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RESUMO 
 
O objetivo deste trabalho foi avaliar, os efeitos do tempo e da profundidade sobre o processo de degradação de 
moléculas de DNA de Limnoperna fortunei. Frascos de vidro contendo extrato de DNA foram fixados em cordas-
guias, e posicionados em oito profundidades (0; 0,30; 0,60; 1,0; 1,5; 3,0; 4,3; 7,0 e 10,0 m) em um reservatório. Os 
frascos foram retirados 24, 72, 168 e 264 h após o início do experimento e as amostras foram analisadas. As 
concentrações diminuíram exponencialmente nas primeiras 24 h. Após esse período a concentração de DNA se 
estabilizou, mantendo-se aproximadamente constante até o final do experimento. 
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1. INTRODUÇÃO 
Nos últimos anos, a rápida expansão das técnicas genéticas moleculares, baseadas no uso de marcadores 

moleculares e de tecnologias associadas à reação em cadeia da polimerase (PCR), tem revolucionado diversas 
áreas da ciência e contribuído no conhecimento sobre identificação, detecção e monitoramento da biodiversidade 
em ambientes límnicos [1-4].  

Um dos caminhos que tem sido utilizado, cada vez mais, envolve a identificação ou detecção de espécies 
a partir de técnicas associadas ao DNA ambiental (eDNA)  [5, 6]. O eDNA é liberado pelos organismos no ambiente 
através de diversas formas, como células, fezes, escamas, muco, pele, gametas sexuais, entre outros [7]. Depois 
que esse material genômico é liberado no ambiente, seus fragmentos podem persistir na água por dia ou até 
semanas [8], dependendo das condições ambientais a que as moléculas são expostas [9, 10]. Assim, vestígios 
desse eDNA em ambientes aquáticos podem ser coletados através de amostras de água e identificados e 
quantificados, após um processo que envolve a filtração [11-13], preservação [14], extração e análise do DNA 
contido nas amostras por PCR [11, 15].  

Tais técnicas moleculares têm sido cada vez mais amplamente aplicadas na avaliação e no monitoramento 
de espécies invasoras incrustantes, que causam impactos operacionais e econômicos em sistemas de geração de 
energia [17-23]. Atualmente, é possível não apenas detectar a presença dessa espécie em determinadas regiões 
ou reservatórios, como também avaliar sua biomassa relativa [24, 25]. Tal detecção abre, por sua vez, novas e mais 
eficientes possibilidades de combate e identificação precoce dos organismos invasores incrustantes em 
reservatórios e, de forma mais específica, em sistemas hidráulicos de usinas hidrelétricas (UHE) [26].  

No entanto, para que a análise e interpretação dos resultados possam ser fidedignas dos processos 
ambientais associados, é preciso que se conheçam adequadamente os fatores que determinam  a degradação do 
DNA no ambiente [13, 14]. A molécula de DNA é muito instável e se degrada facilmente quando exposta a fatores 
abióticos como temperaturas altas [16, 27, 28], radiação ultravioleta [29, 30] e pH ácidos [28, 31]. Amostras 
submetidas a fatores que acelerem as taxas de degradação podem comprometer os resultados e inviabilizar o 
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próprio monitoramento ambiental, especialmente quando a espécie-alvo apresenta baixa densidade [32], como, por 
exemplo, aquelas consideradas raras, ameaçadas ou em processo inicial de bioinvasão em um determinado 
ambiente.  

Como qualquer método científico utilizado no monitoramento ambiental, a confiabilidade das técnicas de 
eDNA requerem uma compreensão estrita dos fatores que facilitam ou que prejudicam a detecção das espécies [8]. 
Diante disso, os pesquisadores têm se dedicado ao aperfeiçoamento contínuo das técnicas genéticas moleculares 
para o estudo de espécies tanto em ambientes límnicos [6, 10, 33]. quanto marinhos [28, 34]. Mas, uma das áreas 
sabidamente carentes de informações é a que envolve a persistência e a integridade da molécula de DNA expostas 
a fatores abióticos in situ ou em ambientes não totalmente controlados, como sugerido por Pilliod, Goldberg [5], 
Tsuji, Iguchi [27], Wilcox, McKelvey [35], Jo, Fukuoka [36]. Como destacado por Sansom and Sassoubre [37], o uso 
desses sistemas, como em reservatórios fornece uma ferramenta de biomonitoramento mais realista quando 
comparado com ensaios em ambientes e condições totalmente controlados. Este estudo é parte integrante do 
projeto PD-06491-0383/2015, executado pela Universidade Federal do Paraná e Aliança Prestadora de Serviços 
Ltda e financiado pela COPEL Geração e Transmissão SA e tem como objetivo avaliar os efeitos do tempo e da 
profundidade sobre o processo de degradação e persistência de DNA em amostras contendo extratos de DNA de 
Limnoperna fortunei em ambiente límnico.  
 

2 MATERIAL E MÉTODOS 

1.1 Extração de DNA a partir de tecidos de Limnoperna fortunei  
 

Amostras de tecidos de L. fortunei, obtidas de indivíduos coletados no reservatório da Usina Governador 
José Richa e mantidos em condições laboratoriais [temperatura (25,0 °C ± 1,0 °C) e oxigenação (6,5 ± 1,5 mg/O2/L) 
controlados], foram utilizadas para a obtenção de extratos de DNA. Para isso, as amostras foram digeridas em 
solução tampão contendo enzima proteinase k; e purificadas, utilizando-se beads magnéticas (microesferas 
envolvidas por magnetita e carboxila), que se ligam ao DNA (ligação carboxila – DNA) pelo processo de Imobilização 
Reversível de Fase Sólida (SPRI). Após este procedimento, os extratos foram quantificados utilizando-se o kit 
fluorômetrico Broad Range (BR) e leitura em fluorômetro Qubit® 4.0 (Thermo Fisher Scientific®, Brasil). A qualidade 
dos fragmentos de DNA presentes nas amostras foi analisada por eletroforese em gel de agarose a 0,6%. O 
resultado foi visualizado sob radiação ultravioleta no E-gel imager (UV Light base, Thermo Fisher Scientific). Os 
extratos que apresentaram boa qualidade, com ausência de arrasto vertical no gel, foram quantificados em Rotor - 
Gene Q (Quiagen). Em seguida, os extratos foram adicionados em um único frasco e submetidos à diluição com 
água ultrapura, constituindo assim a solução-trabalho. A concentração de DNA (ng/L) presente na solução obtida 
foi então quantificada através da PCR quantitativa (qPCR), a partir do uso de sondas de hidrólise (TaqMan), com o 
auxílio de um Rotor - Gene Q (Qiagen, Alemanha).   
 
1.2 Delineamento experimental  
 

O experimento foi realizado no reservatório da Usina Hidrelétrica Governador Pedro Viriato Parigot de 
Souza, localizado no município de Campina Grande do Sul, estado do Paraná, Brasil. O aparato experimental 
consistiu em uma corda-guia (de nylon, com espessura de 8 mm e comprimento de 12 m), cujas extremidades foram 
presas a uma boia e a um lastro. O objetivo foi manter a corda-guia na posição vertical na coluna d’água. Ao longo 
da corda foram fixados, utilizando-se abraçadeiras plásticas, conjuntos de tubos estéreis de vidro de 2,0 mL, com 
tampas crimpadas. Cada conjunto, montado em triplicata, consistiu em um tubo envolto em fita isolante (tratamento 
opaco) e outro sem a fita (tratamento transparente), distribuídos a 0 (na interface ar/água); 0,3; 0,6; 1,5; 3,0; 4,3, 7,0 
e 10,0 m de profundidade. Em um momento imediatamente anterior ao início do experimento, foram injetados nos 
frascos 2 mL da solução-trabalho contendo DNA de L. fortunei. (0,9 mL de extrato e 698,2 de H2O ultrapura). Para 
avaliar o efeito da incidência luminosa, em cada profundidade foram fixados tubos transparentes (que permitiam a 
passagem da luz) e tubos previamente envoltos em fita opaca (que impediam totalmente a passagem da luz). Doze 
aparatos experimentais foram posicionados no reservatório e mantidos submersos por 24, 72, 168 e 264 h. Ao final 
de cada período, os aparatos eram removidos do reservatório. As amostras coletadas foram transportadas em caixa 
de poliestireno contendo gelo. Adicionalmente, frascos-controle foram utilizados e monitorados durante o transporte 
das amostras, para entender se esse processo causaria degradação, além de amostras para o controle inicial, que 
foram acondicionadas e congeladas antes de irem para campo, para que a concentração inicial (T0) do DNA nas 
amostras fosse conhecida, estas ficaram acondicionadas em freezer a -20 ºC, até o momento das análises.  

Dataloggers (HOBO®, USA) foram utilizados para o registro contínuo da temperatura da água e da 
intensidade luminosa que incidia em cada profundidade e também na superfície do reservatório (a partir de 
dataloggers fixados diretamente no flutuador), assim como no interior das caixas térmicas utilizadas durante o 
transporte das amostras. A transparência da água foi mensurada uma vez, a cada coleta nos períodos de 24, 72, 
168 e 264 h utilizando disco de Secchi. Para análise da turbidez, amostras de água foram coletadas nas mesmas 
profundidades experimentais, utilizando-se uma garrafa de Van Dorn. A turbidez foi mensurada uma vez a cada 
coleta nos períodos de 24, 72, 168 e 264 h com o auxílio de um turbidímetro (AT 2K, Alfakit, Brasil). Em laboratório, 
as amostras foram fracionadas e congeladas (- 20 °C), para posterior quantificação da concentração de DNA por 
qPCR. O ensaio de quantificação foi realizado em um volume final de 10 µL [QuantiNova Probe PCR MasterMix® 
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1X; primers (específicos para L. fortunei); sonda de qPCR; BSA (Bovin serum albumin); água ultrapura e amostra] 
utilizando-se um Rotor-Gene Q (Qiagen®, Alemanha). 

 
1.3 Análise dos dados  
 

A normalidade e homogeneidade das variâncias dos dados de concentração do DNA, temperatura, tempo, 
profundidade, luminosidade, transparência e turbidez foram analisadas pelos testes de Levene e Cochran e a 
homocedasticidade foi analisada pelos resíduos da variância. A análise de Kruskal-Wallis foi utilizada para 
determinar as diferenças significativas entre as variáveis testadas, sempre com nível de confiança de 95%. As 
análises foram realizadas através do software Statistica 10.0 (TIBCO). 
 

3 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

1.4 Condições ambientais 
 
Os parâmetros avaliados para caracterizar o ambiente estudado incluíram a transparência (na superfície), 

turbidez, luminosidade e a temperatura da água (nas diferentes profundidades). Não há evidências de que os dois 
primeiros tenham interferido significativamente nas taxas de degradação do DNA presente nas amostras. A 
transparência da água por ser metodologicamente aplicada à camada superficial do corpo hídrico, apresentou 
valores homogêneos. A turbidez, por sua vez, foi considerada baixa, atingindo valores mais altos entre 1,5 a 4,3 m, 
com média de 4,5 NTU, caracterizando o ambiente com uma baixa presença de partículas coloidais ou em 
suspensão, como descrito por ESTEVES [38].  

A temperatura manteve-se relativamente estável na camada superficial, na casa dos 22 ºC. A partir de 7 m 
houve uma queda significativa, chegando a uma média de 16,4 °C (ver Figura 1 A). Em geral, as variações de 
temperatura em ambientes aquáticos tropicais não são expressivas [39]. As amplitudes costumam ser definidas pelo 
regime climático natural [40-42], além de estarem associadas à hidrodinâmica do ambiente [43]. Os valores médios 
de luminosidade chegaram a 13.283 lux (31,8%), na profundidade 0 m, e estabilizando em cerca de 694,5 lux (1,7%) 
a partir de 4,3 m (ver Figura 1 B). A curva registrada teve formato exponencial negativo, característica ligada à 
capacidade do meio em atenuar a radiação subaquática [38, 41]. 

 
Figura 1 – (A) e (B) Valores médios de temperatura e luminosidade referente ao experimento executado no 
reservatório da UHE Governador Pedro Viriato Parigot de Souza utilizando amostras de extrato de DNA de 
Limnoperna fortunei. 

 
1.5 Concentração de DNA 

 
As concentrações de DNA de L. fortunei diminuíram exponencialmente nas amostras expostas à variação 

temporal e a profundidade da água (ver Figura 2 A), sendo que a maior redução (70,9%) foi registrada nas primeiras 
24 h. Ainda assim, foi possível detectar a presença de DNA (em concentração de 0,15 ng/µl), após 264 h. Nossos 
resultados corroboram parcialmente aos obtidos em estudos que avaliaram a influência da temperatura e 
luminosidade no processo de degradação de DNA de peixes (Cyprinus carpio, Hypophthalmichthys nobilis e 
Lithobates catesbeianus) em sistemas de mesossomos [16, 44, 45]. Tais estudos registraram taxas de degradação 
de DNA de até 90% após 72 h. Já Pilliod, Goldberg [29], trabalhando com o DNA de um anfíbio (Dicamptodon 
aterrimus) realizado em ambiente natural, detectaram uma taxa de degradação de 60%, após um período de 24 h.  

Um fator importante em nosso estudo foi a profundidade da água em que as amostras foram expostas. Mas 
os resultados mostraram uma pequena variação da concentração de DNA entre as profundidades monitoradas. 
Quando o fator profundidade é analisado individualmente, observa-se uma estabilização da concentração média de 
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DNA entre 0,3 e 7,0 m (ver Figura 2 C), com menores concentrações sendo registradas na superfície (0 m) e no 
fundo (10 m). Não há uma explicação evidente para a maior degradação do DNA nas amostras posicionadas à 10 
m. No entanto, já era esperado o resultado em relação à superfície, visto que em águas superficiais as moléculas 
de DNA ficam mais expostas às temperaturas mais altas e à maior incidência de raios UV [29, 46]. A radiação solar 
apresenta uma reconhecida influência sobre a degradação do DNA [47, 48]. Enquanto a temperatura, além de atuar 
diretamente sobre o DNA, pode estimular o metabolismo microbiano [16]. Isso pode acontecer mesmo em amostras 
que apresentem pequenas quantidades bacterianas, pois as bactérias são outro fator reconhecidamente relevantes 
no processo de degradação do DNA [49-52]. Através da análise de regressão múltipla (ver Figura 2 B), o que 
observamos, porém, foi que os fatores profundidade, tempo, temperatura e luminosidade apresentaram 
praticamente o mesmo grau de influência sobre as taxas de degradação de DNA nas amostras analisadas.  

 
Figura 2 – (A) Concentração (valores médios e erro padrão) de DNA de Limnoperna fortunei em amostras 
experimentais analisadas ao final de 264 h de experimentação. (B) Resultado das análises de regressão múltipla 
comparando os efeitos de quatro fatores (temperatura, período, profundidade e luminosidade) sobre as 
concentrações de extrato de DNA de L. fortunei; (C) Concentração (valores médios e erro padrão) de DNA nas 
diferentes profundidades amostrais ao final de 264 h de experimentação.  

 
4 CONCLUSÕES 

 
Este estudo mostrou que amostras contendo extrato de DNA de Limnoperna fortunei se degradam rapidamente 

nas primeiras 24 h após sua liberação. Isso indica que, em estudos envolvendo eDNA é fundamental que as 
amostras sejam filtradas e preservadas o mais rapidamente possível, preferencialmente ainda em campo. Outro 
fator importante observado foi em relação à profundidade, o DNA apresenta maior degradação quando estão 
diretamente submetidos à radiação solar ultravioleta. Assim, recomenda-se que as amostras para análise de eDNA 
sejam coletadas a partir de 0,30 m de profundidade, o que possibilita a obtenção de amostras naturalmente mais 
preservadas garantindo maior qualidade e confiabilidade aos resultados obtidos.   
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