplo 

é apresentada uma TEP aderida a uma microalga fitoplanctônica (Anabaena spiroides). 

A fotomicrografia 23b destaca uma TEP com área igual a 253,22 µm2 aderida a uma 

microalga filamentosa. A adesão das 12 bactérias em forma de cocos só na superfície da 

partícula, a não existência de bactérias ao centro da partícula.. 

A fotomicrografia 23c mostra em destaque uma TEP com área de 198,78 µm2 aderida 

a uma colônia de Microcystis sp (1). Por sua vez a TEP é colonizada por 21 bacilos. Ademais, 

nesse mesmo campo podem ser observadas outras microalgas. A fotomicrografia 23d mostra 

uma TEP com uma área de 1731,84 µm2 próxima de colônias de microalgas fitoplanctônicas, 

contendo, aderidas 55 bactérias de tamanho e formas diversificadas. 
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Figura 21 - Fotomicrografia de um mesmo campo, obtidas por microscopia de fluorescência (a) sem o 
filtro verde e (b) com o filtro verde, amostra de outubro de 2002 a 5 m. 
 

        
Figura 22 - Fotomicrografia feitas de um mesmo campo com amostra coletada no reservatório de 
Barra Bonita, SP., em outubro de 2002, a 3 m, obtidas por microscopia de fluorescência (a) sem  o 
filtro verde e (b) com o filtro verde. 
 

      
 

      
Figura 23 – Fotomicrografia das TEP aderidas a microalgas planctônicas, por microscopia de fluorescência. 
Amostras coletadas no reservatório de Barra Bonita, SP. 
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A Figura 24 apresenta duas fotomicrografias obtidas de uma mesma lâmina de amostra 

de água coletada na profundidade de 1 m no mês de novembro de 2002. Em destaque são 

apresentadas duas TEP de diferentes tamanhos e densidade de bactérias. Na fotomicrografia 

24a a TEP possui uma área de 7,52 µm2 e contém 6 bactérias aderidas. Por outro lado, a 

fotomicrografia 24b possui uma TEP com área de 2105,45 µm2 e contém 193 bactérias 

aderidas, mostrando assim a diversidade de tamanho de partículas que podem coexistir em 

uma mesma amostra de água. 

A fotomicrografia 24c mostra uma TEP com área de 164,29 µm2 contendo 29 bactérias 

aderidas na superfície da partícula. A fotomicrografia 24d apresenta no mesmo campo três 

TEP com tamanhos e quantidades de bactérias aderidas semelhantes: TEP (1) área 219,38 

µm2 com 14 bactérias aderidas; TEP (2) área 238,12 µm2 com 17 bactérias aderidas e TEP (3) 

279,19 µm2 com 24 bactérias aderidas. 

As fotomicrografias mostradas na Figura 25 são de amostra de água coletada a 1 m em 

dezembro 2002. A Figura 25a mostra uma TEP com área total de 311,75 µm2, sendo que a 

área em destaque não foi colonizada por bactérias. O restante de sua área mostra a adesão de 

16 bactérias na superfície da partícula, além de áreas maiores de geometrias não definidas que 

podem ser substâncias orgânicas (substâncias húmicas) adsorvidas que refletem luz azul 

prateada intensa. A fotomicrografia 25b mostra uma TEP com aspecto fibrilar que não possui 

bactérias aderidas em sua superfície, apesar de sua grande área (~ 4000 µm2). Foi observado 

neste trabalho que TEP com esse aspecto fibrilar geralmente não são colonizados por 

bactérias, uma vez que possuem pouca água na sua constituição e possuem propriedades 

físico-químicas distintas daquelas das TEP que são gelatinosas e pegajosas (PASSOW 

2002a).  

A Figura 26 mostra duas fotomicrografias de amostra de água coletada a 10 m em 

março de 2003. Na TEP 1 com área total de 176,94 µm2, destacada na fotomicrografia 26a, 
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pode ser observado colonização da TEP por 25 bactérias em apenas uma região dessa 

partícula. Nessa mesma fotomicrografia, a TEP 2 com área total de 296 µm2, possui 28 

bactérias aderidas na área periférica da partícula, não havendo bactérias aderidas no centro. A 

fotomicrografia 26b mostra uma TEP com área total de 215,72 µm2 nessa mesma 

fotomicrografia e 32 bactérias aderidas na região central. Provavelmente as TEP formadas 

mais recentemente possuem bactérias na superfície da mesma enquanto que nas mais antigas, 

as bactérias geralmente ocupam maior área da partícula e também na parte interna da mesma. 

A Figura 27 mostra fotomicrografias obtida de um mesmo campo de amostra de água 

coletada a 5 m em abril de 2003. Na fotomicrografia 27a é destacada uma TEP obtida por 

micrografia de campo claro e como pode ser observada esta partícula não foi tingida 

homogeneamente com o Alcian Blue, apresentando assim regiões com diferentes intensidades 

de cor. Empregando-se microscopia por fluorescência, essa TEP com área total de 1562,61 

µm2 mostra possuir 32 bacilos aderidos na região a direita da partícula. 

A Figura 28 apresenta duas fotomicrografias de microscopia de fluorescência obtidas 

de amostras de água coletadas a 5m (28a) e fundo (28b) em maio de 2003. Na fotomicrografia 

28a, a TEP possui uma região mais escura no centro da mesma (ver seta vermelha) onde não 

houve adesão de bactérias. A área total dessa TEP é 124,32 µm2 tendo 54 cocos aderidos. As 

duas TEP mostradas na micrografia 28b possuem áreas de 1299,24 µm2 e 82,83 µm2 e há 

aderido 134 cocos e 12 cocos, respectivamente. Pode-se destacar assim que em ambas 

fotomicrografias não foi observada uma diversidade de formas de bactérias, sendo as três TEP 

colonizadas apenas por cocos. 

As fotomicrografias mostradas na Figura 29 foram obtidas por microscopia de campo 

claro (29a) e por microscopia de fluorescência (29b) de amostra de água coletada a 3 m em 

junho de 2003. A TEP mostrada em (29a) apresentou área total de 1375,04 µm2 sendo que a 

partícula só foi colonizada por 40 bactérias na área em destaque, como pode ser também 
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observado na fotomicrografia (29b). Objetivando destacar a região colonizada pelas bactérias, 

essa região foi centralizada na foto. 

As fotomicrografias apresentadas na Figura 30 foram obtidas em um mesmo campo 

por microscopia de campo claro (30a) e por microscopia de fluorescência (30b) de amostra de 

água coletada a 10 m em outubro de 2003. Na fotomicrografia (30a), de um total de 20 TEP, 

foram destacados 4 TEP com adesão de bactérias (TEP 1: 1355,74 µm2 com 83 bactérias 

aderidas; TEP 2: 87,24 µm2 com 4 bactérias aderidas; TEP 3: 192,54 µm2 com 12 bactérias 

aderidas e TEP 4: 72,55 µm2 com 6 bactérias aderidas). Como pode ser observado, essas 

partículas não são coloridas uniformemente e a colonização das bactérias foi distribuída por 

todas as áreas das TEP, como pode ser visto na fotomicrografia (30b). 

Nas fotomicrografias correspondentes às amostras de águas dos demais meses 

estudados, não foram registradas grandes alterações e/ou observações que mereçam destaque, 

não sendo assim discutidos. 

No presente trabalho foram enumeradas em média 2,0 % de partículas com diâmetros 

menores que 3 µm, 88,5 % de partículas com diâmetros entre 3 µm e 30 µm e 9,5% de 

partículas com diâmetros maiores que 30 µm. Desta maneira, pode-se admitir que o erro 

médio na enumeração de bactérias aderidas as TEP ficou na faixa de 8-10%. 

No presente estudo foi encontrado que o número de bactérias aderidas por TEP variou 

de 1 bactéria TEP-1 a 235 bactérias TEP-1, sendo que em alguns campos estudados não foram 

encontradas bactérias aderidas nas TEP. A ausência de bactérias em algumas TEP não afetou 

a média do número de bactérias aderidas por TEP, uma vez que essa ausência de bactérias não 

foi significativa. Ademais, a ausência de bactérias nas TEP pode ser um indicativo da 

formação recente destas partículas. 
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Figura 24 – Fotomicrografias das TEP, por microscopia de fluorescência, amostras coletadas em novembro de 
2002 a 1 m, , no reservatório de Barra Bonita, SP 
 

              
Figura 25 - Fotomicrografias das TEP, (a) microscopia de fluorescência e (b) microscopia de campo claro uma 
TEP com aspecto fibrilar que não possui bactérias, amostra coletada em dezembro de 2002 a 1 m, no 
reservatório de Barra Bonita, SP. 
 

    
Figura 26 - Fotomicrografias das TEP, por microscopia de fluorescência, de amostra de água coletada em março 
de 2003 a 10 m, no reservatório de Barra Bonita, SP  
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Figura 27 - Fotomicrografias obtidas de um mesmo campo de amostra de água coletada na profundidade de 5 m 
em abril de 2003, no reservatório de Barra Bonita, SP. (a) microscopia de campo claro e (b) microscopia de 
fluorescência. 
 

     
Figura 28 - Fotomicrografias de microscopia de fluorescência obtidas de amostras de água coletadas a 5m (a) e 
fundo (b) em maio de 2003, proveniente do reservatório de Barra Bonita, SP.  

     
Figura 29 – Fotomicrografias de um mesmo campo, microscopia de campo claro (a) e microscopia de 
fluorescência (b). Amostra coletada em junho de 2003 (3 m), no reservatório de Barra Bonita, SP. 
 

     
Figura 30 – Fotomicrografias de um mesmo campo, (a) microscopia de campo claro e (b) microscopia de 
fluorescência, amostra coletada a 10 m em outubro de 2003, no reservatório de Barra Bonita, SP. 
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Não há, descritos na literatura estudos relacionando a colonização das TEP em corpos 

de águas naturais de região tropical ou temperada da América do Sul, ficando prejudicada  

assim uma comparação da colonização das TEP por bactérias obtidas no presente trabalho. No 

entanto, PASSOW & ALLDREDGE (1994) estudando águas do Oceano Atlântico 

encontraram uma colonização das TEP por bactérias variando de 1 a 220 bactérias TEP-1. 

Segundo essas pesquisadoras, a grande variabilidade da colonização das partículas de 

tamanho semelhante indica uma diferença no grau de colonização das TEP que está 

possivelmente relacionado com a diferença de idade ou com a composição química destas 

partículas.  

A Figura 31 apresenta o número médio de bactérias aderidas a cada TEP (valor médio) 

no período de setembro de 2002 a janeiro de 2004. Como pode ser observado nesta figura, o 

número médio de bactérias por TEP variou de 9 bactérias TEP-1 (novembro de 2003) a 47 

bactérias TEP-1 (novembro de 2002), sendo o número médio de bactérias igual a 26 bactérias 

TEP-1.  

Comparando os resultados apresentados na Figura 31 com os dados apresentados na 

Figura 9 ou 11a pode-se concluir que nos meses que sucedem o bloom da comunidade 

fitoplanctônica, que é a fase senescente dessa comunidade, há uma coincidência com o 

período onde as TEP colonizadas por bactérias são mais densas, pois nesta fase do 

crescimento há uma adição de produtos metabólicos, pedaços da cápsula e/ou a cápsula inteira 

no ambiente. A Figura 31 apresenta picos de partículas densamente povoadas como as dos 

meses de novembro de 2002 (47 bactérias TEP-1), janeiro de 2003 (38 bactérias TEP-1), 

fevereiro de 2003 (39 bactérias TEP-1) e setembro de 2003 (38 bactérias TEP-1), onde a 

quantidade média de bactérias por TEP pode estar relacionada à idade das TEP, a sua 

composição química e/ou a fase de crescimento nas populações fitoplanctônicas do ambiente.  
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Figura 31 – Número médio de bactérias aderidas a cada TEP em amostras do reservatório de 
Barra Bonita, SP. (valor médio) no período de setembro de 2002 a janeiro de 2004. 
 
 

MARI & KIØRBOE (1996) encontraram um número médio de bactérias por TEP 

variando de 3 a 10 bactérias TEP-1 em amostras de água de mar (Kattegat, Dinamarca) sendo 

que o β encontrado variou de 0,7 a 4,4. Como a variabilidade do tamanho das partículas foi 

maior que aquela encontrada por PASSOW & ALLDREDGE (1994) e também aquela 

encontrada no presente trabalho, o intervalo menor de número médio de bactérias aderidas por 

TEP poder estar relacionada com uma alta concentração das TEP em formação, que como 

visto, possui menor número de bactérias aderidas (PASSOW & ALLDREDGE, 1994; 

PASSOW, 2002a). 

A Figura 32 apresenta a variação sazonal, no período de setembro de 2002 a janeiro de 

2004, do número médio de bactérias aderidas por volume das TEP em mL (número de 

bactérias mL-1 das TEP). Como pode ser observado nesta figura, o número de bactérias mL-1 

das TEP variou de 2,01 x 1010mL-1em novembro de 2002 a 7,25 x 1010 mL-1 em outubro de 

2003, sendo o valor médio registrado no período estudado de 3,32 x 1010 mL-1.  

Uma comparação dos resultados do número médio de bactérias aderidas por volume 

das TEP em mL (Figura 32) como os “bloom” das espécies fitoplanctônicas dominantes 
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(Figura 9 ou 11 a) indicou que os resultados são concordantes e portanto os “bloom” de 

cianofíceas e de diatomáceas coincidem com os meses onde número médio de bactérias 

aderidas por volume das TEP em mL. 
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Figura 32 - Variação sazonal do número médio de bactérias aderidas por volume das TEP em 
mL, em amostras do reservatório de Barra Bonita, SP., no período de setembro de 2002 a 
janeiro de 2004.  

 

Um estudo da abundância de bactérias aderidas nas TEP durante a primavera de 1994 

nas águas do Kattegat (Dinamarca), MARI & KIØRBOE (1996) encontraram uma população 

de bactérias variando de 4,0 x 1010 a 1,3 x 1011 bactérias mL-1 das TEP. Como pode ser 

observado, a população de bactérias aderidas às TEP encontradas em nosso trabalho estão em 

boa concordância com a população de bactérias aderidas por mL das TEP encontrada no 

trabalho desenvolvido por esses pesquisadores. 

 A Tabela 11 mostra a variação da população de bactérias de vida livre e de bactérias 

aderidas no período estudado, bem como a percentagem de bactérias aderidas.  
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Tabela 11 - Variação das populações de bactérias de vida livre e de bactérias aderidas. 
Amostras do reservatório de Barra Bonita, SP.,  no período de setembro de 2002 a janeiro de 
2004.  

tempo (meses) Bactéria livre* Bactérias aderidas as 
TEP 

Percentagem de 
bactérias aderidas 

Set-02 7,39E+05 3,5E+05 32,4 

Out-02 6,05E+05 4,1E+05 40,3 

Nov-02 4,63E+05 1,9E+06 80,3 

Dec-02 5,96E+05 7,3E+05 50,5 

Jan-03 7,82E+05 1,1E+06 34,0 

Fev-03 9,72E+05 1,3E+06 29,1 

Mar-03 5,06E+05 2,7E+05 35,1 

Abr-03 1,03E+06 2,1E+05 17,0 

Mai-03 5,94E+05 2,7E+05 31,0 

Jun-03 4,25E+05 3,9E+05 47,9 

Jul-03 2,69E+05 9,3E+04 25,7 

Ago-03 8,76E+05 6,5E+04 6,9 

Set-03 7,60E+05 8,7E+05 53,4 

Out-03 3,93E+05 5,8E+05 59,6 

Nov-03 1,09E+06 2,1E+05 16,3 

Dec-03 8,89E+05 3,3E+05 27,0 

Jan-04 7,63E+05 4,6E+05 37,6 
*A contagem das bactérias de vida livre foi feita pela doutoranda Vanessa Colombo. 

 

A Figura 33 mostra como variam o número de bactérias de vida livre e o número de 

bactérias aderidas às TEP na coluna d’água do reservatório de Barra Bonita, no período de 

setembro de 2002 a janeiro de 2004. A comunidade de bactérias aderidas nas TEP variou de 

6,5 x 104 por mL de amostra (agosto de 2003) a 1,9 x 106 por mL de amostra (novembro de 

2002). Por outro lado, a população de bactérias de vida livre variou de 2,69 x 105 a 1,09 x 106 

bactérias por mL de amostra. 
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Figura 33 - Variação sazonal no número de bactérias de vida livre e o número de bactérias 
aderidas as TEP na coluna d’água do reservatório de Barra Bonita, no período de setembro de 
2002 a janeiro de 2004. 
 

CARRIAS et al. (2002), estudando dois lagos em diferentes estados tróficos, 

encontraram uma concentração variando de 107 a 108 bactérias L-1 (ou 104 a 105 bactérias    

mL-1), teores esses menores que aqueles encontrados no presente trabalho.  

Neste trabalho foi encontrada uma percentagem de bactérias aderidas variando de 6,9 

% em agosto de 2003 a 80,3 % em novembro de 2002, em relação às bactérias totais 

(bactérias livres mais bactérias aderidas) (Tabela 11). ALLDREDGE el al (1993) estudando 

água de mar encontraram uma percentagem de bactérias aderidas variando de 28 % a 68% . 

MARI et al., (2004) estudando o comportamento das TEP na teia alimentar de 

microorganismos de água do mar de Noruega verificaram que as TEP servem de abrigo para a 

comunidade bacteriana. De acordo com as estimativas de 0,5 até 90% da comunidade 

bacteriana total podem estar aderidas às TEP. No entanto, o processo pelo qual as bactérias 

são aderidas a essas partículas ainda não é conhecido. Alguns estudos sugerem a agregação 

passiva que consiste da teoria de coagulação de MARI & KIORBOE (1996). Nessa teoria, 
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quando há um aumento de bactérias agregadas nas partículas, há uma diminuição de bactérias 

de vida livre. Outros pesquisadores têm mostrado que as bactérias podem colonizar 

ativamente as TEP quando essas afundam no corpo d’água (KIORBOE & JACKSON, 2001). 

Neste caso, há um crescimento do número de células sobre a superfície das partículas. 

Finalmente, segundo PASSOW & ALLDREDGE (1994), todas as TEP estão 

associadas com as bactérias e há uma estreita relação entre o tamanho das TEP e o número de 

bactérias aderidas. No presente trabalho essas relações foram evidenciadas. Como discutido 

anteriormente, um aumento da população algal na coluna d’água no período de agosto a 

novembro de 2002 (Figura 9), levou a um aumento das concentrações e diversidade dos 

carboidratos (Figura 16) e da concentração das TEP nos meses posteriores (Figura 11 e 12). 

Assim, os maiores percentuais de bactérias aderidas foram encontrados nos meses de 

novembro e dezembro de 2002 (percentagens de 80,3 e 50,5 respectivamente) quando se 

registraram as maiores concentrações de carboidratos (Figura 16) e das TEP (Figura 11b e 

12). Por outro lado, a menor percentagem de bactérias aderidas (6,9%) foi encontrada no mês 

de agosto de 2003, mês posterior àqueles onde foram registradas as menores concentrações de 

carboidratos (Figura 16) e também das TEP (Figura 11b e 12). 

 

5.8 Adequação das técnicas de biologia molecular ao estudo de bactérias aderidas às 

TEP 

 

5.8.1 Extração de DNA 

 

Diversos protocolos de extração do 16s DNAr das amostras de água provenientes do 

Reservatório de Barra Bonita foram empregados neste trabalho. Devido à baixa concentração 

de bactérias aderidas às partículas das TEP, foram reunidas as cinco amostras de água 
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coletadas em diferentes profundidades em um mesmo mês. Assim, 17 amostras 

correspondentes ao período de setembro de 2002 a janeiro de 2004 foram processadas, além 

de mais 5 sub-amostras da amostra de água coletada no mês março de 2003, uma vez que 

nesse mês foi possível analisar separadamente as amostras coletadas em cada uma das 

profundidades. Um controle negativo e os dois controles positivos (10 e 30 µL 

respectivamente de E. coli BL21). Essa foi à metodologia adotada nesse trabalho por ser 

aquela que proporcionou alcançar resultados positivos para todas as amostras.  

Cabe enfatizar que o estudo das melhores condições experimentais para a extração de 

DNA de bactérias e/ou o procedimento de amplificação de DNA por PCR de uma amostra 

ambiental não é tarefa fácil e de simples execução, uma vez que pequenas variações dos 

parâmetros experimentais envolvidos nestes dois procedimentos podem inviabilizar a extração 

de DNA bem como a obtenção das bandas dos fragmentos de DNA por eletroforese em gel de 

agarose.  

Os testes para verificar a eficiência das extrações de DNA foram feitos por 

eletroforese em gel de agarose 1,5% m/v aplicando-se potencial de 100 V por 50 min. Em 

todas as colunas foi constatada a presença de banda de DNA, indicando assim que a extração 

do DNA foi realizada com sucesso. Cabe ressaltar que a única coluna que não foi verificada a 

presença da banda de DNA foi aquela correspondente ao controle negativo. 

 

5.8.2 Amplificação do DNA da comunidade microbiana agregada pela técnica de PCR e 

DGGE 

 

Os “primers” ou iniciadores da reação de polimerização, para a amplificação do 

fragmento do DNAr 16S do Domínio Bactéria foram os seguintes: 968f (NUBEL et al 1996) 
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e 1401r (HEUER et al 1997). A utilização destes primers amplificou um fragmento do DNAr 

de aproximadamente 433 pares de base (pb), como mostra a Figura 33. 

A Figura 34 mostra a eletroforese em gel de agarose 2% m/v obtida após a 

amplificação por PCR do 16S DNAr da comunidade pertencente ao Domínio Bactéria. A 

corrida foi feita em um aparelho de porte médio, tornando possível a análise de todas as 

amostras em um único gel, reduzindo desta maneira os erros envolvidos neste processo. Para 

a aplicação das 27 amostras (correspondentes as 22 amostras da água coletadas no 

reservatório, dois controles positivos, um controle negativo e o padrão de marcadores de 

massa molar (ladder) (L)), foi necessário a utilização de dois pentes representados pelas linhas 

A e B, sendo que cada pente possui 16 poços para a aplicação de até 15 µL de amostra no 

tampão apropriado. Na linha A desta figura, a primeira coluna é aquela correspondente à da 

aplicação do ladder (L), sendo as colunas restantes, numeradas de 01 a 14, correspondentes às 

amostras dos meses de setembro de 2002 a outubro de 2003 (coluna 01: set. 02; coluna 02: 

out. 02; coluna 03: nov. 02; coluna 04: dez. 02; coluna 05: jan. 03; coluna 06: fev. 03; coluna 

07: mar. 03; coluna 08: abr. 03; coluna 09: mai. 03; coluna 10: jun. 03; coluna 11: jul. 03; 

coluna 12: ago. 03; coluna 13: set. 03; coluna 14: out. 03). O segundo pente está representado 

pela linha B e foram aplicadas as amostras na seguinte ordem: coluna 01: nov. 03; coluna 02: 

dez. 03; coluna 03: jan. 04; coluna 04: 1 m mar. 03; coluna 05: 3 m mar. 03; coluna 06: 5 m 

mar. 03; coluna 07: 10 m mar. 03; coluna 08: fundo mar. 03; coluna 09: controle positivo 1 

(10 µL de E. coli BL21); coluna 10: controle positivo 2 (30 µL de E. coli BL21); coluna 11: 

controle negativo e coluna 12: padrões de marcadores de massa molar (ladder) (L).  

Nesta figura nota-se que a amplificação do fragmento de 440 pb do 16S DNAr foi bem 

sucedida, como indicado pelas bandas que apareceram nas colunas seguintes. Todas as bandas 

refletiram que o fragmento amplificado estava entre 400 e 500 pb do ladder, exceto para as 

amostras de: outubro de 2002; novembro de 2002; agosto de 2003; novembro de 2003; 10 m 

de março de 2003 e para o controle positivo 1 (10 µL de E. coli BL21). 
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Figura 34 - Imagem do gel de agarose 2% mostrando a amplificação do 16S DNAr extraído da comunidade 

bacteriana pertencente ao Domínio Bactéria Linha A: coluna L ladder; coluna 01: set. 02; coluna 02: out. 02; 

coluna 03: nov. 02; coluna 04: dez. 02; coluna 05: jan. 03; coluna 06: fev. 03; coluna 07: mar. 03; coluna 08: abr. 

03; coluna 09: mai. 03; coluna 10: jun. 03; coluna 11: jul. 03; coluna 12: ago. 03; coluna 13: set. 03; coluna 14: 

out. 03. Linha B: coluna 01: nov. 03; coluna 02: dez. 03; coluna 03: jan. 04; coluna 04: 1 m mar. 03; coluna 05: 

3 m mar. 03; coluna 06: 5 m mar. 03; coluna 07: 10 m mar. 03; coluna 08: fundo mar. 03; coluna 09: controle 

positivo 1 (10 µL de E. coli BL21); coluna 10: controle positivo 2 (30 µL de E. coli BL21); coluna 11: controle 

negativo e coluna L: ladder.  

 

01   02    03    04    05    06     07     08      09    10    11    L

500pb

400pb



 

 

111

Posteriormente repetiu-se o PCR e o gel de agarose 2% m/v para estas amostras com 

resultado negativo e novamente não apareceu nenhuma banda, de onde se pode concluir que o 

fragmento de DNA se perdeu ao ser manipulado durante o processo de extração e/ou no caso 

das amostras de agosto de 2003, de 10 m de março de 2003 e do controle positivo 1 (10 µL de 

E. coli BL21) a quantidade de material conseguido pela extração foi insuficiente para realizar 

a amplificação pelo método do PCR. Como não havia mais amostra disponível, não foi 

possível repetir este experimento. Todas as bandas podem ser visualizadas com uma forte 

intensidade de cor exceto na linha B, a amostra correspondente às coletas de 1 m, 3 m, 5 m e 

fundo, onde aparecem bandas com menor intensidade, talvez devido à pouca quantidade do 

DNA presente nestas amostras. No trabalho de PICKUP et al. (1995), há a sugestão de que se 

trabalhe com mais de 800 L de amostra de água natural, o que seria inviável neste trabalho, 

dada a distância entre do reservatório de Barra Bonita e o laboratório de Ficologia e também 

as condições de trabalho para a filtração tangencial.  

 

5.8.3 Dados preliminares sobre a diversidade de bactérias aderidas às TEP empregando 

a técnica do DGGE 

 

A técnica do DGGE permite uma analise direta do DNA genômico de organismos, 

podendo utilizar um fragmento especifico de um grupo ou de grupos de organismos de 

interesse. No presente estudo o fragmento de DNAr 16S utilizado foi produto do emprego da 

técnica do PCR utilizando primers universais. O primer f (forward) teve acoplado na 

extremidade 5’ um grampo GC (com cerca de 35 bases), esse grampo impediu a completa 

dissociação das fitas. Desta maneira, o fragmento inteiro desnatura como um domínio único e 

pára de migrar quando encontra seu mT (melting temperature) no gel. A análise direta do 

DNA apresenta informações relevantes do número de diferentes genomas em amostras 
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naturais, embora não forneça qualquer informação sobre a identidade dos indivíduos dessa 

comunidade (TESKE et al.,1996). 

Na técnica do DGGE foram utilizadas as amostras correspondentes aos meses de  

dezembro de 2002, janeiro, março, abril, maio, junho, julho, setembro, outubro, dezembro de 

2003 e janeiro de 2004. Essas amostras foram as que apresentaram um fragmento do DNAr 

16S amplificado pelo PCR e confirmado em gel de agarose. O fragmento amplificado possui 

aproximadamente 440 pb e os primers utilizados foram específicos para organismos da 

comunidade pertencente ao Domínio Bactéria.  

Os géis de poliacrilamida contendo um gradiente linear de agentes desnaturantes de 

DNA foram confeccionados para se estabelecer as melhores condições de trabalho para as 

amostras de água natural provenientes do reservatório de Barra Bonita, e as melhores 

condições estabelecidas foram para os géis com gradientes de 45-60% e de 45-65%. 

A Figura 35 mostra o gel de poliacrilamida com um gradiente desnaturante de 45 a 

60%. Como pode ser observado, para as amostras de água correspondentes aos meses de 

dezembro de 2002, janeiro, março, abril, maio, junho, julho, setembro e outubro de 2003, o 

gel apresentou o padrão de diversidade bacteriana aderida às TEP. As bandas localizadas em 

uma mesma linha horizontal devem corresponder a uma mesma espécie bacteriana e podem 

estar ou não (bactérias de vida livre) aderidas às TEP. Para facilitar a visualizarão das bandas 

que apareceram no gel, foram traçadas manualmente linhas (Figura 35b) que correspondem às 

bandas obtidas, sendo que as cores ou numeração devem corresponder a uma mesma espécie 

de bactéria. A aplicação da amostra seguiu a seguinte ordem: coluna 1 – out 03, coluna 2 – set 

03, coluna 3 – jul 03, coluna 4 – jun 03, coluna 5 – mai 03, coluna 6 – abr 03, coluna 7– mar 

03, coluna 8 – jan 03 e coluna 9 – dez 02.  

A Figura 36 apresenta o gel de poliacrilamida com um gradiente desnaturante 45-65%. 

Para as amostras de água coletadas e aplicadas no gel na coluna 1 – jan 04, coluna 2 – dez 03, 
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coluna 3 – out 03, coluna 4 – set 03, coluna 5 – jul 03, coluna 6 – jun 03, coluna 7– mai 03, 

coluna 8 – abr 03, coluna 9 – mar 02, coluna 10 – jan 03 e coluna 11 – dez 02 foi obtido o 

padrão de diversidade das bactérias que podem estar aderidas as TEP.  

Observando esses géis pode-se concluir que nos meses de dezembro de 02, abril de 03, 

maio de 03 e outubro de 03 um maior número de bandas foi visualizada, e o menor número de 

bandas nos meses de janeiro de 03, junho de 2003, dezembro de 2003 e janeiro de 2004. De 

uma maneira ideal, uma banda observada no gel corresponde a uma linhagem de bactérias. 

Entretanto duas ou mais bandas têm sido detectadas para algumas linhagens. Por outro lado, 

algumas bandas como na Figura 35 as bandas 3, 4, 11, 12, 13, 16 e 21 e na Figura 36 as 

bandas 4, 11, 12, 13 e 21, podem ser observadas na mesma altura do gel em diferentes colunas 

sugerindo que uma mesma linhagem possa estar presente em diferentes meses.  

O uso do DGGE tem cada vez mais demonstrada sua utilidade e aplicação não apenas 

na caracterização de uma comunidade complexa, como também no estudo da dinâmica de 

populações especificas em função das condições ambientais (HEUER et al. 1997). Essa 

técnica utilizada na análise direta de amostras ambientais tenta, também, superar as limitações 

impostas pelas técnicas tradicionais de isolamento e cultivo de microrganismos. Estudos têm 

demonstrado que o isolamento e cultivo de microrganismos podem não representar aqueles 

mais dominantes e significativos nas respectivas amostras ambientais (GIOVANNONI et al. 

1990). Nesse sentido, nosso trabalho tem um papel importante, uma vez que é um trabalho 

pioneiro na utilização das técnicas moleculares do PCR/DGGE no estudo e conhecimento da 

dinâmica das bactérias agregadas às TEP no reservatório de Barra Bonita. Para uma 

caracterização e identificação dessa comunidade há a necessidade de realizar o 

sequenciamento destas populações, trabalho esse extenso e laborioso e que não objeto de 

estudo do presente trabalho de tese. 
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(a)    (b)  
Figura 35 – Gel de policrilamida (45-60 %), mostrando a dinâmica de diversidade bacteriana aderidas às TEP, resultado da técnica do DGGE. 
(a) gel de policrilamida e (b) gel com traços manuais. Coluna 1 – out 03; coluna 2 – set 03; coluna 3 – jul 03; coluna 4; – jun 03; coluna 5 – mai 
03; coluna 6 – abr 03; coluna 7– mar 03; coluna 8 – jan 03 e coluna 9 – dez 02.  
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(a)     (b)  
Figura 36 - Gel de policrilamida (45-65 %), mostrando a dinâmica de diversidade bacteriana aderidas às TEP, resultado da técnica do DGGE. (a) 
gel de policrilamida e (b) gel com traços manuais. Coluna 1 – jan 04, coluna 2 – dez 03, coluna 3 – out 03, coluna 4 – set 03, coluna 5 – jul 03, 
coluna 6 – jun 03, coluna 7– mai 03, coluna 8 – abr 03, coluna 9 – mar 02, coluna 10 – jan 03 e coluna 11 – dez 02 
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6 CONCLUSÕES 

 

 

Baseando-se na formação de par-iônico insolúvel entre as TEP e o Alcian Blue nas 

melhores condições experimentais estabelecidas neste trabalho (pH = 4; concentração da 

solução de Alcian Blue = 3,0 x 10-3 % m/v (concentração final)), a curva calibração obtida foi 

linear no intervalo de concentração de goma de xantana de 0,50 a 10 µg mL-1 (A= 0,34 – 

0,037 [GX]; r2 = 0,9999), onde A representa a absorbância e [GX] a concentração de goma de 

xantana em µg mL-1, com um limite de detecção (LD) de 0,10 µg mL-1. 

O procedimento espectrofotométrico desenvolvido neste trabalho se mostrou útil e de 

extrema importância na determinação da concentração das TEP envolvendo um número 

elevado de amostras de água natural, devido a sua simplicidade e velocidade analítica, além 

do mesmo apresentar melhor exatidão e precisão.  

Durante as observações e enumerações por microscopia de luz clara, as TEP 

apresentaram aspectos e/ou formas diversificadas. As TEP podem apresentar formas esférica, 

retangular, de “nuvem”, de fibras, de um “rendado” e também sem formas definidas ou 

irregulares. A intensidade do tingimento destas partículas pelo Alcian Blue depende das 

características físico-química das TEP e também de espécies inorgânicas e orgânicas ou 

células aderidas às mesmas. No caso das TEP com os grupos carboxílicos e sulfatos 

protonados, essas partículas não são tingidas pelo reagente colorimétrico. 

A abundância das TEP no reservatório apresentou correlação com a abundância do 

fitoplâncton sugerindo que a formação das TEP está relacionada à produção de exopolímeros 

liberados por algas e cianobactérias. Os gêneros Microcystis sp, Anabaena sp, Aulacoseira sp 

e Cyclotella sp foram as mais freqüentemente encontradas aderidas às TEP. 
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 Uma comparação dos resultados obtidos empregando-se o método 

espectrofotométrico proposto neste trabalho e o método por microscopia de luz branca 

mostrou que as concentrações das TEP se correlacionam significativamente e linearmente:  

TEPmicrosc  = 0,46 + 3,51 TEPespectr e o r2  = 0,8459, onde TEPmicrosc. A correlação das 

abundâncias das TEP obtidas empregando-se os dois métodos analíticos é significativa para 

amostras coletadas em apenas 6 meses, onde se obteve r2 > 0,5100, sendo os coeficientes de 

determinação menores que esse valor nos meses restantes. 

Uma comparação entre os valores de volumes obtidos das TEP e abundância destas 

partículas obtidas por microscopia de luz branca indicou uma baixa correlação vertical entre 

os valores obtidos neste trabalho. No entanto, uma comparação da variação sazonal das 

concentrações volumétricas na coluna d´água das TEP (mL de TEP por m3 de água) com as 

concentrações das TEP (equiv. GX µg mL-1) e concentrações das TEP (partículas mL-1) 

mostrou excelente concordância entre estes teores para a maioria dos meses estudados.  

Contrariando resultados descritos na literatura, nem todas as TEP têm bactérias 

aderidas e a quantidade de bactérias aderidas não necessariamente é diretamente proporcional 

ao volume das TEP e que a fase senescente da comunidade fitoplanctônica coincide com o 

período onde as TEP colonizadas por bactérias são mais densas, como verificado no mês de 

novembro de 2002.  

As análises moleculares (PCR/DGGE) evidenciaram um padrão de diversidade 

bacteriana que podem estar aderidas as TEP e pode-se concluir que diversas linhagens de 

bactérias colonizam as TEP de uma mesma coleta. 
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