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Os microrganismos representam as formas de vida mais abundantes do
planeta e detêm a maior proporção da diversidade genética global estimada.
A microbiota dos solos é responsável por transformações fundamentais nos
ciclos biogeoquímicos, reciclando a matéria orgânica, degradando xenobiontes,
fixando N2 atmosférico e produzindo gases relacionados ao efeito estufa,
entre outras transformações conhecidas e muitas ainda por serem
descobertas.  A microbiota do solo está também associada à formação e
manutenção da estabilidade de agregados, pela produção de proteínas e
polissacarídeos extracelulares, e pode ser fator determinante no controle da
diversidade vegetal e de outros organismos que vivem acima do solo.

Os processos bioquímicos prevalecentes nos solos são definidos em
função da organização das comunidades microbianas, a qual é chave para
o funcionamento do sistema solo-planta.  Contudo, as relações entre a
estrutura das comunidades microbianas e as atividades bioquímicas que
ocorrem nos solos são pouco conhecidas, dificultando a plena compreensão
dos mecanismos que regulam o funcionamento dessas comunidades.

Como a vasta maioria da diversidade microbiana nos solos, bem como
seus papéis na manutenção da estabilidade dos ecossistemas, ainda não
foi caracterizada, é sine qua non inventariá-la e associá-la aos processos
bioquímicos que ocorrem no ambiente, bem como com a diversidade
biológica acima do solo.  Esse processo pode contr ibuir para o
desenvolvimento de sistemas agrícolas mais sustentáveis e para a
diminuição da degradação dos ecossistemas naturais.

A diversidade microbiana pode ter papel importante na manutenção da
qualidade dos solos.  Organizando-se de forma previsível em diferentes
condições edáficas ou em resposta a diferentes tipos de distúrbios, as
comunidades microbianas poderiam ser utilizadas como indicador de
qualidade.  No entanto, como a maioria dos microrganismos dos solos não
pode ser cultivada nos meios de cultura convencionais, esse processo só
será possível pela utilização de técnicas avançadas de biologia molecular
associadas a técnicas de bio e ecoinformática, para análise de grandes
bancos de dados.
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A comunidade microbiana dos solos é constituída por representantes
dos três domínios: Bacteria, Archaea e Eucarya (Figura 1), com os
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procariotos (domínios Bacteria e Archaea) representando a maior parte da
biota da Terra.  Tem sido estimado que o número global de células procarióticas
é de 4-6 x 1030 e que sua biomassa pode conter entre 350 e 550 x 109 t de C,
representando 60-100 % do total de C na biomassa vegetal do planeta
(Whitman et al., 1998).  Além disso, a biomassa global de procariotos pode
conter 85-130 x 109 t de N e 9-14 x 109 t de P, representando o maior reservatório
desses nutrientes em organismos vivos.  Segundo estimativas de Whitman
et al. (1998), aproximadamente 2-3 % dos procariotos ocorrem nas águas
dos oceanos, 4,5-6,5 % no solo e a vasta maioria em subsuperfície (abaixo
de 8 m em ambientes terrestres e 10 cm em sedimentos marinhos).

Os microrganismos têm papel essencial nos ciclos biogeoquímicos, dos
quais muitos aspectos ainda são pouco conhecidos, muito embora exista
um entendimento dos mecanismos gerais que controlam cada ciclo.  Novas
atividades microbianas têm sido descritas, contribuindo para um melhor
entendimento dos ciclos do C, N, Fe, Mn e As (Zengler et al., 1999; Boetius
et al., 2000; Liburn et al., 2001; Neubauer et al., 2002; Dalsgaard et al.,
2003; Oremland & Stolz, 2003).  Um exemplo típico é a oxidação anaeróbia
de NH4

+ a N2, descoberta há alguns anos em sistemas de tratamento de
efluentes, e atribuída a bactérias não-cultiváveis da ordem Planctomycetales,

Figura 1. Relações evolutivas entre organismos dos domínios Bacteria,
Archaea e Eucarya, determinadas pela análise comparativa das
seqüências de nucleotídeos do RNA ribossômico. Apenas alguns grupos
de organismos de cada domínio são apresentados.
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purificadas de biofilmes multiespecíficos por meio de centrifugação em
gradiente de densidade (Strous et al., 1999).  Perdas substanciais de N de
solos, sedimentos e ambientes aquáticos têm sido reportadas, sugerindo
que a oxidação anaeróbia de NH4

+ pode ser mais ubíqua na natureza do
que se imaginava (Jetten, 2001).  Adicionalmente, em solo sob floresta da
Austrália, Liesack et al. (1997), utilizando seqüenciamento de clones dos
genes que codificam as subunidades 16S do rRNA, i.e., rDNA 16S,
observaram a presença de vários membros da família Planctomycetaceae,
sugerindo que os microrganismos responsáveis por esse processo
bioquímico são parte significativa da comunidade de bactérias do solo.  Outro
exemplo interessante que leva à mudança de paradigmas é a mediação da
oxidação de fosfito para fosfato por uma bactéria sulfato-redutora, indicando
uma possível ciclagem do P (Schink et al., 2002).

Pouca atenção tem sido dada à participação de microrganismos na
regulação da estrutura e no funcionamento dos ecossistemas.  Alterações
na estrutura ou nas atividades de comunidades microbianas podem ter
efeitos significativos sobre a estabilidade e o funcionamento dos
ecossistemas (McGrady-Steed et al., 1997).

Segundo Øvreås (2000), a caracterização da diversidade microbiana
nos solos é importante para:

- Aumentar o conhecimento das fontes de diversidade genética em uma
comunidade.

- Entender os padrões de distribuição relativa dos microrganismos.

- Aumentar o conhecimento do papel funcional dessa diversidade.

- Identificar diferenças em diversidade associadas a distúrbios causados
por práticas de manejo.

- Entender a regulação da biodiversidade.

- Entender o envolvimento da biodiversidade no funcionamento e na
sustentabilidade de ecossistemas.

Em microbiologia, o termo biodiversidade tem sido definido como o
número de diferentes espécies em uma comunidade, para um ambiente
específico.  Do ponto de vista da ecologia molecular, biodiversidade pode
ser definida como o número de seqüências de DNA divergentes presentes
no DNA total extraído de uma comunidade, para um ambiente específico
(Garbeva et al., 2004).  Já o termo estrutura da comunidade microbiana
implica a existência de informações sobre o número de indivíduos dos
diferentes táxons e sua distribuição relativa na comunidade.  Embora haja
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controvérsais, espécie pode ser definida como “um agrupamento
monofilético e genomicamente coerente de organismos individuais que
apresentam alto grau de similaridade geral em várias características
independentes, os quais podem ser diagnosticados através de uma
propriedade fenotípica discriminativa” (Rosseló-Mora & Amann, 2001).
Freqüentemente, devido à inexistência de consenso na definição de espécie
microbiana, unidades taxonômicas operacionais (UTOs) têm sido definidas
com base em características específicas e utilizadas para descrever e
comparar populações e comunidades microbianas.

Devido ao rápido desenvolvimento das técnicas de classificação de
microrganismos com base nas seqüências de nucleotídeos do rRNA, o
número de espécies microbianas descritas tem aumentado significativamente.
Em 1985, Woese et al. descreveram 11 filos bacterianos.  Hoje, depois de
quase duas décadas, 53 filos bacterianos são reconhecidos (Rappé &
Giovannoni, 2003).  Aproximadamente 6.950 diferentes espécies de
procariotos foram cultivadas e descritas até setembro de 2004, das quais
aproximadamente 96 % são do domínio Bacteria e 4 % do domínio Archaea
(http://www.dsmz.de/bactnom/ bactname.htm).

No entanto, com base na cinética de reassociação de DNA de fita simples
extraído de solo sob pastagem, uma complexidade equivalente a 3.500-
8.800 genomas de E. coli foi observada, o que poderia representar
aproximadamente 10.000 espécies (Øvreås & Torsvik, 1998).  Solos
orgânicos não-perturbados podem conter o equivalente a 6.000-10.000
genomas de E. coli, enquanto solos agrícolas ou contaminados com metais
pesados podem conter 350–1.500 genomas.  Em contraste, a complexidade
do genoma da comunidade de procariotos, recuperada por meio de cultivo
in vitro, é menor do que o equivalente a 40 genomas de E. coli (Torsvik &
Øvreås, 2002).  Curtis et al. (2002) desenvolveram um estimador de
diversidade de procariotos em amostras ambientais com base na curva de
distribuição de abundância de espécies nas comunidades e estimaram que
a diversidade de bactérias no solo seria de 6.400-38.000 espécies por grama
de solo.  Assim, a maior parte da comunidade de procariotos do solo é
composta de organismos que não podem ser cultivados, ou são de difícil
cultivo nos meios de cultura tradicionalmente utilizados.  Estima-se que
somente 0,1–0,5 % dos procariotos do solo podem ser cultivados utilizando-
se os meios tradicionais, dificultando a estimativa de sua diversidade (Torsvik
et al., 1990).

A diversidade de fungos é tão impressionante quanto a de procariotos.
Aproximadamente 74.000 espécies de fungos são conhecidas, e estima-se
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que o número total de espécies possa chegar a 1.500.000 (Hawksworth,
2001).  Viaud et al. (2000), utilizando PCR-RFLP (“Polimerase Chain
Reaction – Restriction Fragment Length Polymorphism”) de ITS (“Internal
Transcribed Spacers”) de seqüências clonadas a par tir de DNA
metagenômico (DNA total extraído do ambiente) e de micélio de 67 espécies
de fungos isoladas do solo, mostraram que somente uma seqüência era
comum a ambas as amostras, sugerindo uma elevada diversidade de
espécies não-cultiváveis.  No entanto, as dificuldades em identificar uma
espécie fúngica com base na seqüência do rDNA 18S, devido ao baixo
número de seqüências fúngicas presentes nos bancos de dados, têm tolhido
a inventariação de sua diversidade nos solos.

Nas últimas décadas, numerosos estudos têm dado importância às
medidas da variação da diversidade de microrganismos no solo e ao seu
papel na saúde e no funcionamento dos ecossistemas.  De maneira geral,
verifica-se que a organização e o funcionamento das comunidades
microbianas governam as transformações bioquímicas que ocorrem no solo.
As atividades da microbiota do solo são essenciais para a reciclagem da
matéria orgânica, formação do húmus, nitrificação e fixação biológica do
N2, entre outros processos, os quais podem contribuir para a alteração da
disponibilidade de nutrientes e elementos tóxicos no solo, concentração de
gases associados ao efeito estufa na atmosfera, bem como para a alteração
dos atributos físicos dos solos.

O estudo da diversidade microbiana nos solos é essencial tanto para a
definição de estratégias para preservação de biomassa quanto para o
desenvolvimento de sistemas indicadores de alterações ambientais
associadas a distúrbios, como a presença de poluentes ou a utilização não-
sustentável de solos agrícolas.  Além disso, o conhecimento dos recursos
genéticos da microbiota dos solos pode contribuir para a descoberta de genes
codificando novas enzimas, enzimas com atividade ótima em condições
ambientais extremas e peptídeos com atividades de interesse biotecnológico.

Um dos primeiros passos para a caracterização de um ecossistema é a
descrição dos organismos que o habitam, gerando informações que
permitam estimar a diversidade das comunidades e a relação entre a diversidade
e as funções e estabilidade do ecossistema (Valinsky et al., 2002).  A diversidade
genética das comunidades microbianas e sua relação com os processos
biogeoquímicos definem a diversidade funcional dos ecossistemas.

Diferentes estratégias vêm sendo empregadas para estudar a diversidade
microbiana nos solos.  Contudo, essas estratégias dependem de técnicas,
as quais, por mais modernas que sejam, possuem limitações.  Assim, para
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a obtenção de resultados conclusivos, a abordagem para o estudo da
diversidade microbiana nos solos deve ser holística.

As técnicas de biologia molecular aplicadas ao estudo da ecologia de
microrganismos têm revelado a existência de uma grande biodiversidade
ainda não caracterizada em diferentes ambientes, criando um novo
paradigma.  Esse novo paradigma demanda novas abordagens para
comparar a diversidade microbiana de diferentes ambientes.
Aparentemente, voltou-se ao estágio da pesquisa descritiva do início do
século XX, nos tempos de Sergius Winogradsky (1856-1953) e Martinus
Willem Beijerinck (1851-1931), mas com ferramentas mais sofisticadas.  As
vastas quantidades de informações de seqüências de DNA e ferramentas
de anál ise de dados disponíveis atualmente têm acelerado o
desenvolvimento de novos métodos para comparar a diversidade microbiana
em diferentes ambientes e para poder associá-la a atributos específicos do
solo.

Resolvidas as limitações metodológicas, seria possível utilizar a
diversidade microbiana como indicadora de impactos antrópicos que levem
a alterações de qualidade do solo? Antes de testar essa hipótese, é
necessário um esforço concentrado para a caracterização da diversidade
microbiana nos solos, e, para isso, inúmeros métodos podem ser utilizados.
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Até recentemente, a maioria dos métodos para estudo da diversidade
microbiana nos solos valia-se do crescimento do microrganismo em um
meio de cultura seletivo.  Atualmente, uma grande variedade de métodos
pode ser utilizada para essa finalidade, sem haver necessidade de cultivo
da microbiota (Figura 2).  Alguns métodos dependentes e independentes
de cultivo, mais comumente utilizados em estudos de ecologia de
microrganismos do solo e outros com potencial para elucidar as principais
questões sobre a diversidade microbiana nos solos, são descritos a seguir.

Métodos dependentes de cultivo

Isolamento em meios de cultura

A caracterização da diversidade microbiana nos solos tem sido feita
tradicionalmente com base no isolamento dos microrganismos em meios
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de cultura com diferentes graus de seletividade.  Esse método é rápido e
econômico e fornece informações sobre os grupos de microrganismos
viáveis e cultiváveis em uma amostra de solo.  Normalmente, os métodos
dependentes de cultivo tendem a selecionar populações com taxas de
reprodução mais elevadas em meios de cultura com altas concentrações
de nutrientes e em condições aeróbias.  Da mesma forma, fungos com alta
capacidade de produção de esporos também são favorecidos.

Várias limitações metodológicas estão associadas à cultura de
microrganismos in vitro, como: dificuldades em desalojar microrganismos
associados a biofilmes e partículas do solo, seletividade do meio, condições
ótimas para crescimento e interações negativas entre as colônias de
microrganismos (Kirk et al., 2004).  Assim, de maneira geral, os métodos
tradicionais de cultivo influenciam a estimativa da abundância relativa das
diferentes espécies, levando à sub ou super-representação de grupos
específicos e dificultando, conseqüentemente, a determinação da estrutura
das comunidades microbianas.

Testes de viabilidade celular, usando corantes como Syto9/iodeto de
propídeo e microscopia, têm mostrado que a maioria das células dos
microrganismos extraídos do solo por sonicação são potencialmente viáveis
(Janssen et al., 2002).  Os mesmos autores observaram que a simples
diluição do meio de cultura (caldo nutriente) pode aumentar a percentagem
de bactérias cultiváveis em relação ao total de células detectadas por
microscopia.  Já em caldo nutriente diluído e solidificado com ágar e goma
gelana a percentagem de bactérias cultiváveis, com base no número de
unidades formadoras de colônias (UFCs), aumenta aproximadamente 3,6
(5,2 % do total de células detectadas) e 5,4 vezes (7,5 % do total de células
detectadas), respectivamente, em relação ao número mais provável de
células em caldo nutriente diluído sem agente solidificante.  Após
homogeneização da amostra de solo por sonicação, para dispersão das
células agrupadas, a percentagem de células cultiváveis em caldo nutriente
solidificado com goma gelana aumenta para 14,1 %, se comparado ao
máximo de UFCs possíveis, considerando-se agrupamentos de células
detectados por microscopia.  Utilizando esse método, representantes das
divisões Actinobacteria, Acidobacteria, Proteobacteria e Verrucomicrobia nunca
antes cultivados foram reportados (Janssen et al., 2002).

Zengler et al. (2002) associaram microencapsulamento de células únicas,
seguido de citometria em fluxo para detectar microcolônias com 20-100
células, com o objetivo de cultivar em larga escala microrganismos sob
condições nutricionais semelhantes às do ambiente de onde as células
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provieram.  O método permite o isolamento das células e, ao mesmo tempo,
o fluxo livre de metabólitos e moléculas sinais produzidas pelas diferentes
microcolônias, tornando-se uma alternativa atrativa para o estudo de
interações entre diferentes microrganismos que ocorrem in situ e que podem
afetar a capacidade de crescimento destes in vitro.

Perfil fisiológico de comunidades microbianas (Biolog)

O perfil fisiológico de comunidades microbianas (PFCM) é determinado
pela capacidade dessa comunidade em utilizar diferentes fontes de C in
vitro.  A análise comparativa dos PFCMs, sob diferentes condições, pode
indicar alterações na capacidade metabólica da comunidade e sua
diversidade funcional (Garland & Mills, 1991; Zak et al., 1994; Garland,
1996; Degens & Harris, 1997).  Essa metodologia foi desenvolvida
inicialmente utilizando microplacas BiologTM contendo 95 substratos de C
e tetrazólio, as quais eram utilizadas para caracterização taxonômica de
bactérias patogênicas (Garland & Mills, 1991).  Posteriormente, foi
desenvolvida a Ecoplate BiologTM contendo 31 substratos de C diferentes
e um controle sem C, com três repetições (Choi & Dobbs, 1999).  A Ecoplate
é mais apropriada para estudos de ecologia microbiana, pois contém fontes
de C normalmente encontradas no solo.  O princípio do método é bastante
simples: o meio de cultura nas cavidades da microplaca é inoculado com
uma suspensão de microrganismos de uma amostra de solo e as
microplacas são incubadas em condições controladas de temperatura por
períodos variáveis de tempo.  A atividade microbiana é monitorada pela
redução do tetrazólio, por meio de espectrofotometria a 590 nm.

A diversidade metabólica pode ser mensurada em termos de riqueza e
equitabilidade de utilização de substratos de C e expressa por índices de
diversidade usualmente utilizados para espécies (Zak et al.,1994;
Goodfriend, 1998; Dauber & Wolters, 2000; Lupwayi et al., 2001).  A
diversidade metabólica é conseqüência da diversidade genética, dos efeitos
ambientais na expressão gênica e das interações ecológicas entre as
diferentes populações (Zak et al., 1994).  Wunsche et al. (1995) consideram
as comunidades microbianas como unidades funcionais nos ecossistemas,
as quais são caracterizadas pela soma das capacidades metabólicas das
diferentes espécies.  Conseqüentemente, o padrão de utilização de
substratos de C de uma comunidade é resultado da diversidade de espécies
e da abundância relativa de cada espécie.

Uma das limitações desse método é o favorecimento de células
bacterianas heterotróficas aeróbias e anaeróbias facultativas de rápido
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crescimento e a inibição do crescimento de fungos pelo tetrazólio.  Placas
especiais para a avaliação do perfil fisiológico de comunidades de fungos
foram desenvolvidas e podem contribuir para reduzir parte das limitações
do método (Classen et al., 2003).  Além disso, o método é sensível à
densidade de inóculo e reflete a diversidade metabólica potencial e não
aquela existente in situ (Garland & Mills, 1991).

A análise do PFCM utilizando placas Biolog tem mostrado diferenças
significativas na diversidade metabólica de comunidades em variadas
condições.  Zak et al. (1994), avaliando o PFCM de um solo de deserto,
localizado em um gradiente altimétrico e colonizado por seis comunidades
distintas de plantas, mostraram que este estava relacionado ao teor de
matéria orgânica no solo.  Já Goodfriend (1998), comparando o PFCM em
ambientes diferentes, observaram que este era similar em solos do mesmo
tipo coletados em locais geograficamente distintos e que diferia entre
diferentes tipos de solo.  O PFCM tem sido usado também para comparar o
efeito de sistemas de manejo sobre a diversidade funcional.  Lupwayi et al.
(2001) compararam os PFCMs em solos sob manejo convencional e plantio
direto e observaram que a diversidade metabólica aumentava em solos
sob plantio direto, quando a cultura já estava estabelecida, e com o aumento
do tamanho dos agregados.  Comparando vários indicadores de alterações
dos processos microbianos no solo, Bending et al. (2000) observaram que
o PFCM era o mais sensível para detectar efeitos de diferentes sistemas
de manejo sobre a comunidade microbiana.  Adicionalmente, o PFCM pode
ser útil na avaliação das mudanças sofridas pela comunidade microbiana
do solo em função de impactos causados por poluição por hidrocarbonetos
(Wunsche et al., 1995), metais (Yao et al., 2003; Davis et al., 2004; Wang et
al., 2004) e xenobióticos (El Fantroussi et al., 1999; Busse et al., 2001; Itoh
et al., 2003).

Métodos independentes de cultivo

As evidências de que existe uma vasta diversidade de microrganismos
não-cultiváveis nos solos têm estimulado o desenvolvimento de novas
metodologias para o seu estudo sem a necessidade de cultivo prévio.  Os
métodos mais recentes exploram as características dos rRNAs e a
composição de ácidos graxos das membranas celulares para essa finalidade.
Esses métodos, aliados aos avanços da bioinformática e dos métodos de
análise estatística, são ferramentas cada vez mais promissoras para estudos
que objetivem caracterizar a diversidade microbiana e como as comunidades
microbianas se organizam em diferentes ambientes.
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Várias metodologias para caracterização de comunidades microbianas
têm sido utilizadas nos últimos anos para o estudo da microbiota dos solos.
Dentre as mais importantes, podem-se citar: PLFA (“Phospholipids Fatty
Acid”, análise de ácidos graxos de fosfolipídeos), FAME (“Fatty Acid Methyl
Ester”, análise de esteres metílicos de ácidos graxos), PCR-DGGE
(“Polimerase Chain Reaction-Denaturing Gradient Gel Electrophoresis”,
reação em cadeia da polimerase-eletroforese em gel com gradiente
desnaturante), SSCP (“Single Strand Conformation Polymorphism”,
polimorfismo de conformação de fita simples), ARDRA (“Amplified
Ribosomal DNA Restriction Analyses”, análise de restrição de rDNA
amplificado), T-RFLP (“Terminal-Restriction Fragment Lenght Polymorphism”,
polimorfismo de comprimento de fragmentos de restrição terminais), RISA
(“Ribosomal Intergenic Spacer Analysis”, análise de espaçadores
intergênicos ribossomais), SARST (“Serial Analyses of Ribosomal Sequence
Tags”, anál ise ser ial de et iquetas de seqüências r ibossomais),
seqüenciamento de clones de rDNA e hibridização em microarranjos
(“GeneChips”)

PLFA e FAME

A análise de comunidades microbianas pela determinação dos perfis de
ácidos graxos fornece informações de sua estrutura por meio da presença
de ácidos graxos específicos que diferenciam os principais grupos
taxonômicos de uma comunidade (Ibekwe & Kennedy, 1999).  De modo
geral, essas técnicas baseiam-se na extração de ácidos graxos diretamente
do solo e sua análise por cromatografia gasosa.  Os perfis de ácidos graxos
de diferentes comunidades microbianas podem ser comparados por técnicas
de estatística multivariada.  Como os ácidos graxos representam uma
proporção relativamente constante da biomassa microbiana, alterações no
perfil desses ácidos indicam alterações na abundância de populações
específicas.  PLFA e FAME têm sido usadas extensivamente para a
determinação da estrutura das comunidades de bactérias e fungos em solos
de ecossistemas naturais (Madan et al., 2002; Leckie et al., 2004; Nilsson
et al., 2005), em resposta à contaminação com metais (Khan & Scullion,
2000) e presença de plantas transgênicas (Blackwood & Buyer, 2004), por
exemplo.  Entretanto, no estudo de comunidades de Archaea esses métodos
apresentam limitações.  Gattinger et al. (2003) propuseram uma nova
abordagem para os estudos de microrganismos desse domínio, por meio
da análise de eterlipídios de fosfolipídios (PLEL, “Phospholipid Etherlipid”)
por cromatografia gasosa/espectrometria de massa.  Usando PLEL, lipídios
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identificados em culturas de isolados pertencentes aos reinos Euryarchaeota
e Crenarchaeota foram observados em extratos de solo, demonstrando que
a abordagem utilizada é mais sensível para a detecção de espécies de
Archaea do que os métodos tradicionalmente usados.

PCR-DGGE

Com o desenvolvimento das técnicas de seqüenciamento de DNA, Woese
et al. (1985) estabeleceram a comparação das seqüências da subunidade
menor do rRNA como padrão para determinar as relações filogenéticas
entre organismos.  Adicionalmente, o rápido avanço no seqüenciamento de
rDNAs de um grande número de organismos e o desenvolvimento de
numerosas técnicas moleculares para a análise de fragmentos de rDNA
revolucionaram os estudos de ecologia microbiana.  Além do alto nível de
conservação do rDNA entre as espécies, a utilização desse gene para
inferências filogenéticas e análise de comunidades microbianas tem-se
fundamentado em uma série de vantagens, em relação a outros genes,
como: abundância de rDNA nas células; aparente ausência de transferência
genética lateral; o rDNA apresenta regiões altamente conservadas em
grupos definidos de organismos flanqueando regiões hipervariáveis; e o
gene que codifica a subunidade menor do rRNA tem um tamanho satisfatório
para análises filogenéticas, cerca de 1.500 nucleotídeos (Figura 3) (Amann
& Ludwig, 2000).

Normalmente, as técnicas que utilizam o rDNA para a análise de
comunidades microbianas dependem da amplificação inicial de um
fragmento específico desse gene, a partir de DNA metagenômico.  Essa
amplificação é feita por meio da PCR, utilizando-se oligonucleotídeos
iniciadores específicos.  Uma das limitações da PCR é a amplificação
preferencial de algumas subpopulações dentro de uma comunidade
microbiana complexa, de modo que, dependendo do número de ciclos de
amplificação, somente seqüências de rDNA proveniente das espécies mais
abundantes estarão representadas ao final do processo de amplificação
(Vetriani et al., 1999).

Para a DGGE, os fragmentos de rDNA são amplificados com iniciadores
que flanqueiam regiões hipervariáveis, e um dos iniciadores possui um
grampo rico em guanina e citosina (G + C), essencial para a separação
dos fragmentos amplificados (amplicons) no gel com gradiente desnaturante.
Os amplicons resultantes têm o mesmo tamanho, mas apresentam
diferenças quanto ao seu teor em G + C.  A composição de nucleotídeos
dos diferentes amplicons determina seu padrão de migração em um gel de



#. 	$%������&%�'()���*+,*���)-�*��

��������
�������������� ���!""#

poliacrilamida contendo um gradiente linear de formamida e uréia.  O padrão
de migração dos amplicons do rDNA no gel desnaturante é governado não
apenas pela composição de nucleotídeos (conteúdo de G + C), mas também
pelas interações entre os nucleotídeos da molécula (Breslauer et al., 1986;
Sugimoto et al., 1996).

Além das limitações do processo de extração de DNA metagenômico
representativo da comunidade microbiana e da PCR, a DGGE também
possui limitações intrínsecas.  Sabe-se que muitas bactérias possuem mais
de uma cópia do rDNA 16S, cujos amplicons podem apresentar diferentes
mobilidades no gel com gradiente desnaturante.  Assim, múltiplas bandas

Figura 3. Representação dos RNAs que compõem os ribossomos de
procariotos.  As estruturas primária e secundária mostradas referem-se
ao rRNA 16S de E. coli. O rRNA 16S de arqueas apresenta estrutura
secundária similar à de bactérias, mas diferem nas estruturas primárias
(seqüências de nucleotídeos).
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poderão representar uma mesma espécie bacteriana (Nubel et al., 1996;
Boon, 2000).  Parte dessas limitações pode ser solucionada pela utilização
de genes com cópia única nos genomas microbianos, como o gene que
codifica a subunidade-b da RNA polimerase em bactérias (Peixoto et al.,
2002).  Como a técnica é fundamentada na separação de amplicons com
base em seu padrão de desnaturação no gel, determinado basicamente
pelo conteúdo de G + C, uma banda detectada no gel pode representar
mais de um genótipo bacteriano, com seqüências divergentes, mas com
teores de G + C iguais.  Por essas razões, não se pode estabelecer uma
relação direta entre a quantidade de bandas detectadas por DGGE e o
número de espécies presentes no ambiente estudado.  Além disso, as
informações geradas pela DGGE não são suficientes para identificar as
espécies ou os grupos taxonômicos presentes na amostra.  Para
identificação das espécies das quais os amplicons são provenientes é
necessário fazer a excisão do amplicon do gel, reamplificar o DNA e
seqüenciá-lo.

Muyzer et al. (1993) foram os primeiros a utilizar PCR-DGGE com o
objetivo de avaliar a diversidade de amplicons de rDNA 16S de uma
comunidade microbiana.  Embora existam várias limitações, a PCR-DGGE
de fragmentos do rDNA é um método adequado para análises comparativas
de duas ou mais situações (Muyzer et al., 1993; Jackson et al., 2000).  Nesse
caso, se as amostras exibirem padrões de bandeamento de amplicons
diferentes, então, certamente, as comunidades microbianas apresentam
diferenças.  O contrário não é verdadeiro, e amostras com padrões de
bandeamento de amplicons idênticos podem apresentar estruturas de
comunidades diferentes.  Nesse caso, uma abordagem polifásica deve ser
adotada para determinar as alterações nas estruturas dessas comunidades
microbianas.

Inúmeros estudos têm sido realizados utilizando PCR-DGGE para
determinar e comparar estruturas de comunidades microbianas em solos,
sob as mais diversas condições.  Agnelli et al. (2004), avaliando a diversidade
e estrutura de comunidades de bactérias e fungos em um solo sob floresta
temperada, por meio da abundância de amplicons de um fragmento do rDNA
16S e 18S, observaram maior diversidade de bactérias em relação à de
fungos, a qual diminuía em função da profundidade de amostragem.  A
mesma relação entre profundidade e complexidade da comunidade
bacteriana foi observada por Cury (2002) em solo de mangue contaminado
com petróleo, utilizando PCR-DGGE da região V3 do rDNA 16S.  Já o
contrário foi observado para Archaea, cuja diversidade aumentou com a
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profundidade de amostragem.  Alterações na estrutura das comunidades
de bactérias na rizosfera, em função da localização nas raízes e do tipo de
solo e planta, também foram constatadas utilizando-se PCR-DGGE da
região V3 do rDNA 16S (Marschner et al., 2001a,b; Yang & Crowley, 2000).
De Souza et al. (2004), avaliando diferentes regiões do rDNA 18S para
determinar a diversidade de fungos micorrízicos arbusculares do gênero
Gigaspora por meio de PCR-DGGE, observaram que a região V9 poderia
ser usada para diferenciar todas as espécies do gênero.  A aplicação de
PCR-DGGE no estudo de comunidades de fungos micorrízicos arbusculares
no solo e raízes é uma alternativa promissora aos métodos convencionais,
os quais envolvem o isolamento de esporos do solo e sua classificação
taxonômica com base em características morfológicas e ontogenia.

SSCP

Este método baseia-se na separação eletroforética de fragmentos de
DNA de mesmo tamanho, mas com seqüências de nucleotídeos diferentes,
de forma similar à do DGGE.  Resumidamente, o DNA total de uma amostra
ambiental é extraído e fragmentos específicos do rDNA são amplificados.
Os amplicons resultantes são desnaturados para separar as fitas simples
de DNA e separados por eletroforese em condições não-desnaturantes,
permitindo a renaturação parcial das fitas simples e a formação de estruturas
secundárias em função das interações entre as bases nucleotídicas.  As
diferentes conformações que as fitas de DNA assumem resultam em
mobilidade diferencial durante a eletroforese, possibilitando a separação
de fitas de DNA diferindo em até um par de bases.  Contudo, um mesmo
fragmento pode apresentar múltiplas conformações, resultando em múltiplas
bandas no gel.  Diferentemente da DGGE, a SSCP não necessita de
iniciadores com grampos r icos em G + C ou géis com gradiente
desnaturante.

Entre outras aplicações, a SSCP tem sido utilizada no estudo da
diversidade de bactérias em solos contaminados com BTXE (Junca & Pieper,
2004), bactérias em solo rizosférico (Miethling et al., 2003; Schmalenberger
& Tebbe, 2003), crenárqueas em solo rizosférico e não-rizosférico (Sliwinski
& Goodman, 2004), bactérias oxidantes de amônio (Backman et al., 2003) e
fungos micorrízicos arbusculares (Jansa et al., 2003; Kjoller & Rosendahl, 2001).

ARDRA

A ARDRA é uma técnica utilizada para a caracterização de comunidades
microbianas que se baseia na análise de fragmentos de restrição de
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amplicons do rDNA (Liu et al., 1997).  O padrão de bandeamento dos
fragmentos de restrição em gel de agarose ou poliacrilamida não-
desnaturante determina a estrutura da comunidade microbiana (Massol-
Deya et al., 1995).  No entanto, esses padrões de bandeamento não são
indicadores de diversidade, já que uma única espécie pode apresentar 4-6
fragmentos de restrição (Ranjard et al., 2000).  Smit et al. (1997) utilizaram
ARDRA para determinar alterações nas estruturas de comunidades de
bactérias de solos contaminados com Cu, em relação a solos não
contaminados.  ARDRA pode ser utilizada também na análise de bibliotecas
de clones de rDNA para a estimativa de diversidade (Moffett et al., 2003).
Além disso, ela tem sido usada na caracterização de isolados de
microrganismos, já que cada espécie apresenta um padrão de restrição
típico (Aquilanti et al., 2004; Viti & Giovanetti, 2005).

T-RFLP

A T-RFLP é uma técnica que consiste basicamente na amplificação de
um fragmento do rDNA, a partir de DNA metagenômico, utilizando um dos
iniciadores marcados com um fluoróforo, restrição dos amplicons com uma
enzima de restrição adequada, separação eletroforética e detecção dos
fragmentos de restrição terminais marcados.  A detecção somente dos
fragmentos marcados diminui consideravelmente a complexidade dos
padrões de bandeamento, facilitando a análise de comunidades complexas
e possibilitando que estimativas de diversidade sejam feitas, já que cada
banda representa uma UTO ou ribotipo (Tiedje et al., 1999).  A automação
da eletroforese dos fragmentos de restrição possibilita o processamento
de um grande número de amostras de solo, com alta reprodutibilidade.  O
método, no entanto, apresenta limitações associadas à extração e
amplificação de DNA metagenômico por PCR, bem como aos iniciadores
que serão utilizados.

Usando agrupamento hierárquico de perfis de T-RFLP, Mummey & Stahl
(2004) mostraram que as estruturas das comunidades de bactérias
associadas a microagregados são distintas em solos não-impactados e
solos recuperados após atividade de mineração de carvão.  Adicionalmente,
tanto em solos não-impactados como naqueles recuperados, as
comunidades bacterianas do interior do microagregado diferiam daquela
observada no microagregado como um todo.

Hackl et al. (2004), estudando as comunidades bacterianas de seis solos
sob florestas naturais da Áustria, verificaram que suas estruturas
apresentavam alta similaridade entre si, com base nos perfis de T-RFLP,
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com exceção do solo sob floresta de pinheiros, no qual predominavam
bactérias Gram-positivas ricas em G + C.  Também, usando T-RFLP, Johnson
et al. (2004) observaram que a diversidade de fungos micorrízicos
arbusculares, em condições de microcosmos, era significativamente afetada
pela composição florística e pela concentração de P na parte aérea das
plantas.

RISA

Da mesma forma que ARDRA e T-RFLP, a RISA possibil i ta a
caracterização das comunidades microbianas com base nas variações
genéticas do rDNA.  Na RISA, as regiões espaçadoras entre os genes que
codificam as subunidades 16S e 23S do rRNA de bactérias são amplificadas
por PCR, sendo os amplicons desnaturados e separados em géis de
poliacrilamida em condições desnaturantes (Ranjard et al., 2000).  Devido
à heterogeneidade de tamanho e seqüência de bases, a análise dessa região
intergênica permite a discr iminação de espécies muito próximas
filogeneticamente e até mesmo de estirpes (Fisher & Triplett, 1999; Jensen
et al., 1993).

A RISA tem sido utilizada na análise comparativa da dinâmica de
populações microbianas em solos após desflorestamento (Borneman &
Triplett, 1997), bem como no estudo de comunidades bacterianas da
rizosfera durante o desenvolvimento de milho (Baudoin et al., 2002) e em
solos contaminados com Hg (Ranjard et al., 2000).  A automação da RISA,
pelo uso de iniciadores marcados com fluoróforos e eletroforese capilar,
permitiu aumentar significativamente a sensibil idade do método,
possibilitando a análise de comunidades de maior complexidade (Kirk et
al., 2004).

SARST

A caracterização de comunidades microbianas complexas, como as de
solos e sedimentos, usando SARST foi proposta por Neufeld et al. (2004).
O método descrito originalmente consiste basicamente na amplificação de
um fragmento da região V1 do rDNA 16S de bactérias, utilizando iniciadores
marcados com biotina.  Após uma série de reações enzimáticas, as RSTs
(“Ribosomal Sequence Tags”) são isoladas e ligadas de forma concatenada.
Os fragmentos contendo as RSTs concatenadas são clonados e
seqüenciados.  A comparação das seqüências obtidas com seqüências
depositadas em bancos de dados (GenBank e Ribosomal Database
Project II) permite a identificação taxonômica de RSTs individuais.  Como
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cada fragmento clonado possui várias RSTs, um menor número de reações
de seqüenciamento podem ser realizadas para analisar em detalhes uma
comunidade microbiana complexa.  Utilizando SARST, 2.500 RSTs de uma
única amostra de solo ár t ico foram caracter izadas por meio do
seqüenciamento de apenas 384 clones (Neufeld et al., 2004).

Kysela et al. (2005) desenvolveram um método similar à SARST,
utilizando amplicons da região V6 do rDNA 16S (SARST-V6), o qual exige
um menor número de reações para preparação e purificação das RSTs
antes da reação de ligação destas.  Uma das vantagens da SARST-V6 é o
fato de se utilizarem iniciadores cujo alvo são regiões altamente conservadas
da região V6 do rDNA 16S, já seqüenciada em mais de 30.000 organismos.
Assim, RSTs que não apresentarem similaridade com seqüências
conhecidas são candidatas a novos filotipos.

A utilização de SARST para caracterização de comunidades microbianas
é uma alternativa altamente promissora, pois, além de fornecer informações
acerca da estrutura da comunidade, permite a obtenção de informações
sobre as relações filogenéticas entre os filotipos.  Apesar de ser simples, a
aplicação de SARST apresenta as limitações inerentes aos métodos
dependentes da amplificação de DNA metagenômico por PCR e exige alta
capacidade de seqüenciamento e recursos de bioinformática.  Sua utilização
até o momento tem sido limitada.

Seqüenciamento de clones de rDNA

Trata-se de uma abordagem alternativa para a caracterização de
comunidades microbianas complexas.  Consiste na amplificação de um
fragmento específico do rDNA 16S ou 18S, na clonagem em vetor apropriado
e no seqüenciamento dos insertos.

Após o seqüenciamento de clones de rDNA de amostras ambientais,
uma grande quantidade de informações, armazenadas na forma de
seqüências de nucleotídeos, é gerada.  Essas seqüências de nucleotídeos
precisam ser editadas para remoção de contaminações com bases do vetor
de clonagem e remoção de bases de baixa qualidade, para posteriormente
serem utilizadas em estudos de filogenia.  O tratamento de grandes
quantidades de dados exige uma abordagem sistemática e automatizada,
havendo necessidade de algoritmos específicos.

Na análise em larga escala de seqüências de clones de rDNA são
utilizados algoritmos para determinação da qualidade das seqüências,
remoção de seqüências contaminantes e de baixa qualidade, agrupamento
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e alinhamento múltiplo de seqüências, além de algoritmos para a análise
filogenética destas.  As seqüências de DNA podem ser analisadas quanto
à sua qualidade por meio dos programas PHRED/PHRAP (Brent et al., 1998).
Após a remoção das bases de baixa qualidade e fragmentos idênticos à
seqüência de bases do vetor de clonagem, normalmente nas extremidades
5’ e 3’ das seqüências, as seqüências de rDNA podem ser agrupadas por
similaridade, utilizando-se os programas PHRAP (Brent et al., 1998), CAP3
(Huang & Madan, 1999) ou Vector NTI® (Informax Inc.), por exemplo.

A etapa mais limitante para o agrupamento das seqüências é a definição
do limiar de similaridade entre as seqüências, já que não existe consenso
na literatura sobre o grau de similaridade entre seqüências de rDNA 16S
para definir as UTOs.  Kemp & Aller (2004) relatam que a maioria dos estudos
considera uma similaridade mínima de 97 % entre seqüências de rDNA
16S para distinguir diferentes UTOs.  No entanto, particularidades de
determinados grupos microbianos devem ser consideradas.  Comparando
a similaridade de seqüências do rDNA 16S com valores de reassociação
DNA-DNA de membros da classe Actinobacteria, Stach et al. (2003)
definiram que a similaridade mínima para diferenciar UTOs dessa classe
de bactérias é de 99 %.

Uma vez definido o valor mínimo de similaridade para diferenciar UTOs,
suas seqüências consenso podem ser comparadas com seqüências
depositadas em bancos de dados públicos (GenBank e Ribosomal Database
Project II) para determinação do organismo mais relacionado e suas
possíveis funções no solo.  Embora a quantidade de informação sobre a
identidade dos clones possa ser suficiente para afiliação filogenética em
nível de espécie, essa abordagem exige o seqüenciamento de um número
relativamente alto de clones para que o resultado seja representativo da
comunidade estudada.  Assim, a utilização dessa abordagem para
caracterização de comunidades microbianas complexas requer alta
capacidade de seqüenciamento e processamento computacional das
seqüências geradas.

Depois do agrupamento das seqüências em UTOs, estas são submetidas
a alinhamento múltiplo para determinação do grau de similaridade entres
elas.  Com a matriz de similaridade resultante, é possível então realizar
análises filogenéticas, utilizando-se os programas Phylip (Felsestein, 1993)
ou Paup (Swofford, 2003), por exemplo.  Esse procedimento foi utilizado na
caracterização e comparação da diversidade bacteriana em solos de
mangue e marismas, mostrando uma riqueza de até 391 e 1.744 filotipos,
respectivamente (Lambais et al., dados não publicados).
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Kemp & Aller (2004) compararam os dados de 225 bibliotecas de rDNA
16S publicadas na literatura, para avaliar o nível de cobertura e riqueza de
filotipos estimada, e verificaram que somente 56 delas foram consideradas
adequadas a uma estimativa não-enviesada da riqueza de filotipos, visando
à comparação da diversidade bacteriana em diferentes ambientes.  Na maioria
das bibliotecas analisadas, a cobertura dos diferentes grupos taxonômicos
era baixa e a riqueza de filotipos estava subestimada.  Visando minimizar o
problema de sub-representatividade de filotipos, Singleton et al. (2001)
desenvolveram um método estatístico para a comparação de bibliotecas
de rDNA de amostras ambientais.  Por meio desse método, um número
relativamente baixo de seqüências é suficiente para, estatisticamente,
comparar comunidades microbianas.

Outro aspecto importante dos projetos de caracterização da diversidade
microbiana nos solos é o armazenamento das informações em bancos de dados
dinâmicos, para acesso em múltiplas estações de trabalho.  Esses bancos
de dados são importantes para o rápido e fácil acesso às informações dos
filotipos e para o processamento conjunto de informações sobre a ocorrência
de filotipos e variações de atributos do solo, possibilitando estabelecer
relações entre a diversidade microbiana e suas possíveis funções no solo.

Hibridização em microarranjos (GeneChips)

Com a possibilidade de confeccionar arranjos de oligonucleotídeos de
rDNA por meio de fotolitografia, a análise da estrutura de comunidades
microbianas por hibridização em microarranjos (GeneChip) tem sido
apontada como uma alternativa à clonagem e ao seqüenciamento.  Usando
essa abordagem, Wilson et al. (2002) confeccionaram microarranjos
contendo 31.179 oligonucleotídeos de 20 bases, complementares a um
subalinhamento de seqüências do rDNA 16S e 18S obtidas do Ribosomal
Database Project.  Utilizando amplicons do rDNA, obtidos a partir de DNA
extraído de culturas puras, como sondas na hibridização com GeneChips,
foi possível a identificação filogenética da maioria dos organismos testados.
Utilizando amplicons de rDNA 16S de comunidades mais complexas, esse
método permitiu a identificação filogenética de oito entre dez agrupamentos,
identificados previamente por clonagem e seqüenciamento.  Apesar de ser
muito promissor, o uso de GeneChips na análise de comunidades
microbianas depende do conhecimento prévio das seqüências dos rDNAs
para a confecção dos arranjos.  Além disso, em ambientes de grande
diversidade, como em solos, a presença de grupos filogenéticos muito
próximos poderia diminuir a acurácia do método, devido à ocorrência de
hibridização não-específica, e espécies novas não seriam detectadas.
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Os estudos de diversidade e estrutura de comunidades microbianas têm
gerado uma enorme quantidade de dados de difícil análise por meio das
técnicas estatísticas convencionais, exigindo abordagens mais complexas.
Normalmente a diversidade e a estrutura de comunidades microbianas são
analisadas em função da ocorrência de UTOs, já que o conceito de espécie,
principalmente para os procariotos, é controverso (Rosselló-Mora & Amann,
2001).  Essas UTOs podem ser bandas de amplicons do rDNA separadas
por DGGE ou seqüências de nucleotídeos de um fragmento do rDNA, por
exemplo.

Várias abordagens estatísticas têm sido usadas para estimar e comparar
a diversidade microbiana, bem como as estruturas de suas comunidades
em diferentes ambientes, incluindo métodos paramétricos e não-
paramétricos.  Os métodos paramétricos estimam o número de UTOs não-
observadas em uma comunidade, ajustando os dados amostrados a
modelos de abundância relativa de UTOs, como lognormal ou Poisson
lognormal, entre outros (Bohannan & Hughes, 2003).  Por meio dessa
abordagem é possível estimar a diversidade par tindo de amostras
relativamente pequenas das UTOs de um ambiente.  Existe, no entanto,
uma série de limitações ao uso desses modelos, já que não há dados
suficientes sobre diversidade microbiana para indicar com certeza o modelo
mais adequado.  Assim, a adoção de modelos específicos deve ser feita
com base em uma sólida argumentação teórica.  A diversidade de
comunidades de procariotos pode depender de duas variáveis mensuráveis:
o número total de indivíduos na comunidade e a abundância das UTOs
mais abundantes, assumindo uma curva lognormal de abundância de UTOs
(Curtis et al., 2002).  Essa abordagem pode ser facilmente aplicada na
estimativa da diversidade microbiana com base em dados obtidos por
clonagem e seqüenciamento de clones, já que a quantidade de dados
necessária para a estimativa pode ser reduzida.

Os métodos não-paramétricos, ao contrário dos paramétricos, são
capazes de estimar a diversidade microbiana a partir de uma pequena
amostra da comunidade, dependendo de informações sobre UTOs
observadas, sem considerar modelos de distribuição de abundância relativa.
Dos métodos não-paramétricos, o mais utilizado na estimativa da
diversidade microbiana é o Chao1 (Chao, 1987).  Essa abordagem utiliza o
número de UTOs com um único e dois representantes na amostra para



������������	�
�����
��
��������������
�
���
������������	�� .#

��������
�������������� ���!""#

estimar a diversidade total.  Esse modelo é particularmente útil, pois estima
também a variância associada a múltiplas amostragens da mesma
comunidade, possibilitando uma comparação estatística de duas amostras.
Uma das desvantagens dessa abordagem é que ela depende de estimativas
da abundância relativa de UTOs, a qual pode sofrer distorções em métodos
que dependem da extração de DNA da comunidade microbiana e de sua
amplificação por PCR.  De maneira geral, os métodos não-paramétricos
tendem a subestimar a diversidade microbiana.  Chao & Lee (1992)
propuseram um novo algoritmo para a estimativa de diversidade, chamado
ACE (“Abundance-based Coverage Estimator”), no qual as UTOs (espécies)
são separadas em grupos raros e abundantes e somente os grupos raros
são usados para estimar a diversidade não-conhecida.

Stach et al. (2003) utilizaram várias abordagens estatísticas, incluindo
Chao1 e ACE, para estimar a diversidade de actinomicetos em sedimentos
marinhos, com base em bibliotecas de clones de rDNA 16S, e observaram
que ambos os algoritmos mostram a mesma tendência de variação das
estimativas em função da profundidade de amostragem.  No entanto, para
as amostras da camada mais superficial, as estimativas de riqueza de UTOs
com base em Chao1 mostraram maior diversidade do que com base em
ACE, provavelmente devido ao tamanho da amostra em relação à
complexidade da comunidade.

Na análise de dados provenientes de bibliotecas de clones de rDNA, os
fatores mais limitantes são: determinar a representatividade dos clones
seqüenciados em relação à diversidade genética do ambiente amostrado
(cobertura) e fazer a comparação estatística de bibliotecas (comunidades).
Para isso, Singleton et al. (2001) desenvolveram um programa computacional
chamado LIBSHUFF.  Esse programa pode ser utilizado para determinar o
grau de cobertura de uma biblioteca para diferentes distâncias evolutivas e
para determinar a dissimilaridade entre duas ou mais bibliotecas.  A
vantagem dessa abordagem é que ela não é sensível ao agrupamento
filogenético dos táxons.  No entanto, os resultados do LIBSHUFF são
dependentes do número de amostras, de forma que o número mínimo de
seqüências para distinguir duas comunidades dissimilares aumenta com a
complexidade da comunidade e diminui com a magnitude da dissimilaridade
(Singleton et al., 2001).

Outra abordagem para a análise de dados de seqüenciamento de
bibliotecas de clones de rDNA é a filogenética (Martin, 2002; Bohannan &
Hughes, 2003), a qual considera a diversidade genética entre comunidades
e pode ser usada para comparar a complexidade genética destas.
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Adicionalmente, essa abordagem permite, por meio da análise da topologia
de árvores filogenéticas, revelar processos determinantes da estrutura das
comunidades (Bohannan & Hughes, 2003).

Uma vez que as diferentes abordagens para a análise de dados de
diversidade microbiana têm vantagens e desvantagens, e nenhuma delas
é consenso nos estudos de ecologia de microrganismos, a tendência é a
utilização de várias abordagens para uma análise completa dos dados.
Assim, os métodos paramétricos podem ser usados para estimar a
diversidade absoluta no ambiente; os não-paramétricos, para comparar a
diversidade em diferentes ambientes; e a filogenia, para realizar
comparações genéticas de comunidades microbianas diferentes.
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O solo é um sistema complexo que contém uma grande variedade de
micro-habitats, os quais são caracterizados por propriedades físicas,
químicas e biológicas únicas.  Essas propriedades, além de mostrarem
grande variabilidade espacial (horizontal e vertical), apresentam também
elevada variabilidade temporal, o que dificulta enormemente a definição de
amostras representativas e, conseqüentemente, o estudo do sistema
(Torsvik et al., 2002).

A estrutura do solo parece ter papel fundamental na organização das
comunidades microbianas.  Tem sido observado que mais de 80 % das
bactérias se localizam em microporos de microagregados estáveis do solo,
medindo 2-20 µm (Ranjard & Richaume, 2001).  Além disso, as comunidades
microbianas no solo variam até mesmo em função da posição no
microagregado (Mummey & Stahl, 2004).  Utilizando seqüenciamento de
clones de rDNA 16S, foi observado que Proteobacteria e Actinobacteria
são as divisões predominantes em microagregados.  No entanto, a primeira
divisão predomina na região mais externa dos microagregados, enquanto
a segunda predomina no interior destes.  Da mesma forma, Verrucomicrobia
só foi observada no interior dos microagregados.  Outra observação
interessante é que as comunidades bacter ianas do exter ior dos
microagregados são mais similares a comunidades da rizosfera, quando
comparadas àquelas do interior dos microagregados.
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A estrutura das comunidades microbianas pode variar também em função
da fração granulométrica à qual os microrganismos estão associados.  A
maior parte da diversidade bacteriana está associada às frações silte e
argila, quando comparado à fração areia, sugerindo que as estruturas das
comunidades bacterianas são par tícula-específicas.  Uma grande
diversidade de bactér ias da divisão Halophaga /Acidobacter ia  e
Prosthecobacter está associada a pequenas partículas (silte e argila).  Já
partículas maiores (areia) apresentam menor diversidade de bactérias da
divisão Halophaga/Acidobacteria, predominando Proteobacteria subclasse
α (Torsvik, 2002).  Essa localização diferencial na matriz do solo é essencial
para a sobrevivência e atividade das bactérias e pode determinar suas
funções ecológicas.

Gelsomino et al. (1999), utilizando DGGE para determinar a estrutura
das comunidades bacterianas de 16 tipos de solo, provenientes de áreas
geográficas diferentes, observaram que solos mais similares tendem a
selecionar comunidades bacterianas mais similares, sugerindo que o tipo
de solo é o fator preponderante na organização das comunidades
microbianas.  Da mesma forma, Chiarini et al. (1998), comparando a
influência do tipo de solo, cultivar e estágio de desenvolvimento de plantas
de milho na estrutura das comunidades de bactérias da rizosfera,
observaram que o maior efeito sobre a organização dessas comunidades
era exercido pelo tipo de solo e que o genótipo da planta não tinha efeito
significativo.  A diversidade de Paenibacillus e Pseudomonas spp.
fluorescentes na rizosfera também foi significativamente afetada pelo tipo
de solo, em detrimento do genótipo vegetal crescendo no solo (Latour et
al., 1996; Da Silva et al., 2003).

Outros estudos têm demonstrado que tanto a quantidade quanto a
qualidade da matéria orgânica do solo podem afetar significativamente a
diversidade microbiana e a estrutura de suas comunidades (Kim et al., 2002;
Zhou et al., 2002; Girvan et al., 2003; Banu et al., 2004; Leckie et al., 2004).
Da mesma forma, o estado nutricional do solo pode afetar a diversidade e
estrutura das comunidades microbianas.  Em solos com altas concentrações
de nutrientes disponíveis predominam Proteobacteria das subclasses α e
γ, indicando a predominância de seleção do tipo r (Smit et al., 2001).  Já em
solos com baixa disponibilidade de nutrientes ou com altas concentrações de
moléculas recalcitrantes a abundância relativa de Acidobacteria é mais
elevada do que a de Proteobacteria, indicando predominância de seleção do
tipo k.  Uma maior proporção de Proteobacteria em relação a Acidobacteria
pode ser indicativa de solos que recebem altas concentrações de matéria
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orgânica.  Em contraste, uma maior proporção de Acidobacteria em relação
a Proteobacteria pode indicar solos distróficos (McCaig et al., 2001).

Outro fator determinante da distribuição de microrganismos nos micro-
habitats é o teor de água no solo.  Analisando mais de 9.000 perfis de
RFLP do rDNA 16S de 29 amostras de solo de quatro regiões geográficas
distintas, coletadas de diferentes profundidades (superfície, subsuperfície
não-saturada e subsuperfície saturada), Zhou et al. (2002) observaram que
em amostras de solo da subsuperficie saturada a comunidade bacteriana
apresentava alto grau de dominância, enquanto em amostras da superfície
a distribuição dos ribotipos era mais uniforme e todas as espécies de
bactérias eram igualmente abundantes.  Da mesma forma, em amostras
ricas em C, a distribuição de espécies bacterianas era uniforme,
independentemente do teor de água e da profundidade de amostragem.
Esses dados sugerem que o isolamento espacial pode limitar a competição
entre as populações bacterianas nos horizontes superficiais e em solos
ricos em C, resultando em alta diversidade e uma estrutura de comunidade
uniforme, sem dominância.

As comunidades microbianas desses micro-habitats respondem de forma
diferencial a fatores como: umidade, difusão de gases, temperatura, pH,
textura, mineralogia, concentração de nutrientes, teor e qualidade da matéria
orgânica, vegetação, interferências antrópicas, entre outros.  A combinação
desses fatores resulta em uma infinidade de condições ambientais distintas,
as quais direcionam o processo de seleção e sucessão de populações de
microrganismos no solo, contribuindo para a definição da diversidade
genética e funcional do ambiente e da estrutura da comunidade microbiana,
de maneira geral (Øvreås, 2000).

Atividades antrópicas podem afetar o funcionamento dos ecossistemas
e reduzir sua biodiversidade, resultando em desequilíbrios ecológicos de
conseqüências imprevisíveis e na extinção de espécies essenciais à
manutenção do ecossistema.  McGrady-Steed et al. (1997) descreveram o
efeito da biodiversidade microbiana em ambientes aquáticos em um
processo do ecossistema (respiração) e verificaram que a diversidade estava
inversamente relacionada com a variação desse atributo.  Constataram
também que em ecossistemas com valores de biodiversidade moderada a
alta (mais de oito espécies) seus processos são pouco afetados.  Como os
solos podem conter 6.000-10.000 espécies de procariotos, seria de esperar
que os processos biogeoquímicos não fossem afetados por alterações de
biodiversidade.  No entanto, no solo, a diminuição da diversidade microbiana
pode resultar em diminuição da ciclagem de nutrientes e crescimento de
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plantas (Reber, 1992).  Talvez os limiares de biodiversidade capazes de
manter as funções do ecossistema tenham de ser melhor definidos para
solos, já que o grau de isolamento espacial entre as diferentes comunidades
microbianas dos micro-habitats é normalmente bastante elevado, se
comparado a ecossistemas aquáticos.

Purvis & Hector (2000) relatam que aproximadamente 95 % dos
experimentos sobre as relações entre diversidade e funcionamento do
ecossistema demonstraram que 20-50 % das espécies são necessárias
para manutenção de inúmeros processos biogeoquímicos.  Comentam ainda
que o aumento da diversidade de um grupo de organismos pode promover a
diversidade da associação existente entre diferentes grupos, como a que ocorre
entre fungos micorrízicos e plantas, ou, ainda, entre plantas e alguns insetos.

A relação entre diversidade microbiana e qualidade do solo tem sido
muito discutida, mas não foi completamente elucidada.  O tempo necessário
para o ecossistema retornar ao seu estado inicial, após um distúrbio
qualquer, define a resiliência do sistema.  Quanto maior esse tempo, menor
a resiliência.  Se a diversidade das comunidades microbianas do solo está
diretamente relacionada com sua resiliência, não se sabe; entretanto, esta
é uma hipótese plausível, já que a diminuição da diversidade microbiana
pode resultar em diminuição da redundância de funções bioquímicas e
conseqüente redução da diversidade metabólica (Reber, 1992).

Como as alterações da diversidade e estrutura das comunidades
microbianas não implicam necessariamente efeitos deletérios à qualidade
do solo, é necessário entender como essas alterações afetam as funções
dessas comunidades e sua relação com variações nos atributos do solo.
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Um dos maiores desafios da microbiologia do solo atualmente é
desvendar o papel que um determinado grupo filogenético de microrganismo
tem no solo.  O desafio fica ainda maior quando esse grupo filogenético
não pode ser cultivado.  A combinação de metodologias independentes de
cultivo tem revelado uma enorme diversidade de microrganismos nos solos,
muito superior à diversidade observada no mar, e outros ecossistemas
(Curtis et al., 2002), sem, no entanto, elucidar suas funções nos diferentes
processos biogeoquímicos.



/" 	$%������&%�'()���*+,*���)-�*��

��������
�������������� ���!""#

Os métodos para estudo de comunidades microbianas baseados no
seqüenciamento de rDNA geram grandes quantidades de informações sobre
os grupos taxonômicos presentes em um determinado ambiente.  No
entanto, dificilmente essas informações podem ser associadas às funções
que cada grupo f i logenético pode ter em diferentes processos
biogeoquímicos, principalmente quando se refere àqueles grupos com
poucos ou sem nenhum representante cultivado.

Boschker et al. (1998) propuseram um método para ligar diretamente
populações microbianas a processos biogeoquímicos específicos, pelo
suprimento de uma fonte de C marcada com 13C e a detecção da
incorporação do 13C a lipídeos diagnósticos por PLFA.  Com esse método,
foi possível determinar que as bactérias mais ativas na incorporação de
acetato marcado com 13C eram também as responsáveis pela redução do
sulfato em sedimentos e pertenciam a um grupo similar ao grupo da
Desulfotomaculum acetoxidans e não ao grupo da Desulfobacter spp., a
bactéria sulfato-redutora mais amplamente estudada.  Observaram também,
por meio da assimilação de metano marcado com 13C, que bactérias
metanotróficas tipo I são as principais responsáveis pela oxidação do
metano em sedimento de um lago eutrófico.

Outra abordagem metodológica para identificar microrganismos que são
ativos em processos metabólicos específicos é por meio da incorporação
de 5-bromo-2’-desoxiuridina (BrdU) ao DNA.  Yin et al. (2000) utilizaram
essa abordagem para avaliar redundâncias funcionais em solos de Rondônia
localizados em um gradiente de recuperação de vegetação após degradação
por atividade de mineração.  Nesse caso, amostras de solos foram incubadas
com diferentes fontes de C (L-serina, L-treonina, citrato de sódio ou hidrato
de α-lactose) e BrdU.  O DNA metagenômico foi extraído e a fração marcada
com BrdU foi isolada por imunocaptura.  A avaliação da estrutura da
comunidade microbiana ativa foi avaliada por meio do perfil de amplicons
do espaço intergênico ribossomal.  Essa abordagem pode ser aplicada a
diferentes tipos de substratos, porém deve-se considerar que a aplicação
de uma fonte de C pode estimular populações microbianas que não estavam
ativas in situ.

Alternativamente, para ligar a identidade de um microrganismo à sua
função no solo tem sido usada a combinação de microauto-radiografia e
hibridização in situ fluorescente (MAR-FISH) (Gray & Head, 2001).  Por meio
dessa técnica, substratos marcados podem ser supridos a uma comunidade
microbiana e sua incorporação detectada por microauto-radiografia.  Os
grupos filogenéticos responsáveis pela incorporação do substrato marcado
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podem ser então co-localizados por meio de hibridização in situ, utilizando-
se sondas específicas.  Da mesma forma, a combinação da detecção de
diferentes espécies iônicas com microssondas e a co-localização de grupos
filognéticos por FISH são uma abordagem interessante para determinar
grupos microbianos associados com processos biogeoquímicos (Gray &
Head, 2001).

A abordagem usada por Tyson et al. (2004) para associar estrutura de
comunidades microbiana e metabolismo difere de outras, por se basear na
reconstrução de genomas microbianos diretamente de amostras ambientais.
De maneira geral, o DNA metagenômico é extraído do solo, fragmentado,
clonado e seqüenciado aleatoriamente (“random shotgun sequencing”).
Posteriormente, as seqüências são montadas e agrupadas segundo seu
teor em G + C.  Esses agrupamentos baseados no teor em G + C,
normalmente representando o genoma de um microrganismo, são
analisados para afiliação filogenética das seqüências do rDNA presentes
nos agrupamentos.  Com essa abordagem, utilizando amostras de um
biofilme de baixa complexidade biológica que se desenvolve em minas de
pirita (FeS2), foi possível reconstruir os genomas de Leptospirillum grupo II
e Ferroplasma tipo II, uma espécie de bactéria desconhecida e nunca antes
cultivada, quase que na totalidade.  Foi possível também recuperar
parcialmente os genomas de Leptospirillum grupo III, Ferroplasma tipo I e
G-Plasma.  A reconstrução de uma cadeia de transporte de elétrons putativa
no grupo das Leptospirillum possibilitou estabelecer os possíveis
mecanismos de oxidação do Fe em condições microaeróbias,
predominantes nesse tipo de biofilme.  Outros aspectos da geração de
energia, fixação do C e N, e homeostase foram desvendados, possibilitando
uma visualização das estratégias de sobrevivência microbiana em
ambientes extremos.  Embora seja promissora, essa abordagem depende
de uma elevada capacidade de seqüenciamento e processamento de
seqüências de DNA (bioinformática), dificultando sua aplicação na maioria
dos laboratórios de microbiologia do solo.
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Quando o objetivo for definir atributos do solo que permitam inferir sua
qualidade, existem indicadores físicos e químicos que podem ser utilizados
com certo grau de confiabilidade (Tótola & Chaer, 2002).  Já os indicadores
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microbiológicos são menos confiáveis, pois a base de informações
disponíveis ainda não é suficientemente consistente.  Se a diversidade
funcional da microbiota do solo é determinada pela diversidade genética e
está associada à ocorrência de processos essenciais para a manutenção
de sua qualidade, é plausível supor-se que a diversidade genética pode
ser usada como indicadora da qualidade dos solos.  A possibilidade de
explorar a relação entre diversidade microbiana e processos biogeoquímicos
constitui o novo paradigma da microbiologia do solo.

Alguns estudos utilizam características biológicas, como: C e N na
biomassa microbiana, N potencialmente mineralizável, respiração do solo,
relação C-microbiano:C-total e quociente metabólico (relação entre a
biomassa microbiana e respiração basal), como indicadores de mudanças
na comunidade microbiana impostas pelo tipo de manejo, distúrbio ou
estresse.  Assim, em sistemas de manejo conservacionistas, como o plantio
direto, aumentos significativos da biomassa microbiana e diminuição das taxas
respiratórias, bem como aumento da eficiência de utilização dos nutrientes
do solo, são comumente observados (Cattelan & Vidor, 1990; Balota et al.,
1998).  Essas alterações podem ser explicadas pela melhoria do conjunto
das características físicas, químicas e biológicas do solo, que incluem
elevação dos teores de água, menores oscilações térmicas e aumento nos
espaços porosos, permitindo a aeração necessária aos processos biológicos
(Sidiras et al., 1982; Sidiras & Pavan, 1985; Lal, 1999; Werner, 1997; Mendes,
2003).  Vários estudos têm demonstrado a eficiência de diferentes
indicadores biológicos para comparar respostas de sistemas de manejo a
modificações das condições ambientais, sem, no entanto, apontar para um
bioindicador único (Nuernberg et al., 1984; Cattelan & Vidor, 1990; Werner
1997; Gunapala & Scow, 1998; Swezey et al., 1998; Goh et al., 2000).

As enzimas do solo também podem ser utilizadas como indicadores
sensíveis das mudanças decorrentes de práticas de manejo, incluindo
aplicação de resíduos orgânicos, compactação do solo, rotação de culturas
(Brussard et al., 2003).  Enzimas como proteases, fostatases, urease, β-
glicosidase e arilsulfatase, entre outras, têm sido propostas como
indicadoras de alterações da qualidade de solos (Matsuoka et al., 2003;
Mendes et al., 2003).  No entanto, nenhuma delas apresenta todas as
características inerentes a um bom indicador de qualidade.

Vários processos biogeoquímicos apresentam alto grau de redundância,
isto é, diferentes populações de microrganismos podem, em diferentes
condições ambientais, realizá-los.  Assim, a diminuição da atividade de uma
população de microrganismos por alteração das condições ambientais
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poderá ser compensada pelo aumento da atividade de outra população,
sem alteração significativa da atividade total da comunidade.  Atividades
que apresentam alto grau de redundância dificilmente se correlacionam
com alterações da qualidade do solo, embora essas medidas sejam úteis
na determinação das taxas de degradação de materiais orgânicos no solo
(Brookes, 1995).  Provavelmente, os melhores indicadores de qualidade de
solo poderão ser encontrados entre as atividades microbiológicas menos
redundantes, havendo necessidade de estudos detalhados sobre os grupos
de microrganismos associados a essas atividades.

Stenberg (1999) enfatiza que nenhum indicador individualmente
conseguirá descrever e quantificar todos os aspectos da qualidade do solo,
e múltiplos indicadores devem ser utilizados.  Os critérios para a seleção
de indicadores relacionam-se, principalmente, com a sua exatidão em definir
os processos do ecossistema, além da sensibilidade a fatores como
poluição, manejo e variações climáticas (Doran, 1997).  Como a diversidade
microbiana é responsável pelos processos biogeoquímicos mais importantes
no solo, é possível que, avaliando-se essa diversidade como um todo, os
processos biogeoquímicos possam ser integrados em um fator único de
expressão de qualidade, por meio de um índice associado à diversidade
microbiana.  A identificação de grupos de microrganismos endêmicos em
solos com características comuns, ou grupos de microrganismos que
respondem de forma similar a um distúrbio, poderia ser uma das abordagens
para o uso da diversidade microbiana como indicador de qualidade de solos.
As informações geradas pelos estudos de ecologia e diversidade microbiana
em solos sob as mais variadas condições ambientais terão papel
fundamental na identificação de indicadores microbiológicos de qualidade
de solos mais confiáveis e de fácil determinação.

Smit et al. (2001) realizaram estudos filogenéticos com o objetivo de
relacionar a presença de diferentes grupos de microrganismos com o estado
nutricional do solo e constataram que em solos com grande quantidade de
nutrientes disponíveis ocorre seleção positiva para α- e γ-Proteobacteria.
Já em solos com poucos nutrientes ou com alta concentração de substâncias
recalcitrantes, a proporção relativa de Acidobacterium aumenta.  Dessa
forma, a razão entre a abundância de Proteobacteria e a de Acidobacterium
poderia ser um indicador do estado trófico do solo (McCaig et al., 2001;
Smit et al., 2002).  Talvez o exemplo citado seja simplista demais, mas é
uma indicação de que comunidades microbianas, e não populações
específicas, é que devem ser monitoradas para a diagnose de distúrbios
ou estresses aos quais o solo foi submetido.
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A microbiota dos solos detém a maior parte da biodiversidade do planeta,
porém somente uma pequena fração dessa diversidade é conhecida e
passível de cultivo in vitro.  Até recentemente, os estudos de microbiologia
do solo eram feitos com base nos microrganismos capazes de crescer em
meios seletivos, gerando uma visão distorcida da organização e do
funcionamento das comunidades microbianas.  Essa visão distorcida da
ecologia microbiana nos solos tem resultado em baixa efetividade na
utilização biotecnológica dos processos microbianos para aumentar a
produção agrícola e para a biorremediação de solos contaminados, ou como
bioindicadores de qualidade de solos, para citar alguns exemplos.  O
aprimoramento das técnicas para inventariar microrganismos nos solos e
definir os processos biogeoquímicos aos quais eles estão associados, bem
como das técnicas para análise estatística de grandes conjuntos de dados
biológicos e ambientais, conjuntamente, são essenciais para o avanço da
pesquisa em microbiologia do solo e para a efetiva aplicação biotecnológica
dos conhecimentos gerados.  Outro aspecto da microbiologia do solo que
carece de aprimoramento é o método usado para cultivo de microrganismos
considerados “não-cultiváveis”.  Certamente, esses métodos deverão
considerar processos de sinalização entre diferentes microrganismos que
ocorrem em biofilmes no solo e informações geradas por análise de
metagenomas.

Alguns países têm investido consideráveis montantes de recursos
financeiros na pesquisa da diversidade microbiana em diferentes ambientes,
por meio de projetos especiais de prospecção da biodiversidade microbiana,
suas funções no ambiente e interações com outros microrganismos, plantas
e animais, como o “Microbial Observatory” e o “Microbial Interactions and
Processes”, financiados pela “National Science Foundation”.  No Brasil,
relativamente pouco tem sido feito institucionalmente com essa finalidade.
Na maioria dos casos, os projetos para pesquisa da diversidade microbiana
são iniciativas individuais, com muitas limitações metodológicas.  O
conhecimento detalhado da diversidade microbiana nos solos de diferentes
biomas brasileiros é estratégico para o desenvolvimento biotecnológico,
bem como para a formulação de políticas públicas de preservação ambiental,
e deve ser incentivado nacionalmente por meio de programas especiais de
agências de fomento à pesquisa.  Sem essa iniciativa, continuaremos na
penumbra tecnológica decorrente do parco conhecimento de nossa
biodiversidade.
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