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RESUMO 

 

Reservatórios da região semiárida brasileira têm papel fundamental na manutenção do 

abastecimento para as populações do seu entorno, e os usos múltiplos desses ecossistemas 

alteram a qualidade das suas águas e consequentemente as comunidades aquáticas. O 

presente trabalho teve como objetivo avaliar os efeitos dos períodos secos e chuvosos 

durante três anos consecutivos sobre a densidade e diversidade da comunidade procariótica 

da coluna de água na Barragem Armando Ribeiro Gonçalves, bem como analisar as 

flutuações de algumas variáveis limnológicas medidas. Oxigênio dissolvido, temperatura 

da água e pH foram medidos in situ usando-se uma sonda multiparamétrica YSI. Para as 

análises laboratoriais de fósforo total, estimativa de densidade de fitoplâncton, 

bacterioplâncton e arqueoplâncton, e extração de DNA, alíquotas das amostras foram 

processadas no Laboratório de Microbiologia Aquática da Universidade Federal do Rio 

Grande do Norte. Eletroforese em gel com gradiente de desnaturação (DGGE) foi usada 

para analisar variações sazonais na composição das comunidades procarióticas 

planctônicas de em reservatório eutrófico de região tropical semiárida, influenciadas por 

períodos alternados de chuva e estiagem. A abundância do bacterioplâncton e 

arqueoplâncton e a riqueza das bandas da DGGE foram mais influenciadas pela 

pluviosidade, temperatura da água e concentração de fósforo total (TP). A análise de 

componentes principais (PCA) mostrou fortes correlações entre estes fatores. A análise de 

correspondência canônica (CCA) revelou diferenças temporais na composição das 

comunidades de Bacteria e Archaea relacionadas à pluviosidade, ao volume do 

reservatório, à temperatura e à densidade do bacterioplâncton e arqueoplâncton, indicando 

a predominância dos fatores ligados aos eventos de precipitação na determinação da 

estrutura dessas comunidades, possivelmente compostas por populações permanentes e 

populações transitórias. Isto sugere dois momentos de estabilidade no conjunto de 

variáveis ambientais: um quando o volume de água armazenada é menor; e outro quando o 

volume é maior, sendo as estabilidades quebradas pelos eventos de chuva e pela perda de 

água, respectivamente. 



 
 

ABSTRACT 

 

Reservoirs of Brazilian semiarid regions are essential to guarantee water supply to the 

people who live around them, and the multiple uses change the water quality and the 

communities of these ecosystems. This study aimed to evaluate the effects of dry and rainy 

periods during three consecutive years on the density and diversity of the prokaryotic 

community of the water column in the Armando Ribeiro Gonçalves dam, besides to 

analyze the fluctuations on some limnological variables. Dissolved oxygen, water 

temperature and pH were measured with a multiparametric probe (YSI). Sub-samples to 

the analysis of total phosphorus, phytoplankton density, bacterial and archaeal density 

determination, and DNA extraction were taken to the Laboratório de Microbiologia 

Aquática of the Universidade Federal do Rio Grande do Norte. Denaturing gradient gel 

electrophoresis (DGGE) was used to elucidate temporal shifts on planktonic prokaryotic 

community of the reservoir influenced by rainy and dry seasons. Bacterial and archaeal 

abundance and the DGGE band richness were influenced by pluviosity, water temperature, 

and total phosphorus (TP). Principal components analysis (PCA) showed strong 

correlations among these variables. Canonical correspondence analysis (CCA) showed 

temporal shifts on Bacterial and archaeal community composition, associated with the 

pluviosity, reservoir volume, water temperature, and prokaryotic density. This suggests the 

predominance of factors associated to precipitation events on community structure 

determination, that is probably composed by persistent and transitory populations. 

Considering the set of environmental variables, the results indicated two stability moments 

in reservoir: one moment when the reservoir volume is smaller; and another when the 

reservoir volume is greater. These stabilities were broken by the rain and by the water loss, 

respectively. 
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1. INTRODUÇÃO 

 

As comunidades planctônicas exibem papel essencial na produção de matéria e 

transferência de energia dentro da teia alimentar aquática, por incluir organismos de 

diferentes níveis tróficos, os quais ocorrem desde a base até níveis mais elevados 

(ALMEIDA, 2011). Atividades microbianas são responsáveis pela maioria dos processos 

biogeoquímicos na coluna dágua (EILER E BERTILSSON, 2004; PERNTHALER E 

AMANN, 2005) e o conhecimento dos fatores que controlam a composição e diversidade 

microbianas é importante para o entendimento de como os microrganismos atuam nestes 

processos (HUMAYOUN et al., 2003; MUSHEGIAN et al., 2011).  

O bacterioplâncton é um componente abundante e ecologicamente importante nos 

ecossistemas pelágicos (JARDILLIER et al., 2004), principalmente devido à extraordinária 

diversidade de suas vias metabólicas, tanto nos oceanos quanto em ambientes continentais 

(LINDSTROM E BERGSTROM, 2005), embora um número relativamente pequeno de 

grupos bacterianos pareça dominar o plâncton dos diversos ambientes de água doce mesmo 

com as suas diferenças físicas, químicas e biológicas (ZWART et al., 2002).  

Os ecossistemas de água doce também tem sido revelados como grandes 

reservatórios de diversidade arqueana (AUGUET et al., 2010). Microrganismos do 

Domínio Archaea tem se mostrado amplamente distribuídos e quantitativamente 

abundantes nos oceanos, nos lagos, nos solos e sedimentos, bem como apresentado 

associações com bactérias e animais (AUGUET E CASAMAYOR, 2008; AUGUET et al., 

2010; BARBERÁN et al., 2011). Archaea e Bacteria divergem principalmente por 

possuirem sistemas de processamento de informações distintos, incluindo estruturas de 

ribossomos, cromatinas e proteinas envolvidas nos processos de replicação, transcrição e 

tradução, embora apresentem diversidades fenotípicas comparáveis (CARDOSO et al., 

2003). 

Bacterioplâncton e arqueoplâncton são amplamente responsáveis pela parte 

oxidativa do ciclo do carbono e também pela oxidação de formas reduzidas de N e S de 

origem biótica (GIOVANNONI E VERGIN, 2012). Bacteria ou Archaea, a maioria dos 

microrganismos envolvidos nestas transformações continuam amplamente 

descaracterizados devido à complexidade da dinâmica dessas comunidades no ambiente 

(MCCARREN et al., 2010; RAES et al., 2011).  

Pouco se conhece sobre a diversidade microbiana dos reservatórios tropicais, 

principalmente em virtude da escassez de abordagens moleculares nos estudos 
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desenvolvidos na região. Diversos trabalhos (COSTA et al., 1998; BOUVY et al., 2000; 

BARBOSA, 2002; COSTA et al., 2006; ARAÚJO E COSTA, 2007; ESKINAZI-

SANT’ANNA et al., 2007; SODRÉ-NETO E ARAÚJO, 2008; CÂMARA et al., 2009; 

CHELLAPPA et al., 2009; COSTA et al., 2009; MOURA et al., 2011), destinados à 

caracterização das comunidades aquáticas em reservatórios do semiárido brasileiro, apesar 

da sua importância, são pesquisas que abordam a eutrofização e a ecologia destes 

ecossistemas, focadas nas interações entre as comunidades e as variáveis ambientais, 

utilizando técnicas de quantificação e identificação de organismos cultiváveis. 

Com o advento da biologia molecular e da bioinformática, os estudos taxonômicos 

sofreram grandes mudanças principalmente no que se refere à diversidade microbiana a 

partir de amostras ambientais. O uso de ferramentas e metodologias independentes de 

cultivo ampliaram as perspectivas de conhecimento sobre diversidade de microrganismos e 

aproximaram a realidade das diferenças numéricas entre os organismos estudados em 

laboratórios e aqueles que estão em grande maioria no ambiente, mas não crescem in vitro. 

Uma das razões para a enorme discrepância entre o número de microrganismos não-

cultiváveis em relação aos cultiváveis pode ser a interdependência dos diferentes 

organismos. Outra razão é certamente a falta de conhecimento das reais condições sob as 

quais as bactérias estão crescendo no seu ambiente natural (MUYZER E SMALLA, 1998). 

Na natureza, os microrganismos existem tipicamente em complexas comunidades, que 

podem ser altamente variáveis tanto em composição quanto em abundância das espécies 

constituintes (DEGNAN E OCHMAN, 2012). 

Os estudos moleculares, independentes de cultivo, podem auxiliar numa estimativa 

mais concreta da composição dessas comunidades e aumentar o entendimento sobre a 

influência na qualidade da água, pois apesar do avanço no conhecimento sobre a 

diversidade procariótica, a maioria das bactérias presentes em ambientes naturais são não-

cultiváveis, sua diversidade funcional é desconhecida (TORSVIK et al., 2002) e a forma 

como elas interferem na função ambiental é pouco entendida (BELL et al., 2005; LIU et 

al., 2009).  

Nos últimos trinta anos, métodos de caracterização da biodiversidade procariótica 

baseados na sequência dos genes 16S rRNA ou em genes estruturais relevantes têm 

quantificado ou detectado filogeneticamente comunidades microbianas aquáticas 

(SEEWALDT E STACKEBRANDT, 1982; PACE et al., 1986; WARD et al., 1990; 

WINTZINGERODE et al., 1997; GLÖCKNER et al., 2000; BAKER et al., 2003; 

ALLGAIER E GROSSART, 2006; BABERÁN E CASAMAYOR, 2010; BAKKE et al., 
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2011; ROY et al., 2012). Estes genes são representativos dos diferentes tipos de genomas, 

usados para uma avaliação mais rapida e compreensiva da biodiversidade (PACE, 1997). A 

aplicação da PCR (Reação em Cadeia da Polimerase) em combinação com a extração dos 

ácidos nucleicos de matrizes ambientais tem sido fundamental para o desenvolvimento de 

abordagens em ecologia microbiana (SMITH E OSBORN, 2009), facilitando a detecção de 

microrganismos não-cultiváveis de praticamente todos os ambientes, e sendo usadas 

extensivamente nos estudos de diversidade microbiana (BEN-DOV et al., 2006). Os 

estudos independentes de cultivo permitem uma rápida avaliação de mudanças temporais e 

espaciais na estrutura das comunidades (YANNARELL et al., 2003).  

Técnicas de amplificação baseadas em PCR são capazes de detectar DNA/RNA em 

baixas concentrações (ZHANG E FANG, 2006) e parecem ideais para esse tipo de estudo 

porque muitos microrganismos diferentes estão presentes em pequenas quantidades nas 

comunidades microbianas naturais (LEE et al., 2009). Por outro lado, estes métodos não 

são apropriados para a obtenção de valores absolutos de abundância de filotipos 

(STEPANAUSKAS et al., 2003), pois apenas as populações numericamente mais 

abundantes são alvos dos primers utilizados (FORNEY et al., 2004). Além disso, um 

simples genótipo pode expressar uma variedade de características ou plasticidade 

fenotípicas, e características idênticas podem ser definidas por inúmeros genótipos 

(PERNTHALER E AMANN, 2005). 

Associada à PCR, a técnica de DGGE (Eletroforese em Gel com Gradiente de 

Desnaturação) (MUYZER et al., 1993) tem sido amplamente utilizada no estudo de 

comunidades do bacterioplâncton em ambientes lênticos (CASAMAYOR et al., 2000; 

LINDSTRÖM, 2001; DE WEVER et al., 2005), das quais os perfis podem ser usados para 

identificar diferenças espaciais ou temporais na estrutura, além de obter uma estimativa de 

número de espécies e abundância, baseados no número e intensidade dos fragmentos 

amplificados (OVREÅS et al., 1997). Esse tipo de eletroforese consiste em separar 

fragmentos de DNA de tamanhos similares contendo diferentes constituições de 

nucleotídeos (LINDSTRÖM E LESKINEN, 2002) e uma vantagem primária do método é 

a habilidade de processar múltiplas amostras simultaneamente de forma rápida e 

econômica (GREEN et al., 2009), embora as bandas que ocupam as mesmas posições nos 

géis nem sempre representem o mesmo taxon, ou ainda, as diferenças e similaridades nos 

padrões do gel podem não ser completamente correspondentes às que ocorrem na natureza. 

Contudo, levando em conta as limitações do método, considera-se que a DGGE 
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proporciona uma visão aceitável das diferenças e similaridades das populações dominantes 

das comunidades microbianas (MUYZER E SMALLA, 1998; LINDSTRÖM, 2001). 

Nesse contexto, o presente trabalho propôs uma abordagem com estudos 

moleculares de caracterização das comunidades procarióticas na Bacia Hidrográfica 

Piancó-Piranhas-Assu, com resultados de três anos de levantamento de dados das 

comunidades em termos de estimativas de abundância e riqueza de espécies em resposta às 

alterações ambientais intra-anuais e interanuais, além da avaliação das mudanças nas 

variáveis limnológicas influenciadas pelos períodos alternados de seca e chuva na 

Barragem Armando Ribeiro Gonçalves, Estado do Rio Grande do Norte. Particularmente 

no semiárido brasileiro, não há estudos anteriores sobre os microrganismos do domínio 

Archaea como componentes do plâncton dos reservatórios, assim como não existem 

trabalhos de caracterização dessas comunidades, nesses ambientes, determinada por 

métodos moleculares. 

Os resultados constituem a primeira descrição envolvendo a composição da 

comunidade do bacterioplâncton e arqueoplâncton em reservatórios do semiárido 

brasileiro, o que reforça a importância da presente pesquisa já que este tipo de estudo pode 

revelar dados quantitativos e de diversidade, especialmente dos microrganismos não-

cultiváveis essenciais para a dinâmica dos reservatórios e que sofrem influências de 

alterações ambientais únicas do clima semiárido. Paralelamente, dando continuidade às 

investigações sobre a relação entre as variáveis bióticas e abióticas da comunidade, 

buscou-se relacionar a de densidade das comunidades procarióticas heterotróficas 

planctônicas com os dados de densidade do fitoplâncton e algumas variáveis ambientais.  

A intenção foi dar o primeiro passo na caracterização dessas comunidades e 

estimular o investimento em outros estudos com abordagens moleculares, visando uma 

melhor compreensão da complexa dinâmica das comunidades aquáticas de reservatórios e 

buscando aliar os conhecimentos às estratégias de monitoramento e manutenção da 

qualidade dessas águas, pois, apesar de todo o conhecimento sobre a importância dos 

procariotos em processos como a ciclagem de nutrientes, a composição das comunidades e 

a dinâmica das suas mudanças em escalas de tempo mais prolongadas não são bem 

entendidas (YANNARELL et al., 2003). Além disso, os estudos desenvolvidos em 

ecossistemas aquáticos tropicais permitem a investigação do efeito das altas temperaturas e 

do regime pluviométrico sobre as populações bacterianas (ARAÚJO E GODINHO, 2008). 



16 
 

2. HIPÓTESES E OBJETIVOS 

 

2.1 Hipóteses 

 

 Os períodos de seca e de chuva promovem mudanças na densidade e na 

composição das comunidades do bacterioplâncton e arqueoplâncton; 

 As flutuações ocorridas nas variáveis ambientais não são suficientes para 

promover mudanças na estrutura das comunidades procarióticas heterotróficas 

de um ano para outro. 

 

2.2 Objetivos geral e específicos  

 

O objetivo do presente estudo foi analisar as composições das comunidades de 

bacterioplâncton e arqueoplâncton na Barragem Armando Ribeiro Gonçalves (semiárido 

brasileiro) em períodos de seca e com a presença de chuva no entorno do reservatório, 

durante três anos consecutivos, objetivando-se especificamente: 

 Estimar as densidades dos organismos procarióticos heterotróficos; 

 Estimar as densidades do fitoplâncton; 

 Distinguir as comunidades do bacterioplâncton e arqueoplâncton por meio de 

PCR/DGGE; 

 Associar as densidades e os perfis eletroforéticos das comunidades às variáveis 

ambientais e às influências dos períodos de estiagem e de chuva; 

 Analisar as relações entre a densidade fitoplanctônica, a densidade dos 

procariotos heterotróficos e as demais variáveis ambientais.  
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3. MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 Caracterização da Área de Estudo 

As regiões semiáridas, caracterizadas por longos períodos de estiagem e altas taxas 

de evaporação e transpiração, abrangem grandes áreas habitadas por milhões de pessoas 

em todo o Mundo. No Brasil, pela proximidade ao Equador, o clima semiárido apresenta 

particularidades no sistema de circulação atmosférica, influenciado por fenômenos 

climáticos  como El Niño e La Niña, que o tornam um dos mais complexos e com algumas 

diferenças em relação às demais regiões semiáridas. O balanço hídrico negativo típico da 

região é resultado das precipitações médias anuais inferiores aos 800 mm, insolação média 

de 2800h, temperaturas médias de até 27°C e evaporação em torno de 2000 mm ano-1, 

além da predominância de solos rasos sobre rochas cristalinas que desfavorecem a troca de 

água entre os rios e os solos adjacentes. Sob influência destas características, cerca de 23 

milhões de pessoas vivem nos 1.133 municípios do semiárido, numa área de 

aproximadamente 970 mil km2 (ANA, 2009) onde a disponibilidade de água durante as 

estiagens depende do armazenamento em barragens artificiais e, na maioria dos ambientes 

aquáticos, os níveis da água variam de ausência total, nos períodos secos (figura 1), até 

grandes descargas, nas estações chuvosas (MONTENEGRO et al., 2012). O cenário é de 

áreas alagadas pelo barramento de rios, de onde a água é retirada para as necessidades 

básicas ou fins agroindustriais e onde acabam sendo depositados resíduos de atividades 

humanas.  

Os reservatórios do semiárido brasileiro são fundamentais, pois, além do potencial 

hidrelétrico em alguns casos, estes ambientes são utilizados para fins de abastecimento 

público, atividades de aquicultura, irrigação e lazer, interferindo fortemente no 

desenvolvimento social e econômico das cidades abastecidas pelas suas águas. Por outro 

lado, tais usos múltiplos desse tipo de ecossistema também interferem na qualidade da 

água e consequentemente em toda a dinâmica das comunidades aquáticas. Muitos 

reservatórios são eutrofizados e apresentam elevadas concentrações de nutrientes e altas 

densidades de microrganismos. São comuns as florações de cianobactérias em virtude do 

aporte de nutrientes de origem alóctone e favorecidas pelas temperaturas médias elevadas, 

pH neutro a alcalino e forte incidência de luz durante o ano inteiro. O crescimento 

excessivo e persistente do fitoplâncton nos reservatórios do semiárido, mesmo em alguns 

casos não oferecendo riscos à saúde humana, pode gerar sabor e odor desagradáveis na 
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água, assim como causar prejuízos pelo entupimento de equipamentos das estações de 

tratamento de água, dentre outras perturbações.  

A eutrofização artificial também proporciona o desenvolvimento das comunidades 

procarióticas e o aumento na produção secundária dessas comunidades promove uma 

diminuição das concentrações de oxigênio dissolvido na água, comprometendo outras 

comunidades aquáticas aeróbias e refletindo negativamente na economia e na saúde das 

populações que usam essas águas. Os altos índices de doenças de veiculação hídrica 

registrados, bem como as eventuais baixas na produção pesqueira, podem estar 

relacionados às consequências das atividades de uma variedade de microrganismos com 

elevadas densidades encontradas nesses ambientes. 

 

 
Figura 1: Solo rochoso do reservatório Armando Ribeiro Gonçalves (região alagável). 

 

3.2 Local das coletas  

O trabalho foi realizado na Barragem Armando Ribeiro Gonçalves (05°67’ S; 

36°88’ O) (figura 2), localizada na Bacia Hidrográfica Piancó-Piranhas-Assu (Figura 3). A 

Bacia abrange uma área de 36.770 Km2, na parte ocidental do estado da Paraíba e no 

centro-norte do estado do Rio Grande do Norte, e está inserida na região hidrográfica 
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Atlântico Nordeste Oriental (Figura 4), onde as médias anuais de precipitação na área da 

bacia tem sido historicamente inferiores aos 750 mm. 

Considerou-se período chuvoso o intervalo de tempo compreendendo os meses nos 

quais ocorreram eventos de precipitação no entorno do reservatório. 

 
Figura 2: Reservatório Armando Ribeiro Gonçalves 

 

 
Figura 3: Localização da Bacia Hidrográfica Piancó-Piranhas-Assu e Barragem Armando Ribeiro 

Gonçalves, estado do Rio Grande do Norte. Fontes: Imagens adaptadas de Secretaria de Estado de Meio 

Ambiente e dos Recursos Hídricos (SEMARH – www.semarh.rn.gov.br) e Google Earth. 
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Figura 4: Médias anuais das precipitações no Brasil entre os anos de 1961 e 2007. A região hidrográfica 

Atlântico Nordeste Oriental está representada pela letra E. Fonte: ANA (Agência Nacional das Águas), 2009.  

 

 

O reservatório cobre uma área de 19.200 ha, sendo o segundo maior do Nordeste 

brasileiro destinado aos múltiplos usos (figura 5). Com capacidade de acumular 2,4 bilhões 

m3 de água, comporta 68% de toda a água armazenada no estado do Rio Grande do Norte, 

abastecendo 400 mil pessoas em 20 municípios e dezenas de comunidades rurais do seu 

entorno. Partindo do reservatório, a água é transportada por um canal artificial de 9 km de 

extensão com destino a irrigação de 2500 ha de fruticultura, enquanto outra parcela recebe 

tratamento numa estação gerenciada pela Companhia de Águas e Esgotos do Rio Grande 

do Norte (CAERN) e alimenta 204 km de tubulações da Adutora Sertão Central Cabugi 

destinada ao abastecimento público. As características hidráulicas e morfométricas da 

bacia hidrográfica e do reservatório estão apresentadas na tabela 1. E as flutuações mensais 

na precipitação em um dos municípios mais próximos, no volume de água do reservatório 

e na insolação encontram-se na figura 6. 
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Figura 5: Localização dos principais reservatórios do Nordeste e suas capacidades. A seta indica na legenda 

a Barragem Armando Ribeiro Gonçalves. Fonte: ANA (Agência Nacional das Águas), 2009. 

 

 

 

Tabela 1: Características hidrológicas e morfométricas da bacia hidrográfica Piancó-Piranhas-Assu e 

do reservatório Engenheiro Armando Ribeiro Gonçalves. 

Bacia hidrográfica                                                                                           36.770,00 Km² 

Bacia hidráulica                                                                                                  19.500,00 ha 

Nível máximo operacional do reservatório                                                                   35,00 m 

Vazão máxima dos vertedouros                                                                          13.200,00 m³/s 

Vazão máxima da tomada da água                                                                            47,50 m³/s 

Volume de acumulação até a cota de 55 m                                                 2.400,00 x 106 m³ 

Volume útil de acumulação entre 35 e 55 m                                               2.100,00 x 106 m³ 

Área inundável                                                                                                   19.200,00 ha 

Fonte: Departamento Nacional de Obras Contra as Secas (DNOCS – www.dnocs.gov.br) 
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Figura 6: Volume do reservatório (mínimo de 1,603 e máximo de 2,4 x 109 m3) (Fonte: Departamento 

Nacional de Obras Contra as Secas (DNOCS – www.dnocs.gov.br), precipitação mensal (de 0,0 a 354,1 

mm), e insolação mensal (mínima de 155,3 e máxima de 304,5 h) entre abril de 2009 e março de 2012. Fonte: 

Instituto Nacional de Meteorologia (INMET – www.inmet.gov.br)  

 

 

3.3 Amostragem 

As coletas de água foram realizadas mensalmente entre abril de 2009 e março/2012, 

totalizando um período de três anos consecutivos, em um ponto amostral localizado pelas 

coordenadas geográficas 05°67’ S e 36°88’ W, escolhido por ser próximo à barragem do 

reservatório e por apresentar uma profundidade de até 35 m dependendo do nível da água 

em cada período. Apenas um ponto para amostragem foi determinado devido à dificuldade 

de se coletar em vários pontos em um mesmo dia e ao custo elevado das análises. Levando 

em consideração estes aspectos, preferiu-se obter uma quantidade satisfatória de amostras 

de um único ponto para uma análise temporal significativa. Além disso, Sodré-Neto e 

Araújo (2008) não encontraram diferenças espaciais de densidade do bacterioplâncton no 

reservatório. 

Amostras de água foram coletadas utilizando-se uma garrafa de Van Dorn (5L) em 

seis diferentes profundidades. Em cada coleta, uma amostra de água da subsuperfície (0,5 

m abaixo da lâmina d’água), uma do fundo (0,5 m acima do sedimento) e quatro das 

profundidades intermediárias formaram uma amostra integrada com um volume total de 30 

litros. Da amostra integrada, alíquotas de volumes variados foram retiradas para as análises 

específicas e transportadas para o laboratório. As amostras para a contagem de 

bacterioplâncton e arqueoplâncton foram transportadas no gelo enquanto as amostras para 

contagem do fitoplâncton seguiram para o laboratório sob temperatura ambiente.   



23 
 

Para as análises moleculares, as amostras foram coletadas diretamente da 

superfície, em seguida foram filtradas para a retirada dos organismos maiores, e depois 

foram concentradas em frascos âmbar estéreis de 1 litro, como explicado no item 3.7.  

 

3.4 Estimativa de Densidade do Bacterioplâncton e Arqueoplâncton 

Amostras de 20 mL para a contagem de células procarióticas foram retiradas da 

amostra integrada e fixadas com formalina tamponada (concentração final de 2%; pH 7,4). 

Subamostras de 1 ou 2 mL foram coradas com uma solução de laranja de acridina 0,01% 

(HOBBIE et. al., 1977) e filtradas em membrana preta de policarbonato (Millipore, 

GTBP), com 0,2 m de poro, usando um filtro suporte (Poretics) de 0,45 m de poro para 

distribuir as amostras uniformemente. As soluções utilizadas foram previamente filtradas 

em membrana com poro de 0,2 m. As membranas de policarbonato foram montadas entre 

lâmina e lamínula, cobertas com óleo de imersão não-fluorescente e contadas em um 

microscópio de epifluorescência (Olympus BX41) com aumento de 1250x (espelho 

dicróico DM500, filtro de excitação BP460-490 e filtro barreira BA520IF). Pelo menos 

300 células bacterianas foram contadas por filtro, em 15 a 20 campos microscópicos. 

 

3.5 Estimativa de Densidade do Fitoplâncton 

Alíquotas de 300 mL para análise quantitativa e observação das variações 

temporais do fitoplâncton foram retiradas da amostra integrada e fixadas com lugol acético 

1%. A quantificação foi realizada seguindo o método de sedimentação de Utermöhl (1958), 

utilizando-se um microscópio invertido Olympus IX70. O volume sedimentado variou de 2 

a 10 mL, dependendo da densidade da amostra, e o tempo de sedimentação foi de pelo 

menos 3 h por centímetro de altura da câmara. Cada célula, colônia ou filamento foi 

considerado como um indivíduo e todos foram enumerados em campos aleatórios, a um 

coeficiente de confiança de 95% (LUND et al., 1958). Posteriormente, a contagem 

expressa em indivíduos mL-1 foi transformada em células mL-1 de acordo com Chorus e 

Bartram (1999). 

 

3.6 Variáveis limnológicas 

As variáveis limnológicas temperatura, oxigênio dissolvido e pH foram medidas in 

situ, com uma sonda multiparamétrica YSI 6820 V2. A transparência da água foi medida 

com um disco de Secchi e as concentrações de fósforo total (TP) foram determinadas 

utilizando-se o ácido ascórbico após digestão das amostras em persulfato de potássio, 
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seguindo o método proposto por Valderrama (1981). As leituras foram feitas em 

espectrofotômetro segundo APHA (1998).  

 

3.7 Extração do DNA metagenômico 

As amostras de água para a extração de DNA foram filtradas em redes com 

aberturas de malha de 68 µm e 20 µm, para a retirada dos organismos maiores. As coletas 

para esse fim foram realizadas nos meses de março, junho, outubro e dezembro de 2010; 

março, junho, agosto, outubro e dezembro de 2011; e janeiro e março de 2012, de acordo 

com a disponibilidade de veículo e de material para a extração imediata após a coleta. A 

determinação dos meses secos e chuvosos foi feita pela ausência total ou presença de 

eventos de precipitação, respectivamente, detectadas pelo pluviômetro de uma estação bem 

próxima da barragem do reservatório. Em cada ocasião, um volume total de 100 L de água 

do reservatório foi filtrado nas redes supracitadas, concentrando-se os volumes acumulados 

no copo de uma rede com malha de 10 µm (Figura 7). Um frasco âmbar estéril de um litro 

(1 L) foi utilizado para o armazenamento das alíquotas concentradas. Estas amostras foram 

devidamente acondicionadas no gelo até a chegada ao laboratório, e processado em até 3 

horas após cada coleta.  

 

 
Figura 7: Representação esquemática da coleta das amostras de água para extração do DNA. 
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A extração do DNA das amostras foi realizada utilizando-se o Power Water® DNA 

Isolation Kit (MOBIO Laboratories, Inc. CA) de acordo com as orientações do fabricante 

(Anexo 2). Um volume de 100 µL de cada amostra (DNA extraído) permaneceu congelado 

sob uma temperatura de -20°C, do qual as alíquotas para amplificação por PCR foram 

retiradas. Após a extração, a presença de DNA foi confirmada por eletroforese em gel de 

agarose 0,7%, corado com SYBR Green, sob uma tensão de 90 V durante 1 hora. A 

visualização e a captura das imagens dos géis foram feitas em sistema de 

fotodocumentação L-Pix Ex, com transiluminador UV-B (302-312 nm) e filtro EPX-15 

para géis corados com SYBR Green (Loccus biotecnologia). A quantificação do DNA 

(ng.µL-1) foi realizada por meio de NanoVueTM Plus Spectrophotometer.  

 

3.8 PCR/DGGE 

As amplificações foram realizadas utilizando-se o kit PCR Master Mix 2X 

(Promega) contendo Taq DNA polymerase (50 unidades mL-1), dNTPs (400 µM de cada: 

dATP; dGTP; dCTP; dTTP), MgCl2 (3mM) e os tampões de reação (pH 8,5) em 

concentrações ótimas para uma amplificação eficiente das amostras de DNA. Cada reação 

continha 12,5 µL de PCR Master Mix, 1 µL do primer foward (f), 1 µL do primer reverse 

(r), 40 ng de DNA e água livre de nuclease em quantidade suficiente para completar 25 µL 

de volume final. Para amplificação de DNA do domínio Bacteria foram usados os primers 

341fGC (primer foward com grampo GC) e 907r (primer reverse). Os primers 344fGC e 958r 

foram usados para a amplificação de DNA do domínio Archaea. As sequências de 

nucleotídeos dos primers estão descritas na Tabela 2. 

 

Tabela 2: Sequências de nucleotídeos e grupo alvo dos primers utilizados para PCR/DGGE. 

Primer                        Sequência (5’ – 3’)                        Grupo alvo                   Referências    

 

341fGC               CCTACGGGAGGCAGCAG                       Bacteria                Muyzer et al. (1993) 

907r                 CCGTCAATTCCTTTR1AGTTT                 Bacteria                Muyzer et al. (1993) 

344fGC           ACGGGGCGCAGCAGGCGCGA                  Archaea              Stahl e Amann (1991) 

958r                 Y2CCGGCGTTGAM3TCCAATT                Archaea                   DeLong (1992) 

1 Purina (A ou G); 2 Pirimidina (T ou C); 3 Amino (A ou C) 
GC Contêm a seguinte sequencia de 40 bases na extremidade 5’ para estabilizar a migração das bandas durante 
o DGGE: CGCCCGCCGCGCGCGGCGGGCGGGGCGGGGGCACGGGGGG (MUYZER et al., 1993). 
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As Reações em Cadeia da Polimerase (PCRs) foram realizadas em termociclador 

Techne TC-512. Cada PCR passou por uma desnaturação inicial de 3 minutos a 94°C, 

seguida de 30 ciclos de 1 minuto de desnaturação a 94°C, 1 minuto de anelamento a 55°C 

e 1 minuto de extensão a 72°C, com uma extensão adicional de 10 minutos a 72°C no final 

para que fossem completadas as eventuais polimerizações parciais. As amplificações foram 

confirmadas em gel de agarose 0,7%, seguindo os procedimentos de visualização descritos 

no item 3.6 do presente trabalho. 

Fragmentos de DNA de 550 e 600 bp (pares de bases), produtos da PCR, foram 

submetidos à Eletroforese em Gel de com Gradiente de Desnaturação (DGGE). Um 

volume de 20 µL de cada amostra foi analisado em dois diferentes géis. Soluções de 

poliacrilamida para gel 6% (GREEN et al., 2009) foram preparadas com 30% de 

acrilamida/bisacrilamida (29:1), TAE 1 X (Tris Acetato EDTA = Tris 40 mM [pH 8,0], 

ácido acético 20 mM e EDTA 1 mM) e H2O destilada. Ureia 7 M e formamida 40% 

vol/vol foram usados na solução 100% desnaturante (OVREÅS et al., 1997; YU E 

MORRISON, 2004). Um gradiente desnaturante de 15 a 55%, determinado por meio de 

testes com diferentes gradientes para observação da migração das bandas de DNA, foi 

formado com o auxílio de um agitador magnético na distribuição das soluções de 

diferentes concentrações. Os géis de 160 mm de comprimento e 1 mm de espessura foram 

feitos entre placas de vidro com espaçadores, borracha de vedação e fita adesiva 

apropriados para DGGE, e imersos em tampão TAE 1 X no equipamento DGGE-1001, 

250 VDC/ 30 W/ 80 mA/ 70°C (C.B.S. SCIENTIFIC CO., CA). Antes da aplicação das 

amostras, cada gel passou por uma pré-corrida durante 1 hora. As eletroforeses ocorreram 

sob uma temperatura constante de 60°C e tensão de 75 V durante 16 h de corrida 

(MUYLAERT et al., 2002). Para a revelação e visualização dos géis, seguindo método de 

coloração pela prata (SANGUINETTI et al., 1994), foram utilizadas uma solução fixadora 

(etanol 10%, ácido acético 0,5%), uma solução de nitrato de prata 0,2% e uma solução 

reveladora contendo hidróxido de sódio (NaOH) 3% e Formaldeído 0,1%, conforme 

volumes das soluções, sequência de aplicação e tempos de exposição apresentados na 

figura 8. 
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Figura 8: Protocolo para revelação de gel de poliacrilamida com nitrato de prata. 

 

 

3.9 Análises dos dados 

As imagens dos géis foram analisadas utilizando-se o software LabImage (Kapelan 

Bio-Imaging GmbH, Germany), com algumas correções manuais feitas quando necessárias 

para uma identificação mais precisa das bandas (cada banda corresponde ao conjunto de 

fragmentos de DNA que têm o mesmo padrão de migração no gel em função dos seus 

tamanhos similares). Na mesma plataforma foram gerados os eletroferogramas indicando a 

presença de bandas por meio dos picos dos gráficos. Cada gráfico é referente a cada mês 

em que foram realizadas as coletas para este tipo de análise. Estes resultados, assim como 

quantidade de bandas, e a localização e proporção em percentual de cada banda estão 

apresentados no Anexo 3. 

Considerando-se a presença (1) ou ausência (0) de bandas nos géis da DGGE, 

foram construídas matrizes binárias. As similaridades entre os padrões de bandas dos géis 

foram quantificadas usando o coeficiente de distância de Bray-Curtis (BUESING et al., 

2009) e os coeficientes de similaridades foram usados para a construção de dendogramas 

no algoritmo UPGMA (Unweighted Pair Group Method using Arithmetic averages). Para 

revelar as correlações entre os perfis de distribuição das bandas, as densidades de 

organismos procariotos dos domínios Archaea e Bacteria, e as variáveis ambientais, 

incluindo nível do reservatório e pluviosidade, foram desenvolvidas análises de 

correspondência canônica (CCA). 

 Análises de componentes principais (PCA) foram realizadas para estimar as 

correlações entre as variações na densidade das comunidades de bacterioplâncton e 

arqueoplâncton, as flutuações na densidade do fitoplâncton e as variáveis ambientais. As 
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construções dos dendogramas, as análises de correlação de Pearson e análises 

multivariadas foram desenvolvidas no software PAST versão 1.91 (HAMMER et al., 

2001). 
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4. RESULTADOS 

 

As densidades médias do bacterioplâncton e arqueoplâncton foram mais elevadas 

nos períodos chuvosos do que nos períodos secos (p = 0,038), assim como as 

concentrações de TP (p = 0,015). Os demais fatores não variaram significativamente nos 

meses estudados. As flutuações na densidade dos procariotos heterotróficos 

(bacterioplâncton e arqueoplâncton), densidade do fitoplâncton, volume do reservatório, 

pluviosidade e TP, no período em que as amostras para as análises moleculares foram 

coletadas (março/2010 a março/2012), estão representadas na figura 9.  

 

 

Figura 9: Comportamento da densidade do Bacterioplâncton e Arqueoplâncton (Prokaryotic Density x 107 

Org mL-1), do fitoplâncton (Phytoplankton Density (x 105 Cell mL-1) (colunas), e flutuações no Volume do 

reservatório (Reservoir volume x 109 m3), Pluviosidade (Rainfall (mm)) e TP (µg L-1). 

 

Fragmentos de DNA do gene 16S rRNA foram amplificados com sucesso em todas 

as amostras com o par de primers GC-341f – 907r (Bacteria), enquanto apenas 4 das 11 

amostras foram amplificadas utilizando o par GC-344f – 958r (Archaea) (Figura 10a). Os 

produtos da PCR foram separados pelo DGGE formando os respectivos perfis de 

distribuição das bandas presentes na figura 10b. Os géis da DGGE revelaram 71 bandas 

diferentes, sendo 43 bandas distribuídas entre as onze amostras de Bacteria e 28 entre as 

quatro amostras de Archaea. Apenas 4 bandas de Bacteria apareceram em apenas um dos 

meses e 5 bandas ocorreram em todos os meses de coletas. Ocorreram 18 bandas de 

Archaea em apenas um dos meses, enquanto apenas 3 apareceram nos quatro meses. As 

demais bandas, 34 de Bacteria e 7 de Archaea foram observadas na maioria dos meses 

analisados. 
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Figura 10: Resultados dos géis de PCR e DGGE: (a) Géis de agarose 0,7% contendo um marcador (M) de 

100 pb (100bp DNA Ladder Marker – Promega) e os fragmentos de DNA de 550 (Bacteria) e 600 pb 

(Archaea) resultados da PCR; (b) Géis de poliacrilamida 6% com gradiente de desnaturação 15 – 55% 

indicando as distribuições das bandas de Bacteria e Archaea referentes aos meses de coletas. 

 

Na PCA (Figura 11), o componente 1, relacionado à temperatura da água, explicou 

37,5% da variabilidade dos meses estudados e o componente 2, relacionado ao número 

total de bandas e ao TP, explicou 29,7%. O mês de março/2012 foi menos relecionado à 

pluviosidade do que março/2010 e março/2011 devido à estiagem prolongada de 2011 para 

2012. Observaram-se fortes correlações entre o TP e o número de bandas da DGGE nos 

meses mais chuvosos, e entre a densidade do bacterioplâncton e arqueoplâncton e a 

pluviosidade quando a temperatura da água foi maior. A transparência da água e o volume 

do reservatório estiveram correlacionados nos meses em que a temperatura da água foi 

menor. Os resultados da PCA indicam uma provável dominância destes fatores dentre os 

que influenciaram as comunidades procarióticas planctônicas no reservatório em estudo. 

Os valores de pH foram mais elevados nos meses mais quentes, assim como a densidade 

do fitoplâncton, enquanto as concentrações de DO foram maiores sob menores 

temperaturas e precipitações.  
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Figura 11: Biplot da PCA evidenciando as correlações entre o número de bandas da DGGE, as densidades 

de microrganismos dos domínios Bacteria e Archaea, e as demais variáveis ambientais estudadas. Os 

componentes 1 e 2 explicam 67,2% da variação dos conjuntos de dados dos meses de coletas. 

 

Os resultados das análises dos géis da DGGE, expressos na forma de 

eletroferogramas (Figura 12 e Figura 14), representam a riqueza de bandas de cada amostra 

coletada. As bandas ocorreram em menor número nos meses de outubro/2010, 

dezembro/2010, outubro/2011, quando foram registrados os menores valores médios para 

densidade do bacterioplâncton e arqueoplâncton, concentração de TP e pluviosidade. Por 

outro lado, nos meses de março/2011 e junho/2011, somando-se os resultados da DGGE de 

Bacteria e Archaea, ocorreu a maior riqueza de bandas, quando as densidades dos 

organismos e as concentrações de TP também foram mais elevadas, e o reservatório atingiu 

o seu volume máximo em função do volume de chuvas concentrado no período. As 

similaridades entre as bandas e entre os respectivos meses, representadas na forma de 

dendrogramas, revelaram predominantemente composições parecidas entre os meses 

chuvosos e entre os meses de estiagem de cada ano. Na figura 13, os dendrogramas 

apresentam, de acordo com as distribuições das bandas de Archaea (A1 – A28), uma 

distância maior entre os meses de chuva e o mês de estiagem (dec/2011), e uma 

similaridade maior entre Jun/2011 e mar/2012, mesmo sendo meses com a presença de 

chuva em anos diferentes. Isto pode indicar uma sazonalidade na composição e uma forte 

influência das precipitações sobre as populações dominantes desse domínio. Os 

dendogramas da figura 15, baseados nas distribuições das bandas de Bacteria (B1 – B43), 



32 
 

mostram uma maior similaridade entre os meses (distância máxima = 0,45) do que os do 

domínio Archaea (distância máxima = 0,65), e proximidades entre os meses chuvosos e 

entre os meses de estiagem em um mesmo ano, embora apresentem menores similaridades 

entre os períodos chuvosos e entre os períodos de estiagem de anos diferentes. 

 

  

Figura 12: Eletroferogramas com os picos referentes às presenças e intensidades das bandas de Archaea em 

cada mês de coleta. 

 

 

 

Figura 13: Dendrogramas dos padrões de distribuição das 28 bandas de Archaea e dos respectivos meses de 

amostragem. Os agrupamentos hierárquicos foram definidos a partir da presença (1) ou ausência (0) das 

bandas no algoritmo UPGMA, usando o método de Ward com base nas distâncias de Bray-Curtis. 
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Figura 14: Eletroferogramas com os picos referentes às presenças e intensidades das bandas de Bacteria em 

cada coleta. 
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Figura 15: Dendrogramas dos padrões de distribuição das 43 bandas de Bacteria e dos respectivos meses de 

amostragem. Os agrupamentos hierárquicos foram definidos a partir da presença (1) ou ausência (0) das 

bandas no algoritmo UPGMA, usando o método de Ward com base nas distâncias de Bray-Curtis.  

 

 

 

A CCA (Figura 16), baseada nos dados da DGGE e das variáveis ambientais, 

revelou diferenças temporais na composição das comunidades procarióticas mais 

relacionadas à pluviosidade, ao volume do reservatório, à temperatura e à densidade do 

bacterioplâncton e arqueoplâncton. Os eixos 1 e 2 apresentaram autovalores elevados em 

relação aos demais e explicaram 58,5% das variações observadas, sendo o primeiro eixo 

relacionado positivamente à pluviosidade (r = 0,53) e negativamente ao volume do 
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reservatório (r = - 0,38), e o segundo, positivamente relacionado à temperatura (r = 0,55) e 

à densidade dos organismos (0,39). Os resultados evidenciaram a influência dos fatores 

ligados aos períodos chuvosos sobre a estrutura da comunidade e explicaram parte dos 

agrupamentos dos meses mais similares, em relação aos perfis de bandas, mostrados na 

figura 13.  

De todo o conjunto das variáveis estudadas, a pluviosidade influenciou mais na 

similaridade entre os perfis de distribuição das bandas obtidas nos meses de março/2010, 

junho/2010 e outubro/2010. Nos meses de agosto/2011, outubro/2011 e dezembro/2011 os 

perfis foram mais infuenciados pelo volume do reservatório. A distância do mês de 

dezembro/2011 no biplot da CCA é explicada pela presença de bandas de Archaea neste 

mês, além das bandas de Bacteria, similares às de agosto e outubro do mesmo ano. 
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Figura 16: CCA evidenciando o padrão de distribuição das bandas da DGGE, indicado pelos meses de 

amostragem, relacionado às variáveis ambientais Pluviosidade (mm), Temperatura (°C), Densidades do 

Bacterioplâncton e Arqueoplâncton (Org mL-1), Volume do Reservatório (x 109 m3), pH, DO (mg L-1), 

Secchi (m) e TP (µg L-1). 
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5. DISCUSSÃO 

 

Os períodos de seca e de chuva na região semiárida brasileira influenciam as 

mudanças nas comunidas aquáticas principalmente quando se trata de microrganismos 

planctônicos. No presente trabalho as densidades médias do bacterioplâncton e 

arqueoplâncton, considerando a presença de populações dos domínios Archaea e Bacteria 

nesta comunidade procariótica planctônica, ocorreram na ordem de 107 org mL-1, assim 

como às densidades do bacterioplâncton descritas por Sodré-Neto e Araújo (2008), no 

mesmo reservatório, e por Araújo e Costa (2007) em outros cinco reservatórios eutróficos 

da mesma bacia hidrográfica. As abundâncias foram também semelhantes às apresentadas 

por Bettarel et al. (2006), em sistemas aquáticos tropicais da África.  

Em lagos temperados da Espanha e Alpes Suíços, Casamayor et al. (2001) 

encontraram densidades similares considerando também, assim como no presente trabalho, 

a presença de Archaea no plâncton. Em regiões sem influência do clima semiárido, valores 

de densidades procarióticas inferiores, na ordem 106 cel mL-1, foram descritos com 

frequência mesmo em ambientes de água doce tropicais (ABE et al., 2003; CARVALHO 

et al., 2003; DE WEVER et al., 2005) ou em diferentes latitudes (ZWISLER et al., 2003; 

NISHIMURA E NAGATA, 2007; NIU et al., 2011). 

A abundância do bacterioplâncton e arqueoplâncton e a riqueza das bandas foram 

mais influenciadas pelos eventos de precipitação, pela temperatura da água e pela 

concentração de TP, sugerindo um aumento nas atividades microbianas com a chegada do 

TP alóctone pela chuva, sob temperaturas mais elevadas. Outra explicação seria a chegada 

de TP e de procariotos alóctones da bacia de drenagem, aumentando as respectivas 

concentrações e densidades nos períodos chuvosos e coincidindo com as temperaturas um 

pouco mais elevadas nestes períodos, já que a temperatura da água local sofre pouca 

variação temporal e parece não influenciar isoladamente a estrutura dessas comunidades no 

semiárido.  

Em outras regiões, a temperatura da água é considerada um fator determinante para 

mudanças sazonais na estrutura das comunidades procarióticas heterotróficas (CRUMP et 

al., 2003; LINDSTRÖM et al., 2005), embora não influencie sozinha as mudanças em 

curto prazo (MUELLER-SPITZ et al., 2009). As concentrações médias do TP, considerado 

fator limitante no reservatório caracteristicamente eutrófico em estudo, são frequentemente 

superiores a 60 µg L-1 (ESKINAZI-SANT’ANNA et al., 2007; SODRÉ-NETO E 

ARAÚJO, 2008; COSTA et al., 2009). Estes autores também encontraram valores de pH 
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acima de 8 no reservatório, similares ao pH de outros reservatórios do semiárido (FREIRE 

et al., 2009; VIEIRA et al., 2009).  

As variáveis pH e DO não foram significativamente correlacionadas com a 

densidade e riqueza do bacterioplâncton e arqueoplâncton. Estes fatores foram menos 

relevantes ainda em relação à distribuição das bandas nos meses de amostragem, sugerindo 

uma menor influência destas variáveis sobre a abundância e a estrutura dessas 

comunidades. Em sistemas com curto tempo de retenção da água, como é o caso dos 

reservatórios, a estrutura das comunidades é influenciada substancialmente pela entrada de 

água das áreas de drenagem e pela importação do bacterioplâncton alóctone 

(LINDSTRÖM, 2001; JARDILIER et al., 2004; YANNARELL E TRIPLETT, 2005). A 

matéria orgânica introduzida pelo rio também contribui para as mudanças na estrutura das 

comunidades, além dos processos autóctones como as florações do fitoplâncton 

(ALLGAIER E GROSSART, 2006; NIU et al., 2011). Em estudo sobre a influência da 

entrada de água sobre os organismos planctônicos no semiárido espanhol, Angeler et al. 

(2000) não encontraram correlação significativa entre os eventos de inundação e as 

bactérias, mas destacaram que o seu crescimento pode ter se dado em função dos nutrientes 

alóctones associados à entrada de água. 

As diferenças entre os perfis de distribuição das bandas da DGGE nos períodos 

avaliados sugerem uma forte influência dos eventos de precipitação e do volume do 

reservatório sobre a estrutura das comunidades. Estes primeiros dados sobre a composição 

de comunidade bacteriana e arqueana em reservatórios do semiárido brasileiro, obtidos por 

DGGE, revelaram uma riqueza de 71 bandas, sendo 43 de Bacteria e 28 de Archaea, com 

diferenças nas distribuições entre os períodos de chuva e de estiagem. Casamayor et al. 

(2001) e Laque et al. (2010), usando DGGE, também observaram alterações em escala 

temporal na composição de comunidades de Archaea e de Bacteria, respectivamente. Não 

há registros de estudos anteriores sobre a composição da comunidade de Bacteria e 

Archaea do plâncton, de forma simultânea, em ecossistemas de água doce de região 

semiárida. Esta abordagem sugere que a comunidade procariótica planctônica é constituída 

por populações de microrganismos dos domínios Bacteria e Archaea, logo, propõe-se 

neste trabalho a sigla BACC (Bacterial and Archaeal Community Composition). 

De todas as bandas resultantes da DGGE, o fato de apenas 5 de Bacteria e 3 de 

Archaea, apareceram em todas as análises, aponta para uma possível dominância de 

poucos grupos de procariotos heterotróficos independentemente das condições ambientais 

de cada período. Apesar dessa provável dominância, muitos grupos diferentes, sendo eles 
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representados pelas 34 bandas de Bacteria e pelas 7 de Archaea presentes na maioria dos 

meses, indicam uma riqueza de grupos de procariotos com a predominância de 

microrganismos do domínio Bacteria em relação ao domínio Archaea.  

As 18 bandas de Archaea e as 4 de Bacteria, presentes apenas nos meses chuvosos, 

sugerem a entrada de um grupo mais diverso de Archaea do que de Bacteria do meio 

externo e a influência da entrada de água da bacia de drenagem na coluna d’água do 

reservatório sobre a estrutura da comunidade do bacterioplâncton e arqueoplâncton, 

compostas por populações permanentes e populações transitórias que coexistem 

principalmente nos períodos de chuva. Pode-se inferir também uma maior sensibilidade de 

Archaea às variações ambientais pontuais, aumentando e diminuindo as densidades das 

populações existentes, de acordo com a combinação de fatores em cada momento. A 

primeira sugestão parece explicar melhor o que acontece em reservatórios, pois nestes 

sistemas a composição das comunidades é mais influenciada pelo efeito de massa, por 

meio da entrada de organismos, e menos pelos fatores ambientais locais (LOGUE E 

LINDSTRÖM, 2008). 

Assim como a PCA indicou uma provável influência de um conjunto de variáveis 

ambientais sobre a densidade e a riqueza de bandas obtidas por meio de DGGE, a CCA 

também mostrou coinfluências de fatores sobre a maior parte da distribuição das bandas 

nos meses estudados. De modo geral, os tamanhos das populações microbianas são 

controlados por fatores como a competição por diferentes substratos, mortalidade pela 

incidência de radiação UV, lise viral e predação seletiva, dentre outros fatores “top down” 

e “bottom up” (PERNTHALER E AMANN, 2005). Entretanto, as adaptações ambientais 

explicam a abundância e a distribuição das assembleias bacterianas em múltiplas escalas de 

estudo (BARBERÁN E CASAMAYOR, 2010). Apesar de aparecerem correlações lineares 

entre algumas variáveis limnológicas isoladas, não houve um padrão uniforme de 

correlação. Isto pode indicar uma adaptação de comunidades específicas a diferentes 

combinações de variáveis que determinam as condições ambientais em um dado momento. 

As análises dos dados permitiram inferir que há dois momentos de estabilidade no 

conjunto de variáveis limnológicas do reservatório, um quando o volume de água 

armazenada é menor e outro quando o volume é maior, e que essas estabilidades são 

quebradas pelos eventos de chuva e pela perda de água, respectivamente. As comunidades 

do bacterioplâncton e arqueoplâncton locais, portanto, parecem ter as suas densidades 

determinadas pelas condições ambientais de cada período, e as suas composições 

direcionadas pela entrada de populações transitórias com a chuva. 
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As mudanças na BACC observadas neste estudo fornecem novas informações sobre 

as respostas dessas comunidades às variações ambientais em reservatórios do semiárido. 

Porém, a determinação da importância relativa dos fatores para a estrutura das 

comunidades em termos de funcionamento dos ecossistemas aquáticos de regiões 

semiáridas, onde a sazonalidade é regida por estações alternadas de chuva e de seca, é um 

grande desafio.  

A presença de microrganismos do domínio Archaea no plâncton e a sua possível 

interferência nos valores de densidade procariótica, atribuídos até hoje exclusivamente 

para Bacteria nos reservatórios do semiárido, alertam para a necessidade de investigação 

da atividade desses organismos e da sua contribuição na biomassa planctônica e 

consequentemente na produção secundária dos reservatórios. Outros estudos com 

abordagens moleculares, incluindo sequenciamento de fragmentos de DNA do gene 16S 

rRNA, poderão apresentar os taxa predominantes de Archaea e Bacteria nos diferentes 

períodos de chuva e estiagem e esclarecer a influência da entrada de água sobre as 

comunidades aquáticas dos reservatórios. 

 

6. CONCLUSÕES 

 

 As variações dos perfis eletroforéticos e das densidades permitiram observar 

as mudanças na composição da comunidade do bacterioplâncton e 

arqueoplâncton; 

 A chegada de água da chuva promoveu mudanças significativas na 

composição da comunidade do bacterioplâncton e arqueoplâncton com a 

presença de populações transitórias, enquanto a perda de água nos períodos 

de estiagem determinou a predominância das populações permanentes; 

 Independentemente do mês ou estação do ano, as variações observadas 

aconteceram entre períodos de chuva e períodos de seca, sendo estes fatores 

climáticos, portanto, os responsáveis pelas mudanças na estrutura das 

comunidades procarióticas planctônicas; 

 A presença de microrganismos do domínio Archaea alerta para a 

necessidade da consideração deste grupo no plâncton dos reservatórios; 

 A ausência de um padrão sazonal na estrutura da comunidade microbiana 

corrobora outros estudos desenvolvidos em ecossistemas aquáticos do 
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semiárido, onde a irregularidade dos resultados das pesquisas coincide com 

a irregularidade temporal das chuvas. 
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Is Archaea an important component of planktonic heterotrophic prokaryotic 

community? A case study in a reservoir under tropical semi-arid climate 
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Abstract Denaturing gradient gel electrophoresis (DGGE) was used to elucidate temporal shifts on 

planktonic heterotrophic prokaryotic community of a eutrophic reservoir in tropical semi-arid region 

influenced by rainy and drought seasons. Bacterial and archaeal abundance and the DGGE bands richness 

were influenced by pluviosity, water temperature, and total phosphorus (TP). Principal component analysis 

(PCA) showed strong correlations among these variables. Canonical correspondence analysis (CCA) 

evidenced temporal shifts on bacterial and archaeal community composition, associated with the pluviosity, 

reservoir volume, water temperature, and prokaryotic density. This suggests the predominance of factors 

associated to precipitation events on microbial community structure, that is probably composed by persistent 

and transitory populations, including archaeal populations. Considering the environmental variables set, the 

results indicated two stability moments in reservoir: one, when the reservoir volume is smaller; and another 

when the reservoir volume is greater. These stabilities are broken by the rain and by the water loss, 

respectively. 

 

Key words Bacterioplankton, Archaeoplankton, DGGE, Multivariate analysis
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Introduction 

The majority of biogeochemical processes on the water collumn are affected by microbial activity 

(Eiler & Bertilsson, 2004; Pernthaler & Amann, 2005). Thus the knowledge of  microbial composition and 

diversity is of great importance in order to understand their role in these processes (Humayoun et al., 2003; 

Mushegian et al., 2011). 

Among the microbial plankton components of the oceanic and continental pelagic ecosystems, 

bacteria are very abundant and ecologically important (Jardillier et al., 2004; Lindstrom & Bergstrom, 2005). 

However, a relatively small number of bacterial groups seem to dominate the freshwater plankton, even in 

those that differs physical, chemical and biologically (Zwart et al, 2002). Bacterioplankton and 

Archaeoplankton are widely involved in oxidative reactions of the carbon cycle as well as in the oxidation of 

the biotic N and S reductive forms (Giovannoni & Vergin, 2012). Considering this aspect, Jacob et al. (2011) 

used the term ‘Prokaryote Net Production’ (PNP) in their work. Nevertheless, most of the microorganisms 

involved in these transformations remain largely uncharacterized due to their complex dynamic in the 

environment (McCarren et al., 2010; Raes et al., 2011). 

Freshwater ecosystems have been revealed as major reservoirs of archaeal diversity (Auguet et al., 

2010) and, despite advances in knowledge about prokaryotic diversity and its importance in processes such as 

nutrient cycling, most microorganisms in natural environments are still non-cultivable and its functional 

diversity, how they interfere with the environment as well as their community composition changes over 

longer time scales are poorly known (Torsvik et al., 2002; Yannarell et al., 2003; Bell et al., 2005) 

Culture independent techniques such as PCR combined to Denaturing Gradient Gel Electrophoresis 

(DGGE) profiles has been widely used on bacteriplankton communities studies from lentic environments 

(Casamayor et al., 2000; Lindström, 2001; De Wever et al., 2005) to elucidate their spatial and temporal 

shifts (Yannarell et al., 2003) and to perform quantitative analysis and abundance estimations of species,  

based on the number and intensity of the amplified fragments (Ovreås et al., 1997). A great advantage of the 

method is the possibility to process multiple samples simultaneosly in a rapid and affordable manner (Green 

et al., 2009) besides providing a good overview of the differences and similarities of the dominant 

populations of the microbial communities (Muyzer & Smalla, 1998; Leskinen & Lindstrom, 2002). 

Prokaryotic heterotrophic densities are (in the order of 107) typically found in semiarid eutrophic 

aquatic environments (Bouvy et al., 1998; Araújo & Costa, 2007; Sodré-Neto & Araújo, 2008). These 
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ecosystems are important to water supply, but they also often present cyanobacterial blooms influenced by 

the high insolation and temperature through the year. 

This study was conducted in a tropical reservoir located in the semiarid region over a period of two 

years, using molecular techniques such as PCR and DGGE, and multivariate analysis aiming to evaluate the 

influence of limnological parameters and climatic factors in seasonal patterns and in the high densities of 

prokaryotic heterotrophic microorganisms (bacterioplankton and archaeoplankton) found in such 

environments.  

 

Material and Methods 

Study Area and Sampling 

 Armando Ribeiro Gonçalves reservoir (05°67’ S; 36°88’ W) is an important eutrophic environment 

in brazilian semi-arid region, and it is destined to multiple uses. The reservoir has a hydraulic basin area of 

195 Km2, stores 2.4 bilions m3, and it is responsible for water supply to about 400 thousand people and for 

irrigation of 2,500 ha of horticulture. The Fig 1 shows the location of reservoir sampling station and the 

drainage basin. 

 

Fig 1 Piranhas-Assu River Basin and the sampling station in the Armando Ribeiro Gonçalves reservoir. 

 

A total of 11 samplings were carried out between march/2010 and march/2012, covering rainy and 

drought periods. Using a Van Dorn bottle (5 L), water samples were collected in six depths, from 0.5 m 

below the water surface to 0.5 m above the sediment, forming an integrated sample (30 L) of the water 

column. Subsamples from this integrated sample were used to estimate heterotrophic prokaryotes and 
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phytoplankton densities, and the total phosphorus (TP) concentrations. Samples for molecular analyzes were 

collected directly from the water surface, filtered, concentrated and stored under refrigeration. A 

multiparametric probe (YSU 6820 V2) was used in situ to measure the limnological variables like water 

temperature, dissolved oxygen (DO), and pH. A Secchi disk (30 cm) was used to measure the water 

transparency. The total phosphorus (TP) concentrations were determined according to Valderrama (1981) 

and the spectrophotometer readings were taken at specific wavelengths according to APHA (1998). The 

rainfall and reservoir volume data were provided by the National Institute of Meteorology (INMET) and the 

National Department of Works Against Droughts (DNOCS), respectively. 

 

Bacterioplankton and Archaeoplankton, and Phytoplankton Densities 

Samples (20 mL) for heterotrophic prokaryotic cells counting were fixed with buffered formalin 

(final concentration 2%; pH 7.4). Subsamples (1 or 2 mL) were stained with acridine orange solution 0.01% 

(Hobbie et al., 1977) and filtered in a black polycarbonate membrane filter (Millipore®, GTBP; 0.2 µm pore 

size), using a support filter (Poretics®; 0.45  µm pore size). Filters were mounted in slides using a non-

fluorescent immersion oil and counted at 1250 X magnification in an epifluorescence microscope (Olympus 

BX41; dichroic mirror DM500; excitement filter BP460-490 and barrier filter BA520IF). For each filter, at 

least 300 bacterial cells were counted in 15 to 20 microscopical fields.  

Samples (300 mL) for phytoplankton quantitative analysis were preserved in 1% acetic lugol 

solution and counted according to Utermöhl (1958), using an inverted Carl Zeiss microscope, at 400 X 

magnification. Sedimentation time of the samples was three hours for each centimeter of height of the 

chamber, following the method proposed by Lund et al. (1958). 

 

Metagenomic DNA Extraction 

For each sample, a total of 100 L from surface water was filtered using plankton nets (68 µm and 20 

µm meshes) for the removal of larger organisms. The concentrated sample was kept in a sterile amber bottle 

(1 L), on ice, until arrival at the laboratory and processed within 3 hours after collection. The DNA extraction 

was carried out using the Power Water® DNA Isolation kit (MOBIO Laboratories, Inc. CA, USA) according 

to the manufacturer’s instructions. After extraction, the DNA presence was confirmed by electrophoresis on 

0.7% agarose gel, stained with SYBR Green. The photodocumentation of gels was made using the system L-
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Pix Ex (Loccus Biotechnology), and the DNA quantification (ng µl-1) was performed using a NanoVueTM 

Plus Spectrophotometer. 

 

PCR/DGGE 

The DNA amplifications were performed using a PCR Master Mix 2X (Promega) containing Taq 

DNA polymerase (50 units mL-1), dNTPs (400 µM of each: dATP; dGTP; dCTP; dTTP), MgCl2 (3mM) and 

the reaction buffers (pH 8.5). Each reaction was composed by 12,5 µL of PCR Master Mix, 1 µL of primer 

(f), 1 µL  of primer (r), 40 ng of DNA sample and nuclease-free water in sufficient quantity to complete a 

final volume of 25 µL. Bacterial DNA was amplified using the primer pair GC-341f (CCT ACG GGA GGC 

AGC AG) and 907r (CCG TCA ATT CCT TTR AGT TT) (Muyzer et al., 1993). Archaeal DNA was 

amplified using the primer pair GC-344f (ACG GGG CGC AGC AGG CGC GA) (Stahl & Amann, 1991) 

and 958r (YCC GGC GTT GAM TCC AAT T) (Delong, 1992). The GC – clamp sequence CGC CCG CCG 

CGC GCG GCG GGC GGG GCG GGG GCA CGG GGG G (Muyzer et al., 1993) was used in DGGE 

analyses. PCR reactions were performed with an initial denaturation step at 94° C for 3 minutes, followed by 

30 cycles (denaturation at 94° C for 1 minute, annealing at 55° C, and extension at 72° C for 1 minute), with 

an additional extension at 72° C for 10 minutes in order to allow complete polymerizations. 

The PCR products (DNA fragments 550 bp e 600 bp) were subjected to DGGE in 6% 

polyacrylamide gels (Green et al., 2009), with denaturing gradient 15 – 55%, considering a 100% denaturing 

solution consisted of 7 M ureia and 40% (vol/vol) formamide (Ovreås et al., 1997; Yu & Morrison, 2004). 

Gel electrophoresis was performed using a DGGE-1001 (C.B.S. SCIENTIFIC CO., CA, USA), using TAE 

buffer 1 X (Tris 40 mM [pH 8,0], Acetic Acid 20 mM and EDTA 1 mM), at 75 V and 60°C during 16 h 

(Muylaert et al., 2002). Gels were revealed by the silver staining method, proposed by Sanguinetti et al. 

(1994). 

 

Data Analysis 

Correlation and significance tests were performed to analyze environmental variables in rainy and 

drought seasons, considering significant differences when p < 0.05. The software LabImage (Kapelan Bio-

Imaging GmbH, Germany) was used to assist the identification of DGGE bands. Binary matrices were 

constructed considering the presence (1) or absence (0) of bands in DGGE gels. Similarities among band 

patterns were quantified using Bray-Curtis coefficient (Buesing et al., 2009). Similarity coefficients were 
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used to construct dendrogramas through UPGMA (Unweighted Pair Group Method using Arithmetic 

averages) clustering algorithm, and Ward method. Principal Components Analysis (PCA) and Canonical 

Correspondence Analysis (CCA) were carried out to analyze Bacterial and Archaeal community composition 

during sampling months. Correlations tests, dendrograms constructions, and multivariate analyses were 

performed using the software PAST 1.91(Hammer et al., 2001). 

 

Results  

Minimum, maximum and mean values of each variable are listed in Table 1. The fluctuations in 

reservoir volume, rainfall, TP concentrations and prokaryotic heterotrophic (bacterioplankton and 

archaeoplankton) and phytoplankton densities, are shown in Figure 2. Bacterioplankton and archaeoplankton 

densities were higher in rainy than in dry periods (p = 0.038), as well as the concentrations of TP (p = 0.015). 

The other factors did not changed significantly with the periods. 

 

Table 1 Environmental variables (mean, minimum and maximum values) observed between 

March/2010 and March/2012 

Variables Media Minimum – Maximum 

Prokaryotic Density (107 Org mL-1) 2.06 1.52 – 3.38 

Phytoplankton Density (105 Org mL-1) 2.18 1.17 – 5.60 

Total Phosphorus (µg L-1) 66.27 29.00 – 105.00 

Water Temperature (ºC) 28.86 27.60 – 31.70 

pH 8.89 8.00 – 9.64 

Dissolved Oxygen (mg L-1) 4.99 1.80 – 9.20 

Reservoir Volume (x 109 m3) 2.01 1.69 – 2.40 

Rainfall (mm) 60.1 0 – 176.10 

Water Transparency (m) 0.82 0.60 – 1.20 
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Fig 2 Bacterioplankton/Arqueoplâncton (x 107 org mL-1) and phytoplankton (x 105 cells mL-1) densities; and 

reservoir volume (x 109 m3), rainfall (mm) and TP (µg L-1) fluctuations during sampling period in Armando 

Ribeiro Gonçalves reservoir. 

 

DNA fragments of the 16S rRNA gene were successfully amplified for all samples using the primer 

pair GC-341f - 907r (Bacteria), whereas only 4 of 11 samples were successfully amplified using the pair GC-

344f - 958r (Archaea) (Figure 3a). DGGE gels (Figure 3b) revealed 71 different DNA bands, with 43 

distributed among eleven samples of Bacteria and 28 among the four samples of Archaea. Only 4 bands from 

Bacteria appeared in only one of the months and 5 bands occurred in all months. There were 18 Archaea 

bands in only one of the months, while only three bands appeared in the four months. The other bands, 34 

from Bacteria and 7 from Archaea, were observed in most of the months. 
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Figure 3 PCR and DGGE gels: (a) 0.7% agarose gels containing a marker (M) of 100 bp (100bp DNA 

Ladder Marker - Promega) and DNA fragments of 550 bp (Bacteria) and 600 bp (Archaea ); (b) 6% 

polyacrylamide gels with denaturing gradient 15-55% indicating the distributions of Bacteria and Archaea 

bands in the sampling period. 

 

PCA results (Fig 4) indicated that the component 1 which was related to the water temperature 

explained 37.5% of the data variability. Component 2, concerning the total number of bands and TP, 

explained 29.7%. March/2012 was less related to rainfall than March/2010 and March/2011, probably due to 

the prolonged drought occurred from 2011 to 2012. There were strong correlations between TP and the 

number of DGGE bands in rainiest months; among bacterioplankton and archaeoplankton density and 

rainfall; and among phytoplankton density and pH when the water temperature was higher. Water 

transparency and reservoir volume were correlated in the months when temperature water was lower. The 

PCA results indicated a probable dominance of factors linked to rainfall events on bacterial and archaeal 

community composition in the reservoir. The pH values were higher in the warmer months, while DO 

concentrations were higher under lower temperatures and precipitation. 
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Fig 4 PCA biplot showing correlations among tha number of  DGGE bands; bacterioplankton and 

archaeoplankton density; and the other environmental variables. Components 1 and 2 explain 67,2% of the 

variation in the data set. 
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Results of DGGE analysis are shown as electropherograms (Figure 5 and Figure 7), representing the 

richness of samples. A low number of DNA bands were observed for samples collected in 

October/2010/2011 and December/2010, months that had the lowest mean values registered for 

bacterioplankton/ archaeoplankton densities, TP concentration and pluviosity. On the other hand, on March 

and June/2011, when the maximum water volume in the reservoir was recorded, higher microbial densities 

and TP concentrations were observed as wells as a higher number of Bacteria and Archaea amplified DNA 

bands on the DGGE. Dendrograms constructed from DGGE profiles showed DNA bands similarities within 

the studied months and predominance of some bands according to the rainy or drought periods of each year.  

In the Figure 6, concerning archaeal DGGE profile and constructed dendrograms, it can be seen major 

differences between rainy months and the dry month of Dec/2011, and similarities between June (2011) and 

March (2012). DGGE Bands distributions for bacterial samples (Figure 8) showed greater similarity between 

months (maximum distance =0.45) when compared to Archaea samples (maximum distance=0.65), and 

similarities between rainy months and between drought months in the same year than those months for 

different years. 

 

  

Fig 5 Electropherograms with pixel intensity related to presence of the Archaea DGGE bands. 
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Fig 6 Dendrograms showing Archaea DGGE profile (28 DNA bands). Hierarchical groups were defined 

based on DNA bands presence (1) or absence (0) at UPGMA algorithm, using Ward method and Bray-Curtis 

distance. 
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Fig 7 Electropherograms with pixel intensity related to presence of the Bacteria DGGE bands. 
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Fig 8 Dendrograms showing Bacteria DGGE profile (43 DNA bands). Hierarchical groups were defined 

based on DNA bands presence (1) or absence (0) at UPGMA algorithm, using Ward method and Bray-Curtis 

distance.  
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 CCA based on DGGE data and environmental variables revealed temporal differences in the 

bacterial and archaeal community composition more related to pluviosity, reservoir volume, temperature, and 

bacterioplankton/archaeoplankton density. Axis 1 and 2 showed greater autovalues, explaining 58.5% of 

observed variability, being the first positively related to pluviosity (r = 0.53)  and negatively with resevoir 

volume (r = - 0.38), and the second axis showed a positive correlation with temperature (r = 0.55) and 

bacterioplankton and archaeoplankton density (r = 0.39). The results indicated factors regarding rainfall 

periods influencing microbial communities and corroborates with the group relationships found using 

UPGMA algorithm (Fig 7). Considering all variables in this study, pluviosity influenced more in the DGGE 

bands profiles similarities obtained for March, June and October/2010. On August, October and 

December/2011, the profiles were more influenced by the reservoir volume.  
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Fig 9 CCA indicating the distribution of the months based on DGGE bands profiles related to the 

environmental variables: Rainfall(mm), Water Temperature (°C), Bacterioplankton/Archaeoplankton Density 

(Org mL-1), Reservoir Volume (x 109 m3), pH, DO (mg L-1), Secchi (m), and TP (µg L-1). 

 

Discussion 

 Prokaryotic heterotrophic densities in this study, in the order to 107 org mL-1, were similar to those 

described by Sodré-Neto & Araújo (2008) in the same reservoir, and the densities described by Araújo & 

Costa (2007) in other five eutrophic reservoirs of the same drainage basin. The abundances were also similar 
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to those presented by Bettarel et al. (2006) in African tropical aquatic systems. In temperate lakes of Spain 

and Swiss Alps, Casamayor et al. (2001) found similar densities also considering, as in the present study, the 

presence of Archaea in plankton. Lower densities (in the order to 106 org mL-1) have been described 

frequently in freshwater even in tropical environments (Abe et al., 2003; Carvalho et al., 2003; De Wever et 

al., 2005) or in other latitudes (Zwisler et al., 2003; Nishimura & Nagata, 2007; Niu et al., 2011), all in 

regions without influence of the semi-arid climate. 

Bacterial/Archaeal abundances and DNA bands richness were strongly influenced by rainfall, water 

temperature and TP concentration indicating a probably higher microbial activity with the inlet of 

allochthonous TP, under higher temperatures. Another explanation would be the inlet of allochthonous TP 

and prokaryotes from the drainage basin, increasing their concentrations and densities in the rainy seasons, 

and coinciding with slightly temperatures higher in these periods. So, the water temperature suffers little 

temporal variation and seems do not influence alone the microbial community structure in semi-arid. In other 

regions, the water temperature is considered a determining factor for seasonal changes in the structure of 

prokaryotic heterotrophic communities (Crump et al., 2003; Lindström et al., 2005), although alone does not 

influences short-term changes (Mueller-Spitz et al., 2009). TP concentrations, considered a limiting factor in 

the characteristically eutrophic reservoir under study, are often above 60 µg L-1 (Eskinazi-Sant’Anna et al., 

2007; Sodré-Neto & Araújo, 2008; Costa et al., 2009). These authors also found pH values above 8 in 

reservoir, similar to those found in other semi-arid reservoirs (Freire et al., 2009; Vieira et al., 2009). Values 

of pH and DO were neither correlated significantly to the bacterioplankton/archaeoplankton density nor to 

the DNA bands richness.  

In systems with short water retention time, such as reservoirs, community structure is influenced 

substantially by the water entering from the drainage areas and the import of allochthonous bacterioplankton 

(Lindström, 2001; Jardilier et al., 2004; Yannarell & Triplett, 2005). The organic matter introduced by river 

also contributes to make changes in community structure, as well as in indigenous processes like 

phytoplanktonic blooms (Allgaier & Grossart, 2006; Niu et al., 2011). In a study about the influence of the 

water entrance on planktonic organisms conducted in a Spanish semi-arid system, Angeler et al. (2000) found 

no significant correlation between flood events and bacterial density, but affirmed that its increasing was due 

to the allochthonous nutrients associated with water entrance from the catchment area.  

Differences obtained among DGGE bands profiles suggested a great influence of the precipitation 

events and the reservoir volume on prokaryotic community structure. DGGE data of bacterial and archaeal 
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community composition in reservoirs of Brazilian semi-arid revealed a richness of 71 DNA bands, 43 of 

Bacteria and 28 of Archaea, with different profiles among rainy and drought periods. Casamayor et al. 

(2001) in temperate region,  and Laque et al. (2010) in tropical lagoons, using DGGE, also observed changes 

in temporal scale in the composition of communities of Archaea and Bacteria, respectively. There are no 

records of previous studies on the community composition of planktonic Bacteria and Archaea, 

simultaneously, in freshwater ecosystems in semi-arid region. This approach suggests that planktonic 

heterotrophic prokaryotic community in freshwater ecosystems consists of microbial populations of Bacteria 

and Archaea domains, so it is proposed in this work the acronym BACC (Bacterial and Archaeal Community 

Composition). 

From all DGGE bands, only 5 of Bacteria and 3 of Archaea, were observed in all samples, 

indicating a dominance of a few groups of heterotrophic prokaryotes regardless of the environmental 

conditions of each period. 34 DGGE bands of Bacteria and 7 of Archaea were observed in most of months, 

indicating the predominance of bacterial populations. On the other hand, the 18 bands of Archaea and 4 of 

Bacteria observed in rainy months indicated the inlet of a more diverse group of Archaea than Bacteria from 

the external environment. This suggests the influence of the water from the drainage basin on 

bacterioplankton and archaeoplankton community, that is composed by permanent and transitory populations 

that coexist in rainy periods. Moreover, it can be inferred that archaeal populations are more sensitive to 

punctual environmental changes once they increase and decrease according to a combination of factors in 

each time. The first suggestion seems to explain better what happens in reservoirs because in these systems 

the community composition is more influenced by the mass effect, by the input of organisms, and less by the 

environmental local factors (Logue & Lindström, 2008). 

PCA (Fig 4) and CCA (Fig 9) indicated a probable influence of a set of environmental variables on 

prokaryotic heterotrophic density and DNA bands richness. In general, the size of microbial populations are 

controlled by factors such as competition for different substrates, mortality by UV radiation, viral lysis and 

selective predation, among other factors as ‘top down’ and ‘bottom up’ ones (Pernthaler & Amann, 2005). 

However, environmental adaptations explain the abundance and distribution of bacterial groups at multiple 

scales of study (Barberán & Casamayor, 2010). Although linear correlations appear between some 

limnological variables, there was no uniform pattern of correlation. This may indicate an adaptation of 

specific communities to different combinations of variables that determine the environmental conditions at a 

given time.  
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Data analysis indicated two stability moments in the reservoir: one moment when the reservoir 

volume is smaller; and another when the reservoir volume is greater. These stabilities were broken by the rain 

and by the water loss, respectively. Local bacterioplankton and archaeoplankton community, thus, seem to 

have their densities determined by the environmental conditions of each period, and their compositions 

influenced by the input of transient populations by the rain. The changes in BACC observed in this study 

provide new information on the responses of these communities to environmental variations in reservoirs 

under tropical semi-arid climate. However, determining the relative importance of each factor for community 

structure in aquatic ecosystems functioning at semiarid regions, where seasonality is governed by alternation 

of dry and rainy periods, is a great challenge  

The important presence of microorganisms from the Archaea domain in plankton and its possible 

interference in prokaryotic density values attributed, until today, exclusively for Bacteria in the semi-arid 

reservoirs, highlight the need to investigate the activity of these organisms and their contribution in 

planktonic biomass, and consequently the secondary production in reservoirs. Other studies using molecular 

approaches, including DNA sequencing, may show the prevailing Archaea and Bacteria taxa in different 

rainy and drought periods and clarify the influence of water input on aquatic communities of these reservoirs. 
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ANEXO 2 
 

PowerWater® DNA Isolation Kit 

(For isolation of genomic DNA from membrane filtered water samples) 

 

Introduction  

The PowerWater® DNA Isolation Kit can isolate genomic DNA from a variety of 

filtered water samples. Utilizing our patented Inhibitor Removal Technology® (IRT), even 

water containing heavy amounts of contaminants can be processed to provide DNA of high 

quality and yield. The kit can isolate DNA equally as well from any commonly used filter 

membrane type. This kit differs from our UltraClean® Water DNA Isolation Kit by the 

addition of a novel bead tube with an optimized bead mix, a reformulated lysis buffer, IRT 

technology, and the reduction in sample volume so that nearly all processing occurs in a 

microcentrifuge. Purified DNA is ready to use in a final 100 μl elution volume.  

 

Protocol Overview  

The PowerWater® DNA Isolation Kit starts with the filtration of a water sample 

onto a filter membrane. Filter membranes can be purchased separately from MO BIO or 

can be user supplied. MO BIO filter membranes are sterile, disposable, and easy to use. 

The membrane is then added to our special 5 ml bead beating tube containing a unique 

bead mix. Rapid and thorough lysis occurs through vortex mixing in a reformulated lysis 

buffer that enhances the isolation of microorganisms from filter membranes. After the 

protein and inhibitor removal steps, total genomic DNA is captured on the MO BIO 

Laboratories silica spin column. High quality DNA is then washed and eluted from the 

spin column membrane for use in downstream applications including PCR and qPCR. 

 

Detailed Protocol (Please wear gloves at all times) 

Warm Solution PW1 prior to use at 55°C for 5-10 minutes. Use Solution PW1 while still 

warm.  
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Check Solution PW3 and warm at 55°C for 5-10 minutes if necessary. Solution PW3 can 

be used while still warm.  

 

1. Filter water samples using a reusable or disposable filter funnel attached to a vacuum 

source. Disposable filter funnels, containing 0.22 μm or 0.45 μm filter membranes, can be 

ordered from MO BIO Laboratories (see page 3). The volume of water filtered will depend 

on the microbial load and turbidity of the water sample. (Please see Types of Water 

Samples in the “Hints and Troubleshooting Guide” section of Instruction Manual).  

 

What’s happening: A reusable or disposable filter funnel is attached to a vacuum filtration 

system. Microorganisms are trapped on top of and within the filter membrane.  

 

2. If using a reusable filter funnel, remove the upper portion of the apparatus. If using a 

MO BIO Laboratories filter funnel, remove the 100 ml upper portion of the filter cup from 

the catch reservoir by snapping it off.  

 

3. Using two sets of sterile forceps, pick up the white filter membrane at opposite edges 

and roll the filter into a cylinder with the top side facing inward.  

 

Note: Do not tightly roll or fold the filter membrane. To see a video of this technique, 

please visit the PowerWater® DNA Isolation Kit product page on www.mobio.com.  

 

4. Insert the filter into the 5 ml PowerWater® Bead Tube.  

 

What’s happening: Loosely rolling and inserting the filter membrane into the 

PowerWater® Bead Tube allows for efficient bead beating and homogenization in 

proceeding steps.  

 

5. Add 1 ml of Solution PW1 to the PowerWater® Bead Tube.  

 

Note: Solution PW1 must be warmed to dissolve precipitates prior to use. Solution PW1 

should be used while still warm. For samples containing organisms that are difficult to lyse 

(fungi, algae) an additional heating step can be included. See Alternate Lysis Method in 

the “Hints and Troubleshooting Guide”.  
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What’s happening: Solution PW1 is a strong lysing reagent that includes a detergent to 

help break cell walls and will remove non-DNA organic and inorganic material. It is also 

part of the patented Inhibitor Removal Technology® (IRT). When cold, this solution will 

form a white precipitate in the bottle. Heating to 55°C will dissolve the components 

without harm. Solution PW1 should be used while it is still warm.  

 

6. Secure the PowerWater® Bead Tube horizontally to a MO BIO Vortex Adapter, catalog 

number 13000-V1-15 or 13000-V1-5.  

 

7. Vortex at maximum speed for 5 minutes  

 

What’s happening: The mechanical action of bead beating will break apart the surface of 

the filter membrane that contains trapped cells and aids in cell lysis. Use of the vortex 

adapter will maximize homogenization by holding the tubes equal distance and angle from 

the center of rotation. Avoid using tape, which can become loose and result in reduced 

homogenization efficiency.  

 

8. Centrifuge the tubes ≤ 4000 x g for 1 minute at room temperature. The speed will 

depend on the capability of your centrifuge. (This step is optional if a centrifuge with a 

15 ml tube rotor is not available, but will result in minor loss of supernatant).  

 

9. Transfer the supernatant to a clean 2 ml Collection Tube (provided). Draw up the 

supernatant using a 1 ml pipette tip by placing it down into the beads.  

 

Note: Placing the pipette tip down into the beads is required. Pipette more than once to 

ensure removal of all supernatant. Any carryover of beads will not affect subsequent steps. 

Expect to recover between 600-650 μl of supernatant depending on the type of filter 

membrane used.  

What’s happening: The supernatant is separated and removed from the filter membrane 

and beads at this step.  

 

10. Centrifuge at 13,000 x g for 1 minute.  
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What’s happening: Any remaining beads, proteins, and cell debris are removed at this 

step. This step is important for removal of any remaining contaminating non-DNA organic 

and inorganic matter that may reduce the DNA purity and inhibit downstream DNA 

applications.  

 

11. Avoiding the pellet, transfer the supernatant to a clean 2 ml Collection Tube 

(provided).  

 

12. Add 200 μl of Solution PW2 and vortex briefly to mix. Incubate at 4°C for 5 minutes.  

 

What’s happening: Solution PW2 is another part of the patented Inhibitor Removal 

Technology® (IRT) and is a second reagent to remove additional non-DNA organic and 

inorganic material including humic acid, cell debris, and proteins. It is important to 

remove contaminating organic and inorganic matter that may reduce DNA purity and 

inhibit downstream DNA applications.  

 

13. Centrifuge the tubes at 13,000 x g for 1 minute.  

 

14. Avoiding the pellet, transfer the supernatant to a clean 2 ml Collection Tube 

(provided).  

 

What’s happening: The pellet at this point contains additional non-DNA organic and 

inorganic material. For best DNA yields and quality, avoid transferring any of the pellet.  

 

15. Add 650 μl of Solution PW3 and vortex briefly to mix.  

 

Note: Check Solution PW3 for precipitation prior to use. Warm if necessary. Solution 

PW3 can be used while still warm.  

What’s happening: Solution PW3 is a high concentration salt solution. Since DNA binds 

tightly to silica at high salt concentrations this will adjust the DNA solution salt 

concentration to allow binding of the DNA, but not non-DNA organic and inorganic 

material that may still be present at low levels, to the spin filter.  
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16. Load 650 μl of supernatant onto a Spin Filter and centrifuge at 13,000 x g for 1 minute. 

Discard the flow through and repeat until all the supernatant has been loaded onto the Spin 

Filter.  

 

Note: A total of two loads for each sample processed are required. 

What’s happening: The DNA is selectively bound to the silica membrane in the Spin Filter 

basket and the flow through containing non-DNA components is discarded.  

 

17. Place the Spin Filter basket into a clean 2 ml Collection Tube (provided).  

 

What’s happening: Due to the high concentration of salt in solution PW3, it is important to 

place the Spin Filter basket into a clean 2 ml Collection Tube to aid in the subsequent 

wash steps and improve the DNA purity and yield.  

 

18. Shake to mix Solution PW4 before use. Add 650 μl of Solution PW4 and centrifuge at 

13,000 x g for 1 minute.  

 

What’s happening: Solution PW4 is an alcohol based wash solution used to further clean 

the DNA that is bound to the silica filter membrane in the Spin Filter. This wash solution 

removes residual salt and other contaminants while allowing the DNA to stay bound to the 

silica membrane.  

 

19. Discard the flow through and add 650 μl of Solution PW5 and centrifuge at 13,000 x g 

for 1 minute.  

 

What’s happening: Solution PW5 ensures complete removal of Solution PW4 which will 

result in higher DNA purity and yield.  

 

20. Discard the flow through and centrifuge again at 13,000 x g for 2 minutes to remove 

residual wash.  

 

What’s happening: The second spin removes residual Solution PW5. It is critical to remove 

all traces of wash solution because the ethanol in Solution PW5 can interfere with many 

downstream DNA applications such as PCR, restriction digests, and gel electrophoresis.  
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21. Place the Spin Filter basket into a clean 2 ml Collection Tube (provided).  

 

22. Add 100 μl of Solution PW6 to the center of the white filter membrane.  

 

What’s happening: Placing Solution PW6 (sterile elution buffer) in the center of the small 

white membrane will make sure the entire membrane is wetted. This will result in a more 

efficient and complete release of the DNA from the silica Spin Filter membrane. As 

Solution PW6 passes through the silica membrane, the DNA that was bound in the 

presence of high salt is selectively released by Solution PW6 (10 mM Tris) which lacks 

salt.  

Alternatively, sterile DNA-Free PCR Grade Water may be used for DNA elution from the 

silica Spin Filter membrane at this step. Solution PW6 contains no EDTA. If DNA 

degradation is a concern, sterile TE may also be used instead of PW6 for elution of DNA 

from the Spin Filter.  

 

23. Centrifuge at 13,000 x g for 1 minute.  

 

24. Discard the Spin Filter basket. The DNA is now ready for any downstream application. 

No further steps are required.  

 

We recommend storing the DNA frozen (-20°C to -80°C). Solution PW6 contains no 

EDTA. To concentrate the DNA, see the Hints and Troubleshooting Guide. 
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ANEXO 3 
 

Gel Report created by LabImage 1D 2006 Professional Trial  
(Single Lane Report with Profile Project DGGE)  

 

 

 

Gel Image: 
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