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RESUMO  

Hypostomus é o gênero de cascudos mais amplamente distribuído na América do Sul. Apresenta 

grande diversidade interespecífica quanto ao padrão de coloração e morfologia, e mostra-se não 

conservado do ponto de vista cromossômico. Diferentes classes de DNAs repetitivos apresentam 

dinâmicas evolutivas distintas no genoma dos eucariotos. Assim sendo, a análise e distribuição 

dessas sequências nos cromossomos podem fornecer dados resolutivos sobre a diversificação e 

evolução cariotípica. Considerando a grande variabilidade cromossômica encontrada em espécies do 

gênero Hypostomus, aliada ao papel dos DNAs repetitivos para a elucidação de questões de natureza 

evolutiva, este trabalho teve como objetivo contribuir para o conhecimento da evolução cariotípica 

do gênero Hypostomus, buscando compreender o papel dos DNAs repetitivos neste cenário. Com a 

análise citogenética clássica de Hypostomus ancistroides, Hypostomus iheringii, Hypostomus 

nigromaculatus e Hypostomus tapijara foi observado que o número diploide, fórmula cariotípica, 

distribuição heterocromática e localização dos DNAs ribossômicos são amplamente variáveis no 

grupo. Em H. iheringii, foi identificado um polimorfismo heterocromático populacional 

possivelmente relacionado ao processo de heterocromatinização. A presente descrição cromossômica 

de H. iheringii e H. tapijara compreendem os primeiros estudos citogenéticos nestas espécies, 

indicando a existência de uma grande diversidade neste gênero ainda inexplorada. Em Hypostomus, 

poucos dados encontram-se disponíveis quanto à localização e caracterização de sequências 

repetitivas. A hibridização in situ fluorescente com sondas de rDNA 18S e 5S evidenciaram 

resultados distintos para as quatro espécies, ocorrendo marcações simples, múltiplas e sintênicas. Os 

sítios (TTAGGG)n mostraram-se restritos à porção terminal de todos os cromossomos de H. 

nigromaculatus, H. ancistroides e H. tapijara, corroborando o padrão evolutivo baseado em fissões 

cêntricas proposto para Hypostomus. Contudo, em H. iheringii foi evidenciada a ocorrência de sítios 

ITS (Interstitial Telomeric Site) em um par cromossômico, sugerindo a ocorrência de outros 

rearranjos cromossômicos na evolução do grupo, além das fissões cêntricas. A sequência (GATA)n, 
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maior componente do DNA satélite Bkm, e os retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 evidenciaram 

padrão de distribuição disperso nas quatro espécies, indicando a possível relação destas sequências 

com a grande diversidade cariotípica encontrada em Hypostomus. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

v 

 

ABSTRACT 

Hypostomus is the widest genus of the armored catfishes in South America. This group presents a 

great diversity in color pattern and morphology, and shows not conservative chromosomal features. 

Different classes of repetitive DNAs have distinct evolutionary dynamics in the genome of 

eukaryotes. Therefore, analyses and distribution of these sequences in chromosomes may provide 

important data about karyotype evolution and diversification. Given the large chromosomal 

variability of species of the genus Hypostomus, coupled with the valuable role of repetitive DNAs to 

elucidate evolutionary questions, this study aimed at contributing to the knowledge of the karyotype 

evolution of the genus Hypostomus, trying to understand the role of repetitive DNAs in this scenario. 

Classical cytogenetic analyses of Hypostomus ancistroides, Hypostomus iheringii, Hypostomus 

nigromaculatus e Hypostomus tapijara show that the diploid number, karyotype formula, 

heterochromatic distribution and location of ribosomic DNAs are widely variable in this group. In H. 

iheringii, it was identified a hetechromatic polymorphism, which is possibly related to the process of 

heterochromatinization. The present chromosomic characterization of H. iheringii and H. tapijara 

comprise the first cytogenetic studies in these species, which indicates the existence of a great 

unexplored diversity in this genus. In Hypostomus, few data concerning the location and 

characterization of repetitive sequences are available. The fluorescence in situ hybridization with 

rDNAs 18S and 5S probes showed different results for the four species, occurring simple, multiple 

and syntenic markings. The sites of (TTAGGG)n were restricted to the terminal portion of the arms 

of all chromosomes in H. ancistroides, H. nigromaculatus and H. tapijara, which corroborates the 

evolution pattern based on centric fissions proposed to Hypostomus. However, in H. iheringii, it was 

evidenced ITS sites (Interstitial Telomeric Site) on a chromosome pair, suggesting the presence of 

other chromosomal rearrangements in the evolution of the group, in addition to centric fissions. The 

sequence (GATA)n, the largest component of the Bkm satellite DNA, and the retrotransposons Rex1, 
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Rex3 and Rex6 showed a dispersed pattern in all species, indicating the possible relationship of these 

sequences with the great diversity of Hypostomus karyotype. 
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1. INTRODUÇÃO 

Dentre os vertebrados viventes, os peixes correspondem ao grupo mais diversificado e de 

ampla distribuição. A diversidade de espécies e hábitats nos quais eles vivem oferecem uma gama 

sem paralelo para as variações da história da vida (Pough, 2003). De acordo com Eschmeyer & Fong 

(2012), 32.184 espécies de peixes são consideradas válidas. 

O estudo dos peixes neotropicais tem se expandido consideravelmente nos últimos anos, 

contudo, o relacionamento dentro de muitos grupos ainda necessita de um melhor esclarecimento. 

Neste contexto, a citogenética tem se mostrado uma importante ferramenta para o conhecimento e 

entendimento de toda a diversidade ictiofaunística encontrada nesta região, tornando-se ainda mais 

resolutiva com o advento das técnicas moleculares. 

  

1.1. Características gerais da subfamília Hypostominae, com enfoque em Hypostomus 

Atualmente, Hypostominae corresponde a uma subfamília de Loricariidae (Siluriformes). Foi 

primeiramente reconhecida como pertencente a tal família por Kner (1853). Apesar da proposição de 

modificações à classificação deste grupo, vários autores consideram tal subfamília como sendo 

parafilética (Schaefer, 1987; Montoya-Burgos et al., 1998; Armbruster, 2004). Segundo Weber 

(2003), Hypostominae apresenta inúmeras espécies com taxonomia confusa, considerando como 

causa provável o erro de alguns autores ao identificar e analisar a alta variabilidade interespecífica na 

morfologia e no padrão de coloração dos espécimes deste grupo. 

Os peixes inseridos nesta subfamília são popularmente conhecidos como cascudos, 

apresentando corpo coberto por placas ósseas e boca em forma de ventosa posicionada ventralmente. 

Segundo Britski et al. (1999), os membros de Hypostominae caracterizam-se por apresentarem 

pedúnculo caudal alto, não-deprimido e região interopecular pouco móvel, provida de espinhos 

curtos, não-eréteis. São bentônicos, associando-se principalmente aos ambientes de água corrente e 
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substratos rochosos. Habitam essencialmente ambientes dulcícolas, com exceção de Hypostomus 

watwata Hancock, 1828, que vive em regiões estuarinas de rios das Guianas. Segundo Weber (2003), 

a maioria destes animais apresenta hábitos crepusculares, ficando sob pedras ou troncos de árvores 

mortas em períodos diurnos. 

Considerando a classificação proposta por Armbruster (2004), a subfamília Hypostominae é 

composta por 60 gêneros. Dentre estes, o gênero Hypostomus representa o grupo com maior número 

de espécies (Weber, 2003). Segundo Zawadzki et al. (2010), são descritas para este gênero 125 

espécies. Hypostomus, o gênero-tipo de Hypostominae, é amplamente distribuído na América do Sul, 

ocorrendo em uma grande variedade de ecossistemas de água doce: desde pequenos riachos 

montanhosos até rios com grandes áreas de várzea (Oyakawa et al., 2005). Os animais que integram 

este gênero caracterizam-se pela presença de focinho revestido de placas pequenas, às vezes com 

uma pequena área nua na ponta; interopérculo pouco móvel, desprovido de cerdas hipertrofiadas; e 

nadadeira adiposa usualmente presente (Britski et al., 1999). Hypostomus apresenta ampla 

diversidade interespecífica quanto ao padrão de coloração e morfologia, dificultando a identificação 

de determinadas espécies, principalmente aquelas com ampla distribuição geográfica. Segundo 

Britski (1972), Hypostomus é o gênero de cascudos dominante nos rios brasileiros. 

 

1.2. Estudos citogenéticos em Hypostominae, com enfoque em Hypostomus 

Os estudos citogenéticos já realizados em Hypostominae indicam que o grupo apresenta uma 

grande variabilidade em diversos aspectos referentes ao cariótipo, conferindo-lhe uma enorme 

complexidade. O número diploide nesta subfamília varia de 34 cromossomos para Ancistrus cuiabae 

Knaack, 1999 (Mariotto et al., 2011) a 84 cromossomos para Hypostomus sp. 2 (Cereali et al., 2008). 

Variações interpopulacionais são recorrentes neste grupo. Distintas populações de 

Hypostomus ancistroides (Ihering, 1911) (Michele et al., 1977; Artoni & Bertollo, 1996; Alves et al., 

2006; Rubert et al., 2011; Bueno et al., 2012a), Hypostomus albopunctatus (Regan, 1908) (Artoni & 
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Bertollo, 1996; Bueno et al., 2012a); Hypostomus nigromaculatus (Schubart, 1964) (Rubert et al., 

2008), Hypostomus regani (Ihering, 1905) (Artoni & Bertollo, 1996; Alves et al., 2006; Mendes-

Neto et al., 2011; Rubert et al., 2011; Bueno et al., 2012a) e Hypostomus aff. unae (Steindachner, 

1878) (Bitencourt et al., 2012) apresentam diferenças em vários caracteres cromossômicos, contudo 

exibem conservação no número cromossômico. Variações populacionais e polimorfismos são menos 

frequentes, sendo encontradas em A. cuiabae (Mariotto et al., 2009) e Hypostomus sp. B (Artoni & 

Bertollo, 1999). São evidenciados também casos nos quais ocorrem variações no número diploide, 

bem como diferenças em outros caracteres do cariótipo, entre populações de uma mesma espécie, 

como verificado em Hypostomus paulinus (Ihering, 1905) (Michele et al., 1977; Rubert et al., 2011) 

e Hypostomus strigaticeps (Regan, 1908) (Michele et al., 1977; Rubert et al., 2011; Bueno et al., 

2012a; Endo et al., 2012). 

Em Hypostominae, a ocorrência de sistemas de cromossomos sexuais heteromórficos não é 

frequente, contudo, é verificada em algumas espécies. O sistema XX/X0 foi identificado em 

Ancistrus sp. 1 (Alves et al., 2006); e o sistema XX/XY foi verificado em H. ancistroides e 

Hypostomus macrops (Eigenmann & Eigenmann, 1888) (Michele et al., 1977). Ancistrus cf. dubius 

(Eigenmann & Eigenmann, 1889) (Mariotto et al., 2004; Mariotto & Miyazawa, 2006), Ancistrus sp. 

Purus e Ancistrus sp. Macoari (Oliveira et al., 2009). Hypostomus sp. (Artoni et al., 1998), Ancistrus 

sp. 8 (Mariotto et al., 2011) e Hemiancistrus spilomma Cardoso & Lucinda, 2003 (Oliveira et al., 

2006) apresentam o sistema de cromossomos sexuais do tipo ZZ/ZW. 

Outro tipo de polimorfismo cromossômico encontrado nesta subfamília refere-se à presença 

de cromossomos supranumerários. Tal condição foi verificada em Hypostomus sp. 3 (Cereali et al., 

2008) e Hypostomus sp. Xingu-3 (Milhomem et al., 2010). 

Embora muitas espécies de Hypostominae tenham sido estudadas citogenéticamente, em 

poucas foram realizados estudos de mapeamento físico dos genes ribossomais 18S e 5S. Contudo, os 

estudos existentes evidenciam uma grande variação nestes caracteres cromossômicos entre as 
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distintas espécies da subfamília, ocorrendo tanto sítios simples como múltiplos para as duas 

sequências (Kavalco et al., 2004; 2005; Mariotto et al., 2009; 2011; Mendes-Neto et al., 2011; 

Rubert et al., 2011; Bitencourt et al., 2012). 

Hypostomus encontra-se entre os gêneros com maior número de estudos citogenéticos em 

Hypostominae. Tem sido caracterizado como não conservativo do ponto de vista cromossômico, 

apresentando grandes variações no número diploide, macroestrutura cariotípica e padrões de 

bandamento. Desta maneira, é possível que diferentes rearranjos tenham promovido essa 

diversificação cariotípica e, consequentemente, ocasionado mudanças na história evolutiva deste 

gênero (Artoni & Bertlollo, 1996; Bueno et al., 2012b). O número diplóide no grupo apresenta 

variação de 54 cromossomos para Hypostomus plecostomus (Linnaeus, 1758) (Muramoto et al., 

1968) a 84 cromossomos em Hypostomus sp. 2 (Cereali et al., 2008). São encontradas espécies de 

Hypostomus tanto com regiões organizadoras de nucléolo simples como múltiplas, sendo esta ultima 

a condição a mais frequente (Alves et al., 2003). Com relação à distribuição de blocos 

heterocromáticos no grupo, verifica-se a manutenção de uma pequena quantidade de heterocromatina 

na maioria das espécies, ocorrendo variações entre distintas espécies e até mesmo entre populações 

de uma mesma espécie (Alves et al., 2003; Rubert et al., 2008; Mendes-Neto et al., 2011; Rubert et 

al., 2011). Em Hypostomus, são observadas diferenças no número e localização de sítios de rDNA 

18S entre as espécies. Sítios simples deste gene ribossomal ocorrem em várias espécies de 

Hypostomus (Artoni & Bertollo, 1996; Artoni et al., 1998; Cereali et al., 2008; Milhomem et al., 

2010;  Rubert et al., 2011; Bitencourt et al., 2012; Bueno et al., 2012a), contudo sítios múltiplos são 

observados com maior frequência (Artoni & Bertollo, 1996; Kavalco et al., 2004; 2005; Alves et al., 

2006; Rubert et al., 2008; Rubert et al., 2011; Bueno et al., 2012a; Endo et al., 2012). Já os sítios de 

rDNA 5S mostram-se múltiplos nas espécies já analisadas (Kavalco et al., 2004; Mendes-Neto et al., 

2011).  
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1.3. Aspectos gerais sobre DNAs repetitivos e seu estudo em peixes neotropicais 

Os organismos eucariotos apresentam duas grandes classes de DNAs repetitivos: os DNAs 

repetitivos em tandem e os DNAs repetitivos dispersos.  

DNAs satélites (satDNA), microssatélites, minissatélites e famílias multigênicas representam 

classes de DNAs compostos por sequências repetitivas organizadas em tandem que, atualmente, têm 

se mostrado como fundamentais e promissoras em estudos relacionados à evolução cromossômica 

(Maxon et al., 1983; Hadjiolov, 1985; Charlesworth et al., 1994).  

Em eucariotos, uma considerável porção do genoma é constituída por heterocromatina 

constitutiva, a qual, na maioria das vezes, é composta por satDNA (John, 1988; Chaves et al., 2004). 

O estudo de DNAs satélites em peixes neotropicais têm se tornado cada vez mais frequente, uma vez 

que essas sequências podem gerar informações valiosas para estudos microevolutivos, 

principalmente no caso de sequências espécie-específicas e/ou cromossomo-específicas (Ugarkovic 

& Plohl, 2002), assim como em estudos filogenéticos (Pons et al., 2002; Pons & Gillespie, 2003; 

Kantek et al., 2009). Atualmente, há descrição de várias famílias de satDNA já prospectadas a partir 

do genoma de diferentes espécies de peixes: Hop (Haaf et al., 1993) e 5SHindIII (Martins et al., 

2006) isoladas de Hoplias malabaricus (Bloch, 1974); As51 isolado por Mestriner et al. (2000) de 

Astyanax scabripinnis (Jenyns, 1842); pPh2004 isolado por restrição genômica de Parodon hilarii 

 Reinhardt, 1866 (Vicente et al., 2003); SATH1 e SATH2 isolados por restrição genômica em 

Prochilodus lineatus (Valenciennes,1836) (Jesus et al., 2003); Al-HindIII isolado de Achirus lineatus 

(Linnaeus, 1758) por Azevedo et al. (2005); WAp (Vicari et al., 2010) isolado da fração 

heterocromática do cromossomo W de Apareiodon ibitiensis Amaral Campos, 1944. Vários tipos de 

satDNA inicialmente isolados a partir genoma de outros animais também têm sido utilizados na 

análise cromossômica de peixes neotropicais. O DNA satélite Bkm, o qual apresenta como maior 

componente a repetição de tetranucleotídeos denominada GATA (Epplen et al., 1982), 

frequentemente tem sido associado a presença em cromossomos sexuais heteromórficos.   
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A sequência telomérica geral dos vertebrados (TTAGGG)n constitui outra fração repetitiva 

em tandem importante no estudo de evolução cromossômica de peixes neotropicais. Sua análise 

permite a verificação de rearranjos cromossômicos, principalmente em eventos relacionados a fusões 

cêntricas, nos quais há a possibilidade de detecção de ITS (Interstitial Telomeric Sequences) 

(Slijepcevic, 1998; Rosa et al., 2012). 

Os minisatélites, apesar de não apresentarem uma definição padronizada, têm se mostrado 

importantes ferramentas em estudos genéticos devido a sua dinâmica evolutiva (Martins, 2007). 

Estas sequências vêm sendo descritas para muitas espécies de peixes (Goodier & Davidon, 1998), 

contudo o mapeamento cromossômico de minisatélites foi realizado apenas para algumas espécies 

(Pérez et al., 1999; Crollius et al., 2000; Mestriner et al., 2000; Mantovani et al., 2004). Da mesma 

forma, poucos são os trabalhos com mapeamento físico de microsatélites em peixes neotropicais 

(Hatanaka et al., 2002; Vanzela et al., 2002), sequências essencialmente localizadas nas porções 

heterocromáticas do genoma de peixes (Martins, 2007). 

Os genes ribossomais compreendem duas distintas famílias gênicas, compostas por repetições 

organizadas em tandem. O maior rDNA (45S), região responsável pela organização do nucléolo, 

engloba os genes que codificam os rRNAs 18S, 5,8S e 28S, os quais são separados por espaçadores 

internos e externos e rodeados por espaçadores não-transcritos. Já o menor rDNA é composto pela 

família gênica que codifica as moléculas de rRNA 5S (Long & Dawid, 1980). Em função da aparente 

conservação molecular dos sítios ribossomais entre grupos de organismos relacionados, tais 

sequências representam ferramentas resolutivas em estudos citotaxonômicos e evolutivos. Inúmeros 

trabalhos realizados com sondas de rDNA 18S e 5S têm mapeado a localização cromossômica destes 

sítios através de hibridização in situ fluorescente em peixes neotropicais (Martins & Galetti, 1999; 

2000; Souza et al., 2001; Vicente et al., 2001; Almeida-Toledo et al., 2002; Ferreira et al., 2007; 

Moreira-Peres et al., 2007; Lui et al., 2009; Blanco et al., 2010a; Blanco et al., 2010b, Garcia et al., 

2010), contudo em espécies pertencentes a subfamília Hypostominae tais estudos ainda estão em seu 
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início (Kavalco et al., 2004; 2005; Mariotto et al., 2009; 2011; Mendes-Neto et al., 2011; Rubert et 

al., 2011; Bitencourt et al., 2012). Já, os estudos de mapeamento físico dos genes de histonas (H1, 

H2A, H2B, H3 e H4) em peixes mostram-se restritos apenas a algumas espécies (Pendás et al., 1994; 

Hashimoto et al., 2011). 

Sequências de DNA repetitivo disperso são representadas por transposons e retrotransposons, 

os quais possuem a capacidade de movimentação entre distintas regiões do genoma. Tais sequências 

também vêm sendo analisadas em estudos cromossômicos de peixes neotropicais. Parise-Maltempi et 

al. (2007) prospectaram o elemento repetitivo disperso LeSpeI a partir do genoma de Leporinus 

elongatus Garavello & Britski, 2003, o qual foi posteriormente mapeado em híbridos de Leporinus 

macrocephalus (Garavello & Britski, 1988) e L. elongatus por Hashimoto et al. (2010). Gross et al. 

(2009) analisaram a distribuição de Rex3 em Shypysodon aequifasciatus Pellegrin, 1904, 

Symphysodon discus Lyons, 1960 e Symphysodon haraldi Schultz, 1960. Mazzucheli & Martins 

(2009) estudaram a distribuição de Rex1, Rex3 e Rex6 em Astronotus ocellatus (Agassiz, 1831). 

Teixeira et al. (2009) isolaram o retrotransposon RCk a partir do genoma de Cichla kelberi Kullander 

& Ferreira, 2006 e analisaram a distribuição dos retrotransposons Rex1, Rex3, Rex6 e Tc1-like em C. 

kelberi. Cioffi et al. (2010) analisaram a distribuição de Rex3 em Erythrinus erythrinus (Bloch & 

Schneider, 1801). Ferreira et al. (2011a) estudaram a distribuição dos retrotransposons Rex1 e Rex3 

em três espécies da subfamília Hypoptopomatinae e Ferreira et al. (2011b) prospectaram o 

transposon HLBam de Hisonotus leucofrenatus (Miranda Ribeiro, 1908). Valente et al. (2011) 

analisaram a distribuição de Rex1, Rex3 e Rex6 em Satanoperca jurupari Heckel, 1840. 

 

2. JUSTIFICATIVA 

Os estudos citogenéticos clássicos têm evidenciado uma grande diversidade cromossômica 

entre as espécies de Hypostomus, com vários casos de variações intra e interespecíficas claramente 

identificadas em várias espécies de diferentes bacias hidrográficas. Entretanto, o grau de resolução de 
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toda esta diversidade pode ser ampliado e melhor elucidado com o emprego de marcadores 

cromossômicos, principalmente os obtidos pela citogenética molecular. 

Assim, o mapeamento citogenético de famílias de DNAs repetitivos, que propiciam um maior 

conhecimento sobre a estrutura e organização do genoma, vem se mostrando uma ferramenta de 

grande importância em diversos grupos de peixes, principalmente entre aqueles com questões 

problemáticas de ordem taxônomica, evolutiva e sistemática. 

Considerando a grande variabilidade cromossômica encontrada em espécies do gênero 

Hypostomus, aliada ao valioso papel dos DNAs repetitivos para a elucidação de questões de natureza 

evolutiva, novos estudos utilizando o mapeamento cromossômico desta fração do genoma são 

relevantes para um melhor conhecimento dos processos de diversificação cromossômica desse grupo. 

 

3. OBJETIVOS 

Com o intuito de avaliar a dinâmica evolutiva dos DNAs repetitivos nos genomas de 

Hypostomus, buscando relacionar estes dados à intensa diferenciação cariotípica deste gênero de 

peixes neotropicais, foi proposto: 

 Caracterizar espécies de peixes do gênero Hypostomus no tocante à macroestrutura 

cariotípica apresentada pela citogenética clássica; 

 Analisar a distribuição e localização cromossômica de classes de DNAs repetitivos 

através de hibridização in situ fluorescente nestas espécies; 

 Analisar comparativamente a diversificação cromossômica detectada entre as espécies 

de Hypostomus estudadas, com base nos caracteres citogenéticos clássicos e 

moleculares, inferindo sobre o papel da fração repetitiva do genoma na geração da 

diversidade desse grupo. 
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4. MATERIAIS E MÉTODOS 

Foram estudadas, por metodologias de citogenética clássica e molecular, quatro espécies do 

gênero Hypostomus: H. ancistroides (10 machos e 11 fêmeas) (Fig. 1a), H. iheringii (11 machos e 10 

fêmeas) (Fig. 1b) e H. nigromaculatus (13 machos e 13 fêmeas) (Fig. 1c) provenientes do córrego da 

Lapa, afluente do rio Passa Cinco, Ipeúna – SP, Brasil (S: 22º23’10,1”; O: 47º47’0,01”) (Fig. 2), e H. 

tapijara (14 machos e 26 fêmeas) (Fig. 3) proveniente do rio Ribeira de Iguape, Registro – SP, Brasil 

(S: 24º29’25,35”; O: 49º49’4910”) (Fig. 4). 

Para a captura dos exemplares foram utilizadas tarrafas e arrastões. Os peixes capturados 

foram transportados vivos, em condições de oxigenação e temperatura adequadas, para o Laboratório 

de Biodiversidade Molecular e Cromossômica de Peixes, do Departamento de Genética e Evolução 

da Universidade Federal de São Carlos - UFSCar, onde foram mantidos em aquários devidamente 

aerados até serem processados para a obtenção dos cromossomos metafásicos. 

Foram armazenados tecidos dos exemplares coletados para extração do DNA genômico para 

posterior isolamento dos DNAs repetitivos. 

 

4.1. Metodologia Clássica 

4.1.1. Tratamento “in vivo” 

 Os cromossomos mitóticos foram obtidos de células do rim anterior, por meio da técnica 

descrita por Bertollo et al. (1978): 

Foi injetada no animal, intra-abdominalmente, uma solução aquosa de Colchicina 0,025%, na 

proporção de 1mL/100g de peso. Posteriormente, os peixes foram mantidos em aquário bem aerado 

durante 50 - 60 minutos. Decorrido esse tempo, os animais foram sacrificados e foram retiradas 

porções do rim. O material foi lavado em solução hipotônica (KCl 0,075M), sendo transferido para 

pequenas cubas de vidro contendo cerca de 10mL desta mesma solução. O material foi bem 
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fragmentado, com o auxílio de pinças de dissecação, sendo completado este processo com uma 

seringa hipodérmica, desprovida de agulha, através de leves movimentos de aspiração e expiração do 

material, facilitando a separação das células, até se obter uma suspensão celular homogênea. 

Posteriormente, esta suspensão foi incubada a 36 - 37ºC, durante 20 minutos. O material foi re-

suspendido cuidadosamente com auxílio de uma pipeta Pasteur, e a suspensão obtida foi transferida 

para um tubo de centrífuga. Algumas gotas de fixador recém-preparado (metanol : ácido acético - 3 : 

1) foram acrescentadas ao material, que foi homogeneizado e centrifugado por 10 minutos a 500 - 

800rpm, descartando-se o material sobrenadante com pipeta Pasteur. Foram adicionados, 

vagarosamente, 5 - 7mL de fixador, deixando escorrer através das paredes do tubo. O material foi 

novamente homogeneizado com auxílio da pipeta Pasteur. Este procedimento foi repetido por duas 

vezes. Após a última centrifugação e eliminação do sobrenadante, foi adicionado 1mL de fixador, 

misturando bem o material. Este foi então guardado em freezer, acondicionado em pequenos frascos 

tipo “Ependorff”, ou trabalhado conforme a descrição abaixo: 

Pingar 3 - 4 gotas da suspensão obtida, sobre diferentes regiões de uma lâmina bem limpa, 

mantida em água destilada na geladeira, ou sobre uma lâmina seca aquecida por volta de 25 - 30ºC, 

em chapa aquecedora. Escorrer o excesso de material, inclinando um pouco a lâmina sobre um papel 

de filtro. Secar diretamente ao ar e corar com o corante Giemsa a 5% em tampão fosfato (pH 6,8) 

durante 5 - 8 minutos. Lavar a lâmina com água destilada e deixar secar ao ar.  

 

4.1.2. Tratamento “in vitro” 

Alternativamente, os cromossomos foram obtidos segundo o protocolo descrito por Foresti et 

al. (1993), no qual fragmentos do rim foram colocados em 10mL de solução salina de Hanks, em 

uma placa de Petri, dissociando bem o material. Posteriormente, a suspensão celular obtida foi 

transferida para um tubo de centrífuga, utilizando uma pipeta de Pasteur. Em seguida, foi adicionada 

1 - 2 gotas de solução de Colchicina 0,016%, misturando-a bem com o material. O material foi então 
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transferido para estufa a 36ºC, por 30 minutos, e centrifugado durante 10 minutos, a 500 - 800rpm. O 

sobrenadante foi desprezado e foram adicionados 10mL de solução hipotônica (KCl 0,075M), 

misturando bem o material com uma pipeta Pasteur. Esse material foi transferido novamente para 

estufa a 36ºC, por mais 30 minutos. Posteriormente, foram adicionadas cerca de 6 gotas de fixador 

(metanol : ácido acético - 3 : 1), misturando-as com o material repetidas vezes, deixando-o descansar 

por 5 minutos. O material foi centrifugado por 10 minutos a 500 - 800rpm. O sobrenadante foi 

desprezado e foram adicionados 10mL de fixador, misturando-o com o material repetidas vezes. 

Nova centrifugação foi realizada, por 10 minutos, e a fixação foi repetida por mais duas vezes. O 

sobrenadante foi desprezado e o material foi diluído no fixador, de forma a se obter uma suspensão 

celular não muito concentrada e nem muito diluída. Por fim, o material foi pingado sobre lâminas 

bem limpas e aquecidas ao redor de 25 - 30ºC. Após a secagem ao ar, procedeu-se a coloração do 

material com solução Giemsa 5%, em tampão fosfato (pH 6,8), durante 5 - 8 minutos, lavagem em 

água destilada e secagem ao ar. 

 

4.1.3. Bandamento C 

Foi adotado o procedimento básico descrito por Sumner (1972). As lâminas foram tratadas 

com solução de ácido clorídrico 0,2N durante 10 minutos, à temperatura ambiente, lavadas em água 

destilada e incubadas em solução de hidróxido de bário 5% a 60ºC, por aproximadamente 1 minuto e 

45 segundos. Terminado esse tratamento, as lâminas foram rapidamente lavadas em ácido clorídrico 

0,2N, água destilada, e finalmente incubadas em solução salina de 2xSSC durante 30 minutos a 60ºC. 

Após a lavagem final com água destilada, o material foi corado com Giemsa 5% em tampão fosfato 

(pH 6,8), durante 7 minutos. Alternativamente, o material foi corado com solução de Iodeto de 

Propídeo (50μg/mL) e analisado em microscopia de fluorescência (Lui et al., 2009). 
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4.1.4. Caracterização das Regiões Organizadoras de Nucéolos (RONs) 

Foi adotado o procedimento descrito por Howell & Black (1980). Sobre a lâmina com 

cromossomos foram adicionadas duas gotas de solução aquosa de gelatina (1g/100mL de água 

destilada e 0,5mL de ácido fórmico) juntamente com quatro gotas de solução aquosa de nitrato de 

prata (50%). A lâmina foi coberta com lamínula e incubada em estufa a 60ºC por um período de 

aproximadamente 3 minutos, dependendo de um monitoramento de coloração da mesma. Após a 

retirada da lamínula, a lâmina foi lavada em água destilada e corada rapidamente durante 20 - 30 

segundos com Giemsa 5%, diluído em tampão fosfato (pH 6,8). 

 

4.2. Metodologia Molecular 

4.2.1. Extração de DNA total com fenol:clorofórmio 

Foi adotado o protocolo descrito por Sambrook et al. (2001), com algumas adaptações.  

Inicialmente pequenos pedaços de tecido foram macerados com auxílio de nitrogênio liquído. Foram 

adicionados 700µL de solução de digestão (NaCl 0,4M; EDTA 0,1M pH 8,0; Tris-HCl 0,01M; 

Proteinase K – 100µg/mL e SDS 0,1%). As amostras foram então incubadas a 55ºC por 2 horas. Foi 

adicionado um volume igual de fenol/clorofórmio/álcool isoamílico (25:24:1) e o material foi agitado 

suavemente por 20 minutos. Centrifugou-se o material a 13.000rpm por 15 minutos e o sobrenadante 

foi transferido para um tubo limpo. Foram acrescentados NaCl 1M e 2 volumes de etanol 100% 

gelado. O material foi agitado suavemente, posteriormente centrifugado a 10.000rpm por 10 minutos 

e o sobrenadante foi descartado. Foram acrescentados 200µL de álcool 70% gelado e centrifugou-se 

o material a 10.000rpm por 5 minutos. O sobrenadante foi descartado. Secou-se o DNA em estufa a 

37ºC e este foi resuspendido em TE (Tris-HCl 10mM; EDTA 1mM). Acrescentou-se 1µl de RNAse 

(concentração final = 100µg/mL). 
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Após a extração do DNA total foi realizada a sua quantificação em gel de agarose 1% com 

auxílio do marcador de peso molecular Low DNA Mass Ladder (Invitrogen). A estimativa da 

quantidade de DNA foi feita por meio de comparação entre o tamanho e a intensidade da banda do 

marcador com o das amostras. 

 

4.2.2. Isolamento de DNAs repetitivos 

4.2.2.1. DNAs ribossômicos 

Os DNAs ribossômicos 18S e 5S foram amplificados a partir de clones descritos por 

Hatanaka & Galetti Jr. (2004) e Martins & Galetti Jr. (1999), respectivamente. Realizou-se o 

procedimento de Mini-preparação plasmidial a partir de colônias de Escherichia coli transformadas 

pela inserção dos genes de interesse acoplados ao plasmídio M13, armazenadas a -80
o
C. 

Inicialmente, as colônias armazenadas a -80
o
C foram plaqueadas e incubadas a 37

o
C. 

Posteriormente uma colônia com o inserto desejado foi pinçada e incubada a 37
o
C sob agitação por 

12 horas. Foram centrifugados 2mL de cultura a 13.000rpm por 1 minuto, descartando o 

sobrenadante. Em seguida, este processo foi realizado para o restante da cultura. Foram adicionados 

400µL da solução I (40µL de RNAse 20mg/mL + 200µL de TRIS-HCl 1M + 40µL de EDTA 0,5M 

+ 1720µL de H2O), e o material foi agitado. Foram adicionados 400µL da solução II (400µL de 

NaOH 1M + 200µL de SDS 10% + 1400µL de H2O) e misturou-se o material por inversão do tubo. 

Adicionou-se 400µL da solução III (1,2mL de acetato de potássio 5M + 230µL de ácido acético + 

570µL de H2O) e misturou-se o material. Centrifugou-se o material a 13.000rpm por 5 minutos, 

transferindo o sobrenadante para um tubo limpo. Adicionou-se 0,7 volumes de isopropanol 100% e 

misturou-se. O material foi incubado a temperatura ambiente por 10 minutos e então centrifugado a 

13.000rpm por 10 minutos. O sobrenadante foi descartado e acrescentou-se 300µL de etanol 70%. 

Centrifugou-se o material por 5 minutos e o sobrenadante foi descartado. Secou-se o material em 

estufa a 37
o
C e acrescentou-se 20µL de água ou TE para ressuspender. 
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Posteriormente, foram realizadas reações de PCR com os primers M13f (5’- 

GTAAAACGACGGCCAGT -3’) e M13r (5’- GGAAACAGCTATGACCATG -3’), usando o 

material resultante da Mini-preparação plasmidial como molde. 

 

4.2.2.2. Demais DNAs repetitivos 

Outras classes de DNAs repetitivos foram obtidas através de reações de PCR com primers 

específicos. O DNA telomérico (TTAGGG)n foi amplificado utilizando os primers (TTAGGG)5 e 

(CCCTAA)5 (Ijdo et al., 1991); a sequência GATA foi obtida com os primers (GATA)7 e (TATC)7 

(Ijdo et al., 1991); os retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6  foram isolados com os primers Rex1f (5’- 

TTCTCCAGTGCCTTCAACACC -3’) e Rex1r (5’- TCCCTCAGC AGAAAGAGTCTGCTC -3’), 

Rex3f (5’- CGGTGAYAAAGGGCAGCCCTG -3’) e Rex3r (5’- TGGCAGACNGGGGTGGTGGT 

-3’), Rex6f (5’- TAAAGCATACATGGAGCGCCAC -3’) e Rex6r (5’- 

GGTCCTCTACCAGAGGCCTGGG -3’), respectivamente (Volff et al., 1999; 2000; 2001). 

 

4.2.3. Sequenciamento 

Os produtos de PCR dos retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 foram purificados utilizando o kit 

GFX PCR DNA and Gel Purification da Amersham-Pharmacia Biotech. As reações de 

sequenciamento foram realizadas utilizando o kit DYEnamic ET Dye Terminator (com Thermo 

Sequenase™ II DNA Polimerase) de acordo com o protocolo para o MegaBACE 1000. As 

sequências foram analisadas pelo software Sequence Analyser utilizando o Base Caller Cimarron 

3.12. 

http://www4.gelifesciences.com/aptrix/upp00919.nsf/Content/E929B1B9E6CDF964C12572590002D11C/$file/US81090_Rev_B_2006_WEB.pdf
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4.2.4. Análises de sequências nucleotídicas 

A edição das sequências de Rex1, Rex3 e Rex6 foi realizada com o software BioEdit Sequence 

Alignment Editor, versão 7.0.5.3 (Hall, 1999). Foi utilizado o BLAST (Altschul et al., 1990) na 

identificação de similaridade destas sequências. 

 

4.2.5. Marcação das sondas 

As sondas foram marcadas pela técnica de nick translation ou por PCR, utilizando os 

compostos biotina 16-dUTP e digoxigenina 11-dUTP (Roche Applied Science). O produto da reação 

de nick translation foi precipitado com acetato de potássio e etanol overnight a -20ºC. 

Posteriormente, o material foi centrifugado por 15 minutos a 13.000rpm, sendo descartado o 

sobrenadante, e então o DNA marcado foi colocado em estufa a 37ºC para secar completamente. 

 

4.2.6. Hibridização in situ Fluorescente   

As hibridações foram desenvolvidas conforme Pinkel et al. (1986). As lâminas foram 

incubadas em RNAse (0,4% RNAse/2xSSC) por 1 hora a 37ºC, em câmara úmida. Após a 

desnaturação realizada com formamida 70% em 2xSSC a 70ºC por 4 minutos, as lâminas foram 

desidratadas em série alcoólica de etanol 50% e 100%, por 5 minutos cada. O mix de hibridação 

consistiu de 12µL de sonda, 30µL de formamida (concentração final de 50%), 12µL de sulfato de 

dextrano 50% (concentração final 10%) e 6µL de 20xSSC, por lâmina. A hibridação foi feita em 

câmara úmida a 37ºC, por aproximadamente 16 horas. Após a hibridação, as lâminas foram lavadas 

duas vezes em 2xSSC a 37ºC, por 6 minutos cada e posteriormente incubadas em 1xPBD (200mL 

20xSSC, 6mL Triton 100, 10g not fat dry milk, 800mL de água destilada). A detecção do sinal foi 

realizada com 3,5µL de avidina-FITC (diluição de 1:100 - Sigma) e 27 µL de tampão C (0,1M de 

NaHCO3, pH 8,5 e 0,15M de NaCl) por 30 minutos a 37ºC em câmara úmida, por lâmina. Após três 
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lavagens com 1xPBD a 45ºC  por 4 minutos cada, foram realizados 3 ciclos de amplificação do sinal 

utilizando uma solução de anti-avidina-biotina conjugada (2µL de anti-avidina e 38µL de 1xPBD) 

por lâmina, durante 20 minutos a 37ºC. Após três lavagens com 1xPBD a 45ºC por 4 minutos, cada 

lâmina foi tratada com 3,5µL de FITC (1:100) + tampão C, por 20 minutos a 37ºC em câmara úmida. 

Após as lavagens finais, os cromossomos foram corados com DAPI (0,2µg/mL) diluído em uma 

solução “antifading” (Fluka). 

 

4.2.7. Dupla Hibridização in situ Fluorescente (Dupla-FISH)  

A dupla hibridização in situ fluorescente foi realizada de acordo com o protocolo descrito por 

Pinkel et al. (1986), com algumas adaptações. Foram aplicados sobre as lâminas cerca de 50µL da 

solução de hibridização permanecendo 16 horas a 37
o
C, em câmara úmida contendo solução de 

2xSSC pH 7,0. Decorrido este tempo, as lâminas foram lavadas com solução de formamida 15% em 

0,2xSSC pH 7,0 por 20 minutos, a 42
o
C e, em seguida, lavadas com 0,1xSSC a 60ºC por 15 minutos. 

Em seguida, foram lavadas em Tween 20 por 5 minutos, incubadas em 90µL de tampão NFDM a 5% 

por 15 minutos em câmara úmida e novamente lavadas com Tween 20 por 5 minutos cada. Para a 

detecção das sondas foram colocados sobre as lâminas 100µL do mix contendo 94µL de NFDM, 

1µL de avidina-FITC conjugada e 5µL de anti-digoxigenina rodamina conjugada, permanecendo por 

60 minutos a 37
o
C, em câmara úmida. As lâminas foram então lavadas 3 vezes em Tween 20 por 5 

minutos cada. Em seguida, procedeu-se a desidratação em série de etanol a 70%, 85% e 100% à 

temperatura ambiente, por 5 minutos em cada banho. Os cromossomos foram então contra-corados 

com DAPI (0,2µg/mL) diluído em uma solução “antifading” (Fluka). 
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4.3. Análises cariotípicas 

As preparações cromossômicas obtidas pela citogenética clássica foram analisadas em 

microscópio óptico comum. As contagens dos cromossomos e as observações mais detalhadas foram 

feitas com a objetiva de imersão. 

As preparações de citogenética molecular (hibridização in situ fluorescente) foram analisadas 

em microscópio de epifluorescência, com filtros apropriados.  

As imagens selecionadas foram capturadas através do próprio software (DP2-BSW) da 

câmera acoplada (Olympus DP72) a um microscópio Olympus BX50. 

Os cromossomos homólogos foram pareados e dispostos em grupos (metacêntricos, 

submetacêntricos, subtelocêntricos e acrocêntricos) conforme a relação de braços descrita por Levan 

et al. (1964), onde o limite da relação de braços (RB), braço maior/braço menor, estabelecido é o 

seguinte: 

RB= 1,00 - 1,70, metacêntrico (m); 

RB= 1,71 - 3,00, submetacêntrico (sm); 

RB= 3,01 - 7,00, subtelocêntrico (st); 

RB= >7,00, acrocêntrico (a). 
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Figuras (Materiais e Métodos) 

 

Figura 1. Exemplares de Hypostomus ancistroides (a), Hypostomus iheringiis (b) e Hypostomus nigromaculatus (c). 
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Figura 2. Mapa da América do Sul, com destaque para o estado de São Paulo, Brasil. As ampliações mostram em 

detalhes a região de coleta do Córrego da Lapa, município de Ipeúna. 
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Figura 2. Exemplar de Hypostomus tapijara. 
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Figura 3. Mapa da América do Sul, com destaque para o estado de São Paulo, Brasil. As ampliações mostram em 

detalhes a região de coleta do rio Ribeira de Iguape, município de Registro. 
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6. RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Os resultados e discussão encontram-se apresentados em quatro capítulos. 

O capítulo 1 refere-se ao artigo “First karyotype description of Hypostomus iheringii (Regan, 

1908): a case of heterochromatic polymorphism” publicado na revista Comparative Cytogenetics. 

O capítulo 2 refere-se ao artigo “Chromosomal diversity in Hypostomus (Siluriformes, 

Loricariidae) with emphasis on physical mapping of 18S and 5S rDNA sites” aceito para publicação 

na revista Genetics and Molecular Research. 

Os capítulos 3 e 4 referem-se a artigos em preparação. 
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6.1. CAPÍTULO 1 

 

 

 

 

 

 

 

Primeira descrição cariotípica de Hypostomus iheringii (Regan, 1908): 

um caso de polimorfismo heterocromático 
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Resumo 

Neste estudo, o qual consiste na primeira análise cariotípica de Hypostomus iheringii, nove 

espécimes coletados no Córrego da Lapa (tributário do rio Passa-Cinco) exibiram número diploide de 

80 cromossomos. As técnicas de impregnação por nitrato de prata e hibridização in situ fluorescente 

(FISH) com sonda de rDNA 18S revelaram a presença de regiões organizadoras de nucléolo (NORs) 

múltiplas (pares cromossômicos 13, 20 e 34). A FISH com sonda de rDNA 5S evidenciou que este 

cístron encontra-se presente apenas no par cromossômico 2. Análise comparativa entre os cariótipos 

dos animais analisados revelou a presença de um acentuado polimorfismo heterocromático nos pares 

cromossômicos 1 e 5, ocorrendo espécimes com ambos os cromossomos com blocos 

heterocromáticos (h
+
h

+
), exemplares portando apenas um cromossomo com bloco heterocromático 

(h
+
h

-
) e exemplares com ausência total destes blocos (h

-
h

-
). Considerando que este padrão 

heteromórfico não se encontra correlacionado a variações de tamanho nestes cromossomos, é 

plausível supor que o processo de heterocromatinização esteja atuando sobre os braços longos dos 

cromossomos dos pares 1 e 5. Em síntese, todos os marcadores cromossômicos indicam que o 

cariótipo de H. iheringii é altamente diferenciado, e que o processo de heterocromatinização em 

alguns segmentos cromossômicos pode ter contribuído para a diferenciação cariotípica na espécie. 

  

Palavras-chave: heterocromatinização, Hypostomini, peixes, variação cromossômica. 

 

 

 

 

 

 



 

37 

 

Abstract 

In this study, which is the first karyotype analysis of Hypostomus iheringii, nine specimens collected 

in Córrego da Lapa (tributary of the Passa-Cinco River) showed a diploid number of 80 

chromosomes. Silver nitrate staining and fluorescence in situ hybridization (FISH) with an 18S 

rDNA probe revealed the presence of multiple nucleolus organizer regions (NORs) (chromosome 

pairs 13, 20, and 34). FISH with a 5S rDNA probe showed that this cistron was only present in 

chromosome pair 2. When the karyotypes of individual animals were compared, unique 

heterochromatic polymorphisms were detected on chromosome pairs 1 and 5. Specifically, 

specimens had heterochromatic blocks (h+h+) on both chromosomes, one chromosome with 

heterochromatic blocks (h+h-) or chromosomes that lacked heterochromatic blocks (h-h-). 

Considering that heteromorphic pattern is not correlated with variation in size, the process of 

heterochromatinization might act on the long arms of these chromosomes. In summary, all 

chromosomal markers indicate that the karyotype of H. iheringii is highly differentiated and that the 

heterochromatinization of chromosomal segments may have contributed to its karyotypic 

differentiation. 

 

Keywords: chromosome variation, fish, heterochromatinization, Hypostomini. 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

38 

 

Introdução 

Loricariidae é um grupo especioso de peixes neotropicais, composto por seis subfamílias: 

Hypoptopomatinae, Hypostominae, Lithogeneinae, Loricariinae, Neoplecostominae e Delturinae 

(Armbruster, 2004; Reis et al., 2006; Cramer et al., 2011). Armbruster (2004) considerou a antiga 

subfamília Ancistrinae como sinônima de Hypostominae, a qual passou a ser constituída por cinco 

tribos: Corymbophanini, Rhinelepini, Hypostomini, Pterygoplichthini e Ancistrini. 

Hypostomus é o gênero-tipo de Hypostominae e apresenta grande diversidade morfológica 

(Weber, 2003) e citogenética (Bueno et al.,  2012). Segundo Weber (2003), o gênero é composto por 

um elevado número de espécies, as quais exibem extensa variação morfológica e no padrão de 

coloração ao nível intraespecífico, dificultando a identificação sistemática. São descritas para este 

grupo mais de 120 espécies (Zawadzki et al., 2010), das quais 23 são relatadas para a bacia do Alto 

Paraná (Weber, 2003; Jerep et al., 2007; Zawadzki et al., 2008). Ziemniczak et al. (2012) inferiram 

que a diferenciação cariotípica de Hipostomini acompanha a ampla diversificação de formas desta 

Tribo e pode ter sido importante para o isolamento genético/reprodutivo das espécies. 

Os estudos citogenéticos em Hypostomus indicam grande variabilidade em diversos aspectos 

cariotípicos, o que confere ao grupo uma enorme complexidade. As variações cromossômicas inter-

populacionais são recorrentes, especialmente em relação à fórmula cariotípica (Michele et al., 1977; 

Artoni & Bertollo, 1996; Alves et al., 2006; Bueno et al., 2012), distribuição de heterocromatina 

(Artoni & Bertollo, 1999; Rubert et al., 2008) e regiões organizadoras de nucléolo (Artoni & 

Bertollo, 2001; Rubert et al., 2008). Por sua vez, polimorfismos populacionais são raros e se referem 

a variações na fórmula cariotípica (Artoni & Bertollo, 1999). 

Heteromorfismos cromossômicos podem ser importantes fontes para diversificação de 

espécies e/ou para manutenção da variabilidade genética em populações naturais. Em peixes, 

intensas variações cromossômicas são encontradas mais comumente em famílias como Loricariidae 

(Bueno et al., 2012) e Characidae (Kantek et al., 2009; Vicari et al., 2010). Em outras famílias, a 
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exemplo de Heptapteridae (Garcia et al., 2010; Martinez et al., 2011), Pimelodidae (Moraes-Neto et 

al., 2011; Matoso et al., 2011) e Auchenipteridae (Lui et al., 2010) a estrutura cromossômica 

apresenta menor grau de variação.  

A amplificação e mobilidade dos blocos heterocromáticos nos cromossomos é um fato bem 

documentado em alguns organismos (Hamilton et al., 1990; Modi, 1993) e estes eventos exercem um 

papel importante na evolução cariotípica e especiação (Wichman et al., 1991; Kantek et al., 2009; 

Machado et al., 2011). 

Neste estudo, foi realizada a primeira análise cariotípica de Hypostomus iheringii (Regan, 

1908), enfatizando a distribuição dos blocos heterocromáticos, inter-relacionando e discutindo a 

possível atuação da heterocromatina na diversificação dos genomas de Loricariidae. 

 

Materiais e Métodos 

Animais e preparações cromossômicas mitóticas 

Foram analisados citogeneticamente nove exemplares de H. iheringii (5 machos e 4 fêmeas), 

coletados no Córrego da Lapa, afluente do Rio Passa-Cinco, Ipeúna, São Paulo, Brasil. Os espécimes 

analisados foram depositados no Museu de Zoologia da Universidade de São Paulo, sob o registro 

MZUSP 106769. Os animais foram anestesiados com óleo de cravo, com base no método descrito 

por Griffiths (2000), e posteriormente sacrificados. O procedimento foi realizado de acordo com o 

Comitê de Ética de Experimentação animal (Processo CEUA 07/2011) da Universidade Estadual de 

Ponta Grossa. Suspensões celulares contendo cromossomos mitóticos metafásicos foram obtidas a 

partir de células da porção anterior do rim destes espécimes, de acordo com os procedimentos 

descritos por Bertollo et al. (1978) e Foresti et al. (1993). 
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Coloração e Bandamentos Cromossômicos 

Os cromossomos foram corados com solução de Giemsa 5%. O bandamento C seguiu o 

protocolo descrito por Sumner (1972), com modificação na etapa de coloração (Lui et al., 2009). A 

detecção das regiões organizadoras de nucléolo (Ag-NORs) foi determinada segundo Howell & 

Black (1980). Toda a análise convencional dos cromossomos foi realizada de forma sequêncial 

(coloração convencional com Giemsa, bandamento C e Ag-NORs) para identificação precisa dos 

pares cromossômicos. 

 

Hibridização cromossômica, sondas e análises cariotípicas 

O mapeamento dos sítios de rDNA 18S e 5S nos cromossomos foi obtido pela hibridação in 

situ fluorescente (FISH), segundo protocolo descrito por Pinkel et al. (1986), com sondas obtidas de 

Prochilodus argenteus  (Hatanaka & Galetti Jr., 2004) e de Leporinus elongatus  (Martins & Galetti 

Jr., 1999), respectivamente. As sondas de rDNA 5S e 18S foram marcadas com digoxigenina-11-

dUTP e biotina-14-dATP, respectivamente, por nick translation, de acordo com as especificações do 

fabricante (Roche Applied Science). Todos os processos de hibridização foram realizados sob alta 

condição de estringência - 77% (200ng de cada sonda, 50% de formamina, 10% de sulfato de 

dextrano, 2xSSC, pH 7,0 - 7,2, a 37 ºC,  “overnight”). Após a hibridização, as lâminas foram lavadas 

por 20 minutos em solução de 15% formamida/0,2xSSC a 42°C, 0,1xSSC a 60°C por 15 minutos e 

4xSSC/0,05% Tween por 10 minutos a temperatura ambiente, sendo esta última compreendida por 

duas lavagens de 5 minutos. A detecção do sinal foi realizada utilizando streptavidina-Alexa Fluor 

488 (Molecular Probes) para a sonda de  rDNA 18S; e anti-digoxigenina-rodamina (Roche Applied 

Science) para a sonda de rDNA 5S. Os cromossomos foram contra-corados com uma solução de 

antifading/DAPI (40µL de antifading + 1µL de DAPI - 0,2mg/mL), e analisados em microscopia de 

epifluorescência (Olympus BX50). 
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Os cromossomos foram classificados de acordo com a razão de braços proposta por Levan et 

al. (1964), sendo os cromossomos metacêntricos (m), submetacêntricos (sm) e subtelocêntricos (st) 

considerados com dois braços e os acrocêntricos (a) com um braço, e arranjados no cariótipo em 

ordem decrescente de tamanho. O software DP2-BSW  do próprio sistema de captura (DP72) foi 

utilizado para captura das imagens. 

 

Resultados 

Todos os exemplares de H. iheringii analisados apresentaram número diploide de 80 

cromossomos (8m+16sm+28st+28a, NF=132), sem a presença de cromossomos sexuais 

heteromórficos (Fig. 1a). O bandamento C evidenciou pequena quantidade de heterocromatina 

alocada preferencialmente nas porções terminais dos cromossomos (Fig. 1b). Nos pares 1 (m) e 5 

(sm), dois grandes blocos heterocromáticos em posição terminal do braço longo apresentaram 

variações inter-individuais com: ambos os cromossomos do par marcados (h
+
h

+
), exemplares 

portando apenas um cromossomo do par marcado (h
+
h

-
) e exemplares com ausência total destes 

blocos heterocromáticos (h
-
h

-
) (Fig. 2). A impregnação por nitrato de prata revelou a presença de 

NORs múltiplas localizadas na porção terminal do braço curto de dois pares subtelocêntricos (pares 

13 e 20) e na posição terminal do braço longo de um par acrocêntrico (par 34) (Fig. 1, em destaque). 

Foi verificado um heteromorfismo de tamanho entre os sítios Ag-NORs dos cromossomos do par 13. 

A hibridização in situ fluorescente com sonda de rDNA 18S confirmou o resultado encontrado pela 

coloração com o nitrato de prata para o par 13, porém somente um cromossomo dos pares 20 e 34 

foram marcados (Fig. 3a). Com relação aos sítios de rDNA 5S, a FISH revelou um cístron dessa 

família de DNA ribossomal na porção intersticial do braço curto do par cromossômico 2 (Fig. 3b). 
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Discussão 

Estudos citogenéticos em Loricariidae revelam uma notável diversidade de números 

cromossômicos, fórmulas cariotípicas e marcadores neste grupo. Apesar desta extensa variação, 

análises cariotípicas de espécies da família têm permitido a inferência de tendências evolutivas bem 

definidas e putativas relações dentro do grupo (Artoni & Bertollo, 2001; Alves et al., 2006, 

Ziemniczak et al., 2012). Em Hypostomus, o número diploide varia de 54 cromossomos observado 

em Hypostomus plecostomus Linnaeus, 1758 (Muramoto et al., 1968) a 84 cromossomos verificado 

em Hypostomus sp. 2 (Cereali et al., 2008). Conjuntos cromossômicos numericamente semelhantes 

ao de Hypostomus sp. 2 (Cereali et al., 2008) foram evidenciados em Hypostomus sp. 3 do córrego 

Salobrinha, Mato Grosso do Sul, Brasil (Cereali et al., 2008) (82 cromossomos),  Hypostomus sp. E 

do rio Mogi-Guaçu, São Paulo, Brasil (Artoni & Bertollo, 1996) (80 cromossomos) e Hypostomus 

topavae (Godoy, 1969) do rio Piquiri, Paraná, Brasil (Bueno et al., 2012) (80 cromossomos). 

Considerando estes dados, nota-se que H. iheringii (2n = 80) (Fig. 1a) corresponde a uma espécie 

entre aquelas com os maiores números cromossômicos do gênero. Em Loricariidae, o número 

diplóide varia de 2n = 34 cromossomos em Ancistrus cuiabae Knaack, 1999 (Mariotto et al., 2011) a 

2n = 96 cromossomos em Upsilodus sp. (Kavalco et al., 2004). Segundo Artoni & Bertollo (2001), 

espécies de Hypostomus com grandes números cromossômicos, possivelmente, são mais derivadas 

em relação às com números cromossômicos menores, já que 2n = 54 cromossomos representa uma 

condição plesiomófica para Loricariidae, a qual é compartilhada com o grupo externo 

Trichomycteridae (Ziemniczak et al., 2012). Desta forma, é possível concluir que H. iheringii deve 

representar uma espécie derivada no gênero, já que apresenta número cromossômico elevado. 

Foi postulado que o aumento do número de cromossomos subtelocêntricos/acrocêntricos é 

diretamente proporcional ao 2n, enquanto que o número de metacêntricos/submetacêntricos é 

inversamente proporcional ao 2n, de maneira que as fissões cêntricas teriam desempenhado papel 

fundamental na evolução cariotípica do grupo (Artoni & Bertollo, 2001). Recentemente, Bueno et al. 
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(2012) corroboraram esta hipótese somente para espécies com números cromossômicos iguais ou 

superiores a 80 cromossomos, sendo que para espécies com números cromossômicos menores não 

foi possível correlacionar o número diploide com a proporção de cromossomos 

subtelocêntricos/acrocêntricos. Diante deste aspecto, outros rearranjos cromossômicos, tais como 

inversões, deleções, duplicações e heterocromatinização devem estar atuando na diferenciação 

cromossômica da tribo Hipostomini. 

Em peixes, polimorfismos de blocos heterocromáticos com manutenção de estados 

heteromórficos são relativamente comuns e correlacionados com a diferenciação populacional e 

especiação (Hartley & Horne, 1984; Mantovani et al., 2000; Vicari et al., 2003; Souza et al., 2007; 

Kantek et al., 2009; Bellafronte et al., 2011). Em Loricariidae, variações populacionais em número e 

tamanho de sítios heterocromáticos foram descritas em Hisonotus leucofrenatus Ribeiro, 1908 

(Andreata et al., 2010), Kronichthys lacerta Nichols, 1919 e Isbrueckerichthys duseni  Miranda 

Ribeiro, 1907 (Ziemniczak et al., 2012). No gênero Hypostomus, poucos são os relatos para esta 

forma de variação, sendo tal observada no presente trabalho para H. iheringii (Fig. 2) e para 

Hypostomus sp. B por Artoni & Bertollo (1999), na qual se verificou a presença de um braço 

cromossômico extra totalmente heterocromático em dois exemplares. 

Em H. iheringii, o polimorfismo das regiões heterocromáticas dos pares cromossômicos 1 e 5 

não são correlacionadas as variações de tamanho destes cromossomos eucromáticos (Fig. 2). Neste 

sentido, é plausível supor que o processo de heterocromatinização (King, 1980) esteja atuando no 

braço longo dos cromossomos 1 e 5. Contudo, a ocorrência adicional de amplificação 

heterocromática em tais cromossomos não pode ser descartada. 

Com relação ao mapeamento físico da família multigênica 45S, a inexistência de marcação em 

um cromossomo dos pares 20 e 34 (Fig. 3) possivelmente ocorreu devido à crossing-over desigual 

entre os homólogos destes pares, permitindo o surgimento de diferenças de tamanho entre os sítios 

(Markovic et al., 1978). Desta maneira, a técnica de hibridização in situ fluorescente não foi capaz de 
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detectar tais sítios em decorrência de sua limitada sensibilidade em relação a sítios muito pequenos 

(Schwarzacher & Heslop-Harrison, 2000). Segundo Kavalco et al. (2005), a população de 

Hypostomus affinis (Steindachner, 1877) proveniente da bacia do rio Paraíba do Sul apresenta sítios 

múltiplos de rDNA 18S, não ocorrendo marcação em todos os cromossomos Ag-NOR positivos. 

Desta maneira, verifica-se a possível recorrência de sítios de rDNA 18S muito pequenos em 

Hypostomus. Contudo, no caso de H. affinis, o crossing-over desigual mostrou-se mais conspícuo, 

levando ao surgimento de heteromorfismo de tamanho mais evidente entre os cromossomos 

homólogos. Diferenças de tamanho entre sítios nos quais se situam a região organizadora de nucléolo 

neste gênero mostram-se mais frequentes. Observa-se a descrição de vários casos nos quais a 

variação no tamanho dos sítios é perceptível com nitrato de prata, como foi verificado para o par 13 

(Fig. 1, em destaque) (Artoni & Bertollo, 1996; Kavalco et al., 2004; 2005; Cereali et al., 2008; 

Rubert et al., 2008). 

Apesar da literatura sobre mapeamento físico de rDNA 5S em Hypostomus não ser 

abundante, nota-se que tal marcador apresenta variação dentro do grupo, já que o presente trabalho 

identificou apenas um par cromossômico portador destes sítios, o par 2 (Fig. 3b), enquanto que para 

H. affinis identificou-se 8 cromossomos portadores de tais cístrons (Kavalco et al., 2005) e 9 

cromossomos para Hypostomus regani Ihering, 1905 (Mendes-Neto et al., 2011). Os dados 

disponíveis para esse marcador em outros gêneros de Loricariidae indicam que o grupo apresenta-se 

bastante diversificado, ocorrendo espécies com marcação simples, como por exemplo 

Neoplecostomus micropis (Steindachner, 1877) e Harttia loricariformis Steindachner, 1877 (Kavalco 

et al., 2004) ou múltiplas, evidenciadas em Harttia carvalhoi Miranda Ribeiro, 1939 (Centofante et 

al., 2006) e Upsilodus sp. (Kavalco et al., 2004). Em espécies alocadas em grupos basais de 

Loricariidae, K. lacerta, I. duseni, Parotocinclus maculicauda Steindachner, 1877 e no grupo externo 

Trichomycterus, a sintenia dos rDNAs maior e menor tem sido detectada e correlacionada ao estado 
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primitivo (Ziemniczak et al., 2012). Em H. affinis, com a ampla diferenciação do número diploide, 

os rDNAs também tem sido realocados no cariótipo e representam um estado derivado. 

Em síntese, H. iheringii apresenta tendências evolutivas características do gênero 

Hypostomus, a exemplo do alto número de cromossomos subtelocêntricos e acrocêntricos atribuídos 

a espécies deste gênero com elevados números cromossômicos. Contudo, a distribuição e 

diversificação heterocromática sugerem novas tendências evolutivas. Todos os marcadores 

cromossômicos indicam que o cariótipo de H. iheringii mostra-se altamente diferenciado, e que o 

processo de heterocromatinização de segmentos cromossômicos pode ter contribuído para a 

diversificação cariotípica encontrada na população de H. iheringii. 
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Figuras (Capítulo 1) 

 

Figura 1. Cariótipo de Hypostomus iheringii corado com Giemsa (a) e tratado pelo bandamento C (b). Em destaque os 

cromossomos portadores de sítios Ag-NORs positivos. Barra = 5 μm. 
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Figura 2. Polimorfismo heterocromático acentuado nos pares cromossômicos 1 e 5 de H. iheringii. 

 

 

 

 

 

Figura 3. Cariótipos de Hypostomus iheringii submetidos à FISH usando sonda de rDNA 18S (a) e rDNA 5S (b). Barras 

= 5 μm. 
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6.2.  CAPÍTULO 2 

 

 

 

 

 

 

 

Diversidade cromossômica em Hypostomus (Siluriformes, Loricariidae) 

com ênfase no mapeamento físico de sítios de rDNAs 18S e 5S 
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Resumo 

O presente estudo teve como objetivo analisar espécies do gênero Hypostomus buscando contribuir 

para a compreensão da evolução cariotípica do grupo, especialmente em relação à localização física 

dos genes ribossomais 18S e 5S. Espécimes de Hypostomus ancistroides e Hypostomus 

nigromaculatus apresentaram diferenças nas fórmulas cariotípicas, distribuição e localização de 

regiões heterocromáticas e das regiões organizadoras de nucléolo (NORs) quando comparadas com 

outras populações das mesmas espécies. A primeira caracterização citogenética de Hypostomus 

tapijara, espécie aparentemente endêmica do rio Ribeira de Iguape, demontrou que tais espécimes 

possuem 2n = 66 cromossomos, enquanto que H. ancistroides apresentou 2n = 68 e H. 

nigromaculatus 2n = 76 cromossomos. O mapeamento físico dos genes de rDNA 18S e 5S para as 

três espécies analisadas demonstrou a ocorrência de sítios simples, múltiplos e sintênicos. A sintenia 

dos genes ribossomais foi verificada em H. ancistroides e H. tapijara, sendo verificado um padrão de 

sobreposição entre estes sítios em todos os cromossomos portadores desta condição. O gênero 

Hypostomus apresenta elevada complexidade cromossômica, a qual é acompanhada por intensa 

variação morfológica. Desta maneira, torna-se evidente que o grupo compreende um interessante 

modelo de evolução cromossômica para a ictiofauna neotropical. 

 

Palavras-chave: evolução cromossômica, fiber-FISH, Hypostominae, peixes. 
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Abstract 

The present study aimed at analyzing species of genus Hypostomus, in order to contribute to the 

understanding of the karyotype evolution of the group, especially regarding the physical location of 

18S and 5S ribosomal genes. Specimens of Hypostomus ancistroides and Hypostomus 

nigromaculatus displayed differences in karyotype formulas, distribution and location of 

heterochromatin and nucleolus organizer regions (NORs) when compared to other populations of the 

same species. The first cytogenetic characterization of Hypostomus tapijara, an apparently endemic 

species to the Ribeira de Iguape River, showed that these specimens have 2n = 66 chromosomes, 

while H. ancistroides showed 2n = 68 and H. nigromaculatus 2n = 76 chromosomes. The physical 

mapping of 18S and 5S rDNA sites for the three analyzed species showed simple, multiple and 

syntenic clusters. The synteny of ribosomal sites was noticed in H. ancistroides and H. tapijara and 

it was observed an interspersed pattern between these sites in all chromosomes bearing of this 

condition. The genus Hypostomus has a high chromosome complexity that is accompanied by a great 

morphology variation. It is evident that this group comprises an interesting model in the chromosome 

evolution of neotropical ichthyofauna. 

 

Keywords: chromosome evolution, fiber-FISH, fish, Hypostominae. 
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Introdução 

Em eucariotos, os genes ribossomais compreendem duas famílias gênicas distintas, 

compostas por repetições organizadas em tandem. O rDNA maior (45S), região responsável pela 

organização do nucléolo, engloba os genes que codificam os rRNAs 18S, 5,8S e 28S, os quais são 

separados por espaçadores internos e externos e rodeados por espaçadores não-transcritos. Por sua 

vez, o rDNA menor é composto pela família gênica que codifica as moléculas de rRNA 5S (Long & 

Dawid, 1980). Em função da aparente conservação molecular dos sítios ribossomais entre grupos de 

organismos relacionados, tais sequências representam ferramentas resolutivas em estudos 

citotaxonômicos e evolutivos. 

Em peixes, inicialmente, apenas os sítios do rDNA 45S ativos na intérfase precedente eram 

identificados através da impregnação por nitrato de prata – Ag-NOR (Miller et al., 1976). Entretanto, 

com o advento da técnica de hibridização in situ fluorescente (FISH), todos os sítios dos rDNAs 

maior e menor passaram a ser localizados. Atualmente, variações da FISH com maior grau de 

resolução vêm sendo aplicadas em diversos grupos de organismos (Guerra, 2004). Dentre estas 

técnicas, destaca-se a hibridização em fibra cromatínica distendida (fiber-FISH), que, apesar de ainda 

não estar difundida em estudos citogenéticos em peixes, corresponde a uma ferramenta com grande 

potencial para auxiliar em diversos tipos de estudos (Barros et al., 2011), como é verificado para 

outras classes de organismos (Heiskanen et al., 1995; Fransz et al., 1996; Brunner et al., 1998; 

Adawy et al., 2002; Iafrate et al., 2004; Lavania et al., 2005; Muñoz-Pajares et al., 2011). 

Dentre os peixes, a família Loricariidae compreende os animais popularmente conhecidos 

como cascudos. De acordo com Reis et al. (2006), este grupo encontra-se subdivido em seis 

subfamílias: Loricariinae, Hypoptopomatinae, Hypostominae, Neoplecostominae, Lithogeneinae e 

Delturinae. Em Hypostominae, o número diplóide varia de 2n = 34 em Ancistrus cuiabae Knaack, 

1999 (Mariotto et al., 2011) a 2n = 84 em Hypostomus sp. 2 (Cereali et al., 2008). A maioria dos 

estudos citogenéticos indica uma grande variabilidade em vários caracteres cromossômicos, contudo 
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análises moleculares de mapeamento físico de genes ribossômicos são encontradas apenas em 

algumas espécies (Kavalco et al., 2004; 2005; Centofante et al., 2006; Mariotto et al., 2009; 2011; 

Mendes-Neto et al., 2011; Rubert et al., 2011; Bitencourt et al., 2012; Traldi et al., 2012;  

Ziemniczak et al., 2012).  

Considerando a importância de genes ribossomais em estudos de evolução cariotípica e a 

incipiente literatura relacionada ao mapeamento físico destes genes em Hypostominae, o presente 

trabalho teve por objetivo analisar através de metodologias clássicas (coloração convencional com 

Giemsa, bandamento C e impregnação por nitrato de prata) e moleculares (mapeamento físico dos 

sítios de rDNA 18S e 5S em cromossomos metafásicos e em fibras cromatínicas distendidas) as 

espécies Hypostomus ancistroides (Ihering, 1911), Hypostomus nigromaculatus (Schubart, 1964) e 

Hypostomus tapijara Oyakawa, Akama & Zanata, 2005, com o intuito de contribuir para o 

entendimento da evolução cariotípica do gênero Hypostomus, particularmente no que se refere à 

localização física dos genes ribossomais 5S e 18S.  

 

Materiais e Métodos 

Análises citogenéticas clássicas e moleculares foram realizadas em exemplares de H. 

ancistroides (11 fêmeas e 10 machos) e H. nigromaculatus (13 fêmeas e 13 machos) coletados no 

córrego da Lapa, Ipeúna, São Paulo, Brasil e espécimes de H. tapijara (26 fêmeas e 14 machos) 

coletados no rio Ribeira de Iguape, Registro, São Paulo, Brasil. Os exemplares foram depositados no 

Museu de Zoologia da Universidade de São Paulo, com os registros MZUSP 110802, MZUSP 

110801 e MZUSP 109785, respectivamente. 

Foram obtidas suspensões celulares de porções do rim anterior dos animais, de acordo com 

Bertollo et al. (1978) e Foresti et al. (1993). Os cromossomos mitóticos metafásicos foram corados 

com Giemsa 5% e organizados em quatro classes morfológicas: metacêntricos (m), submetacêntricos 

(sm), subtelocêntricos (st) e acrocêntricos (a) (Levan et al., 1964). O padrão de distribuição 
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heterocromática foi determinado segundo protocolo descrito por Sumner (1972), com modificações 

na etapa de coloração (Lui et al., 2009). As regiões organizadoras de nucléolo (NORs) foram 

identificadas através da técnica de impregnação por nitrato de prata, descrita por Howell & Black 

(1980). A preparação de lâminas com fibras cromatínicas distendidas foram obtidas segundo os 

protocolos descritos por Fidlerova et al. (1994) e Muñoz-Pajares et al. (2011), com adaptações 

(Barros et al., 2011). 

O mapeamento físico dos sítios de rDNAs 18S e 5S  foi desenvolvido de acordo com Pinkel 

et al. (1986) e utilizou sondas obtidas de Prochilodus argenteus Spix and Agassiz, 1829 (Hatanaka & 

Galetti Jr., 2004) e Leporinus elongatus Valenciennes, 1850 (Martins & Galetti Jr., 1999), 

respectivemente. A sonda de rDNA 18S foi marcada com biotina-16-dUTP e a de 5S rDNA com 

digoxigenina-11-dUTP, através de nick translation, de acordo com as instruções do fabricante 

(Roche Applied Science). Todos os processos de hibridização foram realizados sob alta condição de 

estringência - 77% (200ng de cada sonda, 50% de formamina, 10% de sulfato de dextrano, 2xSSC, 

pH 7,0 - 7,2, a 37 ºC, “overnight”). Após a hibridização, as lâminas foram lavadas por 20 minutos em 

solução de 15% formamida/0,2xSSC a 42°C, 0,1xSSC a 60°C por 15 minutos e 4xSSC /0,05% 

Tween por 10 minutos a temperatura ambiente, sendo esta última constituída por duas lavagens de 5 

minutos. A detecção do sinal foi realizada utilizando avidina-FITC (Sigma) para a sonda de rDNA 

18S; e anti-digoxigenina-rodamina (Roche Applied Science) para a sonda de rDNA 5S. Os 

cromossomos foram analisados em um microscópio de epifluorescência (Olympus BX51) acoplado a 

um sistema de captura de imagem (Olympus DP72). 
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Resultados 

Hypostomus ancistroides 

Todos os exemplares de H. ancistroides analisados apresentaram 2n = 68 cromossomos (14m 

+ 16sm + 22st + 16a), NF = 120 (Fig. 1a). A impregnação por nitrato de prata evidenciou a presença 

de NORs múltiplas, alocadas na região terminal do braço curto dos pares cromossômicos 8, 13 e 15 

(Fig. 1b, em destaque). Através do bandamento C foi observada a presença de pouca 

heterocromatina, distribuída em regiões terminais e centroméricas de vários cromossomos do 

complemento (Fig. 1b). No par cromossômico 15 foi evidenciada sobreposição entre sítios 

heterocromáticos e a região organizadora de nucléolo (Fig. 1b). A hibridização in situ fluorescente 

com sonda de rDNA 18S confirmou o resultado obtido através da impregnação por nitrato de prata, 

contudo, apenas um cromossomo do par 15 mostrou-se marcado (Fig. 2a). Foram encontrados três 

pares cromossômicos portadores dos sítios de rDNA 5S: o par 2, com marcação instersticial no braço 

curto, e os pares 8 e 13, os quais apresentam condição sintênica com o sítio de rDNA 18S (Fig. 2a). 

O mapeamento físico desses genes em fibra cromatínica distendida revelou que os cístrons de rDNA 

18S e 5S apresentavam-se intercalados nos cromossomos portadores de sintenia (pares 8 e 13) (Figs. 

3c, 3f). Nesta análise, foram encontradas fibras portadoras de apenas um destes sítios (Fig. 3a, 3b, 

3d, 3e), as quais correspondem aos cromossomos com apenas um tipo de rDNA, e fibras portando 

ambos os sítios intercalados (Fig. 3c, 3f). 

 

Hypostomus nigromaculatus 

Em H. nigromaculatus, o número diploide obtido foi 76 cromossomos (12m + 22sm + 30st + 

12a), com NF = 140 (Fig. 1c). A aplicação da técnica de Ag-NOR demonstrou a existência de 

regiões organizadoras de nucléolo simples, alocadas na porção terminal do braço longo do par 

acrocêntrico 33 (Fig. 1d, em destaque). A heterocromatina foi localizada em porções terminais e 

centroméricas de poucos pares cromossômicos, sendo evidenciada sobreposição entre sítios 
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heterocromáticos e as NORs (Fig. 1d). A FISH com sonda de rDNA 18S confirmou o resultado 

obtido pela impregnação por nitrato de prata, exibindo marcação apenas no par 33 (Fig. 2b). Foi 

evidenciada a ocorrência de apenas um cístron de rDNA 5S nesta espécie, o qual se localizava na 

porção intersticial do braço curto de apenas um par cromossômico metacêntrico, o par 2 (Fig. 2b). 

 

Hypostomus tapijara 

Os exemplares de H. tapijara apresentaram número diploide igual a 66 cromossomos (14m + 

24sm + 14st + 14a), com NF = 118 (Fig. 1e). A impregnação por nitrato de prata evidenciou a 

presença de NORs ativas nas porções terminais no braço curto do par cromossômico metacêntrico 4 

e no braço longo do par acrocêntrico 29 (Fig. 1f, em destaque). Poucos blocos heterocromáticos 

foram evidenciados através do bandamento C, sendo mais proeminentes aqueles intercalares as Ag-

NORs (Fig. 1f). A hibridização in situ fluorescente com sondas de rDNA 18S e 5S mostrou a 

existência de sintenia destes sítios na porção terminal do braço curto dos pares cromossômicos 4 e 10 

(Fig. 2c). Foram verificadas também marcações de rDNA 18S na porção final do braço longo do par 

29, e marcações de rDNA 5S na porção intersticial do braço curto do par 2 e porção intersticial do 

braço longo do par 31 (Fig. 2c). A fiber-FISH evidenciou resultado semelhante ao obtido para H. 

ancistroides, sendo encontradas fibras portadoras de apenas um dos sítios ribossomais (Fig. 3g, 3h, 

3j, 3k) ou de ambos os sítios sobrepostos (Figs. 3i, 3l). 

 

Discussão 

Hypostomus representa o gênero de cascudos dominante nos rios brasileiros (Britski, 1972), 

sendo amplamente distribuído na América do Sul e ocorrendo em uma grande variedade de 

ecossistemas dulcícolas (Oyakawa et al., 2005). Dentre os Hypostominae, Hypostomus encontra-se 

entre os gêneros com maior número de estudos citogenéticos, contudo, uma vasta diversidade neste 

grupo mantém-se inexplorada (Rubert et al., 2011). Dentre as espécies analisadas no presente 
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trabalho, a caracterização de H. tapijara (espécie aparentemente endêmica da bacia do Ribeira de 

Iguape) compreende os primeiros dados cromossômicos da espécie e, desta forma, enfatiza o fato de 

que um grande número de espécies de Hypostomus ainda não foi explorado através de análises 

cromossômicas. 

Este gênero é conhecido por apresentar uma ampla variação cromossômica (Artoni & 

Bertollo, 2001; Mendes Neto et al., 2011; Bueno et al., 2012), com número diploide variando de 2n 

= 54 observado em Hypostomus plecostomus Linnaeus 1758 (Muramoto et al., 1968) a 2n = 84 

identificado em Hypostomus sp. 2 (Cereali et al., 2008). Artoni & Bertollo (2001) consideraram 2n = 

54 cromossomos como putativa condição primitiva em Loricariidae, sendo que rearranjos do tipo 

fissões cêntricas levariam ao aumento do número diploide observado em várias espécies do grupo. 

De fato, todas as espécies de Hypostomus caracterizadas até o presente momento apresentam número 

diploide igual ou superior a 54 cromossomos (Bueno et al., 2012). As três espécies estudadas no 

presente trabalho apresentam número diplóide superior a 54 cromossomos (H. ancistroides com 2n = 

68, H. nigromaculatus com 2n = 76, e H. tapijara com 2n=66), o que corrobora esses sucessivos 

eventos de fissões cêntricas, os quais devem ser responsáveis pela diversificação cromossômica do 

gênero. 

Variações cariotípicas com manutenção do número diploide entre distintas populações da 

mesma espécie são comuns em Hypostomus (Michele et al., 1977; Artoni & Bertollo, 1996; Alves et 

al., 2006; Mendes Neto et al., 2011; Rubert et al., 2011). Entre as três espécies deste trabalho, 

verifica-se tal situação para H. ancistroides e H. nigromaculatus, as quais apresentam ampla 

distribuição na bacia do alto rio Paraná. Todas as populações de H. ancistroides e H. nigromaculatus 

anteriormente estudadas apresentaram respectivamente, número diploide igual a 68 cromossomos 

(Artoni & Bertollo, 1996; Alves et al., 2006; Rubert et al., 2011) e 76 cromossomos (Rubert et al., 

2008). Segundo Bueno et al. (2012), além das fissões cêntricas, inversões pericêntricas e 
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paracêntricas também apresentam um importante papel na diversificação cariotípica de Hypostomus, 

o que poderia explicar tais diferenças populacionais. 

Os sítios ribossomais representam importantes marcadores citotaxonômicos e evolutivos no 

entendimento da diferenciação cromossômica de peixes. De acordo com Alves et al. (2006), NORs 

múltiplas em posição terminal são comuns entre as espécies de Hypostomus, entretanto, a condição 

de NORs simples também ocorre em algumas espécies do gênero. No presente trabalho, H. tapijara e 

H. ancistroides apresentaram NORs múltiplas, enquanto H. nigromaculatus apresentou NORs 

simples. Desta maneira, torna-se evidente a variabilidade deste caráter no grupo, enfatizando a 

diversificação cromossômica recorrente no grupo. No gênero Hypostomus, são observadas variações 

no padrão heterocromático exibido por distintas espécies, como mostrado neste estudo nas três 

espécies analisadas. Segmentos heterocromáticos intercalados ou adjacentes com os sítios 

ribossomais são frequentes entre os peixes neotropicais, conforme verificado para as três populações 

analisadas, fato este que provavelmente possibilita a dispersão dos sítios de NORs pelo genoma 

(Moreira-Filho et al., 1984; Vicari et al., 2008). 

O advento da FISH possibilitou a confirmação da evidente variação nos sítios de rDNA 18S 

apresentada pelas espécies de Hypostomus, bem como a identificação da diversidade de número e 

localização dos sítios de rDNA 5S (Kavalco et al., 2004; 2005; Mendes-Neto et al., 2011; Rubert et 

al., 2011; Bitencourt et al., 2012; Traldi et al., 2012). Em Hypostomus, é recorrente a inexistência de 

marcação pela FISH em todos os cromossomos dos pares portadores dos sítios de rDNA 18S e 5S. 

Tal condição, verificada para o sítio de rDNA 18S do par 15 de H. ancistroides (presente análise), foi 

previamente identificada em H. regani (Mendes-Neto et al., 2011) e H. iheringii (Traldi et al., 2012) 

e, possivelmente, ocorra em função da limitada sensibilidade da técnica a sítios muito pequenos 

(Schwarzacher & Heslop-Harrison, 2000). Aparentemente, o sítio intersticial de rDNA 5S presente 

num par cromossômico metacêntrico é constante nas espécies de Hypostomus, conforme verificado 

em H. regani (Mendes-Neto et al., 2011), H. iheringii (Traldi et al., 2012), H. ancistroides, H. 
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nigromaculatus e H. tapijara (presente trabalho). Desta forma, é possível que tal sítio represente uma 

condição primitiva dentro do gênero. 

Em peixes, a disposição dos sítios ribossomais em cromossomos distintos é a situação mais 

comumente encontrada (Lui et al., 2009; Blanco et al., 2010; Martinez et al., 2011). De acordo com 

Martins & Galetti Jr. (1999), tal condição poderia apresentar alguma vantagem em relação à 

disposição sintênica. Conversão gênica e crossing-over desigual são mecanismos com passível 

ocorrência em arranjos sintênicos de sítios de rDNA 18S e 5S e, desta forma, a localização destes 

genes em distintos cromossomos evitaria possíveis rearranjos desfavoráveis (Dover, 1986). Contudo, 

vários grupos de peixes portam os genes ribossomais maior e menor em um mesmo cromossomo. 

São verificados casos com sítios co-localizados, adjacentes e distantes. Os casos de sintenia entre 

genes ribossomais em pares cromossômicos metacêntricos/submetacêntricos de H. ancistroides e H. 

tapijara constituem os primeiros relatos desta condição para o gênero. A análise da fibra cromatínica 

distendida nestas espécies permitiu a observação de que tais genes encontram-se intercalados nos 

cromossomos portadores de sintenia. Em eucariotos, a transcrição do rDNA 18S é realizada pela 

RNA polimerase I, enquanto que o rDNA 5S é transcrito pela RNA polimerase III (Sumner, 2003; 

Snustad, 2006). Considerando a atividade transcricional dos sítios de rDNA 18S nos sítios sintênicos 

identificada pela impregnação por nitrato de prata, e o possível impedimento físico existente entre a 

atuação das distintas maquinarias de transcrição num mesmo segmento cromossômico, é possível 

que os sítios de rDNA 5S encontrados co-localizados com o rDNA 18S tratam-se de pseudogenes. 

Entretanto, no par 10 de H. tapijara, não foram verificadas marcas através da impregnação por 

nitrato de prata e, desta forma, não se faz possível especular sobre a condição funcional dos genes 

ribossomais neste par cromossômico. 

Em Loricariidae, a maioria das espécies analisadas exibe cromossomos distintos como 

portadores dos sítios ribossomais (Mariotto et al., 2011; Mendes-Neto et al., 2011; Rosa et al., 2012; 

Ziemniczak et al., 2012). Situações sintênicas destes genes observadas em H. ancistroides e H. 
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tapijara do presente trabalho foram evidenciadas também em espécies das subfamílias 

Neoplecostominae e Hypoptopomatinae (Ziemniczak et al., 2012), Hypostominae – tribo Ancistrini 

(Mariotto et al., 2011) e Loricariiane (Kavalco et al., 2004; Centofante et al., 2006). Tal arranjo foi 

considerado como provável condição primitiva da família ao ser detectado também no grupo externo 

Trichomycteridae (Ziemniczak et al., 2012). Desta maneira, é possível que a sintenia encontrada em 

H. ancistroides e H tapijara seja um resquício dessa condição primitiva, enquanto que em H. 

nigromaculatus rearranjos cromossômicos devem ter propiciado o surgimento de uma condição 

derivada. Contudo, vale ressaltar a ocorrência de diferenças entre o arranjo sintênico evidenciado 

para H. ancistroides e H. tapijara e para as subfamílias Neoplecostominae e Hypoptopotaminae 

(Ziemniczak et al., 2012) e família Trichomycteridae (Ziemniczak et al., 2012). No presente 

trabalho, os sítios ribossomais exibiram padrão de sobreposição, enquanto que para as demais 

espécies foi encontrado um padrão de adjacência entre tais sítios. Considerando como primitiva a 

condição de sítios adjacentes, o padrão exibido por Hypostomus pode ser decorrente de conversões 

gênicas e crossing desiguais (Dover, 1986). Entretanto, a possível atuação de inversões paracêntricas 

nestas porções cromossômicas não pode ser descartada. 

Dentre os Loricariidae, Hypostomus é considerado um gênero derivado. Estudos 

cromossômicos têm identificado a existência de grande variação cariotípica no grupo, a qual vai 

desde a exibição de caracteres derivados, como a recorrência de números diploides elevados e NORs 

múltiplas, até a manutenção de características primitivas, como a sintenia dos genes ribossomais, 

características estas aqui representadas em H. ancistroides e H. tapijara. Desta maneira, torna-se 

evidente a complexidade cromossômica deste gênero, a qual é acompanhada por uma grande 

variação morfológica, enfatizando o interessante modelo que este gênero pode representar na 

evolução cromossômica dos peixes neotropicais. 
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Figuras (Capítulo 2) 

 

Figura 1. Cariótipos de Hypostomus ancistroides (a, b), Hypostomus nigromaculatus (c, d) e Hypostomus tapijara (e, f) 

com coloração convencional com Giemsa (a, c, e) e bandamento C (b, d, f). Em destaque os cromossomos portadores de 

sítios Ag-NORs positivos. 
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Figura 2. Metáfases de Hypostomus ancistroides (a), Hypostomsus nigromaculatus (b) e Hypostomus tapijara (c) 

submetidas à dupla-FISH com sondas de rDNA 18S (sinal verde) e  rDNA 5S (sinal vermelho). Os números representam 

os pares cromossômicos portadores dos sítios ribossomais. 

 

 

 

 

 

Figura 3. Cromossomos mitóticos (a, b, c, g, h, i) e fibras cromatínicas distendidas (d, e, f, j, k, l) de Hypostomus 

ancistroides (a, b, c, d, f) e Hypostomus tapijara (g, h, i, j, k, l) submetidos à dupla-FISH com sondas de rDNA 18S 

(sinal verde) e rDNA 5S (sinal vermelho). Os números representam os pares cromossômicos portadores dos sítios 

ribossomais. 
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6.3.  CAPÍTULO 3 

 

 

 

 

 

 

 

Mapeamento físico de sequências (GATA)n e (TTAGGG)n em espécies de 

Hypostomus (Siluriformes, Loricariidae) 
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Resumo 

Hypostomus (Loricariidae, Hypostominae, Hypotomini) constitui um dos gêneros mais especiosos e 

de ampla distribuição entre os peixes da região Neotropical. Este grupo mostra alta variação intra e 

interespecificamente do ponto de vista cromossômico. Os Hypostomini apresentam tendência de 

aumento do 2n a partir de 54 cromossomos, considerados basal para Loricariidae. DNAs satélites e 

sequências teloméricas representam classes de DNAs repetitivos organizados em tandem que têm se 

tornado cada vez mais importantes nos estudos citogenéticos, já que se mostram resolutivos para 

problemas taxonômicos e evolutivos entre espécies relacionadas, e podem fornecer informações 

sobre o status evolutivo das espécies. Neste estudo, foram mapeadas cromossomicamente as 

sequências (GATA)n e (TTAGGG)n em quatro espécies de Hypostomus (H. ancistroides, H. 

iheringii, H. nigromaculatus e H. tapijara) com objetivo de contribuir para um melhor entendimento 

da diversificação cromossômica de Loricariidae. A sequência (GATA)n foi localizada de maneira 

dispersa nos cromossomos, formando pequenos blocos em regiões intersticiais e terminais nas quatro 

espécies avaliadas. A sonda telomérica geral dos vertebrados (TTAGGG)n foi localizada em todos os 

sítios terminais dos cromossomos. Foi verificada a presença de um sítio telomérico intersticial (ITS) 

na região proximal de um cromossomo submetacêntrico na espécie Hypostomus iheringii. Desta 

forma, são discutidos o papel das sequências (GATA)n e (TTAGGG)n na diversificação 

cromossômica de Hypostomus e a possível instabilidade cromossômica gerada pelas fissões cêntricas 

e presença de ITS na história evolutiva do grupo. 

 

Palavras-chave: diversificação cromossômica, elementos repetitivos, Hypostominae. 
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Abstract 

Hypostomus (Loricariidae, Hypostominae, Hypotomini) is one of the most specious and widely 

distributed genera among fishes of Neotropical region. This group is intra and interspecific highly 

diverse from the chromosomal viewpoint. The Hypostomini shows a trend of increasing of diploid 

number from 54 chromosomes which is considered basal to Loricariidae. Satellite DNAs and 

telomeric sequence are classes of repetitive DNA arranged in tandem that have become increasingly 

important to the resolution of taxonomic and evolutionary problems among related species and may 

provide information about evolutionary status of the species. In this study, it was chromosomally 

mapped the (GATA)n and (TTAGGG)n sequences in four species of the genus Hypostomus (H. 

ancistroides, H. iheringii, H. nigromaculatus and H. tapijara) in order to contribute to a better 

understanding of the chromosomal diversification of the Loricariidae. The (GATA)n sequence 

exhibited a dispersed pattern over several chromosomes, with small blocks in interstitial and terminal 

portions in the four species analyzed. The telomeric probe was located in all terminal sites of the 

chromosomes and in an interstitial site (ITS) in the proximal region of a submetacentric pair in the 

species Hypostomus iheringii. This way, it was discussed the role of repetitive DNAs, as (GATA)n 

and (TTAGGG)n sequences, in the chromosomal diversification of Hypostomus, and the presence of 

ITS in the evolutionary history of the group. 

 

Keywords: chromosomic diversification, Hypostominae, repetitive elements. 
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Introdução 

A ordem Siluriformes corresponde ao grupo com maior número de espécies e mais ampla 

distribuição entre os clados pertencentes aos Ostariophysi, possuíndo 3.093 espécies, 478 gêneros e 

36 famílias (Ferraris Jr., 2007). É constituída por animais com hábitos sedentários, e geralmente, 

migração limitada (Britski, 1991). 

Loricariidae é a segunda família de peixes mais numerosa, com 834 espécies reconhecidas, 

alocadas em cerca de 100 gêneros (Eschmeyer & Fricke, 2012). Popularmente conhecidas como 

cascudos, as espécies pertencentes a este grupo apresentam corpo recoberto por placas ósseas e boca 

ventral em forma de ventosa. Representam animais endêmicos da região Neotropical, distribuídos da 

Costa Rica até o sul da Argentina (Weber, 2003). 

Hypostomus constitui um dos gêneros mais especiosos e de larga distribuição entre os peixes 

da América do Sul (Isbrucker, 1980). É o gênero de cascudos dominante nos rios brasileiros (Britski, 

1972). Citogeneticamente, as espécies deste grupo apresentam ampla diversificação, com variação do 

número diploide (2n) de 54 cromossomos, evidenciado em Hypostomus plecostomus (Muramoto et 

al., 1968) a 84 cromossomos, verificado em Hypostomus sp. 2 (Cereali et al., 2008). Neste grupo, a 

fórmula cariotípica, a distribuição heterocromática e a localização dos genes ribossomais são 

importantes marcardores cromossômicos evolutivos intra e interespecíficos (Artoni & Bertollo, 1996; 

1999; Rubert et al., 2008; Bueno et al., 2012). 

O genoma dos eucariotos é constituído por uma grande parte de DNAs repetitivos, os quais 

podem estar organizados em tandem ou dispersos (Charlesworth et al., 1994). DNAs satélites e 

sequências teloméricas representam classes de DNAs repetitivos organizados em tandem que têm se 

tornado cada vez mais importantes nos estudos citogenéticos. De acordo Wichman et al. (1991), 

DNAs satélites divergem rapidamente durante a evolução e, desta forma, tornam-se importantes para 

a resolução de problemas taxonômicos e evolutivos entre espécies relacionadas (Arnason et al., 

1992).  
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Meyne et al. (1990), analisando a distribuição de sequências teloméricas em mais de 100 

espécies de vertebrados, sugeriram que sítios teloméricos terminais e intersticiais podem fornecer 

informações sobre o status evolutivos das espécies. Estudos de sequências teloméricas em peixes têm 

sido realizados com diversos objetivos (Chew et al., 2002; Jacobina et al., 2011). Em Loricariinae a 

utilização da sequência (TTAGGG)n tem contribuído na detecção de fusões cromossômicas e 

entendimento da ampla variação numérica e estrutural do grupo (Rosa et al., 2012). 

Considerando a grande diversificação cromossômica do gênero Hypostomus nos rios 

brasileiros e a eficiência da análise de sequências repetitivas em estudos cromossômicos, este 

trabalho teve por objetivo avaliar a dinâmica das sequências (GATA)n e (TTAGGG)n nos genomas 

de quatro espécies de Hypostomus e contribuir para um melhor entendimento da ampla diversificação 

cromossômica no grupo. 

 

Materiais e Métodos 

Foram analisados espécimes de Hypostomus ancistroides (Ihering, 1911) (11 fêmeas e 10 

machos); Hypostomus iheringii (Regan, 1908) (10 fêmeas e 11 machos) e Hypostomus 

nigromaculatus (Schubart, 1964) (13 fêmeas e 13 machos) provenientes do córrego da Lapa, Ipeúna, 

São Paulo, Brasil, e exemplares de Hypostomus tapijara Oyakawa, Akama & Zanata, 2005 (26 

fêmeas e 14 machos) provenientes do rio Ribeira de Iguape, Registro, São Paulo, Brasil. Os 

exemplares foram identificados e depositados no Museu de Zoologia da Universidade de São Paulo 

(MZUSP) sob os registros MZUSP 110802, MZUSP 106769, MZUSP 110801 e MZUSP 109785, 

respectivamente. 

As preparações cromossômicas mitóticas foram realizadas de acordo com Bertollo et al. 

(1978) e Foresti et al. (1993). Foram utilizadas sondas (GATA)n e (TTAGGG)n, as quais foram 

obtidas através de reações de PCR realizadas com biotina-11-dUTP (Roche Applied Science) na 

ausência de moldes de DNA. Para a amplificação destas sequências repetitivas foram utilizados os 
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primers (GATA)7/(TATC)7 e (TTAGGG)5/(CCCTAA)5 (Ijdo et al., 1991). O mix das reações de 

PCR foi composto por 2,5mM de MgCl2; 40µM de dCTP, dATP e dGTP; 28µM de dTTP; 12µM de 

biotina-11-dUTP (Roche Applied Science); 100µM de cada primer e 2U de Platinum
®
Taq DNA 

polimerase (Invitrogen). As condições do ciclo de PCR foram 94ºC/5 minutos, 9 ciclos de 94ºC/1 

minuto, 55ºC/30 segundos, 72ºC/1 minuto; 29 ciclos de 94ºC/1 minuto, 60ºC/30 segundos, 72ºC/90 

segundos; com extensão final de 72ºC/5minutos. 

A hibridização in situ fluorescente (FISH) seguiu o protocolo descrito por Pinkel et al. 

(1986), sob alta condição de estringência - 77% (200-500ng de DNA sonda, 50% de formamida, 

10% de sulfato de dextrano, 2xSSC, pH 7,0 - 7,2, a 37
o
C overnight). Após a hibridização, as lâminas 

foram lavadas duas vezes em 15% formamida/0,2xSSC a 42°C por 10 minutos cada e posteriormente 

foram efetuadas 2 lavagens de 5 minutos cada em 4xSSC/0,05% Tween 20 em temperatura 

ambiente. As metáfases foram analisadas em microscópio de epifluorescência (Olympus BX51) e as 

imagens capturadas pelo próprio sistema da câmera (Olympus DP72). 

 

Resultados  

A FISH com sonda (GATA)n revelou a presença deste elemento repetitivo disperso pelos 

cromossomos, formando pequenos acúmulos em porções intersticiais e terminais nas quatro espécies 

analisadas (Fig. 1a, c, e, g). No entanto, H. iheringii exibiu um maior acúmulo desta sequência sobre 

os cromossomos do complemento (Fig. 1c).  

Os sítios teloméricos (TTAGGG)n mostraram-se localizados na porção terminal de ambos os 

braços de todos os pares cromossômicos nas quatro espécies analisadas (Fig. 1b, d, f, h). Somente em 

H. iheringii foram identificados sítios teloméricos intersticiais (ITS), os quais se encontram 

localizados na região proximal de um par cromossômico submetacêntrico (Fig. 1d). 
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Discussão 

A sequência (GATA)n, descrita como o maior componente do DNA satélite Bkm (Banded 

Krait Minor), encontra-se amplamente distribuída entre os eucariotos (Singh & Jones, 1982). De 

acordo com Srivastava et al. (2008), repetições GACA/GATA não são encontradas em procariotos, 

contudo gradualmente acumularam-se durante a evolução dos eucariotos. 

Em peixes, são verificados estudos com sequência (GATA)n em um número restrito de 

espécies. Solea senegalensis Kaup, 1858 (Cross et al., 2006), Amphichthys cryptocentreus 

(Valenciennes, 1837), Batrachoides manglae Cervigón, 1964, Porichthys plectrodon Jordan & 

Gilbert, 1882, Thalassophryne maculosa Günther, 1861 (Úbeda-Manzanaro et al., 2010) e 

apresentam padrão disperso desta sequência por vários cromossomos. Já Halobatrachus didactylus 

(Bloch & Schneider, 1801) possui um bloco mais proeminente no braço longo de um par 

cromossômico submetacêntrico (Merlo et al., 2007). Nas quatro espécies do gênero Hypostomus 

analisadas no presente trabalho verificou-se um padrão disperso dos sítios (GATA)n, sem ocorrência 

de acúmulos preferenciais em determinados cromossomos. Desta forma, observa-se a recorrência 

deste padrão disperso da sequência (GATA)n nos genomas de peixes. Faz-se importante ressaltar a 

existência de variação deste padrão disperso em algumas espécies. P. plectrodon (Úbeda-Manzanaro 

et al., 2010) e H. iheringii (presente trabalho) apresentam uma maior concentração desta sequência 

com acúmulos mais diferenciados, enquanto as demais espécies exibem uma menor concentração 

(Cross et al., 2006; Úbeda-Manzanaro et al., 2010; presente trabalho). Diante dessa ampla 

localização cromossômica, é possível supor o envolvimento deste DNA satélite na evolução 

cromossômica dos peixes de maneira geral, bem como na diferenciação cromossômica de 

Hypostomus. 

Vários estudos demonstram a existência de associação entre a sequência (GATA)n e 

cromossomos sexuais, bem como a importância desta sequência na evolução destes sistemas (Epplen 

et al., 1982; Singh et al., 1984; Jones & Singh, 1985). As espécies analisadas no presente estudo não 
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possuem sistemas de cromossomos sexuais, contudo, apresentaram sítios (GATA)n dispersos por 

vários cromossomos dos cariótipos. É relatada para várias espécies a ocorrência desta sequência em 

autossomos, com uma maior concentração destes sítios em cromossomos sexuais (Singh et al., 1981; 

Singh et al., 1984; Arnemann et al., 1986). Entretanto, em Ephestia kuehniella Zeller, 1879, apesar 

da existência de um sistema de cromossomos sexuais ZZ/ZW bem definido, sítios (GATA)n foram 

evidenciados apenas nos autossomos (Traut, 1987). Desta maneira, a existência de uma relação direta 

entre cromossomos sexuais e a sequência (GATA)n não é evidente em todos os grupos animais, 

assim como não foi verificada em nenhuma das quatro espécies de Hypostomus analisadas. 

Os telômeros (TTAGGG)n são definidos como a classe de DNA que constitui a porção 

terminal de cromossomos lineares, necessários ao processo de replicação e estabilidade 

cromossômica (Blackburn et al., 1984). Este tipo de sequência constitui importante ferramenta na 

detecção de rearranjos envolvidos na evolução cromossômica (Meyne et al., 1990). Em peixes, são 

verificados estudos de mapeamento físico de sítios de (TTAGGG)n em várias espécies pertencentes a 

diferentes famílias. Oreochromis niloticus Trewavas, 1983 (Chew et al., 2002); Salvelinus 

namaycush (Walbaum, 1792), Salvelinus fontinalis (Mitchill, 1814), Salvelinus alpinus (Richardson, 

1836), Oncorhynchus spp. (Reed & Phillips, 1995); Erythrinus erythrinus (Bloch & Schneider, 1801) 

(Cioffi et al., 2010); Rachycentron canadum (Linnaeus, 1766) (Jacobina et al., 2011) e Rineloricaria 

lima (Kner, 1853) (Rosa et al., 2012) representam alguns exemplos. 

Neste grupo de animais, semelhantemente a outros vertebrados, regiões de (TTAGGG)n 

também são verificadas em porções cromossômicas intersticiais (Chew et al., 2002; Nanda et al., 

2008; Rosa et al., 2012). Segundo Nergadze et al. (2004), a relação entre a organização dos 

telômeros e sua função é clara, contudo a presença de sequências teloméricas em porções 

cromossômicas intersticiais ainda é pouco entendida. 

No presente trabalho, a verificação de marcações teloméricas restritas à porção terminal dos 

cromossomos em H. ancistroides, H. nigromaculatus e H. tapijara representa um indicativo de 
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inexistência de inversões ou translocações cromossômicas na diferenciação cariotípica destas 

espécies, situação esta coerente com a hipótese evolutiva de Artoni & Bertollo (2001) para o gênero 

Hypostomus. De acordo com tais autores, o processo de evolução cromossômica teria ocorrido 

principalmente devido a fissões cêntricas e, desta forma, seria esperada a inexistência de segmentos 

teloméricos intersticiais, especialmente naquelas com números diploides mais baixos próximos a 

situação basal (2n = 54). Contudo, a possibilidade de perda destas sequências após a ocorrência dos 

rearranjos não pode ser descartada (Nanda et al., 1995; Slijepcevic, 1998; Almeida-Toledo et al., 

2000). A presença de ITS num par cromossômico do cariótipo de H. iheringii (2n = 80) (Traldi et al., 

2012) sugere a ocorrência de rearranjos dos tipos fusão, translocação ou inversão na diversificação 

cromossômica desta espécie. Segundo Bueno et al. (2012), rearranjos Robertsonianos e inversões 

pericêntricas apresentaram papel importante na evolução cariotípica do gênero Hypostomus. 

Por outro lado, mecanismos de fusão cêntrica não podem ser descartados mesmo entre 

espécies com o 2n elevado. A fissão cêntrica gera sítios cromossômicos instáveis devido à falta de 

telômeros funcionais nos sítios de quebra e, muitos são os mecanismos para selar estas regiões 

cromossômicas (Meyne et al., 1990; Richards et al., 1991; Slijepcevic, 1998; Perry et al., 2004; Rosa 

et al., 2012). Em Loricariinae, Rosa et al. (2012) propuseram, baseados na presença de sítios ITS, a 

ocorrência de fusão cêntrica para selar os sítios instáveis gerados nos cromossomos através de fissão 

cêntrica durante a história evolutiva do grupo. Nesta hipótese, os sítios cromossômicos instáveis 

gerados pela fissão cêntrica (Meyne et al., 1990; Richards et al., 1991; Slijepcevic, 1997; 1998; 

Perry et al., 2004; Rosa et al., 2012) e a instabilidade cromossômica gerada pelos ITS (Bouffler et 

al., 1993; Day et al., 1998; Desmaze et al., 1999; Kilburn et al., 2001; Peitl et al., 2002) podem 

propiciar novos rearranjos cromossômicos. Assim, podem auxiliar no entendimento da ampla 

variação cromossômica de Loricariidae. 

Na família Loricariidae, 2n = 54 cromossomos é considerado um caráter basal (Artoni & 

Bertollo, 2001; Ziemniczak et al., 2012). O número diploide na subfamília Hypostominae apresenta 



 

85 

 

variação de 34 cromossomos em Ancistrus cuiabae Knaack, 1999 (Ancistrini) (Mariotto et al., 2011) 

a 84 cromossomos em Hypostomus sp. 2 (Hypostomini) (Cereali et al., 2008). No gênero 

Hypostomus, por sua vez, poucas espécies mantêm o número diplóide de 54 cromossomos, 

demonstrando características cromossômicas altamente diferenciadas daquelas propostas para os 

grupos basais (Ziemniczak et al., 2012), como verificado para as 4 espécies analisadas no presente 

trabalho: H. ancistroides 2n = 68 cromossomos (14m + 16sm + 22st + 16a), NF = 120; H. iheringii 

2n = 80 cromossomos (8m + 16sm + 28st + 28a) NF = 132; H. nigromaculatus 2n = 76 

cromossomos (12m + 22sm + 30st + 12a), NF = 140 e H. tapijara 2n = 66 cromossomos (14m + 

24sm + 14st + 14a), NF = 118 (Traldi et al., 2012; Traldi et al., in press). Desta forma, duas 

tendências de diversificação cromossômica são apresentadas em Hypostominae: (i) diminuição do 

número diploide a partir do 2n = 54 ancestral principalmente por fusões cêntricas, característica 

comum aos Ancistrini e; (ii) aumento do 2n devido a fissões cêntricas e outros rearranjos 

cromossômicos, característica evidenciada no gênero Hypostomus (Artoni & Bertollo, 2001; 

Mariotto et al., 2011; Bueno et al., 2012; Ziemniczak et al., 2012). 

Desta maneira, faz-se evidente o complexo cenário de rearranjos cromossômicos da história 

evolutiva do gênero Hypostomus. Neste contexto, os DNAs repetitivos, como (GATA)n e 

(TTAGGG)n, se apresentam como importantes marcadores para o estudo da diversificação 

cromossômica de peixes neste grupo. 
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Figuras (Capítulo 3) 

 

Figura 1. Metáfases de Hypostomus ancistroides (a, b), Hypostomus iheringii (c, d), Hypostomus nigromaculatus (e, f) e 

Hypostomus. tapijara (g, h) submetidos à hibridização in situ fluorescente com sondas (GATA)n (a, c, e, g) e 

(TTAGGG)n (b, d, f, h). 
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6.4. CAPÍTULO 4 

 

 

 

 

 

 

 

Mapeamento cromossômico de retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 em 

espécies do gênero Hypostomus (Siluriformes, Loricariidae) 
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Resumo 

Os elementos repetitivos têm sido amplamente aplicados como marcadores físicos 

cromossômicos. Dentre as diversas sequências utilizadas, destacam-se os elementos transponíveis 

(TEs). Os TEs caracterizam-se pela capacidade de movimentação no genoma. Em peixes 

neotropicais, tais estudos são encontrados para algumas espécies, contudo em Loricariidae são 

poucas as análises de mapeamento físico dos elementos transponíveis e associação com possíveis 

funções nos genomas. Loricariidae é composta por 834 espécies válidas, as quais se encontram 

distribuídas em seis subfamílias: Hypoptopomatinae, Hypostominae, Lithogeneinae, Loricariinae, 

Neoplecostominae e Delturinae. Dentre estas subfamílias, Hypostominae encontra-se entre aquelas 

com maior número de espécies e diversidade cromossômica. Considerando a importância dos 

elementos repetitivos para a evolução cromossômica e a sua eficácia como marcadores 

cromossômicos, este trabalho realizou o mapeamento físico por FISH dos retroelementos Rex1, Rex3 

e Rex6 em quatro espécies do gênero Hypostomus (H. ancistroides, H. iheringii, H. nigromaculatus e 

H. tapijara), com objetivo de obter um melhor entendimento sobre a organização e dinâmica dos 

genomas das espécies pertencentes a este gênero. Para as quatro espécies analisadas foi observado 

um padrão disperso destes retroelementos, com acúmulo em regiões eucromáticas e 

heterocromáticas. A distribuição dispersa de tais elementos no genoma das espécies aqui estudadas 

pode estar relacionada à grande diversidade cariotípica encontrada em Hypostomus. Ainda, com o 

intenso acúmulo de elementos Rex em sítios eucromáticos é possível inferir a domesticação 

molecular pelos genomas hospedeiros de Hypostomus, com estas sequências servindo de co-opção 

para novas funções regulatórias. Assim, estudos da função dos TEs nos genomas de Loricariidae 

podem auxiliar no entendimento da extrema variação cariotípica deste grupo. 

 

Palavras-chave: cascudos, citogenética, elementos transponíveis, Hypostominae.  
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Abstract 

The repetitive elements have been widely applied as physical chromosome markers. Among the 

various sequences used, it is highlighted the transposable elements (TEs). The TEs are characterized 

by the ability of moving in the genome. In neotropical fish, such studies are found in some species, 

however, in Loricariidae, there are few analyses of physical mapping of transposable elements and 

association with potential roles in the genomes. Loricariidae consists of 834 valid species, which are 

divided into six subfamilies: Hypoptopomatinae, Hypostominae, Lithogeneinae, Loricariinae, and 

Neoplecostominae Delturinae. Among these subfamilies, Hypostominae is one of those with the 

greatest number of species and diversity chromosome. Given the importance of repetitive elements 

for chromosomal evolution and its effectiveness as chromosomal markers, this study performed the 

physical mapping by FISH of the retroelements Rex1, Rex3 and Rex6 in four species of the genus 

Hypostomus (H. ancistroides, H. iheringii, H. nigromaculatus e H. tapijara), in order to obtain a 

better understanding on the organization and dynamics of genomes of species belonging to this 

genus. For the four analyzed species it was observed a dispersed pattern of these retroelements, with 

accumulation in euchromatic and heterochromatic regions. The dispersed distribution of these 

elements in the genome of the species studied here may be related to the great diversity found in 

Hypostomus. Further, with the intense accumulation of Rex elements in euchromatic sites, it is 

possible to infer the molecular domestication by host genomes of Hypostomus, with these sequences 

serving as co-option for new regulatory functions.Thus, studies of the role of TEs in the genomes of 

Loricariidae may help in the understanding of the great karyotype variation of this group. 

 

Keywords: armored catfish, cytogenetic, Hypostominae, transposable elements. 
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Introdução 

Genes de cópia única ou de poucas cópias correspondem a uma pequena parte do genoma dos 

vertebrados (2-10%), quando comparados às regiões repetitivas (Horvath et al., 2001). Eucariotos 

possuem dois tipos de DNA altamente repetitivos: sequências dispersas, como os elementos 

transponíveis (TEs); e sequências repetidas em tandem como àquelas que compõem o DNA satélite e 

famílias gênicas (Phillips & Reed, 1996; Martins, 2007). Os elementos repetitivos dispersos 

representam uma significativa parcela do genoma dos eucariotos, sendo sua principal característica a 

mobilidade dentro do genoma (Hartl et al., 1992). Assim, sua capacidade de auto-inserção em 

diferentes locais do genoma pode modificar a função de genes a eles associados (Capy et al., 1998). 

Estes TEs apresentam um “ciclo de vida”, o qual é considerado como os sucessivos passos do seu 

“nascimento” até sua “morte” em um dado genoma, incluindo a invasão, amplificação, inativação e 

eliminação de um genoma que pode ocorrer ao longo do tempo evolutivo (Miller et al., 1997). Esse 

caráter dinâmico faz com que os TEs tenham uma grande influência na composição e evolução do 

genoma de animais e plantas. Deste modo, estes elementos têm sido amplamente aplicados como 

marcadores físicos cromossômicos em estudos comparativos para localização de rearranjos 

cromossômicos, identificação e caracterização de cromossomos sexuais, e análises de evolução 

cromossômica (Ferreira et al., 2011a). 

Os TEs são agrupados em duas grandes classes baseadas em sua organização estrutural e 

mecanismo de transposição. A Classe I aloca os elementos que se locomovem no genoma utilizando-

se de uma transcriptase reversa, via um intermediário de RNA. Encontram-se nesta Classe os 

retrotransposons (que são caracterizados por possuírem longas repetições terminais - LTRs), os 

retroposons ou retrotransposons non-LTR (que não apresentam as LTRs), além dos SINEs (short 

interspersed nuclear elements) e LINEs (long interspersed nuclear elements). A Classe II engloba os 

elementos que se transportam diretamente de DNA a DNA, utilizando-se de enzimas codificadas por 

eles mesmos (Kidweell & Lisch, 2001).  
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Apesar da existência de vários estudos sobre a constituição e distribuição dos retroelementos 

em diversos grupos de animais, em peixes, até o presente momento, pouco se sabe sobre a 

distribuição e organização funcional destes elementos nos genomas. O primeiro estudo citogenético 

com um elemento LINE-like em peixes foi realizado em Oreochromis niloticus (Linnaeus, 1758), no 

qual os autores evidenciaram esse elemento distribuído em pequenos clusters dispersos por todos os 

cromossomos, porém com uma maior concentração na posição terminal dos cromossomos. 

Resultados similares foram encontrados por Oliveira et al. (2003) ao investigarem duas sequências 

SINE, nesta mesma espécie. Por outro lado, Valente et al. (2011) ao realizar o mapeamento 

cromossômico dos retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 em oito espécies de ciclídeos encontraram 

estes elementos alocados, preferencialmente, na região pericentromérica de todos os cromossomos 

das espécies analisadas. Outros estudos citogenéticos com os retrotransposons Rex1 e Rex3 

mostraram seu preferencial posicionamento em regiões heterocromáticas como, por exemplo, em 

Tetraodon nigroviridis Marion de Procé, 1822 (Da Silva et al., 2002; Fisher et al., 2004) e em 13 

espécies de peixes Antárticos da subordem Notothenioidei (Ozouf-Costaz et al., 2004). Com relação 

à distribuição desses retroelementos em Loricariidae, Ferreira et al. (2011b) ao realizar o 

mapeamento físico por FISH de Rex1 e Rex3 em Parotocinclus maculicauda (Steindachner, 1877), 

Pseudotocinclus tietensis (Ihering, 1907) e Hisonotus leucofrenatus (Miranda Ribeiro, 1908) 

encontraram estes dispersos em pequenos clusters espalhados por todos os cromossomos, tanto em 

regiões heterocromáticas quanto eucromáticas. 

A família Loricariidae é composta por 834 espécies válidas (Eschmeyer & Fong, 2012), as 

quais se encontram distribuídas em seis subfamílias: Hypoptopomatinae, Hypostominae, 

Lithogeneinae, Loricariinae, Neoplecostominae e Delturinae (Armbruster, 2004; Reis et al., 2006, 

Cramer et al., 2011). Dentre estas subfamílias, Hypostominae encontra-se entre aquelas com maior 

número de espécies e diversidade cromossômica. 
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Hypostomus pertence à subfamília Hypostominae. De acordo com Zawadzki et al. (2010) são 

descritas para este gênero mais de 120 espécies, das quais apenas um pequeno número apresenta 

estudos citogenéticos (Bitencourt et al., 2012). Este grupo é altamente diversificado do ponto de vista 

cromossômico, com número diploide variando de 54 cromossomos para Hypostomus plecostomus 

(Linnaeus, 1758) (Muramoto et al., 1968) a 84 cromossomos para Hypostomus sp. 2 (Cereali et al., 

2008). Casos de variações interpopulacionais (Michele et al., 1977; Artoni & Bertollo, 1996; Alves 

et al., 2006; Rubert et al., 2008; Rubert et al., 2011; Mendes-Neto et al., 2011; Bitencourt et al., 

2012; Traldi et al., 2012) mostram-se recorrentes no gênero, contudo heteromorfismos 

intrapopulacionais (Artoni & Bertollo, 1999), sistemas de cromossomos sexuais (Michele et al., 

1977; Artoni et al., 1998) e presença de cromossomos supranumerários (Cereali et al., 2008; 

Milhomem et al., 2010) são verificados em um pequeno número de espécies. 

Deste modo, considerando a grande variação de número diploide e rearranjos cromossômicos 

observados no gênero Hypostomus, este trabalho realizou o mapeamento físico por FISH dos 

retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 em quatro espécies deste gênero com objetivo de relacionar a 

distribuição destes elementos de repetição com a intensa variação citogenômica de Hypostomus. 

 

Materiais e Métodos 

Foram analisadas quatro espécies do gênero Hypostomus: H. ancistroides (Ihering, 1911), H. 

iheringii (Regan, 1908), H. nigromaculatus (Schubart, 1964) provenientes da bacia do rio Passa-

Cinco, e H. tapijara Oyakawa, Akama & Zanata, 2005 proveniente da bacia do rio Ribeira de 

Iguape. Os animais foram identificados e depositados no Museu de Zoologia da Universidade de São 

Paulo (MZUSP) sob os registros MZUSP 110802, MZUSP 106769, MZUSP 110801 e MZUSP 

109785, respectivamente. Os cromossomos metafásicos foram obtidos de porções do rim anterior, 

seguindo os protocolos descritos por Bertollo et al. (1978) e Foresti et al. (1993). 
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A extração do DNA genômico foi realizada utilizando-se um pequeno fragmento de fígado, 

armazenado em álcool absoluto, de um exemplar de H. nigromaculatus, segundo o método de fenol-

clorofórmio (Sambrook et al., 2001). Os retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 foram amplificados por 

PCR utilizando-se os seguintes primers: Rex1f (5’- TTC TCC AGT GCC TTC AAC ACC -3’) e 

Rex1r (5’- TCC CTC AGC AGA AAG AGT CTG CTC -3’), Rex3f (5’- CGG TGA YAA AGG 

GCA GCC CTG -3’) e Rex5r (5’- TGG CAG ACN GGG GTG GTG GT -3’), Rex6f (5’- TAA AGC 

ATA CAT GGA GCG CCA C -3’) e Rex6r (5’- GGT CCT CTA CCA GAG GCC TGG G 3’) 

descritos por Volff et al. (1999; 2000; 2001). 

As reações foram realizadas para um volume final de 25µl, contendo 100-200ng de DNA 

genômico, 0,2µM de cada primer, 0,16 mM de dNTPs, 0,5 U de Taq DNA polimerase (Invitrogen
®
), 

1,5mM de cloreto de magnésio, Buffer 10x (s/ cloreto) e água destilada. As condições do ciclo de 

PCR foram: 95ºC por 5 minutos, 35 ciclos de 95ºC por 40 segundos, 55ºC por 40 segundos e 72ºC 

por 2 minutos, com posterior ciclo de extensão final de 72ºC por 5 minutos. Os fragmentos 

amplificados foram analisados em gel de agarose 1% e quantificados em espectrofotômetro 

(BioPhotometer – Eppendorf). Reações de PCR com as mesmas condições acima descritas foram 

realizadas com biotina-11-dUTP (Roche Applied Science) para utilização destes produtos como 

sondas para FISH. 

Os produtos de PCR foram purificados utilizando o kit GFX PCR DNA e Gel Purification da 

Amersham-Pharmacia Biotech. As reações de sequenciamento foram realizadas utilizando o kit 

DYEnamic ET Dye Terminator (com Thermo Sequenase™ II DNA Polimerase) de acordo com o 

protocolo para o MegaBACE 1000. 

A edição das sequências Rex1, Rex3 e Rex6 de H. nigromaculatus foi realizada com o 

software BioEdit Sequence Alignment Editor, versão 7.0.5.3 (Hall, 1999). Foi utilizado o BLAST 

(Altschul et al., 1990) na identificação de similaridade destas sequências. 

http://www4.gelifesciences.com/aptrix/upp00919.nsf/Content/E929B1B9E6CDF964C12572590002D11C/$file/US81090_Rev_B_2006_WEB.pdf
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Todos os processos de hibridizações seguiram o protocolo descrito por Pinkel et al. (1986), 

sobre alta condição de estringência - 77% (200ng de cada sonda, 50% de formamida, 10% de sulfato 

de dextrano, 2xSSC, pH 7,0 – 7,2, a 37
o
C overnight). Após a hibridização, as lâminas foram lavadas 

duas vezes em 15% formamida/0,2xSSC a 42°C por 10 minutos cada e posteriormente foram 

efetuadas 2 lavagens de 5 minutos cada em 4xSSC/0,05% Tween em temperatura ambiente. As 

metáfases foram analisadas em microscópio de epifluorescência (Olympus BX51) e as imagens 

capturadas pelo próprio sistema da câmera (Olympus DP72). 

 

Resultados 

As sequências parciais, amplificadas via PCR, dos retrotransposons Rex1, Rex3 e Rex6 

isolados de H. nigromaculatus apresentaram 553pb (Fig. 1a), 433pb (Fig. 1b) e 548pb (Fig. 1c), 

respectivamente. A localização física por FISH dos elementos Rex1, Rex3 e Rex6 nos cariótipos das 

espécies H. ancistroides, H. iheringii, H. nigromaculatus e H. tapijara mostrou sítios de acúmulo 

destes retroelementos na maioria dos cromossomos, tanto em regiões eucromáticas quanto 

heterocromáticas (Fig. 2). 

Em H. ancistroides, os três elementos repetitivos foram localizados dispersos em todos os 

cromossomos, sendo observado um maior acúmulo dos elementos Rex3 e Rex6. O elemento Rex1 foi 

o menos abundante e alocado em pequenos clusters dispersos pelo genoma (Fig. 2). 

Em H. iheringii, os elementos repetitivos apresentaram-se dispersos em todos os 

cromossomos, sendo observado um maior acúmulo do elemento Rex6, seguido dos elementos Rex3 e 

Rex1, sendo este último o menos abundante e alocado em pequenos clusters dispersos pelo genoma. 

É pertinente ressaltar que não foi identificado sinal de hibridização com nenhum dos elementos Rex 

na porção terminal do braço longo do par 5, região onde é encontrada um conspícuo bloco 

heterocromático (Fig. 2). 



 

102 

 

Em H. nigromaculatus, os três retroelementos foram localizados dispersos em todos os 

cromossomos, sendo observado um maior acúmulo, em blocos mais proeminentes, do elemento 

Rex1, seguido dos elementos Rex6 e Rex3 (Fig. 2).  

Em H. tapijara, os três retroelementos apresentaram-se dispersos em todos os cromossomos, 

sendo observado um maior acúmulo, em blocos mais proeminentes e bem definidos, do elemento 

Rex6. O elemento Rex1 encontra-se mais concentrado, em pequenos clusters alocados, 

predominantemente, em regiões terminais de alguns cromossomos. O elemento Rex3 é o menos 

abundante entre os elementos testados no presente estudo (Fig. 2). 

 

Discussão 

Análise comparativa dos elementos Rex1, Rex3 e Rex6 isolados de H. nigromaculatus no 

presente trabalho revela similaridade com as respectivas sequências de outras espécies de peixes. A 

sequência parcial do Rex1 de H. nigromaculatus exibiu 84% de similaridade com H. leucofreantus, 

73% com P. tietensis e 71% com Otocinclus flexilis Cope, 1894. A sequência parcial de Rex3 de H. 

nigromaculatus apresentou-se 90% similar à sequência de P. tietensis e 91% à sequência de 

Corumbataia cuestae. Esta similaridade encontrada entre essas sequências sugere que tais elementos 

são mantidos nos genomas de Loricariidae. Por sua vez, a sequência parcial do Rex6 exibiu 100% de 

similaridade com Cickla kelberi e 81% com Astronotus ocellatus (Agassiz, 1831). 

Os elementos Rex1, Rex3 e Rex6 são elementos non-LTRs que têm demonstrado atividade na 

evolução de diversos grupos de peixes, podendo estar cromossomicamente organizados em clusters 

ou dispersos pelo genoma (Ferreira et al., 2011a). As hibridizações in situ com sondas dos elementos 

repetitivos Rex1, Rex3 e Rex6 nas espécies analisadas evidenciaram a ocorrência de intenso acúmulo 

com um padrão disperso para as três sequências. Esse padrão de dispersão e acúmulo encontrado 

para as espécies aqui analisadas sugerem que essas sequências possam ter algum papel funcional nos 

genomas de Hypostomus. Ferreira et al. (2011b) também encontraram um caso similar ao investigar 
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a localização de Rex1 e Rex3 em três espécies da subfamília Hypoptopomatinae. Desta forma, os 

dados disponíveis sugerem que esse padrão disperso para os elementos Rex possa ser uma 

característica das espécies de Loricariidae. 

Os elementos Rex presentes no genoma de diferentes espécies de peixes têm sofrido 

processos de transposição, alguns dos quais identificados como eventos recentes (Ferreira et al., 

2011a). O padrão disperso dos elementos Rex1, Rex3 e Rex6 encontrado para as espécies analisadas 

no presente trabalho também foi encontrado em grupos que apresentam uma grande diversidade 

cromossômica como, por exemplo, em Hoplias malabaricus (Bloch, 1794) (Cioffi et al., 2010). Em 

contrapartida, grupos que apresentam uma conservação mais acentuada na macroestrutura cariotípica 

como, por exemplo, os ciclídeos, apresentam esses retroelementos alocados preferencialmente na 

região centromérica e telomérica da maioria dos cromossomos (Valente et al., 2011). Essa diferença 

na distribuição dos TEs, aqui representados pelos elementos Rex, possivelmente está relacionada 

com um diferencial número de cópias dessas sequências no genoma de diferentes espécies e, com a 

atuação destas sequências na diversificação cariotípica das espécies. 

Na maioria dos casos já descritos, os retroelementos Rex mostram-se acumulados 

preferencialmente em porções heterocromáticas (Da Silva et al., 2002; Bouneau et al., 2003; Fisher 

et al., 2004; Ozouf-Costaz et al., 2004). Entretanto, assim como o encontrado por Ferreira et al. 

(2011b) para outros gêneros de Loricariidae, os dados do presente trabalho ressaltam  que a 

localização destes elementos não concentrada somente em região heterocromáticas, e sim 

estendendo-se até as porções eucromáticas do genoma, parece ser uma característica das espécies 

pertencentes a esta família (Fig. 2). Um diferente caso foi observado em H. iheringii. Nesta espécie 

há um conspícuo bloco heterocromático alocado no braço longo do par submetacêntrico 5, bloco este 

envolvido num possível processo de heterocromatinização e evidenciado sob a condição de 

polimorfismo (Traldi et al., 2012). No indivíduo analisado (heterozigoto para o bloco 

heterocromático) não foi detectada a presença de nenhum dos retroelementos testados neste 
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cromossomo portador do bloco (Fig. 2). Desta maneira, é possível especular sobre a ocorrência da 

dispersão dos elementos Rex posteriormente ao processo de heterocromatinização neste bloco, sendo 

que tal heterocromatina compartimentalizada haveria impedido a dispersão destas sequências nesta 

região cromossômica. 

Estudos com elementos repetitivos dispersos em genomas já demonstraram que estes, após a 

fase de invasão, tendem a ser silenciados e posteriromente sofrer deterioração molecular até serem 

incorporados no genoma hospedeiro (Fernández-Medina et al., 2012). Na fase de deterioração 

molecular o elemento se torna inativado, e progressivamente acumula mutações, inserções e deleções 

em taxas neutras até perder completamente sua identidade ou ser perdido do genoma hospedeiro 

(Fernández-Medina et al., 2012). Foi verificado que a deterioração dos elementos dispersos 

transforma estas cópias em sequências neutras no genoma e estas podem servir de matéria bruta para 

a domesticação pelo genoma hospedeiro (Miller et al., 1997). O conceito de domesticação molecular 

foi utilizado para descrever o processo onde uma sequência TE tem uma co-opção para realizar uma 

função diferente da original para qual ela foi selecionada e trazer benefícios para o genoma 

hospedeiro (Miller et al., 1997). De fato, cópias de elementos TE truncadas podem modular a 

expressão gênica no genoma hospedeiro por providenciar novos sítios regulatórios, alternativas para 

sítios de “splice”, sinais de poliadelinação, novos sítios de ligação de fatores de transcrição, bem 

como, regulação pós-transcricional e regulação da tradução (Marino-Ramirez et al., 2005; Muotri et 

al., 2007; Polavarapu et al., 2008). Em adição, tem sido mostrado que inúmeros genes para 

microRNAs derivam dos TEs (Piriyapongsa et al., 2007). Assim, a intensa invasão dos elementos da 

família Rex em Hypostomus, demonstrada pela localização física destes elementos com acúmulo em 

regiões eucromáticas, pode representar novas alternativas genômica e evolutivas, atuando na 

adaptação e diferenciação destas espécies. 

Desta forma, considerando o intenso acúmulo dos retroelementos Rex nos Hypostomus 

avaliados, pode ser hipotetizado que estas sequências, devido a sua mobilidade no genoma, 
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apresentam uma significativa influência na evolução cromossômica e podem estar frequentemente 

associadas aos rearranjos cromossômicos do grupo. Ainda, com o intenso acúmulo de elementos Rex 

em sítios eucromáticos é possível inferir a domesticação molecular pelos genomas hospedeiros de 

Hypostomus com estas sequências servindo de co-opção para novas funções regulatórias. 
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Figuras (Capítulo 4) 

 

 

Figura 1. Sequências parciais dos retoelementos Rex1 (a), Rex3 (b) e Rex6 (c) extraídos de Hypostomus nigromaculatus. 
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Figura 2. Metáfases de Hypostomus ancistroides, Hypostomus iheringii, Hypostomus nigromaculatus e Hypostomus. 

tapijara submetidos à hibridização in situ fluorescente com sondas de Rex1, Rex3 e Rex6. As setas indicam o 

cromossomo do par 5 de Hypostomus iheringii  portador do conspícuo bloco heterocromático. 
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7. CONSIDERAÇÕES FINAIS 

Apesar de representar o gênero mais estudado através de técnicas citogenéticas em 

Hypostominae, Hypostomus ainda apresenta um enorme número de espécies não analisadas. A 

primeira caracterização cromossômica de H. iheringii e H. tapijara do presente trabalho reforçam 

esta ideia, e enfatizam a necessidade de mais estudos nestas espécies, em busca da ampliação do 

conhecimento sobre a evolução cariotípica do grupo. 

Analisando os resultados obtidos no presente trabalho e aqueles disponíveis em literatura, 

nota-se a existência de uma grande variabilidade cariotípica intra e interespecífica em Hypostomus. 

Os indivíduos de H. iheringii exibiram um padrão polimórfico de bandamento C em dois pares 

cromossômicos, o qual possivelmente decorre de processos de heterocromatinização. H. ancistroides 

e H. nigromaculatus apresentaram variações no número diploide, fórmula cariotípica, padrão 

heterocromático e localização dos DNAs ribossômicos em relação a outras populações já estudas. 

Hypostomus é considerado um gênero derivado dentro de Loricariidae. Considerando 2n = 54 

cromossomos como putativa condição primitiva em Loricariidae, rearranjos do tipo fissões cêntricas 

levariam ao aumento do número diploide observado na maioria das espécies do grupo. As quatro 

espécies aqui analisadas apresentam número diploide superior a 54 cromossomos, o que corrobora 

esses sucessivos eventos de fissões cêntricas. A verificação de marcações teloméricas restritas à 

porção terminal dos cromossomos em H. ancistroides, H. nigromaculatus e H. tapijara representa 

um indicativo de inexistência de fusões ou translocações cromossômicas na diferenciação cariotípica 

destas espécies, situação esta coerente com a hipótese evolutiva acima relatada para o gênero 

Hypostomus. Contudo, a possibilidade de perda destas sequências após a ocorrência dos rearranjos 

não pode ser descartada. Já a presença de ITS num par cromossômico do cariótipo de H. iheringii 

sugere a ocorrência de rearranjos dos tipos fusão, translocação ou inversão na diversificação 

cromossômica deste grupo, além das fissões cêntricas.  
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Os sítios ribossomais apresentam aparente conservação molecular entre grupos de organismos 

relacionados e, desta forma, tornam-se ferramentas resolutivas em estudos citotaxonômicos e 

evolutivos. O mapeamento do gene de rDNA 18S nas quatro espécies de Hypostomus exibiu a 

ocorrência de variações no padrão de localização destes sítios, sendo encontradas tanto a condição 

simples (H. nigromaculatus) quanto a condição de múltiplos sítios (H. ancistroides, H. iheringii e H. 

tapijara). Foi verificada a inexistência de marcação pela FISH em todos os cromossomos dos pares 

portadores deste gene em H. ancistroides e H. iheringii, o que provavelmente decorre da limitada 

sensibilidade da técnica a sítios muito pequenos. Desta maneira, verifica-se a possível recorrência de 

sítios de rDNA 18S muito pequenos em Hypostomus. Com relação aos sítios de rDNA 5S também 

foi verificada variação, sendo que H. iheringii e H. nigromaculatus exibem sítios simples e H. 

ancistroides e H. tapijara exibem sítios múltiplos. Aparentemente, o sítio intersticial de rDNA 5S 

presente num par cromossômico metacêntrico é constante nas espécies de Hypostomus, conforme 

verificado nas quatro espécies analisadas. Desta forma, é possível que tal sítio represente uma 

condição primitiva dentro do gênero. Ainda em relação aos sítios ribossomais, foi verificada a 

ocorrência de sintenia com sobreposição destes dois genes em H. ancistroides e H. tapijara. Dado 

que a sintenia de genes ribossomais é considerada basal dentro de Loricariidae em função de sua 

presença no grupo irmão Trichomycteridae, é possível que tal situação encontrada em H. 

ancistroides e H tapijara seja um resquício dessa condição primitiva, enquanto que em H. iheringii e 

H. nigromaculatus rearranjos cromossômicos devem ter propiciado o surgimento de uma condição 

derivada. 

Nas quatro espécies analisadas, a sequência (GATA)n e os retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 

apresentaram padrão disperso. Possivelmente, a distribuição dispersa da sequência (GATA)n e dos 

retroelementos Rex, aliada à abundância de tais elementos no genoma das espécies aqui estudadas, 

possa estar relacionada à grande diversidade cariotípica encontrada em Hypostomus. 



 

116 

 

Estudos cromossômicos no gênero Hypostomus têm identificado a existência de grande 

variação cariotípica no grupo, a qual vai desde a exibição de caracteres derivados, como a 

recorrência de números diploides elevados e NORs múltiplas, até a manutenção de características 

primitivas, como a sintenia dos genes ribossomais, características estas aqui representadas em H. 

ancistroides e H. tapijara. Além disso, vale ressaltar outras tendências evolutivas do grupo, a 

exemplo do processo de heterocromatinização observado em H. iheringii e a participação de 

elementos repetitivos como a sequência (GATA)n e os retrotransposons Rex1, Rex3 e Rex6 na 

evolução cariotípica do grupo. Desta maneira, torna-se evidente a complexidade cromossômica deste 

gênero, a qual é acompanhada por uma grande variação morfológica, enfatizando o interessante 

modelo que este gênero pode representar na evolução cromossômica dos peixes neotropicais. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 


