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ДНК из окружающей среды, или средовая ДНК, или экоДНК 

(http://sakhtaimen.ru/ru/news/51/) или ДНКос (Кирильчик и др., 2018) [англ. eDNA, 

environmental DNA] - как правило, внеклеточная ДНК, которая может быть собрана из 

воды, почвы, снега, пыли и многих других источников (Ficetola et al., 2008; Bohmann et al., 

2014; Taberlet et al., 2018). В отличие от ДНК отдельного организма (индивидуальный 

образец ДНК) средовая ДНК в настоящее время чаще всего применяется в качестве 

инструмента для мета-анализа генетического или таксономического разнообразия 

природных сообществ (Bohmann et al., 2014; Beng, Corlett, 2020). Кроме того, с помощью 

соответствующих методов, она может использоваться для идентификации конкретных 

видовых таксонов с целью подтверждения их нахождения в определённом месте (водоёме, 

реке и т.п.) (см. например Ficetola et al., 2008; Levi et al., 2019). 

Ранее широко применяемая в микробиологии ДНК из водной среды (Ogram et al., 

1987; Somerville et al., 1989), в отечественной литературе также не менее 1 раза 

упоминаемая как акваДНК (Никифоров и др., 2018), получила вторую волну развития в 

качестве инструмента для описания и мониторинга биологического разнообразия, а также 

выявления инвазивных видов многих водных организмов (Jerde et al., 2011; Thomsen et al., 

2012; Rees et al., 2014; Goldberg et al., 2015; Turner et al., 2015; Valentini et al., 2016; 

Goldberg et al., 2016; Pawlowski et al., 2018; Weigand et al., 2019; Pochardt et al., 2020; Singer 

et al., 2020). Кроме того, применяется для неинвазивного мониторинга в рыбном 

хозяйстве, при внедрении энтузиастами на локальном уровне (см. например Кирильчик и 

др., 2018; Kirilchik, 2018), рядом стран международного консорциума, а также 

национальном уровне (Leese et al., 2018; Hering et al., 2018; Baillie et al., 2019). В России 

практика применения ДНК из окружающей среды находится в зачаточном состоянии 

(однако см. Velichko et al., 2014; Milyutina et al., 2019; Shchepin et al., 2019a,b; Lecaudey et 

al., 2019; Schenekar et al., 2020a,b; Belevich et al., 2020), но в условиях удешевления 

методов высокопроизводительного секвенирования имеет огромный потенциал развития 

(Кирильчик и др., 2018; Kirilchik, 2018; Никифоров и др., 2018). В числе возможных 

препятствий на пути к внедрению экспресс-анализа биологического разнообразия с 
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помощью ДНК из окружающей среды можно отметить и отставание в развитии на 

национальном уровне референсных баз данных (Weigandet al., 2019; McGee et al., 2019; 

Schenekar et al., 2020b), от которых во многом зависит точность и осмысленность такого 

вида анализа. С другой стороны, аналогичные препятствия для развития тест-систем 

идентификации определённых видов (Amberg et al., 2015; Gingera  et al., 2016; Pfleger et al., 

2016; Yusishen et al., 2020; Schenekar et al., 2020a) отсутствуют, но и здесь видится 

невостребованность направления неинвазивного мониторинга, который предлагается с 

помощью средовой ДНК. 

В 2019 г. получил поддержку наш проект грантов Президента РФ "Разработка 

неинвазивных методов мониторинга ценных и исчезающих видов рыб Дальнего Востока 

России с использованием ДНК из окружающей среды". Проект предполагает решение 3 

основных задач - (1) сборка референсной базы нуклеотидных последовательностей  

(библиотеки ДНК-штрихкодов) для морских и пресноводных рыб Дальнего Востока 

России;  (2) апробация экспресс-мониторинга биоразнообразия рыб с использованием 

метабаркодинга ДНК из окружающей среды; (3) разработка методов идентификации 

отдельных (ценных и исчезающих) видов рыб. 

Частичная библиотека ДНК-штрихкодов рыб озера Ханка к настоящему моменту 

опубликована (Туранов и др., 2019) и готова к использованию в качестве референса для 

данных высокопроизводительного секвенирования ампликлонов (метабаркодинга) 

средовой ДНК из этого водоёма. Также к публикации готовятся дополнения к 

референсной базе морских рыб из ДВ морей. 

Параллельно с мониторингом разнообразия рыб естественных водоёмов в целях 

отработки метода была поставлена задача провести отбор и анализ средовой ДНК из 

мезокосмов (аквариумов, танков), где условия среды, а также численность рыб строго 

определена (Kelly et al., 2014; Morey et al., 2020). Для этого использовали аквариумы 

действующих экспозиций Научно-образовательный комплекс "Приморский Океанариум", 

в которых содержатся морские и пресноводные рыбы Дальнего Востока, в т.ч. амурский 

(Acipenser schrenckii) и сибирский (Acipenser baerii baerii) осетры, а также калуга (Huso 

dauricus). Забор воды в был осуществлён в декабре 2019г. Кроме того, по совету С.С. 

Макеева (http://www.smakeev.com/page/archive/), который является одним из немногих 

популяризаторов направления, была инициирована разработка неинвазивной тест-

системы для идентификации сахалинского осетра Acipenser mikadoi. С этой целью в 

сентябре 2019 г. проведены сбор и фильтрация воды из танков с производителями и 

молодью данного вида на территории Анюйского рыбоводного завода (с. Найхин, 
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Хабаровский край) Амурского филиала ФГБУ "Главрыбвод" согласно предварительно 

заключенному договору между этим учреждением и ННЦМБ ДВО РАН. 

На этапе сбора ДНК из водной среды перед нами встал вопрос о выборе метода для 

фильтрации и фиксирования ДНК из окружающей среды для обеспечения возможности 

наиболее длительного хранения без существенной деградации нуклеиновых кислот, в т.ч. 

без заморозки (до 2 недель). Кроме того, метод должен гарантировать простоту сбора 

материала в полевых условиях и минимальный риск перекрёстной контаминации. 

Дополнительным условием должна быть мобильность и простота сбора и фиксации для 

того, чтобы "набор" можно было отправить коллегам в любую точку мира для 

осуществления сбора образца воды и пересылки зафиксированного фильтра обратно. Для 

российской части актуален вопрос использования неспиртовых фиксирующих растворов. 

По вполне понятным причинам в открытой продаже нет готовых наборов, которые могли 

бы обеспечить наши потребности даже в частичной мере. Есть замечательные разработки 

коллег из Smith‐Root (Thomas et al., 2018) которые предлагают мобильную станцию для 

отбора и фиксации средовой ДНК, однако данная установка едва ли будет по карману 

энтузиастам и совершенно немобильна в отношении запроса образцов у коллег из-за 

рубежа или с другого конца нашей необъятной. 

 

 

Набор для фильтрации и фиксирования ДНК из водной среды. 

Мы воспользовались опытом зарубежных коллег (Laramie et al., 2015; Carim et al., 

2016; Hobbs et al., 2017; The eDNA Society, 2019; Metabarcoding School Yunnan, 2019), и на 

этой основе собрали свой аналог набора для фильтрации и фиксации образцов водной 

ДНК (Рис. 1). В набор входят: 

1. Шприц Жане объемом 150 мл (шкала до 160 мл) трехдетальный 

однократного применения с наконечником "Луер-Лок". 1 шт. Служит для забора 

воды и фильтрации её посредством пропускания через насадку-фильтр. 

2. Шприц одноразовый объёмом не менее 3 мл. 1 шт. Предназначен для 

внесения на фильтр фиксирующего раствора. 

3. Фильтрующая насадка диаметром 25 мм с размером пор - 0,45  мкм. 

Стерильная. Материал изготовления - PES. 1 шт. Предназначен для фильтрации 

выпускаемой из шприца воды. 

4.  Перчатки смотровые. 2 шт. Для снижения вероятной контаминации. 
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5. Пробирка объемом 2 мл с буфером для фиксации фильтров (здесь - 

буфер Лонгмайера).  

6. Комби-стоппер заглушка с винтовым соединением Луер-Лок c 

наружной и внутренней резьбой. 2 шт. Предназначены для закрытия входного и 

выходного отверстий фильтра после фильтрации и введения фиксирующего 

раствора. 

7. Этикетка. 1 шт. 
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 Рисунок 1. Набор и содержимое набора для фильтрования и фиксации ДНК из водной 
среды. Вверху – вид собранного набора, внизу – состав набора, детально. 
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Фильтрация. 
 
Ход работы при заборе, фильтрации и фиксировании ДНК из водной среды с помощью 
этого набора сводится к следующим шагам: 
 
№  Демонстрация Действие 
1 

 

 

Раскрыть пакет и надеть перчатки. 

2 

 

Достать и распаковать шприц. 
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№  Демонстрация Действие 
3 

 

Набрать в шприц воду. 

4 

 

 

Достать фильтрующую насадку и 
присоединить её к выводному 
концу шприца через соединение 
луер-лок. 
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№  Демонстрация Действие 
5 

 

Пропустить воду через фильтр. 
Можно использовать 
модифицированный пистолет для 
герметика. 

6 Повторить процедуры в пунктах 5 и 6 в зависимости от требуемого для анализа 
объёма воды. Рекомендуем пропустить через фильтр не менее 450 мл. 

7 

 

Пропустить через фильтр воздух 
для удаления остатков воды. 

8 

 

Достать пробирку с буфером 
Лонгмайера и шприц для него. 
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№  Демонстрация Действие 
9 

 

Набрать содержимое пробирки в 
шприц. 

10 

 

Пропустить содержимое шприца 
через фильтрующую насадку. 
Шприц не снимаем. 

11 

 

Устанавливаем заглушку комби-
стоппер на выводной конец 
фильтрующей насадки. Шприц не 
снимаем. 
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№  Демонстрация Действие 
12 

 

 

 
 
 
 
 

Снимаем шприц с входного конца 
фильтрующей насадки и надеваем 
на него комби-стоппер концом 
луер-лок. 
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№  Демонстрация Действие 
13 

 

Подписываем простым 
карандашом этикетку и помещаем 
в zip-пакетик вместе с 
фильтрующей насадкой. Хранить 
до 2 недель при температуре 
окружающей среды. Заморозить 
при первой возможности и 
хранить при -20 градусах по 
цельсию. 

 

 

Выделение ДНК из фильтров. 

При выделении средовой ДНК из шприцевых фильтров возникают дополнительные 

трудности, которых нет при обработке индивидуальных фильтров после вакуумной 

фильтрации воды. Так, необходимо каким-либо способом извлечь максимальное 

количество осевшей на фильтре нуклеиновой кислоты, не прибегая при этом к 

уничтожению или вскрытию самой фильтрующей насадки. К счастью, весьма успешный 

опыт выделения нуклеиновых кислот из фильтрующих шприцевых насадок снова 

обнаружен у микробиологов (Somerville et al., 1989; Kesberg, Schleheck, 2013). Мы 

модифицировали протокол выделения, предлагаемый коллегами, не применяя 

обработку ультразвуком (однако см. Kesberg, Schleheck, 2013; Dzhenloda et al., 2017) и 

используя российский коммерческий набор "М-Сорб-ООМ" от компании Синтол (г. 

Москва). 

Для выделения необходимы следующие материалы: перчатки, наконечники с 

фильтром объёмом до 1000, 200 и 10 мкл, распылитель с 10% раствором отбеливателя 

(Chlorox, белизна и т.п.), пробирки объёмом 1.5-2 мл, шприцы одноразовые объёмом от 1 

до 5 мл, адаптер диффузионный female/female, комплект для выделения нуклеиновых 

кислот набор «М-Сорб-ООМ». 

Оборудование: вортекс, центрифуга с ротором для пробирок объёмом 1.5-2 мл, 

дозаторы переменного объёма, штативы для хранения пробирок на 1.5-2 мл (RP-100 или 

RP-80), штативы для пробирок на 1.5-2 мл «рабочее место», магнитный штатив для 

пробирок объёмом 1.5-2 мл. 
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Ход работы при выделении ДНК из дискового шприцевого фильтра сводится к 

следующим шагам: 

№  Демонстрация Действие 
1 

 

С вечера оставляем реактивы 
(набор М-Сорб) и образцы 
(фиксированные фильтровальные 
насадки) при комнатной 
температуре. 

2 Во избежание контаминации избавляемся от чужеродной ДНК, т.е. обрабатываем 
рабочую поверхность столов и бокса, штативы, дозаторы, центрифугу (и ротор) 10% 
раствором отбеливателя. Бокс, в котором будет проводиться выделение, необходимо 
предварительно простерилизовать УФ-облучением. 

3 В соответствии с количеством выделяемых проб разнести лизирующий раствор 
объёмом по 600 мкл в индивидуальные пробирки, прогреть пробирки с лизирующим 
раствором до температуры 65⁰C непосредственно перед началом выделения. Все 
реактивы из набора перемешать плавным переворачиванием. 

4 Подготавливаем и маркируем 2 набора пробирок объёмом 1.5-2 мл для смыва 
содержимого фильтра в соответствии с количеством проб, которое необходимо 
обработать. Одна из пробирок должна быть обозначена как «контроль». 

5 

 

Надев новую пару перчаток, берём 
новый шприц и с помощью иглы 
набираем из пробирки в шприц 
разогретый лизирующий раствор. 
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№  Демонстрация Действие 

 
6 

 

Присоединяем к выходному 
отверстию шприца новый 
диффузионный адаптер. 

7 

 

Берём префиксированный фильтр, 
избавляемся от парафилма (или 
заглушки) на выходном конце 
фильтра. 
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№  Демонстрация Действие 
8 

 

Соединяем свободный конец 
диффузионного адаптера с 
выходным отверстием фильтра. 

9 

 

Избавляемся от парафилма (или 
заглушки) на входном конце 
фильтра. 

10 

 

Подносим всю конструкцию 
входным отверстием фильтра к 
подготовленной пробирке и 
пропускаем через неё лизирующий 
раствор из шприца. 
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№  Демонстрация Действие 
11 

 

Снимаем с конструкции шприц, 
набираем воздух (до 3 кубических 
см) и пропускаем воздух через 
фильтр для сливания в пробирку 
остатков лизирующего раствора, 
пока не появится пена. 

12 Далее следуем инструкции по выделению нуклеиновых кислот с помощью набора 
«М-Сорб-ООМ». Полученный раствор очищенной ДНК храним при температуре -20 
градусов по Цельсию. 
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