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DNA/RNA 提取及处理方法对评价沉积物中纤毛虫分子多样

性的影响 
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摘要: 环境 DNA(eDNA)技术结合高通量测序已广泛应用于评价微型生物多样性与群落构成。相较于

eDNA, RNA 在环境中易降解, 环境 RNA(eRNA)可更准确地反映群落近期生命活性状态。理论上, 基

于 eRNA 检获的生物多样性要低于 eDNA 检获的总体多样性。但前期已发表研究显示同一站点 eDNA

获得的多样性低于 eRNA 检获量, 推测可能原因包括: 1)样本量不同; 2)RNA 中存在 DNA 污染。为验

证假设, 本研究以陆架区 2 个站位沉积物中的纤毛虫为实验对象, 系统性比较 4 种 DNA/RNA 提取方

法: DNA 直接提取(0.9 g 沉积物), 大样本量 DNA 直接提取(2 g), DNA 洗脱法(2 g), RNA 直接提取法

(2 g); 以及 3 种 RNA 提取后的处理方法: 无 DNA 酶反转录, 含 DNA 酶反转录, 先纯化 RNA 再反转

录。研究结果表明, 大样本量(2 g)DNA 直接提取法所检获的可操作分类单元(OTUs)约为小样本量(0.9 g)

的 2 倍。相同样本量下, DNA 洗脱法检获的 OTUs 最多, 而 DNA 直接提取检获的 OTUs 低于有/无 DNA

酶反转检获的数量, 先纯化再反转录所获得 OTUs 最少。就群落构成而言, DNA 洗脱法和 RNA 纯化可

有效降低浮游类群比例, 可更真实展现底栖群落的构成。综上, 建议使用 DNA 洗脱法评价沉积物中微

型生物的总体多样性; 采用 eRNA 研究具有生命活性的生物群落时, 反转录之前可纯化 RNA, 以获得

更加准确的具有生命活性的群落信息。 
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真核微生物包含原生生物 , 小型后生生物和

单细胞真菌等所有自养和异养类型 [1-3]。海洋底栖

真核微生物是食物网中的重要一环 , 在物质循环

和能量流动中发挥重要作用 , 并维持着海洋生态

系统的稳定 [4-6]。纤毛虫作为海洋底栖真核微生物

中重要一员 , 作用广泛 , 例如作为指示物种和遗

传发育研究的模式生物 [7], 以及稳定微食物网 [8]等

功能。研究海洋底栖纤毛虫多样性有利于深入了解

生物地球化学循环过程 [4-6, 8], 对认知海洋生态系

统具有重要意义。  

近年来, 环境 DNA(eDNA)[9-11]和高通量测序技

术的快速发展 [12], 为研究纤毛虫等微型生物的分子

多样性提供新的思路与方法。eDNA 是指从环境样

本中提取的总 DNA, 无需分离目标生物[13]。eDNA

在环境样本中存在时间长 , 构成复杂 , 来源广泛 , 

包含丰富的物种遗传信息, 既可检获具有活性的生

物, 又可检获休眠状态生物以及来源于生物分泌物

或者死亡个体的胞外 DNA[14-15]。目前, 许多研究针

对样本的空间异质性和反映生物群落的时效性, 以

及实验流程的可重复性和稳健性展开探讨, 以期得

到统一规范的实验流程[16-20]。基本实验流程包含: 采

样及样品保存→DNA/RNA 提取→引物设计, PCR 扩

增 , 测序获得样本序列信息→数据分析 , 获得生物

群落信息[21]。目前, 提取方法的选用不尽相同, 已有

多份研究探讨不同的 DNA提取方法对分子多样性的

影响[16, 22]。整体上, 试剂盒技术成熟, 在进行 DNA

提取时操作规范, 流程统一, 获得的 DNA 纯度高, 
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系统误差较小。目前大多数的分子研究都采用试剂

盒提取[16-18, 22]。在使用试剂盒提取沉积物的研究中, 

样本量和提取方法的选用争议较大[16, 18]。小的样本

量(0.2~0.5 g)有利于机械化流程的开展[16], 而大样本

量(>2 g)能更真实反映生物群落信息[23]。 

相较于 eDNA, RNA 在环境中存在时间短[24], 作

为细胞代谢的过程产物, 环境 RNA(eRNA)能更为准

确地反映群落活跃状态[25-26]。eRNA 作为一种新技术, 

尚缺乏一套标准化的方法来进行样本收集、处理和

分析[27]。理论上, 同一样品, 基于 eRNA 检获的生物

多样性要低于 eDNA 的检获量。然而, 课题组前期研

究以及其他报道 [16, 18]发现 , 采用目前国际主流的

DNA 直接提取法(0.9 g 沉积物)获得的多样性低于

RNA 方法(2 g 沉积物)获得的多样性[28]。推测可能原

因包括 1)样本量不同; 2)在 RNA 反转录过程中, 污

染基因组 DNA 的存在会对下游分析产生较大影响, 

使得分子多样性结果偏高[29-30]。 

为验证本研究提出的假设, 以陆架区 2 个站位

沉积物中的纤毛虫为实验对象 , 系统性比较 4 种

DNA/RNA 提取方法: DNA 直接提取(0.9 g 沉积物), 

大样本量 DNA 直接提取(2 g), DNA 洗脱法(2 g), 

RNA 直接提取法(2 g); 以及 3 种 RNA 提取后的处

理方法: 无 DNA 酶反转录, 含 DNA 酶反转录, 先

纯化 RNA 再反转录。旨在评价: 1) 不同沉积物样

本量对基于 eDNA 技术检获的纤毛虫分子多样性的

影响。2) 相同样本量, 不同 DNA/RNA 提取方法对

分子多样性评价的影响。3) 不同 RNA 处理方法对

评估纤毛虫分子多样性的影响。以期提出利用

eDNA/eRNA 研究海洋沉积物中真核微生物的分子

多样性的最佳研究策略。 

1  实验方法 

1.1  样品采集与样品保存 

2018 年 8 月搭乘“科学三号”科学考察船于

黄海 3600-3(35°39′86″N, 112°29′71″E)和 3600-6 站

位(36°00′07″N, 123°00′02″E), 利用 0.1 m2 改进型

的 Gray-Ohara 箱式采泥器 , 进行沉积物样品采集。

在每个站位采集含有上覆水的未受扰动的沉积物 , 

刮取 0~2 cm 表层沉积物约 20 g 放入封口袋中 , 

3600-3 站位采集 4 个重复 , 3600-6 站位采集 3 个重

复。置于–20 ℃超低温冰箱中保存 , 以待后续 DNA

提取。  

1.2  分子生物学方法 

1.2.1  DNA/RNA 提取 

1) 取 0.9 g 沉积物, 采用 Power Soil DNA Isola-

tion Kit(Qiagen, Germany)进行DNA提取, 分 3次进行, 

每次 0.3 g (DNA 直接提取 0.9 g); 2) 取 2 g 沉积物, 采

用 Power Max Soil DNA Isolation kit(Qiagen, Germany)

进行 DNA 提取, 每个重复提取 1 份 DNA (DNA 直接

提取 2 g); 3) 取 2 g 沉积物, 采用 Power Soil RNA 

Isolation Kit(Qiagen, Germany)提取 RNA, 同时采用

RNA Power Soil® DNA Elution Accessory Kit(Qiagen, 
Germany)于同一样品洗脱 DNA, 每个重复提取 1 份

RNA 和 1 份 DNA(DNA 洗脱法 2 g)。 

1.2.2  RNA 反转录 

对提取的RNA采用 3种不同的方式反转录处理获

取 cDNA: 1) 采用不含 DNA 酶的反转录试剂盒 Prime 

Script II 1st strand cDNA Synthesis Kit(TaKaRa, Japan)
直接反转录(无 DNA 酶反转); 2) 采用含 DNA 酶的反

转录试剂盒 5X All-In-One Master Mix (Gentaur, Europe)

进行反转录(含 DNA 酶反转); 3) 先采用 TURBO 

DNA-free™ Kit(Thermo Fisher, USA)对提取的 RNA 进

行纯化, 纯化后的 RNA 采用 Prime Script II 1st strand 

cDNA Synthesis Kit 反转录(先纯化再反转)(图 1)。 

 

图 1  DNA/RNA 提取处理流程 

Fig. 1  Procedure for the extraction and processing of DNA 
and RNA 

 
1.2.3  PCR 与高通量测序 

采用巢式 PCR 技术扩增纤毛虫的 18S rRNA 基
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因的 V4 高变区, 选用纤毛虫特异性引物 CilF、Cil 

RⅠ、Cil RⅡ、Cil RⅢ[31], 以及真核微生物 18S V4 

高变区通用引物 EukF、EukR[32]进行扩增, 每个样

品设置 3 份 PCR 重复及 1 份阴性空白对照, 具体巢

式 PCR 流程参考文献[33]。扩增后使用琼脂糖凝胶

电泳检测 PCR 产物质量及片段长度(480 bp), 将同

一个样品的 3 份 PCR 产物合并, 送至测序公司开展

测序。 

1.3  生物信息分析 

测序数据进行拼接得到原始数据(raw data), 经

过质量控制和去嵌合体得到可用于后续分析的有效

数据(clean data)。质量控制包括: 1) 将 Raw Tags 从

连续低质量值(≤19)碱基数达到设定长度(3)的第一

个低质量碱基位点截断; 2) 进一步过滤掉其中连续

高质量碱基长度小于 Tags 长度 75%的 Tags。对有效

数据进行去冗余、去单一序列和 97%相似度的 OUT 

(operational taxonomic units, 可操作分类单元)聚类

分析, 根据 OTU 聚类结果, 对每个 OTU 的代表序

列与  SILVA 数据库比对作物种注释 , 得到对应的

物种信息和基于物种的丰度分布情况 , 即 OTU 表

格。利用 EXCEL 进行统计, 采用 R 进行单因素方差

分析 , 并绘制箱线图 , 折线图 , 韦恩图。使用

PRIMER v6 软件中的 CLUSTER 应用程序, 对同一

样本量(2 g)的所有样本进行聚类分析。 

2  实验结果 

2.1  提取和处理方法对纤毛虫物种丰富度

的影响 

基于不同样品量的 DNA直接提取法比较结果显

示, 0.9 g 样本量所获得的 OTUs 数明显低于 2 g 样本

量所获得的 OTUs 数。在 3600-3 站位, 直接提取 DNA: 

0.9 g 样本平均获得 96 个 OTUs, 2 g 样本量每个测序

样本平均获得 152 个 OTUs。在 3600-6 站位, 直接提

取 DNA: 0.9 g 样本量平均获得 83 个 OTUs, 2 g 样本

量每个测序样本平均获得 161 个 OTUs。 

在相同样本量(2 g)的情况下, 以 3600-3 站位为

研究对象, 结果表明: 采用 DNA 洗脱法平均检获的

OTUs 最高; 其他方法排序: 依次为无 DNA 酶反转, 

含 DNA 酶反转, DNA 直接提取以及 RNA 先纯化再

反转的方法。以 3600-6 站位为研究对象, DNA 洗脱

法平均所检获的 OTUs 亦最高; 其他依次为含 DNA

酶反转、DNA 直接提取、无 DNA 酶的反转以及 RNA

先纯化再反转的方法(图 2)。在 3600-3 站位, 不同提

取方法下的单因素方差分析(方差齐性检验 P = 0.3, 

符合正态分布)显示, 不同提取方法之间存在显著差

异(P = 0.023); 在 3600-6 站位, 不同提取方法下的单

因素方差分析(方差齐性检验 P = 0.1, 符合正态分

布 )显示 , 不同提取方法之间存在极显著差异 (P = 

0.007 5)。 

 

图 2  3600-3 与 3600-6 站位同一样本量不同提取处理方法所获得的 OTU 数量 

Fig. 2  Number of operational taxonomic units obtained using different extraction processing methods at the same sample size 
of 3600-3 and 3600-6 stations 

 

2.2  提取处理方法与纤毛虫生物群落结构

的关系 
总体来看, 直接DNA提取的方法获得大量的浮游

类纤毛虫(Choreotrichia 以及 Oligotrichia)序列。采用样

本量 0.9 g, 在 3600-3 和 3600-6 站位平均获得的浮游类

纤毛虫相对丰度最高(52%±0.155%; 51%±0.079%); 采

用样本量 2 g, 平均获得的浮游类纤毛虫相对丰度次之

(41%±0.145%; 38%±0.157%); 其余的方法(DNA 洗脱
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法与 RNA 提取方法)所获得的浮游类群相对丰度较低。

在3600-3站位, 无DNA酶反转录方法获得的浮游类纤

毛虫较高, 平均相对丰度为 20.9%±0.116%, 其余依次

为洗脱 DNA 方法(20.2%± 0.156%)、含 DNA 酶的反转

录方法(13.9%±0.028%)以及 RNA 先纯化再反转方法

(11.5%±0.076%)。在 3600-6 站位, 无 DNA 酶反转录方

法获得的浮游类纤毛虫亦较高 , 平均相对丰度为

13.4%±0.073%, 其余依次为含 DNA 酶的反转录方法

(7.9%±0.054%)、DNA 洗脱方法 (7.0%±0.015%)以及

RNA 先纯化再反转方法(1.5%±0.002%) (图 3)。 

 

图 3  每个测序样本浮游类群(舞毛亚纲和寡毛亚纲)相对丰度折线图 

Fig. 3  Relative abundance of planktonic groups (Choreotrichia and Oligotrichia) in each sequencing sample 

 
在样本量相同的情况下 , 综合所有重复 , 分析

不同方法获得的纤毛虫总体上以及删除浮游类群后

所共有和特有的 OTUs。结果表明, DNA 洗脱法检获

的特有 OTUs 数最多, 3600-3 站位总体上 51 个, 删除

浮游类群后 47 个; 3600-6 站位总体上 71 个, 删除浮

游类群后 57 个。而 DNA 提取法在两个站位检获的

特异 OTUs 数波动较大(总体上, 3600-3: 6 个; 3600-6: 

33 个)。有或无 DNA 酶反转所检获的特异 OTUs 数

亦较高, 先纯化再反转所检获的特异 OTUs 数最低。

以不同的 RNA 反转录方法为研究对象, 总体上看, 

无论是在 3600-3, 还是在 3600-6 站位; 含 DNA 酶反

转录所获得的分子多样性和无 DNA酶反转录所共检

的 OTUs 比例较高, 均在 50%以上。在 3600-3 站位, 

总体上含 DNA 酶和无 DNA 酶共检获 OTUs 占比

67.8%; 去除浮游类群后为 65.6%。在 3600-6 站位, 

总体上含 DNA 酶和无 DNA 酶共检获 OTUs 占比

52%。去除浮游类群后发现为 52.7%。综合两个站位, 

对比含 DNA 酶反转和先纯化再反转的方法发现, 无

论是否去除浮游类群, 先纯化再反转所检获的特异

OTUs 占比较少, 均在 10%以下, 分别为 6.9%, 7.8%, 

2.9%, 3.3%(图 4)。 

分别对 3600-3 和 3600-6 站位相同样本量(2 g)

的测序样本聚类分析 , 结果显示 : 在 3600-3 站位 , 

无 DNA 酶反转以及含 DNA 酶反转获得的纤毛虫群

落结构较为相似, 然后与 DNA 洗脱法获得的样本群

落聚合; 在 3600-6 站位, 含 DNA 酶反转获得的样本

群落首先与 DNA 洗脱法获得的样本群落聚合, 其次

与无 DNA 酶反转获得的样本群落聚合 , 最后与

DNA 直接提取获得的样本群落聚合。结果显示, 无

论是在哪个站位, 先纯化再反转所获得的样本群落

信息与其他方法均在相似度 50%以下聚合(图 5)。 

3  讨论 

3.1  样本量对纤毛虫分子多样性的影响 

研究表明, 不同样本量对重建土壤微生物群落

(细菌, 真菌等)信息存在影响[34-36]。Nascimento 等[18]

利用不同的岩芯采样量评估了样本量对于真核生物

多样性及群落结构的影响, 分析得出随着样本量的

增加, 群落结构信息随之稳定; 而在 Pearman 等[16]

的研究中发现在低重复样品数的情况下, 不同样本 
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图 4  3600-3 与 3600-6 站位总体上和删除浮游类群(舞毛亚纲以及寡毛亚纲)后, 不同 RNA 处理方法之间共有和特有 OTUs 

Fig. 4  There are shared and unique operational taxonomic units among different RNA treatment methods at 3600-3 and 3600-6 
sites in total and after removing planktonic groups (Choreotrichia and Oligotrichia) 

 
量检获的群落差异不显著。为降低沉积物样品异质

性的影响, 我们的研究将每种处理方式设置 3~4 个

重复, 结果显示不同样本量对纤毛虫分子多样性的

评价具有重要影响。采用同种提取方法, 0.9 g 样本量

平均所获得的 OTUs 数约为 2 g 样本量所获得的

OTUs 数的 1/2。从侧面证明样品量小是导致从 0.9 g

沉积物直接提取 DNA 获得的多样性低于从 2 g 沉积

物提取 RNA 获得的多样性的重要因素。 

生物群落构成分析结果显示 0.9 g 样本量所检测

到的浮游类纤毛虫占比最多, 说明小样本量的 DNA

提取方法检测能力有限, 富集于海底的浮游物种的

DNA 会干扰底栖群落的研究。提取 DNA 时, 由于小

样本量抽样不全 [18], 会导致多样性的漏检 , 进而形

成生物群落构成的偏好性等。 

3.2  不同提取方法对纤毛虫分子多样性的

影响 

利用 eDNA 作为物种检测手段已经十分成熟 , 

但目前仍没有一套统一规范的实验流程。现有的研

究结果表明, 从环境样品中提取 DNA, 不同的提取

处理方法会导致分析结果的差异[16, 22]。本研究发现

相较 DNA 提取法, DNA 洗脱法可检获更多的 OTUs, 

这可能归因于直接提取 DNA 时, 腐殖质含量高, 更

易与 DNA 的结合, 进而使得获得的生物遗传信息降

低[37]。DNA 洗脱法可更高效除去腐殖质的影响, 获

得更为全面的分子多样性信息, 可为 eDNA 研究提

供可靠的模板[38]。 

相较于 eDNA, RNA 在环境中存在时间短[24], 作

为细胞代谢的过程产物, 环境 RNA(eRNA)能更准确

地反映群落近期的生命活性状态[25-26]。相较于有/无

DNA 酶反转录, 先纯化再反转录所获得的 OTUs 数

量明显偏低; 有 DNA 酶反转录所获得的 OTUs 比无

DNA 酶反转录所获得的少, 推测可能是样本中残留

的基因组 DNA 所致。这表明在 RNA 反转录过程中

去除基因组污染是必要的[39]。 

分析不同提取和处理方法所得群落信息 , 发现

采用 RNA 反转录方法所获得的浮游生物占比较少, 

且纯化后 RNA 获得浮游生物占比最少。先纯化再反

转录所获得的群落单独聚合, 并与其他方法之间存

在差异(相似度小于 50%)。考虑到 RNA 作为一种易

降解的活性遗传物质 [40], 我们推测先纯化再反转的

方法可去除环境样本中较长时间内的基因组 DNA等

污染, 因此导致 RNA 先纯化再反转获得的 OTUs 也

较少 , 且群落构成与其他方法存在差异 , 这也从侧

面证实 RNA 先纯化再反转可更加准确的展现具有生

命活性的生物群落。 
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图 5  3600-3 和 3600-6 站位相同样本量(2 g)测序样本聚类分析图 

Fig. 5  Cluster analysis of sequencing samples with the same sample size (2 g) at 3600-3 and 3600-6 sites 

 

4  结论 

增加样本量(0.9 g 至 2 g 范围内)可检获更多的

OTUs。相较于 DNA 提取法, DNA 洗脱法可更加全

面的反映微型生物的群落结构。RNA 在环境样本中

存在时间短, 可反映具有生命活性的微生物群落信

息情况, 但直接提取的 eRNA 中存在 DNA 污染, 提

取后直接反转录, 会检获较高比例的浮游类群。RNA

提取纯化后再反转录可有效降低浮游类群比例, 可

更加真实展现具有生命活性的底栖生物群落。综上, 

我们推荐采用 DNA洗脱法评价沉积物中微型生物的

整体多样性; 采用 eRNA 研究具有生命活性的生物

群落时, 反转录之前可先纯化 RNA, 以获得更加准

确的具有生命活性的底栖生物群落信息。 

 
致谢: 中国科学院海洋研究所徐雨协助样品采集 , 谨致

谢忱。 
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Abstract: Environmental DNA (eDNA) has been used along with high-throughput sequencing to evaluate microbial 

diversity and community composition. Compared with eDNA, environmental RNA (eRNA) degrades easily and can 

be used to investigate the community of active taxon. The species richness obtained by eRNA is lower than that by 

eDNA in theory. However, previous studies have shown that the diversity obtained by eDNA at the same site is 

lower than that detected by eRNA. This unexpected finding may be attributed to the difference in the sample size 

and the DNA contamination in RNA. To test this hypothesis, we estimated the effects of DNA and RNA extraction 

methods on ciliate diversity in sediments obtained from the continental shelf area. Four extraction methods were 

performed: DNA direct extraction with 0.9 g sediments, DNA direct extraction with 2 g sediments, DNA elution, 

and RNA direct extraction from 2 g sediments. Meanwhile, three types of eRNA treatments before the reverse tran-

scription, including the addition of DNA enzyme, no addition of DNA enzyme, and purifying RNA, were also 

compared. The results revealed that the number of operational taxonomic units (OTUs) detected from 2 g sediments 

was about twice that from the 0.9 g sediments by DNA direct extraction. Using the same sample size, the highest 

number of OTUs was detected via DNA elution and the lowest number by purified RNA. The number of OTUs de-

tected by DNA direct extraction was lower than that by eRNA, irrespective of the addition of DNA enzyme. In 

terms of community composition, DNA elution and RNA purification can effectively reduce the proportion of 

planktonic groups, thereby improving the estimates of the composition of the benthic community. In summary, the 

DNA elution method is recommended for evaluating the total diversity of microorganisms in marine sediments. 

eRNA can be used after purification to investigate active communities. 
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