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RESUMEN. En esta contribución se planteó el objetivo de resolver la problemática que se enfrenta al tra-
bajar con técnicas de biología molecular para la extracción de DNA obtenido de material particulado marino 
en suspensión, y se presenta un propuesta de cómo pueden ser resueltos estos problemas. Los protocolos 
comúnmente empleados fueron modificados para optimizar la cantidad de DNA total extraído, incrementado así 
la probabilidad de la amplificación de genes funcionales. Se presentan, además, resultados de la selección de 
sitios hipervariables para el 16S rRNA, así como para los genes nirS, nirK y nosZ para determinación de am-
plicones útiles en la identificación de microorganismos participantes en la ruta de desnitrificación en lcolumna 
de agua.

Palabras clave: microorganismos desnitrificantes, marcadores moleculares, extracción 
de DNA ambiental.

 Protocol optimization for DNA extraction and amplification by PCR of denitrifying 
organisms

ABSTRACT. In this contribution we had the objective to solve the problems encountered working with molecular 
biology techniques for the extraction of DNA obtained from marine suspended particulate matter, and we provide 
an alternative on how to resolve such problems.  Commonly employed protocols were modified to optimize the 
total DNA extracted increasing in terms of quality and quantity the probability of amplifying the functional genes. 
In addition, the results of the selection of hypervariable sites of 16S rARN and nirS, nirK and nosZ genes are 
presented for the determination of amplicons useful in the identification of microorganisms participating in the 
denitrification pathway in the water column
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extraction.
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INTRODUCCIÓN
Los ecosistemas marinos son esenciales 

en el equilibrio ecológico del planeta ya que 
tienen flujos de reciclaje conjuntos con los eco-
sistemas terrestres entre los diferentes ciclos 
de los elementos químicos. En los océanos 
la dinámica biogeoquímica está regulada por 
las actividades microbianas (Karl et al., 2002; 
Zehr & Kudela, 2011), de tal forma que éstas 
influyen desde la trama trófica marina hasta el 
clima global (Baisden & Amundson, 2003; Ma-
digan et al., 2004). 

Las transformaciones de los elementos 
químicos mediadas por la actividad biológica 
son fundamentales para entender el ecosiste-
ma marino, por lo que la identificación de los 
diferentes tipos de microorganismos involu-
crados en procesos específicos es necesaria. 
Bajo esta perspectiva  se debe considerar que 
la historia evolutiva de la vida en el planeta y su 
equilibrio ecológico han sido en gran medida el 
resultado de las transformaciones microbianas 
por organismos procariotas metabólicamente 

diversos como las bacterias (Francis et al., 
2007; Canfiel et al., 2010). Los genomas bac-
terianos codifican para una gran cantidad de 
enzimas necesarias para las transformaciones 
químicas de los nutrientes y de los procesos 
biogeoquímicos del planeta (Madigan et al., 
2004). La determinación de su diversidad e 
identificación comenzó con el empleo de téc-
nicas tradicionales dependientes de cultivo y 
microscopia, sin embargo, muchas de estas 
bacterias no pueden ser aisladas y cultivadas 
en un laboratorio, además de que muchas 
pueden ser morfológicamente similares pero 
filogenéticamente distantes (Defarge, 1997; 
Decho & Kawaguchi, 1999). Esta problemáti-
ca definió la proliferación en los últimos años 
de diferentes técnicas de biología molecular y 
la selección de diferentes marcadores, como 
el 16S rRNA, el cual se ha convertido en la 
herramienta fundamental de análisis de la di-
versidad microbiana debido a que esta región 
ha permitido discernir entre diferentes grupos 
taxonómicos provenientes de hábitats de agua 
dulce, marinos o inclusive de suelos (Muyzer 
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et al., 1993; Abed et al., 2003; Jasper & Over-
mann, 2004; DeLong, 2005).

Para realizar estudios a nivel molecular el 
primer paso consiste en realizar la extracción 
de los ácidos nucleicos (DNA y/o RNA) con 
los que posteriormente se amplifican diferen-
tes genes o regiones específicas mediante la 
técnica de la reacción en cadena de la poli-
merasa (PCR). En general los protocolos de 
extracción siguen una serie de pasos, que se 
basan en el hecho de que los iones salinos po-
sitivos son atraídos hacia las cargas negativas 
del DNA, permitiendo su disolución y posterior 
extracción de la célula. Los pasos secuencia-
les consisten principalmente en: lisado de las 
paredes y membranas celulares mediante la 
acción de un detergente, seguida de la degra-
dación de la fracción proteica y de restos ce-
lulares, y finalmente precipitación del material 
nucleico (Sambroock & Rusell, 2001; Dale & 
von Schantz, 2002). 

Existen diversos protocolos de extrac-
ción que han sido ajustados para optimizar 
el producto dependiendo del tipo de muestra. 
Sin embargo, el observar DNA (mediante gel 
o cuantificación en un espectofotómetro) no 
necesariamente garantiza una correcta am-
plificación de una región específica del DNA 
mediante la técnica de PCR (Noordhoek et al., 
1994; Espinosa-Asuar, 2007). Esto entre otras 
razones se puede deber a: i) bajo rendimiento 
de la extracción, muchas veces causada por el 
nivel bajo de biomasa  procariota y la naturale-
za del tejido y/o membranas de los eucariotas, 
ii) poco número de copias del marcador mole-
cular a amplificar y iii) Inhibición de la DNA poli-
merasa al momento de hacer el PCR, causada 
por varios factores que dependen de la natura-
leza de la muestra tales como, la precipitación 
de fluidos animales durante la extracción y la  
presencia de polisacáridos, urea, hemoglobina, 
entre otras. Si las muestras son ambientales, 
se puede precipitar además del DNA, ácido 
húmicos, moléculas polares y, en el caso de 
muestras marinas, los  iones orgánicos e inor-
gánicos, además de polisacáridos y  residuos 
de los químicos usados durante la extracción 
(Espinosa-Asuar, 2007; Serrato-Díaz et al., 
2014). 

La técnica de PCR es la base para análisis 
posteriores, ya que al utilizar oligos específicos 
permite la obtención de marcadores molecula-
res que pueden usarse en diferentes estudios 
como: bibliotecas genéticas a base de clonas, 
huellas genéticas, metagenómica, etc., las 
cuales permiten una aproximación importante 
para los estudios de diversidad y/o densidad 
de las comunidades microbianas (Braker et al., 
1998; Hallin & Lindgren, 1999; Philippot & Ha-

llin, 2005). 
Actualmente los análisis moleculares se 

basan en secuencias homólogas aisladas de 
diferentes organismos que permiten deter-
minar su distancia evolutiva; de esta manera 
las diferencias en la secuencia pueden ser 
“proporcionales” al número de cambios fija-
dos en el DNA que codifica esa molécula, lo 
que permite hacer análisis a partir de las mu-
taciones que quedan fijadas en las diferentes 
poblaciones, siendo la biodiversidad el resul-
tado final (Lemely et al., 2009). Es importan-
te mencionar que el objetivo de cada estudio 
definirá las moléculas adecuadas para utilizar 
como marcadores. Algunas de las más usadas 
son las secuencias ribosomales (rDNA) que 
codifican para los RNA ribosomales (rRNA). 
Estas moléculas sintetizadoras de proteínas 
son funcionalmente  constantes y por lo tanto 
se asume que esta “maquinaria” tiene una his-
toria evolutiva antigua, lo que se suma a que 
las moléculas que codifican para los rRNA es-
tán universalmente distribuidas y su secuencia 
está moderadamente bien conservada a través 
de amplias distancias filogenéticas (Madigan et 
al., 2004; Bruce et al., 2008). En bacterias la 
secuencia que codifica para la subunidad pe-
queña del ribosoma 16S rRNA ha sido amplia-
mente utilizada en estudios evolutivos (Fenchel 
& Ramsing, 1992; Nübel et al., 1997; Schmal-
enberger et al., 2001; Rocap et al., 2002; Vetro-
vsky & Baldrian, 2013).  Esta secuencia tiene 
un tamaño aproximado de 1.5 kb y contiene 
nueve regiones hipervariables (V1 – V9) que 
muestran una considerable diversidad entre las 
secuencias de los microorganismos, lo cual la 
hace sumamente útil para la identificación de 
especies (Brosius et al., 1978; Van de Peer et 
al., 1996 Chakravorty et al., 2007). Las regio-
nes hipervariables se encuentran flanqueadas 
por regiones conservadas (Fig. 1) y, depen-
diendo del objetivo del trabajo, pueden ser uti-
lizadas como blanco para el diseño y síntesis 
de oligonucleótidos universales específicos 
que permitan la obtención de amplicones de 
regiones hipervariables particulares. (McCabe 
et al., 1999; Lu et al., 2000; Baker et al., 2003; 
Chakravorty et al., 2007). 

El desarrollo de técnicas moleculares ba-
sadas en la secuencia del  16S rDNA se ha 
dado desde finales de los 80’s hasta la fecha 
y han sido una herramienta útil en el campo 
de la ecología microbiana (Braker et al., 2000). 
Actualmente se ha avanzado en el conocimien-
to de la funcionalidad de genes que codifican 
para enzimas involucradas en procesos esen-
ciales de la diversidad bacteriana (Braker et 
al., 2000), lo cual ha permitido la utilización de 
genes funcionales que codifican para proce-
sos metabólicos. Ejemplo de lo anterior son los 
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Figura 1. Esquema del 16S rDNA.  Los triángulos indican la posición de las regiones hipervariables (V1-V9) en la secuencia 
del 16S rDNA. a) amplicón corto y b) amplicón largo.
Figure 1. 16S rDNA diagram. Triangle shows the position of hypervariable region (V1-V9) en 16S rDNA. a) short amplicon 
and b) large amplicon
genes que codifican para enzimas reductasas 
de la vía de desnitrificación en el ciclo del Ni-
trógeno, estos genes funcionales han sido uti-
lizados como marcadores moleculares de los 
microorganismos debido a sus regiones blanco 
conservadas (Zumft, 1997; Braker, 1998; Scala 
& Kerkhof, 1998; Ulloa et al., 2013). 

Dada la relevancia de la participación de 
los microorganismos en los ciclos biogeoquí-
micos del océano,  esta contribución abordó la 
estandarización de los protocolos de extracción 
de DNA, la elección de sitios hipervariables del 
16S rRNA  y de regiones de genes funcionales 
para la vía de desnitrificación, que puedan de-
terminar amplicones útiles para analizar diver-
sidad microbiana en la columna de agua me-
diante técnicas de biología molecular. 

MATERIAL Y MÉTODOS
El sitio de muestreo está ubicado en Cuen-

ca Alfonso (24°35’N y 110°36’W), dentro de la 
Bahía de La Paz (Fig. 2). Esta bahía está ubica-
da en la costa sureste de la Península de Baja 
California y se encuentra semiprotegida por la 
presencia de las islas Espíritu Santo y La Par-
tida. Dentro de esta bahía se da el intercambio 
de aguas con el Golfo de California a través 
del canal San Lorenzo y la Boca Grande (Cruz-
Orozco et al., 1989; Jiménez et al., 1997). En 
este trabajo se utilizó material recolectado  en 
junio de  2013 a cuatro profundidades discre-
tas de la columna de agua. En cada una de 
estas profundidades se tomó 1 L y se filtró en 
membranas Durapore  de 0.22 μm  que fueron 
almacenadas a -20°C; posteriormente se utilizó 
un cuarto de cada membrana para realizar las 
pruebas de estandarización para la extracción 
del DNA. 

Para las pruebas de estandarización se 
eligieron muestras con diferentes porcentajes 
de irradiancia superficial (Eo); se seleccionaron 
las muestras de 100% y 33% para realizar  tres 
diferentes metodologías de extracción basa-
das en Zhou et al. (1996) y Sambroock y Rusell 

(2001). El primer protocolo se basó en incuba-
ciones prolongadas con Proteinasa K (P2308 
Sigma-Aldrich)  y extracción a base de los de-
tergentes dodecil sulfato sódico (SDS) y bro-
muro de cetiltrimetilamonio (CTAB). El segundo 
protocolo fue a base de CTAB e incubaciones 
con baños calientes. Finalmente se especifica 
la metodología elegida para el tercer protoco-
lo de extracción de DNA total. A cada muestra 
se le añadió buffer TE 1X y posteriormente se 
realizó una lisis mecánica con incubaciones en 
frío; para ello se hicieron ocho ciclos consecuti-
vos con agitación con perlas de vidrio (425-600 
μm) por 1 minuto y 1 minuto en hielo. Posterior-
mente se hicieron tres incubaciones consecuti-
vas; en la primera se adicionaron 0.03 mL de 
SDS al 10% y para eliminar el RNA de la mues-
tra se incubó con RNAsa A  (concentración final 
0.1 mg/mL) por 1h a 37°C. En la segunda se 
añadió Proteinasa K para una concentración 
final 0.1 mg/ml y se incubó por 2 h a 37°C. Fi-
nalmente se añadieron 0.08 ml de NaCl 5M y 
0.064 ml de  CTAB al 10% y se incubó por 2 h 
a 65°C mezclando cada 15 minutos en vortex a 
máxima velocidad. El DNA obtenido se precipi-
tó con un volumen  de fenol:cloroformo:alcohol 
isoamilico (25:24:1). Después se centrifugó a 
14,000 rpm por 10 min en frio, se recuperó el 
sobrenadante y se añadió un volumen de clo-
roformo: alcohol isoamilico (24:1), se homoge-
nizó y se centrifugó a 14,000 rpm por 5 min en 
frío, para finalmente recuperar el sobrenadan-
te. Con la finalidad de reducir la presencia de 
inhibidores de la polimerasa a las muestras, se 
les añadió un volumen de isopropanol y se in-
cubaron  a -20°C toda la noche; al día siguiente 
se centrifugaron en frío a 14,000 rpm por 20 mi-
nutos. Finalmente se hizo un lavado con alco-
hol al 70% para después resuspender el DNA 
en agua grado molecular. Las extracciones de 
DNA fueron corridas en una electroforesis en 
geles de agarosa al 1% y fueron reveladas con 
gel red (M00124 Biotium). 

Para revisar la calidad de los productos de 
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Figura 2. Ubicación del área de muestreo en Cuenca Alfonso dentro de la Bahía de La Paz. En el mapa de la batimetría de 
la bahía se indica con un signo en blanco (+) la localización del sitio donde se hicieron las recolectas del material biológico.
Figure 2. Location of sample area in Cuenca Alfonso inside Bahía de La Paz. White cross (+) in bathymetry map shows the 
site where the biological material was collected.

la extracción con estos protocolos de extracción 
de DNA y corroborar la ausencia de inhibidores 
de la reacción de PCR, se realizaron pruebas 
de amplificación para los diversos marcadores 
moleculares (Tabla 1) utilizando  un termocicla-
dor marca ESCO (®Swift Max Pro). En el caso 
del 16S rRNA que incluye de  la región V1 a la 
V8 se utilizó el siguiente programa: Desnatu-
ralización inicial a 95°C por 4 min, 30 ciclos de 
desnaturalización 95 °C por 1 min, alineación 
55°C por 1 min, extensión 74°C por 1 min y una 
extensión final de 74°C por 5 minutos. Para el 
amplicón del16S rRNA que incluye de la región 
V3 a la V5, se modificó a 40 segundos la tem-
peratura de extensión.

Todas las reacciones de PCR para los am-
plicones del 16S rDNA y nosZ se realizaron a 
un volumen final de 50 µl  con los siguientes 
reactivos  a una concentración final de amorti-
guador de 1 X, 2 mM MgCl2, 2 mM de dNTP’s, 
1.6 uM de cada oligonucleótido, 0.02 U de po-
limerasa y 10 ng de DNA. Para los amplicones 
de los genes que codifican para las reductasas 
nirS y nirK se añadió una concentración final de  
0.4 mg de Albúmina Sérica Bovina. Los progra-
mas para la amplificación de los marcadores 
moleculares de las reductasas difirieron en la 
temperatura de alineación; para nirK a 56.8°C, 
para nirS a 58.6 °C y para nosZ a 60°C. Las 
muestras fueron corridas en un gel de agarosa 
al 1% y reveladas con gel red.

RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
Se obtuvo  DNA en el material recolecta-

do en junio de 2013 con los tres protocolos de 
extracción, sin embargo, existieron diferencias 
en la concentración de material genético obte-
nido. En la muestras del 33% y 100% de Eo, se 
obtuvieron para los protocolos 1, 2 y 3, las con-
centraciones de 9.5 y 9.9 ng/µl, 17.1 y 8.6 ng/µl 
y 19.2 y 27.3 ng/µl, respectivamente, indicando 
una mayor concentración de la extracción en 
el protocolo 3. Las amplificaciones mediante 
PCR (Fig. 3) del marcador molecular 16S rDNA 
de 1385pb no mostraron diferencias en ningún 
caso, sin embargo, se observaron para el am-
plicón de 566 pb. En el gel se denotaron ban-
das más tenues en la extracción del protocolo 
1, dado que se ajustaron las concentraciones 
de DNA. La diferencia podría deberse a la per-
sistencia de algún inhibidor de la extracción du-
rante la reacción de PCR. Las amplificaciones 
mediante PCR con los oligonucleótidos especí-
ficos de nirK son apenas perceptibles, sin em-
bargo, en el protocolo 3 se observan más inten-
sas. Este resultado apunta a diversas hipótesis, 
dentro de las que destacan: 1) que la diferencia 
en las concentraciones de DNA afecta a este 
gen funcional ya que existe un bajo número de 
copias en el medio; 2) que se acarreó durante 
la extracción algún inhibidor de la reacción de 
PCR. En el caso del amplicón del gen  nirS se 
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Blanco Oligo Posición Secuencia (5’-3’) d Fuente
16S rDNA 8F 8 AGAGTTTGATCMTGGCTCAC Martin & Collen, 1998

1385R 1385 TACGGYTACCTTGTTACGACTT Ma et al., 2008

16S rDNA 341F 341 CCTACGGGAGGCAGCAG Muyzer et al., 1995;
907R 907 CCGTCAATTCMTTTGAGTTT Casamayor et al.,  2000 y Xiao 2008

nirKa FlaCu 568 ATCATGGTSCTGCCGCG
R3Cu 1021 GCCTCGATCAGRTTGTGGTT Hallin & Lindgren, 1999

nirS b cd3aF 916 GTSAACGTSAAGGARACSGG Michotey et al.,1993
R3cd 1322 GASTTCGGRTGSGTCTTGA Throbäck et al., 2004

nosZc nosZ-F 1169 CGYTGTTCMTCGACAGCCAG Kloos  et al., 2001
nosZ-R 1849 CATGTGCAGNGCRTGGCAGAA

a Posición en la secuencia de Alcaligenees faecalis S-6 (Accession No. D13155)
b Posición en la secuencia de Pseudomonas stutzeri ZoBell (Accession No. X56813)
c Posición en la secuencia de Pseudomonas aeruginosa DSM 50071 (número de acceso X65277)
d Secuencias de acuerdo con la nomenclatura de la IUPAC, V=A+C+G, N=A+C+G+T, D=A+T+G, B=T+C+G, H=A+T+C, 
W=A+T, S=C+G, K=T+G, M=A+C, Y=C+T, R=A+G 

Tabla 1. Posición y secuencia de los oligonucleotidos utilizados.
Table 1. Position and secuence of the oligonucleotides used in this paper.

observaron múltiples bandeos para los proto-
colos 1 y 2; esta interferencia e inespecificidad 
puede ser el resultado de la precipitación de al-
gunas sales que compiten con el cofactor de la 
polimerasa utilizada, en este caso el cloruro de 
magnesio. Esta problemática se abordó y re-
solvió en el protocolo 3 ajustando la parte final 
de los pasos de precipitación y lavado del DNA.

Finalmente la amplificación del fragmento 
de nosZ  solo fue visible en el  protocolo 3 (Fig. 
3). Los resultados de este último protocolo in-
dican dos posibles razones para la baja defini-
ción de las bandas: 1) una baja proporción de 
copias en el medio para este marcador mole-
cular, las cuales no pudieron ser obtenidas por 
los otros protocolos; 2)  que los residuos de la 
extracción inhibieron la reacción de PCR. Las 
pruebas realizadas al eliminar algunas sales 
residuales del procedimiento o del medio re-
solvieron la incertidumbre, definiendo que el 
protocolo 3 fue el más eficiente para obtener 
DNA de calidad. Se debe considerar que la 
abundancia de  organismos desnitrificantes no 
será la misma en todos los estratos marinos, e 
inclusive pudieran estar ausentes; por tal mo-
tivo es fundamental estandarizar la técnica de 
extracción, la cual es el primer paso de análisis 
a nivel molecular. 

No obstante que este protocolo funcionó 
para nuestros propósitos específicos, para 
otros casos se deben determinar claramente 
los objetivos de trabajo, ya que esto es la guía 
para el cuidado que se requiere en la etapa ini-
cial de la extracción de DNA de material parti-
culado suspendido en cuerpos de agua. Como 
se observó en el presente trabajo la amplifica-
ción de marcadores moleculares depende en 
gran medida de la calidad de extracción de 

los ácidos nucleicos. Los resultados obtenidos 
indican que la amplificación del 16S rRNA en 
muestras ambientales con protocolos no opti-
mizados, no necesariamente refleja la diversi-
dad total del sitio, ya que el DNA amplificado 
de los organismos predominantes del medio 
limitará la detección de los posibles taxones 
funcionales que son menos abundantes, inde-
pendientemente de que se ajusten condiciones 
o número de ciclos al mínimo  para no sobres-
timar filotipos.

La técnica estandarizada de extracción de 
DNA propuesta es un método simple, reprodu-
cible y económico, ya que no requiere de kits 
o estuches de casa comerciales, y está optimi-
zado para muestras ambientales marinas. Las 
soluciones requeridas pueden ser elaboradas 
en el laboratorio y modificadas según los re-
querimientos particulares del sitio y/o estudio 
de interés. 
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Figura 3. Geles de agarosa al 1%. En las columnas se indica el marcador al que pertenece cada amplicón. En las filas 
los números corresponden, 1) marcador de peso molecular de 100 pares de bases (pb). Muestreos de junio a 100% Eo: 
2) Protocolo 1, 3) Protocolo 2, 4) Protocolo 3, Muestreos a 33% de Eo: 5) Protocolo 1, 6) Protocolo 2, 7) Protocolo 3 y 8) 
Control negativo 
Figure 3.  Agarose gels at 1%. Columns shows the marker for each amplicon. The number for each rows correspond to 1) 
100 base pairs (bp) molecular weight marker. June sampling at 100% Eo: 2) Protocol 1, 3) Protocol 2, 4)Protocol 3, sampling 
at 33% Eo: 5)Protocol 1, 6) Protocol 2, 7)Protocol 3 and 8) Negative control.
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