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Resumo 

Os peixes da família Curimatidae, ordem Characiformes, possuem uma ampla distribuição 

geográfica na América Central e na América do Sul, sendo encontrados em maior abundância 

na bacia do rio Amazonas. Abordagens de citogenética clássica têm sido realizadas para as 

espécies do gênero Potamorhina que ocorrem na região amazônica (Potamorhina latior, P. 

altamazonica e P. pristigaster) e têm demonstrado grandes variações interespecíficas com 

relação ao número diploide, contrariando a tendência da estabilidade na macroestrutura 

cromossômica das espécies da família Curimatidae (2n = 54 cromossomos). Além disso, a 

distribuição da heterocromatina também parece estar envolvida no processo de diversificação 

no gênero. Entretanto, mapeamentos físicos cromossômicos e análises comparativas de 

sequências de DNA repetitivo são imprescindíveis para o entendimento da organização 

genômica do grupo. Diante disso, este estudo buscou caracterizar citogenomicamente as três 

espécies do gênero Potamorhina encontradas nas proximidades de Manaus - AM e 

compreender os mecanismos evolutivos envolvidos na diferenciação cariotípica das mesmas. 

Para isso foram amostradas 19 Potamorhina latior, 17 P. altamazonica e 12 P. pristigaster 

nos municípios de Iranduba - AM e Manacapuru - AM, as quais foram submetidas à 

coloração convencional com Giemsa, bandeamento C, impregnação com nitrato de prata e 

hibridização fluorescente in situ com sondas de DNAr 5S e 18S, Rex 1 e 3, tropomiosina 1 e 

sequências teloméricas. As análises demonstraram variações tanto para marcadores da 

citogenética clássica quanto para os marcadores moleculares. Número diploide igual a 54, 56 

e 102 cromossomos foram evidenciados para P. pristigaster, P. latior e P. altamazonica, 

respectivamente. Blocos heterocromáticos estiveram presentes nas regiões centromérica e 

terminal dos cromossomos das três espécies, contudo P. latior apresentou marcações 

intersticiais adicionais. As marcações de DNAr 5S e 18S foram do tipo simples, não sintênico 

nas espécies amazônicas de Potamorhina. Os retroelementos Rex 1 e 3 estiveram presentes na 

região centromérica de todos os cromossomos para as três espécies, bem como o gene 

tropomiosina 1, com exceção de alguns pares cromossômicos em P. altamazonica. Diante 

disso, ao relacionar os dados aqui obtidos aos dados filogenéticos anteriormente propostos 

infere-se que as regiões terminais e, principalmente, centroméricas ricas em heterocromatina, 

parecem ser as mais dinâmicas do genoma e envolvidas na carioevolução de Potamorhina.  
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Abstract 

 

The Curimatidae family, order Characiformes, have a wide geographic distribution in Central 

and South America, being found in greater abundance in the Amazon River basin. Classical 

cytogenetic approaches to elucidate evolutionary aspects have been taken to the genus 

Potamorhina that occur in the Amazon region (Potamorhina latior, P. altamazonica and P. 

pristigaster) and have shown large interspecific variation with respect to the diploid number, 

bucking the trend of chromosomal stability in the macrostructure of Curimatidae species (2n 

= 54 chromosomes) family. Furthermore, the distribution of heterochromatin also appears to 

be involved in the process of diversification in the genre. However, chromosomal physical 

mapping and comparative analysis of repetitive DNA sequences are essential for 

understanding the genomic organization of the group. Thus, this study aimed to characterize 

through cytogenetics technics the three species of the genus Potamorhina found near Manaus, 

and understand the evolutionary mechanisms involved in the karyotype differentiation of 

these species. For this we sampled 19 P. latior, 17 P. altamazonica and 12 P. pristigaster 

from Iranduba and Manacapuru, in the Amazonas state of Brazil. The technics applied in 

theses samples were the conventional Giemsa staining, C-banding, silver nitrate impregnation 

and fluorescent in situ hybridization with DNA probes (5S rDNA, 18S rDNA, Rex 1,Rex 3, 

tropomyosin 1 and telomeric sequences). Analysis showed variations for both classical 

cytogenetic markers as for molecular markers. Diploid number of 54, 56 and 102 

chromosomes were shown for P. pristigaster, P. latior and P. altamazonica, respectively. 

Heterochromatic regions were present in the centromeric regions of chromosomes and also in 

the terminal regions. However P. latior provided further interstitial markings. The 5S rDNA 

and 18S were the simple type, not syntenic in Amazonian species of Potamorhina. 

retroelement Rex 1 and 3 were present in the centromeric region of all chromosomes for the 

three species as well as tropomyosin 1, except for some chromosomes in P. altamazonica. 

Given this, comparing the information obtained herein to previously proposed phylogenetic 

data, that the terminals and centromeric regions rich in heterochromatin seem to be the most 

dynamic regions in the genome and involved in the evolution process of the genus 

Potamorhina. 
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1. Introdução Geral 

1.1 Família Curimatidae 

 

Os peixes da família Curimatidae, ordem Characiformes, possuem uma ampla 

distribuição geográfica na América Central e na América do Sul, sendo encontrados em maior 

abundância na bacia do rio Amazonas, seguida pelo rio Orinoco. Habitam os diferentes tipos 

de águas amazônicas (claras, brancas e pretas) e são encontrados em ambientes que variam de 

riachos de correnteza rápidas a rios e lagos calmos, bem como em matas alagadas (Vari 1987, 

1989). Ainda, os representantes dessa família formam a maior porção de biomassa em habitats 

fluviais e lacustres e fazem migrações sazonais ligadas à reprodução e alimentação (Vari 

1983). Durante as migrações laterais estes indivíduos são explorados para pesca comercial e 

de subsistência (Lowe-McConnell 1975). 

Os representantes dessa família possuem corpo fusiforme, contudo as formas variam 

de achatadas dorso-ventralmente a comprimidas dorso-lateralmente, mas a maior parte dos 

representantes possui um corpo intermediário entre essas duas formas (Vari 1983). Esses 

peixes apresentam ausência de dentes na fase adulta e sinapomorfias em múltiplos sistemas do 

corpo, tais como modificações da boca, dos arcos branquiais e do trato digestivo, sendo os 

mesmos adaptados a um hábito alimentar iliófago (Vari 1989). 

A história e organização da família como se conhece hoje se iniciou com Fernandez-

Yepez (1948), ao reunir as subfamílias Anodinae e Curimatinae formando a família 

Curimatidae. Em 1982, Vari redefiniu o gênero Curimatopsis, hipotetizando-o como gênero 

monofilético. Posteriormente, Vari (1983), baseado em dados morfológicos, agrupou as 

famílias Curimatidae, Prochilodontidae, Anostomidae e Chilodontidae como monofiléticas, 

colocando Curimatidae e Prochilodontidae como grupo irmão e ambos, como grupo irmão da 

linhagem monofilética Anostomidae e Chilodontidae. Oito gêneros são reconhecidos na 

família Curimatidae: Curimata, Curimatopsis, Curimatella, Cyphocharax, Psectrogaster, 

Pseudocurimata, Steindachnerina e Potamorhina (Vari 2003). 

Sobre Potamorhina, Vari (1984) definiu-o como uma subunidade monofilética de 

Curimatidae, tendo em vista que trabalhos anteriores se baseavam apenas em caracteres 

externos. Vari (1984) propôs a existência de cinco espécies para o gênero Potamorhina: 

Potamorhina latior (Spix e Agassiz 1829), Potamorhina laticeps (Valenciennes 1850), 

Potamorhina pristigaster (Steindachner 1876), Potamorhina altamazonica (Cope 1878) e 

Potamorhina squamoralevis (Braga e Azpelicueta 1983), as quais são conhecidas 
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vulgarmente como branquinha-comum, branquinha, branquinha peito de aço, branquinha 

cabeça lisa e sairu-boi, respectivamente.  

Potamorhina altamazonica apresenta ampla distribuição natural na bacia do rio 

Amazonas e do rio Orinoco, porém foi introduzida na região nordeste do Brasil. Potamorhina 

latior e P. pristigaster também são encontradas na bacia Amazônica, porém a segunda está 

restrita ao Brasil e Peru, enquanto a primeira ainda se distribui pela Bolívia e Colômbia. 

Potamorhina laticeps é restrita à bacia do lago Macaracaibo, na Venezuela e Colômbia, e P. 

squamoralevis ao sistema Paraguai-Paraná, no Brasil e na Argentina (Vari 2003). 

Em relação à biologia do grupo, sabe-se que as espécies de ocorrência na Amazônia 

são abundantes em lagos e algumas das mais comuns são importantes para pesca de 

subsistência e comercial (Gonçalves e Batista 2008), apresentando uma crescente demanda 

para consumo (Ruffino et al. 2005; 2006; Thomé-Souza et al. 2007). Bevilaqua (2009), 

estudando a biologia pesqueira de P. latior do lago Grande de Manacapuru (AM), averiguou 

que os peixes dessa espécie têm uma alta taxa de mortalidade natural, que é reflexo de sua 

predação por peixes piscívoros. Contudo, a mortalidade é compensada pela reprodução 

precoce, já que iniciam a desova, classificada como total, com menos da metade de seu 

tamanho máximo. Além disso, vivem por volta de 3,7 anos e possuem tamanho que varia 

entre 10 e 28 cm, e têm uma alta taxa de crescimento (Bevilaqua 2009). Apresentam hábito 

alimentar detritívoro, comum à Curimatidae, alimentando-se preferencialmente de algas, 

perifíton e detritos (Pouilly e Rodriguez 2004). 

De maneira geral, as branquinhas podem ser enquadradas na categoria sazonal, com 

migrações laterais (Winemiller 1989). Na região da Amazônia Central, os cardumes deixam 

os lagos durante o período de vazante (Agosto-Setembro), possivelmente por recursos 

alimentares, e vão em direção aos grandes rios do eixo Amazonas-Solimões. Uma segunda 

migração, relacionada à reprodução, ocorre no período de enchente (Dezembro-Janeiro), 

quando os indivíduos com gônadas maduras vão em direção ao canal principal onde desovam. 

Após a desova, nos meses de Janeiro e Maio, acontece uma terceira migração considerada 

passiva, uma vez que as áreas florestais são inundadas e funcionam como um berçário de 

larvas, que foram deslocadas passivamente para estas regiões (Cox-Fernandes 1997). 

Migrações de populações de P. squamoralevis também são conhecidas. Os sairus-boi 

fazem migrações reprodutivas que costumam ser curtas no rio Paraguai (Pantanal). Durante as 

migrações costumam ir das baías até a boca do canal principal para reprodução (Resende 

2008). A desova também ocorre durante a elevação do nível da água de rios intermitentes que 
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se formam na época de cheia e que se conectam a outros canais. Além disso, esta espécie não 

apresenta cuidados parentais (Moura e Val 2000). 

 

1.2 Citogenética de Potamorhina 

Grandes variações cariotípicas são encontradas entre quatro espécies de Potamorhina 

(P. latior, P. pristigaster, P. altamazonica e P. squamoralevis), não havendo descrição 

citogenética disponível para P. laticeps. Estas grandes variações interespecíficas com relação 

ao número diploide, encontradas em Potamorhina, contrariam a tendência da estabilidade na 

macroestrutura cromossômica das espécies da família Curimatidae (Venere e Galetti Jr. 1985; 

Venere 1991; Feldberg et al. 1992; 1993; Navarrete 1996; Brassesco et al. 2004; Rosa et al. 

2007; Venere et al. 2008). Para os Curimatidae, a grande maioria das espécies apresenta 

número diploide igual a 54 cromossomos meta e submetacêntricos e em alguns casos com a 

presença de cromossomos supranumerários. 

A diversificação cromossômica dos curimatídeos tem uma origem recente e parece 

acompanhar a especiação pós-Andina responsável pela diversidade de espécies na família 

(Venere et al. 2008). Visando compreender a evolução cariotípica de Potamorhina, Feldberg 

et al. (1993) sobrepuseram os dados citogenéticos disponíveis para as espécies com a 

filogenia proposta por Vari (1984) e averiguaram que P. pristigaster, portadora de número 

diploide semelhante ao considerado ancestral para o grupo, é também basal em relação às 

outras duas espécies amazônicas (Figura 1). Potamorhina altamazonica e P. latior, 

consideradas derivadas por Vari (1984), também foram as que tiveram maior variação 

cariotípica, tanto para os números diploides (2n=102 e 2n=56, respectivamente) quanto para 

os padrões heterocromáticos. Portanto, as espécies derivadas de branquinhas devem ter 

sofrido rearranjos cromossômicos, incluindo os robertsonianos, que acarretaram nesta 

divergência do número diploide, sendo proposta a ocorrência de fissões cromossômicas 

durante a evolução cariotípica (Feldberg et al. 1993, Brassesco et al. 2004). 
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Figura 1 Sobreposição dos números cromossômicos e fórmulas cariotípicas à árvore filogenética proposta 

por Vari (1984). Fonte: Feldberg et al. (1993). 

 

Contudo, a organização diferencial do genoma também parece estar envolvida no 

processo de diversificação dos curimatídeos, incluindo Potamorhina, sendo a mesma 

evidenciada pela distribuição da heterocromatina (Feldberg et al. 1993; Brassesco et al. 2004; 

Venere et al. 2008). De maneira geral, a heterocromatina apresenta um importante papel na 

evolução de eucariotos superiores, estando envolvida em rearranjos cromossômicos como 

translocações, inversões e fusões (Grewal e Jia 2007). A heterocromatina é uma região de 

cromatina altamente condensada e sua composição parece estar ligada a uma alta quantidade 

de DNA repetitivo que pode estar disperso no genoma ou em tandem, estando alocada 

principalmente em regiões centroméricas, pericentroméricas e teloméricas (Volff et al. 2003; 

Azevedo et al. 2005). Entretanto, a heterocromatina também pode ser encontrada em outras 

regiões, em resposta a fatores epigenéticos, atuando na regulação da expressão de genes e 

controlando a recombinação entre elementos transponíveis dispersos (Grewal e Jia 2007; 

Inanov e Adams 2011; Toit 2012; Postepska-Igielska et al. 2013). Ainda, padrões 

heterocromáticos fundamentam os vários processos celulares associados com o 

envelhecimento (Micco et al. 2011; Tsurumi e Willis 2012). Além disso, a composição da 

heterocromatina não é constante entre as espécies (Wicker et al. 2005; Hribova et al. 2007; 
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Ferreira e Martins 2008; Schneider 2013; Terencio 2013), uma vez que, regiões repetitivas 

normalmente sofrem baixa pressão seletiva, o que leva a uma alta taxa evolutiva, ocasionando 

acúmulo de diferenças ao longo da evolução (Ridley 2006). Trabalhos, investigando a 

composição desta região em peixes amazônicos, têm encontrado elementos transponíveis 

(transposons e retrotransposons), DNA ribossomais, microssatélites e satélites (Schneider 

2013; Terencio 2013). 

Os DNAs ribossomais são organizados nas famílias multigênicas DNAr 45S e DNAr 

5S. O DNAr 45S é formado por uma unidade transcricional que codifica os RNA ribossomais 

28S, 18S e 5,8S e um espaçador intergênico não transcrito (IGS) (Martins 2007), sendo que 

tais sequências correspondem às Regiões Organizadoras de Nucléolos, que podem ser 

detectadas indiretamente pela impregnação de proteínas ribossomais ativas com nitrato de 

prata (Ag-RON) (Howel et al. 1975; Martins et al. 2011). O DNAr 5S só é visualizado de 

maneira direta pela FISH (Hibridização Fluorescente in situ) e consiste em sequências 

codificantes de 120 pb que são separadas uma das outras por um DNA espaçador não 

transcrito (NTS), de tamanho variável, cuja variação relaciona-se à ocorrência de deleções ou 

inserções, presença de pseudogenes ou pequenas repetições (Martins et al. 2011). Poucos 

trabalhos foram realizados em relação ao mapeamento físico-cromossômico dos genes 

ribossomais para a família Curimatidae, tais como para Cyphocharax modestus, Cyphocharax 

nagelii e Steindachnerina insculpta (De Rosa et al. 2006, 2007; Santos et al. 2006; Terribele 

et al. 2008; Oliveira 2010), não sendo possível o estabelecimento de um padrão. Além disso, 

diferentes tipos de repetições e tamanhos de DNAr 5S são relatados para a família (Rosa et al. 

2004, De Rosa et al. 2007; Terribele et al. 2008). 

Já, os elementos transponíveis (ETs) são regiões do DNA que quando estão ativos 

apresentam capacidade de mobilização. Os elementos transponíveis podem ser autônomos, 

quando codificam enzimas para a transposição ou não-autonômos, quando se transpõem a 

partir da produção de enzimas de outros elementos transponíveis. Levando em consideração 

as características estruturais e moleculares, estes elementos possuem classes, subclasses, 

superfamílias e famílias/subfamílias. Esta movimentação pode causar duplicação do sítio-alvo 

de inserção (Kidwell 2002; Almeida e Carareto 2005; Wicker et al. 2007; Hoede et al. 2014). 

Os ETs apresentam polimorfismos de sítio de inserção e variabilidade no número de cópias 

dentro e entre as populações (Capy 1998). Porém, trabalhos visando a detecção e composição 
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dos elementos transponíveis no gênero Potamorhina são insipientes, da mesma forma que o 

mapeamento de sequencias teloméricas e do gene tropomiosina 1 (TPM 1). 

As sequências teloméricas são repetições curtas (TTAGGGn), amplamente 

conservadas nos genomas de vertebrados. Elas promovem estabilidade dos cromossomos, 

protegendo-os da degradação, além de permitirem a replicação completa do DNA e a 

integridade do mesmo (Nanda et al. 2002; Multani et al. 2006; Monagham 2010; Ocalewicz 

2013). Além disso, estas sequências podem integrar uma gama de sinais endógenos e 

exógenos, tais como estresses oxidativos, hormonais, genotóxicos, dentre outros, modificando 

seu comprimento e/ou estrutura da cromatina, o que leva a mudanças no destino das células, 

apoptose, senescência, remodelamento da cromatina ou mudanças transcricionais (Ye et al. 

2014). As sequências teloméricas normalmente são encontradas nas regiões terminais dos 

cromossomos, contudo, aproximadamente 40% das espécies de peixes, que tiveram o 

mapeamento físico cromossômico de sondas teloméricas, evidenciaram sítios intersticiais 

(Ocalewicz 2013). O aparecimento de sítios teloméricos intersticiais (ITS) tem sido 

relacionado com rearranjos cromossômicos envolvendo telômeros, tais como duplicações, 

fusões, inversões e translocações a partir de uma condição ancestral, durante a evolução das 

espécies. Ainda, estes ITS são considerados como "pontos quentes" para a recombinação e 

podem potencialmente aumentar as taxas de quebra de cromossomos e rearranjos, que levam 

aos vários polimorfismos cromossômicos encontrados em peixes (Ocalewicz 2013). Para 

Curimatidae, ITS estão presentes nas regiões intersticiais de dois pares de cromossomos do 

complemento e em cromossomos B de Cyphocharax nagelli (Oliveira 2010), contudo nenhum 

dado está disponível para Potamorhina, sendo esta análise interessante para verificar se ITS 

podem estar relacionados a prováveis alterações cromossômicas originando a diversidade 

cariotípica encontrada no gênero.  

Rearranjos cromossômicos podem estar relacionados a mudanças no número de cópias 

e posições de outros genes, tais como tropomiosina. Tropomiosinas são isoformas proteicas 

codificadas por uma família multigênica em tandem. Tais proteínas são responsáveis por 

auxiliar na citocinese, morte celular e contração muscular. De modo geral, em vertebrados as 

40 isoformas conhecidas são formadas por variação de promotores e processamento 

diferencial por splicing alternativo dos diferentes éxons (Perry 2001; Gunning et al. 2005; 

Irimia et al. 2010; Marston 2014). Tais proteínas são codificadas por quatro genes altamente 

conservados, TPM 1, TPM 2, TPM 3 e TPM 4, com espaçadores internos sendo em peixes 
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acrescentados dois genes, TPM1-2 parálogo de TMP1-1 e TPM4-2 parálogo de TPM4-1 

(Perry 2001; Ikeda et al. 2003; Toramoto et al. 2004; Vrhovki et al. 2008; Irimia et al. 2010; 

Marston 2014). Embora estes genes sejam conservados, a variabilidade dos íntrons tem se 

mostrado úteis para estudos comparativos, desde filogenéticos a populacionais, sendo 

inexistentes em estudos carioevolutivos (Friesen 2000), apesar do seu mapeamento 

cromossômico ser interessante para avaliar a organização do genoma entre diferentes 

espécies. 

Assim, o mapeamento físico cromossômicos dessas sequências repetitivas em 

cromossomos mitóticos das três espécies amazônicas de Potamorhina permitiu uma melhor 

compreensão sobre a organização dos genomas, bem como entendimento de possíveis 

rearranjos cromossômicos envolvidos na evolução cariotípica do grupo. 
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2. Objetivos 

2.1 Objetivo Geral  

Caracterizar citogeneticamente três espécies do gênero Potamorhina provenientes do entorno 

de Manaus - AM e compreender os mecanismos evolutivos envolvidos na diferenciação 

cariotípica, utilizando marcadores de DNA repetitivo como ferramenta. 

 

2.2 Objetivos Específicos 

 

- Determinar o cariótipo das espécies P. pristigaster, P. altamazonica e P. latior, incluindo os 

padrões de distribuição da heterocromatina e região organizadora de nucléolo. 

- Mapear sequências teloméricas, de DNAr 5S, DNAr 18S e elementos retrotransponíveis Rex 

1 e Rex 3, bem como o gene TPM 1, visando averiguar possíveis rearranjos cromossômicos 

que tenham ocorrido nas espécies em questão. 

- Propor uma filogenia baseada nos possíveis mecanismos evolutivos envolvidos na 

diferenciação cariotípica de Potamorhina. 
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3. Material e Métodos 

3.1 Coleta das espécies  

Foram estudados citogeneticamente 12 exemplares de Potamorhina pristigaster (6 

machos e 6 de sexo não identificado), 17 de Potamorhina altamazonica (2 fêmeas e 15 de 

sexo não identificado) e 19 de Potamorhina latior (9 fêmeas, 1 macho e 9 de sexo não 

identificado). Os indivíduos foram coletados, com redes de pesca de malhas 70, 80 e 90 mm, 

nos arredores de Manaus (AM): lago Janauari (3°12' 36.0" S; 60°01'55.9"W), lago Catalão 

(3°10'9"S; 59°54'43"W) e lago Manacapuru (03° 09'39.9"S; 060°52'01.6"W) (Figura 2). 
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Figura 2 Mapa com imagens geradas pelo software QGIS 2.4 indicando os locais de coletas.



28 

 

 

 

 

As coletas foram realizadas sob a autorização concedida pelo Instituto Chico Mendes 

de Conservação da Biodiversidade – ICMBio, através do Sistema de Autorização e 

Informação em Biodiversidade – SISBIO (Licença permanente n°. 5659-1) e todos os 

procedimentos deste trabalho foram aprovados pela comissão de ética no uso de animais 

(003/2014-CEUA/UFAM). 

Os peixes foram eutanasiados utilizando-se duas etapas, seguindo as recomendações 

das Diretrizes da Prática da Eutanásia do CONCEA (CONCEA 2013). Assim que mortos, 

foram extraídos os órgãos hematopoiéticos (Rins anterior e posterior) para a obtenção de 

preparações cromossômicas e para extração do DNA foram extraídas amostras de tecido 

muscular e fígado de todos os indivíduos, sendo estes exemplares numerados, registrados, 

fixados em formol 10% durante 24h e acondicionados posteriormente em recipientes 

contendo álcool 70%. Os espécimes testemunhos foram depositados na Coleção de Peixes do 

INPA (46486, 46487, 46488). 

3.2 Obtenção de cromossomos mitóticos 

Para estimular a divisão celular e a resposta imunológica foi utilizada a técnica 

descrita por Oliveira et al. (1988), que consiste em injetar intraperitonealmente em cada 

indivíduo uma suspensão de levedura contendo 0,5g de fermento biológico + 1,5g de dextrose 

+ 6mL de água. Transcorridas 24h, os peixes foram mortos e os cromossomos mitóticos 

foram obtidos de acordo com protocolo de Bertollo et al. (1978), com algumas adaptações. 

Para tanto, foi realizada injeção muscular de colchicina a 0,0125% (1ml : 100g do peso 

animal) e o indivíduo foi mantido vivo por 40 minutos. Posteriormente, o animal foi morto e 

seu rim foi retirado. O material foi então lavado com Cloreto de Potássio (KCl) a 0,075M e 

dissociado com pinça de dissecção e seringa sem agulha. Em seguida, o material foi incubado 

a 37 °C por 30 minutos em 10 mL de KCl a 0,075M, para ocorrer a hipotonização das células. 

Após este tempo, o material foi ressuspendido cautelosamente com auxílio de seringa sem 

agulha e transferido para tubos de centrífuga, adicionando-se 1,5mL de fixador Carnoy (3 

metanol : 1 ácido acético), centrifugado durante 10 minutos a 900 rpm e retirado o 

sobrenadante. O material foi novamente ressuspendido com auxílio de pipeta de Pasteur, 

sendo o volume completado para 10 mL com fixador e centrifugado por 10 minutos a 900 

rpm. Este processo foi repetido mais duas vezes para fixação do material. Após a última 
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centrifugação e eliminação do sobrenadante foram adicionados 1,5 mL de fixador e o material 

ressuspendido. As preparações foram armazenadas em tubos tipo eppendorf de 1,5mL e 

condicionados em freezers a 20 °C. 

3.3 Preparações de lâminas com cromossomos mitóticos 

Para a preparação das lâminas, as mesmas foram colocadas em solução sulfocrômica 

por 24 horas. Após este período, foram retiradas, lavadas em água corrente e destilada e 

armazenadas em álcool 100%. As lâminas foram imersas em água destilada a 55 °C, em 

banho-maria. Após 5 minutos, foram retiradas da água e a suspensão celular foi gotejada 

sobre três pontos diferentes da lâmina. Após secas diretamente ao ar, as amostras foram 

coradas com Giemsa 5% diluído em tampão fosfato 0,06M e pH 6,8, por 10 minutos, lavadas 

em água destilada e secas ao ar. 

3.4 Detecção da Heterocromatina Constitutiva - Banda C 

Para o bandeamento C sequencial, as lâminas anteriormente coradas e analisadas 

foram descoradas por meio de lavagem com fixador Carnoy ou álcool 70%. O bandeamento 

foi realizado seguindo o protocolo de Sumner (1972), no qual as lâminas foram tratadas com 

Ácido Clorídrico (HCl) 0,2N a 42 °C por 1 minuto, lavadas com água destilada e secas ao ar. 

As lâminas foram então imersas em solução de Hidróxido de Bário [Ba(OH)2] 5% por 1 

minuto para quebra de sítios apurínicos e depurinização da molécula de DNA e lavadas com 

HCl a 42 °C para inibição da ação do Ba(OH)2. Conseguintemente foram incubadas em 

solução salina de 2xSSC por 15 minutos e lavadas com água destilada. As lâminas foram 

coradas com Giemsa 5% em tampão fosfato 0,06 M e pH 6,8 por 15 minutos e lavadas com 

água destilada. 

3.5 Detecção de regiões organizadoras do nucléolo (RON) - Ag-RON  

As lâminas submetidas ao bandamento C foram primeiramente descoradas por meio 

de lavagem com fixador Carnoy para conseguinte detecção das regiões organizadoras de 

nucléolos, que estiveram ativas na intérfase precedente, segundo Howell e Black (1980). 

Foram adicionadas 3 gotas de solução coloidal de gelatina (1g de gelatina comercial sem 

sabor + 50 mL de água destilada + 0,5 mL de ácido fórmico), e para cada gota de gelatina 

foram adicionadas 2 gotas de Nitrato de Prata (AgNO3) a 50% e cobertas com lamínula. As 
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lâminas foram colocadas em câmara úmida, em banho-maria a 60 °C por 3-8 minutos até que 

atingissem uma coloração castanha dourada. Após atingir a coloração ideal as lâminas foram 

lavadas em água corrente até que a lamínula fosse retirada. 

3.6 Extração de DNA 

As extrações foram realizadas segundo o protocolo de isolamento de DNA total 

modificado de Sambrook e Russel (2001), que consiste na lise celular alcalina de 

aproximadamente 0,02mg de tecido muscular com o auxílio de 1% de SDS e digestão com 20 

µL de Proteinase K (20 mg.mL-1) a 37 °C, por cerca de 16 horas. O produto da digestão foi 

então purificado, separado dos “debris” celulares, por sucessivas lavagens, utilizando 

fenol/clorofórmio (1:1) e clorofórmio. Depois de isolado, o DNA total foi precipitado com 

etanol absoluto, lavado com 1 mL de etanol 70% e eluído em tampão TE 1X (Tris-HCl 10 

mM pH 8,5 e EDTA 0,1 mM). O DNA extraído foi submetido a uma eletroforese em gel de 

agarose 0,8% corado com Gel Red (Biotium) para a verificação quanto ao grau de integridade 

e também para sua quantificação, a qual foi realizada no próprio gel de agarose por 

comparação com marcador comercial de peso molecular conhecido, previamente aplicado no 

gel simultaneamente ao carregamento das amostras. O DNA extraído foi utilizado no 

isolamento das sequências dos DNAs ribossomais 5S e 18S, gene tropomiosina 1 e Rex 1 e 3. 

3.7 Isolamento de sequências repetitivas por Polymerase Chain Reaction (PCR) 

As amplificações dos genes de RNAr 18S, 5S, tropomiosina 1 e dos retroelementos 

Rex 1 e 3 foram realizadas por reação em cadeia da polimerase (PCR), utilizando os 

oligonucleotídeos iniciadores (primers) 18Sf (5’ -CGCTTTGGTGACTCTTGAT-3’) e 18Sr 

(5’ -CCGAGGACCTCACTAAACCA -3’); 5Sa (5’ -TACGCCCGATCTCGTCCGATC -3’) 

e 5Sb (5’-CAGGCTGGTATGGCCGTAAGC -3’); TROP R (5'- 

CGGTCAGCCTCTTCAGCAATGTT - 3') e TROP F (5'- 

GAGTTGGATCGGGCTCAGGAGCG - 3'); RTX1-F1 (5’-TTCTCC 

AGTGCCTTCAACACC-3’) e RTX1 -R1 (5’-TCCCTCAGCAGAAAGAGTCTGCTC-3’)  e 

RTX3 -F3 (5’ -CGGTGAYAAAGGGCAGCCCTG-3’) e RTX3-R3 (5’-TGGCAGACNGGG 

GTGGTGGT-3’) (Gross et al. 2010; Martins e Galetti Jr. 1999; Friesen et al. 1999; Volff et 

al. 2000; Volff et al. 1999, respectivamente). As reações de PCR foram realizadas em um 

volume final de 25 µL contendo DNA genômico de Potamorhina sp. (200ng), tampão 10x 
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com 1,5 mM de MgCl2, Taq DNA polimerase (5 U/µL), dNTPs (1 mM), par de primers (5 

mM), e água Milli-Q. O perfil de reação para o DNAr 18S foi 1 min 95 °C; 35 ciclos de 1 min 

a 94 °C, 1 min a 56 °C e 1 min 30s a 72°C; seguidos por 5 min a 72 °C. As condições para 

amplificação do DNAr 5S foram 1 min 95 °C; seguido por 30 ciclos de 1 min a 94 °C, 1 min a 

59 °C, e 1 min 30s a 72 °C; e uma extensão final de 5 min a 72 °C. As condições para 

amplificação da tropomiosina 1 foram 1 min 95 °C; seguido por 30 ciclos de 30 s a 95 °C, 30 

s a 58 °C, e 30s a 72 °C; e uma extensão final de 5 min a 72 °C e para Rex 1 e Rex 3: 2 min a 

94 °C; 35 ciclos de 1 min a 94 °C, 1 min a 55 °C e 1 min 30s a 72°C; e uma extensão final de 

5 min a 72 °C. A PCR da sequência telomérica (TTAGGG)n foi realizada em um volume final 

de 25 µL contendo tampão 10x com 1,5 mM de MgC2, dNTPs (1 mM), 0,2µL primer 

(TTAGGG)5, 0.2µL primer (CCCTAA)5 (Ijdo et al. 1991) e 2U de Taq DNA polimerase. A 

primeira parte da amplificação foi realizada com baixa estringência (4 min a 94 °C; seguidos 

por 12 ciclos de 1 min a 94 °C, 45 s a 52 °C e 1 min 30 s a 72 °C), seguidos por 35 ciclos de 

alta estringência (1 min a 94 °C, 1 min 30 s a 60 °C e 1 min 30 s a 72 °C). Os fragmentos 

foram submetidos a uma eletroforese em gel de agarose 1% corado com Gel Red (Biotium) 

para a verificação quanto ao grau de integridade deste DNA e também para sua quantificação, 

a qual foi realizada no próprio gel de agarose por comparação com Low Mass DNA Lader (1 

Kb - Invitrogen), previamente aplicado no gel simultaneamente ao carregamento das 

amostras. Os produtos de PCR foram utilizados como sondas para hibridização dos 

cromossomos metafásicos, após marcação. 

3.8 Clonagem e sequenciamento de Tropomiosina 1 

Os produtos de PCR de TPM 1 de P. latior foram clonados em plasmídeo pGEM-T 

Easy (Promega) utilizados para transformar células competentes DH5α de Escherichia coli 

(Promega). Os clones de TPM 1 de P. altamazonica, P. latior e P. pristigaster foram 

purificados usando Polietilenoglicol (PEG) 20% (NaCl 2,5 M) e sequenciados usando o kit 

Big Dye (Applied Biosystems) no sequenciador automático ABI 3130xl. O alinhamento das 

sequências foi realizado utilizando a ferramenta Clustal W (Thompson et al. 1994), incluída 

no programa BioEdit 7.0 (Hall 1999). As sequências nucleotídicas foram comparadas com 

sequências conhecidas por meio da ferramenta BLASTN/nucleotide sequences contida no 

banco público de sequências - NCBI (http://www.ncbi.nlm.nih.gov).  
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3.9 Marcação das sondas 

As sondas isoladas (sequências teloméricas, DNA ribossomais 5S e 18S, elementos 

retrotransponíveis Rex 1 e Rex 3 e gene tropomiosina 1) foram marcadas pelo método de nick 

translation, utilizando biotina 14-dATP (Bionick labeling system - Invitrogen) e/ou 

digoxigenina-11-dUTP (Dig-Nick Translation mix - Roche). Para tanto, em um tubo de 1,5 

mL, foi preparada uma solução contendo 1 μL de Mix dNTP 10x; 1 μL de sonda de DNA 

(200 ng/ μL); 1 μL de Mix de enzima 10x; 6 μL de água milli-Q, totalizando 9 μL, para cada 

lâmina que foi hibridizada. Esta solução foi homogeneizada, centrifugada brevemente e 

incubada a 16 ºC por 90 minutos no termociclador. Conseguintemente, para interromper a 

reação, foi adicionado 1μL de stop buffer (EDTA 0,5 M) e após isso foi mantida em freezer 

20 ºC para posterior utilização. 

 

3.10 Hibridização fluorescente in situ – FISH  

O mapeamento físico cromossômico de sequências repetitivas de DNA (sondas 

teloméricas, DNA ribossomais 5S e 18S, elementos retrotransponíveis Rex 1 e Rex 3 e gene 

tropomiosina 1) foi realizado de acordo com a técnica de FISH descrita por Pinkel et al. 

(1986), com estringência de 77%. 

As lâminas foram lavadas em tampão PBS 1x por 5 minutos em temperatura ambiente. 

Posteriormente foram desidratadas em série alcoólica gelada (70%, 85% e 100%), durante 5 

minutos cada. Em seguida foram tratadas com 90μl de RNase 10μg/mL (5μL de RNase 

10mg/mL e 975μL de 2xSSC) por 1 hora em câmara úmida a 37 ºC. As lâminas foram 

lavadas três vezes em 2xSSC durante 5 minutos cada. Após isso, as lâminas foram lavadas em 

PBS 1x durante 5 minutos. Posteriormente as lâminas foram fixadas em formaldeído 1% em 

PBS 1x/50mM MgCl2 durante 10 minutos à temperatura ambiente. Posteriormente lavadas em 

PBS 1x por 5 minutos. Após, as lâminas foram desidratadas em série alcoólica gelada (70%, 

85% e 100%) durante 5 minutos cada. As lâminas foram então desnaturadas em formamida 

70% em 2xSSC a 70 ºC por 5 minutos e novamente desidratadas em uma série de etanol 

gelado (70%, 85% e 100%) por 5 minutos cada. 

Para a solução de hibridização, em um tubo de 1,5 µL, foram adicionados 4 μL de 

sonda, 20 μL de formamida 100%, 8 μL de sulfato de dextrano 50%, 4 μL de 20xSSC e 4 μL 
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de água milli-Q. As sondas foram desnaturadas a 99 °C por 10 minutos e passadas 

imediatamente ao gelo. Durante a hibridização foram colocados 40 μL de solução de 

hibridização sobre uma lamínula e a lâmina foi invertida sobre a lamínula. As lâminas foram 

mantidas com o material voltado para baixo em câmara úmida (água destilada) a 37 °C por 

cerca de 14 horas. 

Posteriormente, as lamínulas foram removidas das lâminas e estas então foram lavadas 

em formamida 15% a 42 °C durante 10 minutos. Em seguida, foram lavadas novamente em 

solução Tween 0,5% durante 5 minutos a temperatura ambiente. Para detecção dos sinais, as 

lâminas foram incubadas em tampão NFDM por 15 minutos. Após isso foram lavadas duas 

vezes com solução Tween 0,5% por 5 minutos a temperatura ambiente. Foram então 

colocadas sobre cada lâmina 50 μL de anti digoxigenina-rodamina e/ou 30 μL de avidina-

FITC. Em seguida foram cobertas com lamínula e deixadas por 60 minutos em câmara úmida 

a 37 °C. Posteriormente as lamínulas foram removidas e as lâminas foram lavadas três vezes 

em solução Tween 0,5% por 5 minutos cada a temperatura ambiente. As lâminas foram 

desidratadas em série alcoólica 70%, 85% e 100% durante 5 minutos cada. Após secas a cada 

lâmina foi adicionado a solução de DAPI diluído em antifade VectaShield Vector (20 μL de 

antifade e 1 μL de DAPI). 

3.11 Análises cromossômicas 

As lâminas submetidas à coloração convencional, banda C e impregnação com nitrato 

de prata foram analisadas em microscópio óptico, enquanto que as de FISH foram analisadas 

em fotomicroscópio de epifluorescência Olympus Bx-51. Pelo menos 30 metáfases por 

indivíduo foram analisadas, sendo que as melhores tiveram sua imagem capturada e 

transferidas para software de edição de imagens. Digitalmente os cromossomos metafásicos 

foram recortados, emparelhados, medidos e colocados em ordem decrescente de tamanho com 

auxílio dos programas AdobePhotoshop CS8.0 e Image J 1.49j. A relação de braços dos 

cromossomos foi determinada de acordo com Levan et al. (1964), para o estabelecimento da 

fórmula cromossômica e número fundamental, sendo considerados cromossomos portadores 

de dois braços os metacêntricos, submetacêntricos e subtelocêntricos e portadores de um 

braço cromossômico os acrocêntricos. 
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4. Resultados e discussão 

Os resultados obtidos neste estudo e a discussão dos dados estão sendo apresentados 

na forma de artigo científico. 
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4.1 Implicação dos DNAs repetitivos na evolução cariotípica de espécies 

amazônicas de Potamorhina (Ostariophysi, Curimatidae) 

4.1.1 Resumo 

A familía Curimatidae apresenta uma tendência evolutiva de estabilidade quanto à 

macroestrutura cromossômica, sendo esta 2n=54 cromossomos. Entretanto, análises 

cromossômicas das espécies do gênero Potamorhina que ocorrem na região 

Amazônica (P. altamazonica, P. latior e P. pristigaster) têm demonstrado grandes 

variações interespecíficas com relação ao número diploide, que são 2n=102, 56 e 54, 

respectivamente. Ainda, a localização das regiões heterocromáticas nas espécies 

remete ao possível envolvimento destas regiões com a diversificação cromossômica no 

gênero em questão. Por isso, este trabalho teve como objetivo caracterizar 

citogenomicamente as três espécies do gênero Potamorhina encontradas na Amazônia 

Central a fim de compreender os mecanismos evolutivos envolvidos na diferenciação 

cariotípica das mesmas por meio de bandeamento C, impregnação com nitrato de prata 

e hibridização fluorescente in situ de sondas de DNAr 5S e 18S, Rex 1 e 3, gene da 

Tropomiosina 1 (TPM 1) e sequências teloméricas de DNA. Porções heterocromáticas 

estão presentes na porção centromérica de todos os cromossomos das espécies em 

estudo, apresentando-se ainda em porções terminais de alguns pares do complemento 

de P. altamazonica e P. pristigaster, terminais e intersticiais de alguns cromossomos 

de P. latior. Sequências teloméricas intersticiais foram encontradas associadas com 

heterocromatina nas regiões centroméricas de 18 pares cromossômicos de P. latior 

evidenciando possíveis rearranjos de fusão no curso evolutivo do gênero. Os 

retroelementos Rex 1 e 3 foram mapeados na região centromérica de quase todos os 

cromossomos das espécies amazônicas de Potamorhina. Os DNAr 5S e 18S são do 

tipo simples, não sintênicos e em cromossomos diferentes entre as espécies analisadas. 

Ainda, a presença de sequências de TPM 1 na região centromérica de quase todos os 

cromossomos das três espécies amazônicas mostra que apesar da composição de 

heterocromatina ser diferenciada, a posição do gene é conservada. Acredita-se, 

portanto, que frações heterocromáticas diferenciais, bem como elementos 

transponíveis estejam envolvidos neste processo evolutivo, já que as regiões mais 

dinâmicas do genoma parecem ser as regiões terminais e, principalmente as regiões 

centroméricas ricas em heterocromatina, envolvidas em processos de fissão e fusão, 
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que inclusive promovem a diferenciação dos pares portadores dos sítios ribossomais, 

que são comparáveis entre as diferentes espécies. 
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4.1.2 Introdução 

O gênero Potamorhina pertencente à família Curimatidae e possui cinco espécies, das 

quais três ocorrem principalmente na bacia amazônica (P. latior, P. pristigaster e P. 

altamazonica), uma é restrita ao Lago Maracaibo na Venezuela (P. laticeps) e uma ocorre no 

sistema Paraguai-Paraná (P. squamoralevis) (Vari 1989). Citogeneticamente, a família 

Curimatidae é caracterizada por uma tendência à estabilidade da macroestrutura 

cromossômica (2n=54 cromossomos do tipo meta e submetacêntricos) (Tabela 1) comum 

também as famílias Prochilodontidae, Anostomidae e Chilodontidae corroborando o 

mofiletismo do grupo (Venere e Galetti 1989; Feldberg et al. 1992; Feldberg et al. 1993; 

Brassesco et al. 2004; Venere et al. 2004).  

Tabela 1 Dados de citogenética clássica de Curimatidae. Em destaque dados citogenéticos do gênero 

Potamorhina. 2n= Número diploide; NF = Número fundamental; RON = Região organizadora de nucléolo; m= 

metacêntrico; sm = submetacêntrico; st = subtelocêntrico; a = acrocêntrico; B = cromossomo supranumerário; p= 

braço curto; q = braço longo; x= dados não disponibilizados; t = terminal; i = intersticial. 
1
Feldberg et al. 1993; 

2
Brassesco et al. 2004; 

3
Navarrete 1996; 

4
Venere e Galetti Jr. 1989; 

5
Venere et al. 2008; 

6
De Rosa et al. 2007; 

7
Venere 1991; 

8
Sampaio et al. 2011; 

9
Venere e Galetti 1985; 

10
Oliveira 2010; 

11
Venere e Galetti  1995; 

12
Navarrete e Júlio-Júnior 1997; 

13
Carvalho et al. 2001; 

14
Matins et al. 1996;

15
Venere et al. 1999; 

16
Gravena et 

al. 2007; 
17

Oliveira e Foresti 1993; 
18

Nirchio et al. 2014; 
19

=Feldberg et al. 1992; 
20

=Rosa et al. 2006; 
21

= De 

Rosa et al. 2008; 
22

= Terribele et al. 2008. 

Espécie 2n NF Fórmula Cariotípica 

Par e posição da 

RON  Referência 

Potamorhina             

P. pristigaster 54 108 44m+10sm 25 sm qt 1 

P. altamazonica 102 106 2m+2sm+ 98a 5 m qt 1,18 

P. latior 56 102 52m+2sm+2st 25 sm qt 1 

P. squamoralevis 102 116 14 m-sm+88a x qt 2 

Curimatopsis 

      C. myersi 46 92 42m+4sm 17m pt 12 

Curimatella 

      C. dorsalis 54 108 46m+8sm 13m pt 2,3 

C. immaculata 54 108 46m+8sm 24sm qt 5 

C. alburna 54 108 46m+8sm 14m qt 1 

C. meyeri 54 108 46m+8sm 9m qt 1 

C. lepidura 54 108 50m+4sm 8,9m t 4 

Psectrogaster             

P. curviventris 54 108 

42m+12sm, 44m+10sm, 54 

m+sm 20m pt 2,3,5,13 

P. amazonica 54 108 42m+12sm 17m pt 5 

P. rutiloides 54 108 42m+12sm 9m qt 1 

Steindachnerina             

S. brevipinna 54 108 48m+6sm, 54m/sm 17m pt 2,3,13 

S. biornata 54 108 54m/sm+B x x 17 



38 

 

 

 

Espécie 2n NF Fórmula Cariotípica 

Par e posição da 

RON  Referência 

 

S. insculpta 
54 108 46m+8sm+B, 50m+4sm 25m,7m t 

4,5,6,7,8,10, 

      
16,17,20,22 

S. conspersa 54 108 46m+8sm 2m i 2,4 

S. elegans  54 108 54m 25m t 4,7 

Steindachnerina sp. 54 108 54m 25m t 7 

S. cf. guentheri 54 108 54m/sm 24m/sm t 13 

S. leucisca 54 108 48m+6sm 15m pt 2 

S. amazonica 54 108 42m+12sm 2m,23sm qt 5 

S. gracilis 54 108 38m+16sm  x c,qt 5 

Curimata             

C. ocellata 56 112 40m+16sm 26sm pi 2 

C. vittata 54 108 42m+12sm 9sm qt 2 

C. knerii 54 108 40m+12sm+2st 27st pt 2 

C. cyprinoides 54 108 44m+10sm 3m qt 2 

Curimata sp. 54 108 20m+7sm 21sm pi 2 

Curimata 
      

C. inornata 54 108 50m+14sm 3m,22sm qt 2,5 

Cyphocharax 

      C. gilbert  54 108 44m+10sm 2m pt 2,9,15 

C. saladensis 54 108 54m/sm+B x x 17 

C. cf. gillii  54 108 54 m-sm x x 4,15 

C. gouldingi 54 108 54m +B 2m qt 5,15 

C. modestus 54 108 50m+4sm+B 2m tq 2,5,6,8,10,14, 

      
15,16,20,21,22 

C. nagelli  54 108 36m+18sm/46m+8sm+B 1,2,6,11,21 pt, qt 4,5,10,15 

C. spilotus 54 108 54 sm/m+B 1 iq 2,4,8,15 

C. vanderi  54 108 48m+6sm x x 4,15 

C. voga 54 108 42m+12sm,  54m/sm x tq 2,4,8,15 

C. platanus 58 116 52 m/sm+6st, 48m+4sm+6st 5 pt 2,5,15 

 

Em Curimatidae Potamorhina altamazonica, Potamorhina latior e Potamorhina 

squamoralevis contrariam essa tendência, uma vez que apresentam 2n=102, 56 e 102, 

respectivamente, o que demonstra que rearranjos cromossômicos numéricos estão presentes 

na evolução cariotípica destas espécies (Feldberg et al. 1993; Brassesco et al. 2004;). Ainda, 

variação na distribuição da heterocromatina constitutiva também já foi observada para as 

espécies deste gênero, estando esta porção da cromatina provavelmente relacionada a eventos 

evolutivos, bem como processo de diversificação dos demais curimatídeos (Feldberg et al. 

1993; Brassesco et al. 2004; Venere et al. 2008). Assim, os dados citogenéticos disponíveis 
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para espécies do gênero Potamorhina promovem o surgimento de questões sobre a 

composição e o papel da heterocromatina na diversificação das mesmas. 

A heterocromatina é a região do genoma que se apresenta altamente condensada por 

modificações nas proteínas histônicas e não histônicas. Essas proteínas podem sofrer 

acetilação, metilação, fosforilação, ubiquitinação e sumoilação que culminam na modificação 

estrutural da cromatina, como a heterocromatinização (Kouzarides 2007). É uma região 

composta principalmente por DNA repetitivo, que perfaz uma porção substancial do genoma 

de eucariotos. Estes podem ser geralmente classificados em duas classes principais: repetições 

em tandem, tais como as famílias multigênicas e os DNAs satélite; e os elementos dispersos, 

tais como elementos transponíveis (Jurka et al. 2005). Dentre as principais funções da 

heterocromatina destacam-se as respostas a fatores epigenéticos, a atuação na regulação da 

expressão de genes e o controle da recombinação entre elementos transponíveis dispersos 

(Volff et al. 2003; Jurka et al. 2005; Grewal e Jia 2007; Inanov e Adams 2011; Toit 2012). 

Quanto à sua atividade, tais regiões são transcricionalmente inativas, embora existam 

exceções. Além disso, padrões heterocromáticos fundamentam os vários processos celulares 

associados com o envelhecimento, sua formação controla níveis de síntese de RNAr em 

algumas espécies e são fundamentais para compactação do DNA e segregação cromossômica, 

sendo importantes, portanto, para manter a integridade e estabilidade do genoma (Larson et 

al. 2012; Tsurumi e Willis 2012; Postepska-Igielska et al. 2013). Evolutivamente, a fração 

repetitiva do genoma parece escapar da pressão seletiva, que atua nos segmentos de cópia 

única, o que os torna bons marcadores para detectar eventos evolutivos recentes e têm 

fornecido informações sobre a diversificação evolutiva de diferentes espécies de 

peixes/populações (Cioffi e Bertollo 2012). 

Atualmente, os DNAs repetitivos que vem sendo mapeados nos cromossomos de 

peixes amazônicos são os retrotransposons Rex 1, 3 e 6, DNAr 5S e 18S, bem como 

sequências teloméricas de DNA (Carvalho et al. 2012; Terencio et al. 2012; Schneider et al. 

2013; Milhomem et al. 2013; Yano et al. 2014). Os retrotransposos formam uma classe de 

elementos transponíveis que são regiões do DNA com capacidade de mobilização e quando 

ativos podem causar duplicação do sítio-alvo de inserção, apresentam polimorfismos de sítio 

de inserção e variabilidade no número de cópias dentro e entre as populações (Capy 1998). Os 

DNAs ribossomais são organizados nas famílias multigênicas DNAr 45S e DNAr 5S. O 

DNAr 45S é formado por uma unidade transcricional que codifica os RNAs ribossomais 28S, 
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18S e 5,8S e um espaçador intergênico não transcrito (IGS) (Martins 2007). O 5S consiste em 

sequências codificantes de 120 pb, que são separadas uma das outras por um DNA espaçador 

não transcrito (NTS), de tamanho variável, cuja variação relaciona-se com a ocorrência de 

deleções ou inserções, presença de pseudogenes ou pequenas repetições (Martins et al. 2011). 

Já, os telômeros são repetições curtas de (TTAGGG)n, amplamente conservadas nos genomas 

de vertebrados, ligadas por um complexo multiproteico chamado Shelterin e RNAs TERRA 

(Ocalewicz 2013; Ye et al. 2014). Eles protegem a extremidade dos cromossomos contra 

danos e degradação do DNA. Além disso, permitem a replicação completa do DNA (Nanda et 

al. 2002; Multani et al. 2006; Monagham 2010; Ocalewicz 2013, Ye et al. 2014). Ainda, 

podem aparecer no genoma como sítios teloméricos intersticiais (ITS), que são considerados 

como "pontos quentes" para a recombinação e têm sido relacionados com rearranjos 

cromossômicos envolvendo telômeros, tais como duplicações, fusões, inversões e 

translocações a partir de uma condição ancestral, durante a evolução de várias espécies 

(Ocalewicz 2013). 

Em contrapartida, apesar de ser uma família multigênica, o gene da tropomiosina 

nunca foi mapeado cromossomicamente em espécies de peixes. Ela compreende uma família 

de proteínas, onde cada isoforma apresenta uma propriedade fisiológica única envolvida na 

transformação e morte celular, citocinese e contração muscular (Perry 2001; Gunning et al. 

2005; Cranz-Mileva et al. 2013; Janco et al. 2013; Marston e Gautel 2013). Em vertebrados 

estas proteínas são codificadas por quatro genes altamente conservados, TPM 1, TPM 2, TPM 

3 e TPM 4, com espaçadores internos sendo em peixes acrescentados dois genes, TPM 1-2 e 

TPM 4-2, gerados por duplicação durante o curso evolutivo da família multigênica em 

vertebrados (Perry 2001; Ikeda et al. 2003; Toramoto et al. 2004; Irimia et al. 2010; Marston 

2014). A duplicação em TPM 1 gerou  os genes TPM 1-1, com 7,1 Kb e 14 éxons, e TPM 1-

2, com 4,9Kb e 11 éxons. Apesar desta variação, funcionalmente exibem grandes 

similaridades, apresentando isoformas não restritas e funções genéricas, embora também 

apresentem restrições teciduais. As isoformas de TPM 1-1 estão presentes no coração, rim e 

baço, enquanto as de TPM 1-2 estão no fígado e ambas presentes na pele, nos olhos onde 

auxiliam na movimentação, gônadas, cérebro e, principalmente, em músculos de resposta 

lenta e rápida (Ikeda et al. 2003; Vrhovki et al. 2008). Nos músculos, as proteínas 

tropomiosínicas podem associar-se com o complexo troponina, inibindo a ação da actino-

miosina ATPase (Ikeda et al. 2003). Em estudos filogenéticos e populacionais tem se 



41 

 

 

 

mostrado eficiente pela variação encontrada em seus íntrons, mas para carioevolução estes 

estudos ainda são insipientes (Friesen 2000). 

Portanto, neste estudo foram mapeados cromossomicamente elementos repetitivos de 

DNA em três espécies amazônicas do gênero Potamorhina, o que permitiu compreender os 

mecanismos evolutivos envolvidos na diferenciação cariotípica do grupo. 

 

4.1.3 Material e Métodos 

Foram coletados 12 indivíduos de Potamorhina pristigaster (6 machos e 6 de sexo não 

identificado), 17 de Potamorhina altamazonica (2 fêmeas e 15 de sexo não identificado) e 19 

de Potamorhina latior (9 fêmeas, 1 macho e 9 de sexo não identificado) nos entornos de 

Manaus, AM (lago Janauari – 3°12'36,0"S; 60°01'55,9"W; lago Catalão – 3°10'9"S; 

59°54'43"W; rio Manacapuru - 03°09'39,9"S; 60°52'1,6"W), com autorização do ICMBio 

(Instituto Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade - Licença permanente no. 5659-

1). Ressalta-se que as localidades de coleta não estão em unidades de conservação e estas 

espécies não estão ameaçadas de extinção. Os peixes foram eutanasiados seguindo as 

recomendações das Diretrizes da Prática da Eutanásia do CONCEA (CONCEA 2013). Depois 

de mortos, para a obtenção de preparações cromossômicas foi extraído o órgão 

hematopoiético (rim) e para extração do DNA amostras de tecido muscular e fígado de todos 

os indivíduos. Os espécimes testemunhos foram identificados por Jansen Zuanon e 

depositados na Coleção de Peixes do INPA (46486, 46487, 46488). 

4.1.3.1 Obtenção dos cromossomos, detecção das regiões heterocromáticas e 

regiões organizadoras de nucléolo 

 As preparações cromossômicas foram obtidas a partir de células renais utilizando 

colchicina in vivo, seguindo o protocolo descrito por Bertollo et al. (1978). A heterocromatina 

foi detectada a partir do protocolo descrito por Sumner (1972) e a região organizadora de 

nucléolo (Ag-RON) foi detectada a partir do protocolo descrito por Howell e Black (1980). 
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4.1.3.2 Extração de DNA e amplificação das subunidades de DNAr 18S e 5S, 

Tropomiosina 1, Rex 1, Rex 3 e região telomérica  

 

O DNA genômico foi extraído utilizando o protocolo descrito por Sambrook e Russell 

(2001). Os DNAr 18S e 5S, retrotransposons Rex1 e Rex 3 e gene da tropomiosina 1 foram 

amplificados por reação em cadeia da polimerase (PCR) utilizando os primers 18Sf (5’ -

CGCTTTGGTGACTCTTGAT-3’) e 18Sr (5’ -CCGAGGACCTCACTAAACCA -3’) (Gross 

et al. 2010), 5Sa (5’ -TACGCCCGATCTCGTCCGATC -3’) e 5Sb (5’-

CAGGCTGGTATGGCCGTAAGC -3’) (Martins e Galetti Jr. 1999), RTX1-F1 (5’-TTCTCC 

AGTGCCTTCAACACC-3’) e RTX1 -R1 (5’-TCCCTCAGCAGAAAGAGTCTGCTC-3’) 

(Volff et al. 2000) e RTX3 -F3 (5’ -CGGTGAYAAAGGGCAGCCCTG-3’) e RTX3-R3 (5’-

TGGCAGACNGGG GTGGTGGT-3’) (Volff  et al. 1999), TROP R (5'- 

CGGTCAGCCTCTTCAGCA ATGTT - 3') e TROP F (5'- 

GAGTTGGATCGGGCTCAGGAGCG - 3') (Friesen et al. 1999), respectivamente. As 

reações foram realizadas com um volume final de 25 μl composto de 1 μl de DNA genômico 

(200 ng), tampão 10x com 1,5 mM de MgCl2, Taq DNA polimerase (5 U/µL), dNTPs (1 

mM), par de primers (5 mM), e água Milli-Q para completar o volume final. Os ciclos de 

amplificação seguiram as seguintes etapas: DNAr 18S: 1 min 95 °C; 35 ciclos de 1 min a 94 

°C, 1 min a 56 °C e 1 min 30s a 72 °C; seguidos por 5 min a 72 °C. DNAr 5S: 1 min a 95 °C; 

seguido por 30 ciclos de 1 min a 94 °C, 1 min a 59 °C, e 1 min 30s a 72 °C; e uma extensão 

final de 5 min a 72 °C. Rex 1 e Rex 3: 2 min 94 °C; 35 ciclos de 1 min a 94 °C, 1 min a 55 °C 

e 1 min 30s a 72 °C; e uma extensão final de 5 min a 72 °C. Gene da Tropomiosina 1: 1 min 

95 °C; seguido por 30 ciclos de 30s a 95 °C, 30s a 58 °C, e 30s a 72 °C. A PCR da sequência 

telomérica (TTAGGG)n foi realizada em um volume final de 25 µL contendo tampão 10x 

com 1,5 mM de MgC2, dNTPs (1 mM), 0,2µL primer (TTAGGG)5, 0,2µL primer 

(CCCTAA)5 (Ijdo et al. 1991) e 2U de Taq DNA polimerase. A primeira parte da 

amplificação foi realizada com baixa estringência (4 min a 94 °C; seguidos por 12 ciclos de 1 

min a 94 °C, 45s a 52 °C e 1 min 30s a 72 °C), seguidos por 35 ciclos de alta estringência (1 

min a 94 °C, 1 min 30s a 60 °C e 1 min 30s a 72 °C). 

4.1.3.3 Clonagem e sequenciamento de TPM 1  

 

 Os produtos de PCR de TPM 1 de P. latior foram clonados em plasmídeo pGEM-T 

Easy (Promega) utilizados para transformar células competentes DH5α de Escherichia coli 
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(Promega). Os clones de TPM 1 de P. altamazonica, P. latior e P. pristigaster foram 

purificados usando Polietilenoglicol (PEG) 20% (NaCl 2,5 M) e sequenciados usando o kit 

Big Dye (Applied Biosystems) no sequenciador automático ABI 3130xl. O alinhamento das 

sequências foi realizado utilizando a ferramenta Clustal W (Thompson et al. 1994), incluída 

no programa BioEdit 7.0 (Hall 1999). As sequências nucleotídicas foram comparadas com 

sequências conhecidas por meio da ferramenta BLASTN/nucleotide sequences contida no 

banco público de sequências - NCBI (http://www.ncbi.nlm.nih.gov).  

4.1.3.4 Hibridização fluorescente in situ (FISH) 

 

 Os produtos de PCR referentes aos DNAr 18S, Rex 1, Rex 3 tropomisoina 1 e 

telômero foram marcados por nick translation com digoxigenina-11-dUTP (Dig-Nick 

Translation mix; Roche) e o DNAr 5S foi marcado com biotina-14-dATP (Biotin Nick 

Translation mix; Invitrogen), seguindo as instruções do fabricante. Os anticorpos avidina-

FITC (Sigma-Aldrich) e anti-digoxigenina rhodamine (Roche) foram usados para detecção e 

amplificação do sinal. Hibridizações in situ fluorescente homólogas e heterólogas foram 

realizadas, seguindo o protocolo descrito por Pinkel et al. (1986), com alta estringência (2,5 

ng/µl de sonda, 50% formamida, 10% sulfato dextrano, 2XSSC a 37 
0
C por 18 h – 77% de 

estringência). Os cromossomos foram contracorados com DAPI diluído em antifade 

VectaShield Vector (20 μL de antifade e 1 μL de DAPI). 

4.1.3.5 Captura e Processamento da imagem 

 

 As 30 metáfases de cada espécie foram analisadas em microscópio Olympus BX51. 

As melhores metáfases foram capturadas com câmera digital (Olympus DP71), usando o 

software Image-Pro MC 6.3. As imagens foram editadas no Adobe Photoshop CS8 program. 

Os cromossomos foram medidos no programa Image J e classificados de acordo com Levan et 

al. (1964) para o estabelecimento da fórmula cromossômica e do número fundamental, sendo 

considerados cromossomos portadores de dois braços os metacêntricos, submetacêntricos e 

subtelocêntricos e portadores de um braço cromossômico os acrocêntricos. 
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4.1.4 Resultados 

 4.1.4.1 Citogenética clássica e DNAs ribossomais 5S e 18S 

Potamorhina altamazonica apresentou número diploide igual a 102 cromossomos, 

com 2m+2sm+98a e número fundamental (NF) 106 (Figura 3a); P. latior apresentou 2n=56 

cromossomos, com 52m+2sm+2st e NF=112 (Figura 3b) e P.pristigaster apresentou 2n=54 

cromossomos, com 44m+10sm e NF=108 (Figura 3c). 

A heterocromatina constitutiva apresentou-se na região centromérica de todos os 

cromossomos das três espécies (Figura 4a, 4e, 4i). Contudo, diferenças interespecíficas são 

visíveis, sendo que em P. altamazonica e P. pristigaster blocos heterocromáticos adicionais 

estão presentes na região terminal do braço longo de vários pares cromossômicos (Figura 4a, 

4i), enquanto P. latior apresenta blocos heterocromáticos mais evidentes, quando comparada 

às demais espécies do gênero, com marcações adicionais biteloméricas e intersticiais. Além 

de marcações centroméricas se estendendo a regiões proximais do braço curto e braço longo 

em alguns pares (Figura 4e). 

Região organizadora de nucléolo simples é encontrada nas três espécies do gênero 

(Figura 4b, 4f, 4j). Em P. altamazonica e P. pristigaster a RON está localizada no braço 

longo dos cromossomos do par 5 (Figura 4b, 4f) e em P. latior no braço longo do par 25 

(Figura 4j). 

Os sítios de DNA ribossomais 18S e 5S não apresentam sintenia em nenhuma das 

espécies de Potamorhina analisadas no presente estudo. DNAs ribossomais 18S foram 

encontrados nos braços longos dos cromossomos 5 em P. altamazonica (Figura 4c), 25 em P. 

latior (Figura 4g) e 5 em P. pistigaster (Figura 4l), enquanto o DNAr 5S está presente na 

porção intersticial do braço longo do par acrocêntrico 41 de P. altamazonica (Figura 4d), em 

P. latior e P.pristigaster na porção terminal do braço curto do par metacêntrico 4 (Figura 4h, 

4m). 
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Figura 3 Cariótipos de P. altamazonica (a); P. latior (b) e P. pristigaster (c), submetidos à coloração 

convencional com Giemsa, sendo m=cromossomos metacêntricos, sm=submetacêntricos, st=subtelocêntricos e 

a= acrocêntricos. Barra de escala = 10µm. 
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Figura 4 Regiões heterocromáticas (a, e, i), regiões organizadoras de nucléolo (b, f, j), mapeamento físico 

cromossômico de DNA ribossomal 18S (sinais em vermelho) (c, g, l) e mapeamento físico cromossômico de 

DNA ribossomal 5S (sinais em verde) (d, h, m) em cromossomos mitóticos de P. altamazonica (a-d); P. latior 

(e-h) e P. pristigaster (i-m), sendo m=cromossomos metacêntricos, sm=submetacêntricos, st=subtelocêntricos e 

a= acrocêntricos. Barra de escala = 10µm. 
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 4.1.4.2 Sequências teloméricas, elementos retrotransponíveis e tropomiosina 1  

Com relação às sequências teloméricas, em P. altamazonica apenas os sítios terminais 

foram observados tenuamente (Figura 5a), mas marcações adicionais foram evidenciadas nas 

regiões centroméricas de 18 pares cromossômicos de P. latior (Figura 5b) e em regiões 

instersticiais (ITS) em 1 par cromossômico de P. pristigaster (Figura 5c). 

O elemento retrotransponível Rex 1 foi observado na região centromérica de todos os 

cromossomos de P. altamazonica, P. latior e P. pristigaster (Figura 6). O elemento 

retrotransponível Rex 3 foi evidenciado na região centromérica de 46 pares do complemento 

de P. altamazonica, sendo que além de marcações centroméricas foram observadas marcações 

terminais no par 13 (Figura 7a). Para P. latior e P. pristigaster as marcações estão presentes 

na região centromérica de todos os cromossomos (Figura 7b, 7c). 

As regiões de DNA repetitivo do gene da tropomiosina 1 foram localizadas na região 

centromérica de 48 pares cromossômicos de P. altamazonica (Figura 8a), região centromérica 

de todos os cromossomos de P. latior (Figura 8b) e região centromérica de todos os 

cromossomos de P. pristigaster (Figura 8c). 

O mapeamento físico cromossômico das três espécies em estudo utilizando sondas de 

telômero, DNAr 5S, 18S, Rex 1, Rex 3 e TPM 1 além de heterocromatina estão 

esquematizados no ideograma abaixo (Figura 9). 
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Figura 5 Mapeamento físico-cromossômico de sequências teloméricas de DNA (sinais em vermelho) em P. 

altamazonica (a), com destaque (caixas) para os cromossomos mitóticos portadores de ITS em P. latior (b) e P. 

pristigaster (c). Barra de escala = 20µm. 
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Figura 6 Mapeamento físico-cromossômico de Rex 1 (sinais em vermelho) em cromossomos mitóticos de P. 

altamazonica (a); P. latior (b) e P. pristigaster (c), sendo m=cromossomos metacêntricos, sm=submetacêntricos, 

st=subtelocêntricos e a=acrocêntricos. Barra de escala = 20µm. 
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Figura 7 Mapeamento físico-cromossômico de Rex 3 (sinais em vermelho) em cromossomos mitóticos de P. 

altamazonica (a); P. latior (b) e P. pristigaster (c), sendo m=cromossomos metacêntricos, sm=submetacêntricos, 

st=subtelocêntricos e a=acrocêntricos. Em destaque (caixas) cromossomos de P. altamazonica sem sinais de 

hibridização de Rex 3. Barra de escala = 20µm. 
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Figura 8 Mapeamento físico-cromossômico do gene Tropomiosina 1 (sinais em vermelho) em cromossomos 

mitóticos de P. altamazonica (a);  P. latior (b) e P. pristigaster (c), sendo m=cromossomos metacêntricos, 

sm=submetacêntricos, st=subtelocêntricos e a=acrocêntricos. Em destaque (caixas) cromossomos de P. 

altamazonica sem sinais de hibridização do gene tropomiosina 1. Barra de escala = 20µm. 
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Figura 9. Idiograma comparativo de (a) Potamorhina altamazonica, (b) Potamorhina latior e (c) Potamorhina 

pristigaster.   

 

 

A amplificação com os primers de Tropomiosina 1 resultou em fragmentos que foram 

clonados e sequenciados para a espécies de Potamorhina latior. As 37 sequências de P. latior 

geradas foram comparadas com outras disponíveis no banco de dados do NCBI e 

apresentaram alta similaridade com Tropomiosina 1 em diferentes grupos, por exemplo 

Colossoma macropomum e Anostomus taeniatus (similaridade= 85%, HQ 420888.1; 



53 

 

 

 

similaridade=87%, AY 817187.1, respectivamente), o que confirma que se trata de sequências 

desse gene. Esta espécies apresentou dois grupos de sequências de 490 pares de bases 

referêntes ao éxons 7 (Figura 10). 

 

 

Figura 10. Alinhamento das sequências de Tropomiosina 1, TPM1 I e TPM1 II de P. latior com as sequências 

HQ 42088.1 de Colossoma macropomum e AY817187.1 de Anostomus taeniatus disponíveis no GenBank.  Os 

hífens correspondem a deleções. 
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4.1.5 Discussão 

Citogeneticamente, o gênero Potamorhina apresenta uma macroestrutura cariotípica 

diversa, com o número diploide variando de 54 a 102 cromossomos, heterocromatina com 

distribuição também diversa e RON simples, variando apenas quanto ao par cromossômico 

portador e coincidente com heterocromatina em P. altamazonica e P. latior (Feldberg et al. 

1993; Navarrete e Júlio-Júnior 1997).  

A variação interespecífica quanto ao par portador da RON e à distribuição de 

heterocromatina são comuns na família Curimatidae (Venere 2008). Além disso, duas 

espécies dos grupos irmãos de Potamorhina, Cyphocharax platanus e Curimata ocellata, 

também apresentam variação quanto ao número diploide, contrariando a tendência à 

estabilidade da macroestrutura cromossômica da família (Feldberg et al. 1992; Brassesco et 

al. 2004). Esta variação pode também ser encontrada interpopulacionalmente em P. 

altamazonica, pois populações da bacia do rio Orinoco apresentam 2n=100 (Nirchio et al. 

2014), enquanto populações da bacia do rio Amazonas apresentam 2n=102. Essa diferença foi 

explicada pela variação topológica encontrada no eixo Amazonas-Orinoco, que dificulta o 

fluxo gênico, ocasionando fixação de alterações cromossômicas (Molina 2007; Nirchio et al. 

2014). O mapeamento cromossômico de elementos repetitivos de DNA em três espécies 

amazônicas de Potamorhina permitiu entender os mecanismos evolutivos envolvidos nesta 

diferenciação, principalmente quanto a composição e envolvimento do centrômero nesse 

processo. 

O centrômero é uma região cromossômica rica em DNA satélite e portanto dinâmica 

(Rocchi et al. 2012). Com isso, os centrômeros podem reposicionar-se levando a 

modificações na fórmula cariotípica (Grewal e Jia 2007; Varriale et al. 2008; Bühler 2009), 

mas no caso das espécies de Potamorhina (P. latior, P. altamazonica e P. pristigaster) que 

apresentam heterocromatina principalmente na porção centromérica, os rearranjos foram 

maiores, pois houve alterações também no número diploide. Assim, pode-se dizer que a 

diversidade de localização da heterocromática encontrada nestas três espécies de Potamorhina 

pode ter tido um papel fundamental na história evolutiva das mesmas, uma vez que a 

heterocromatina pode atuar em diversos momentos da célula, como na segregação 

cromossômica, na organização nuclear, na regulação da expressão gênica a partir de efeitos 

epigenéticos e também pode afetar o processo de recombinação gênica. Portanto, é possível 

que ocorra associação de regiões heterocromáticas com DNAr, tais como a associação 
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18S/heterocromatina encontrada em P. altamazonica e P. latior, outrora encontrada para 

outros grupos de peixes (Schneider et al. 2012). Em contrapartida, o DNAr 5S de P. latior 

está alocado em regiões heterocromáticas, enquanto das outras duas outras espécies não, o que 

indica que outros mecanismos de regulação gênica também estão envolvidos na expressão 

destes genes, não sendo esta exclusivamente realizada pela heterocromatinização/ 

eucromatinização. 

Os DNAr 5S e 18S não apresentaram sintenia em nenhuma das três espécies 

estudadas. Isso ocorre devido as diferenças no processo de transcrição dos DNAr, já que 45S 

é transcrito pela RNA polimerase I e 5S é transcrito pela RNA polimerase III e também para 

proteção dessas sequências, tendo em vista que a localização não sintênica evitaria 

translocações desvantajosas entre regiões contendo os DNAs ribossomais (Martins e Galleti-

Jr 1999; Martins 2007). Além disso, a presença de apenas um par cromossômico portador de 

DNAr 5S e um de 18S, em região intersticial, parece ser uma condição ancestral a diversos 

grupos de vertebrados, incluindo peixes (Terencio et al. 2012). Das três espécies analisadas 

neste estudo, apenas em P. altamazonica o DNAr 5S esteve em região intersticial, sendo que 

nas outras duas, esses marcadores estão em regiões terminais. Ou seja, os rearranjos 

cromossômicos alteraram também a morfologia e a posição cariotípica dos pares 

cromossômicos portadores destes sítios, mas possivelmente estes cromossomos sejam 

homeólogos. Entretanto, poucos trabalhos foram realizados em relação ao mapeamento físico 

cromossômico dos genes ribossomais 5S e 18S na família Curimatidae, não sendo possível o 

estabelecimento de um padrão geral, já que algumas espécies apresentam marcações do tipo 

múltiplas e outras do tipo simples, existindo também variabilidade dos pares portadores entre 

as diferentes espécies (Rosa et al. 2004; De Rosa et al. 2007; Terribele et al. 2008). 

A diferença na organização cariotípica das três espécies também pode ser evidenciada 

sob a ótica de outras classes de DNA repetitivos, como dos Elementos Transponíveis (ET) 

Rex 1 e Rex 3, bem como por genes da família gênica da tropomiosina (TPM 1). De maneira 

geral os retroelementos tem se mostrado importantes na carioevolução de peixes (Gross et al. 

2009; Schneider et al. 2012) já que podem atuar na inativação de genes, recombinação de 

éxons e de cópias não-homológas gerando rearranjos do tipo deleções, duplicações, inversões 

e translocações (Volff 2005). Embora os ET possam apresentar uma evolução diferente do 

curso evolutivo de uma dada espécie, a relação entre a evolução de um ET e de uma espécie é 

possível, uma vez que sua distribuição compartimentalizada é caracterizada como derivada, 
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em relação à distribuição dispersa no genoma de alguns grupos, como exemplo alguns 

Perciformes (Ozouf-Costaz et al. 2004).  

Os retroelementos Rex 1 e Rex 3 foram encontrados nas regiões heterocromáticas das 

espécies analisadas, o que é característico para peixes, embora existam relatos de ocorrência 

em regiões eucromáticas (Gross et al. 2009; Cioffi et al. 2010; Schneider et al. 2012; 

Parsonato-Alves et al. 2013). A distribuição de Rex 1 e 3 mostra que esses ET estão sob ação 

de processos evolutivos em Potamorhina, acumulando-se em regiões heterocromáticas, 

especialmente nas regiões centroméricas, mas com diferença na intensidade de sinais entre as 

três espécies, o que pode indicar um acúmulo diferencial entre as mesmas. Ainda, é possível 

verificar que nem toda região heterocromática tem estes elementos transponíveis, pois em P. 

latior, que apresenta grandes blocos heterocromáticos terminais, nenhum sinal de hibridização 

de ET foi evidenciado nesta região, mostrando que a composição heterocromática é 

diferencial dentro de uma mesma espécie. Além disso, em P. latior estas sequências aparecem 

associadas com sequências teloméricas intersticiais, o que não foi evidenciado em P. 

pristigaster, que apesar de apresentar um par de cromossomos portador de ITS, nenhum sinal 

de hibridização destes ETs foi evidenciada nesta região. Potamorhina altamazonica, por sua 

vez teve cinco pares sem nenhum sinal para Rex 3.  

Já para tropomiosina, não existe nenhum relato de mapeamento físico cromossômico 

destas sequências. Nos cromossomos mitóticos das espécies amazônicas de Potamorhina a 

TPM 1 foi encontrada também na região centromérica, coincidente com heterocromatina, de 

todos os cromossomos de P. pristigaster e P. latior, enquanto em P. altamazonica a TPM 1 

esteve ausente em seis pares cromossômicos, mas presente na região centromérica e 

heterocromática de todos os demais cromossomos, novamente ressaltando a composição 

heterocromática diferencial nestas espécies. Dessa maneira, a comparação do número de 

marcações de TPM 1 entre espécies estreitamente relacionadas se mostra importante numa 

abordagem evolutiva, principalmente quando tais sítios estão associados com retroelementos, 

que se ativos, podem influenciar na evolução cromossômica (Hoede 2014). 

A localização do gene TPM 1 na região centromérica das três espécies gera algumas 

hipóteses: primeiramente, a heterocromatina pode estar atuando como reguladora da 

expressão gênica e, por outro lado o gene TPM 1 pode também estar atuando com função de 

centrômero, agindo na manutenção da heterocromatina, na coesão das cromátides-irmãs ou na 

formação do cinetocoro, como anteriormente descrito para outros DNAs repetitivos 



57 

 

 

 

(DeBaryshe e Pardue 2011; Larson et al. 2012; Barbosa et al. 2014); em segundo lugar, que a 

associação de TPM 1 com os retroelementos transponíveis Rex 1 e 3 trata-se de pseudogenes, 

haja vista que estes elementos podem, em algum momento da evolução, se mobilizado, levar 

consigo regiões gênicas próximas, como o gene TPM 1 completo ou parcial, o que explicaria 

a presença de tantas marcações encontradas nas espécies estudadas (Wicker et al. 2007). 

Todavia, os pares cromossômicos com ausência de Rex 3 em P. altamazonica não coincidem 

com os pares onde não houve hibridização de TPM 1. Neste caso análises mais refinadas 

como a Fiber-FISH (Hibridização Fluorescente in situ para fibras de DNA) podem auxíliar a 

elucidar a questão.    

O motivo de tantos DNAs repetitivos serem encontrados na região centromérica das 

três espécies pode ser devido à evolução adaptativa que alguns DNA repetitivos dessa região 

sofrem (King e Kashi 2009). Ainda, existe uma tendência ao acúmulo de DNAs repetitivos 

em regiões com baixa recombinação como o centrômero (Pathak e Ali 2012). Esta região é 

rica em DNA satélite e microssatélite, importantes para ligação nos complexos proteicos 

durante a divisão celular (Allshire e Karpen 2008; Santaguida e Musacchio 2009; Perpelescu 

e Fukagawa 2011). Tal composição é similar à composição hetecromática, já que esta tem 

apresentado alta quantidade de DNAs moderadamente e altamente repetitivos, indicando que 

esta região cromossômica está suscetível a rearranjos (Grewal e Jia 2007). Entretanto, nem 

sempre as regiões centroméricas e heterocromáticas apresentam alto grau de similaridade, 

inclusive em espécies próximas, como em algumas espécies da família Prochilodontidae 

(Terencio et al. 2012). 

Diante dos resultados apresentados, infere-se que a diversidade no número e fórmula 

cromossômica das espécies amazônicas do gênero Potamorhina tenha se dado a partir de um 

ancestral com número diploide 54 e com cromossomos metacêntricos e submetacêntricos, 

reafirmando a tendência da estabilidade na macroestrutura cromossômica da família 

Curimatidae (Venere e Galetti Jr. 1985; Venere 1991; Feldberg et al. 1993; Navarrete 1996; 

Brassesco et al. 2004; Rosa et al. 2007; Venere et al. 2008). Além disso, P. pristigaster 

apresenta 2n=54 e fórmula cromossômica 44m+10sm, sendo esta espécie basal tanto em 

relação às demais, já estudadas citogeneticamente, como na filogenia proposta por Vari 

(1984). 

Considerando-se que todas as espécies estudadas apresentam grande quantidade de 

elemento repetitivo no centrômero, dentre eles elementos retrotransponíveis, os quais quando 
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ativos e sob condições de estresse, instabilidade do ambiente ou tentantiva de hibridização 

podem se mobilizar e promover rearranjos, dentre eles as fissões (Volff 2005), propõe-se que 

ao longo do curso evolutivo do gênero, eventos de fissão teriam gerado um ancestral com 

número diploide alto, provavelmente 102 cromossomos, sendo este o ancestral de P. 

squamoralevis, P. altamazonica e P. latior (Figura 11). Hoje, provavelmente tais ET estejam 

inativos, mas seria necessário uma análise de expressão gênica para comprovar isso. Todavia, 

os Rex não são necessariamente os responsáveis por promover estes rearranjos, mas como os 

peixes apresentam todos os tipos de retroelementos já descritos (Okada et al. 1997; Poulter et 

al. 1999; Volff et al. 1999; Aparicio et al. 2002), em algum momento alguns destes ETs 

estiveram ativos e promoveram o aumento em sua quantidade no genoma e mobilização de 

sequências, incluindo do gene tropomiosina. Por tanto, a atividade de retrotransposons levou a 

evolução em concerto dentro de Potamorhina. O aumento de número diploide por ação de 

ETs se afirma com a exclusão da hipótese de aumento por poliploidia já que os cromossomos 

de P. altamazonica são menores quando comparados com os cromossomos de P. pristigaster 

ou P. latior. 

Quanto ao surgimento de uma espécie com redução no número diploide, P. latior, 

provavelmente ocorreram sucessivos rearranjos de fusão cromossômica para o surgimento da 

mesma a partir de um ancestral com número diploide elevado, novamente por ação de ETs, já 

que foram encontrados múltiplos sítios de ITS e Rex 1 e 3 na região centromérica de diversos 

cromossomos da espécie em questão, corroborando a hipótese de rearranjos robertsonianos 

envolvidos no curso evolutivo de Potamorhina como já proposto por Feldberg et al. (1993) e 

Brassesco et al. (2004).  
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Figura 11 Filogenia proposta nesse trabalho para o gênero Potamorhina. Baseada em dados citogenéticos do 

presente estudo, de Feldberg et al. (1993) e Brassesco et al. (2004) bem como na filogenia proposta por Vari 

(1984) a partir de dados morfológicos. a) fissão cromossômica e b) fusão cromossômica.  

 

Assim, a variação cromossômica a nível molecular encontrada nas espécies da 

Amazônia Central mostra a importante ação de elementos transponíveis no processo  

carioevolutivo de Potamorhina. A distribuição de Rex 1 e 3 no genoma sugere que ET estão 

sob ação de mecanismos evolutivos, tendendo a se acumular em regiões cromossômicas 

específicas, ou seja de heterocromatina e centrômero, que em seu processo evolutivo 

acarretaram ao grupo a divergência do número diploide e da fórmula cariotípica, sendo 

proposta a ocorrência de fissões e fusões cromossômicas durante a evolução cariotípica do 

mesmo.  

5. Conclusões 

 

A caracterização citogenética das três espécies do gênero Potamorhina provenientes 

do entorno de Manaus - AM permitiu as seguintes elucidações quanto aos mecanismos 

evolutivos na diferenciação cariotípica: 

♣ As marcações de DNAr do tipo simples, não sintênicas e variando de pares 

portadores indicam que esses cromossomos são homeólogos e que rearranjos cromossômicos 
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possivelmente alteraram a morfologia e a posição cariotípica dos pares cromossômicos 

portadores destes sítios nas diferentes espécies. 

♣ Existe uma tendência ao acúmulo de DNAs repetitivos em regiões com baixa 

recombinação, como o centrômero. 

♣ Os retroelementos Rex 1 e Rex 3 estão se acumulando em regiões heterocromáticas 

e associados com sequências teloméricas em P. latior. 

♣ Existe variação na composição heterocromática dentro de uma mesma espécie. 

♣ Acredita-se que a diversidade no número e forma cromossômica das espécies 

amazônicas do gênero Potamorhina tenham se dado a partir de um ancestral com número 

diploide 54 e cromossomos metacêntricos e submetacêntricos. 

♣ Ao longo do curso evolutivo do gênero, eventos de fissão possivelmente geraram 

um ancestral com número diploide alto, provavelmente 102 cromossomos, sendo este o 

ancestral de P. squamoralevis, P. altamazonica e P. latior já que todas as espécies estudadas 

apresentaram grande quantidade de elemento repetitivo no centrômero. 
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