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Sinopse 

No presente trabalho, cinco das sete espécies de Ctenoluciidae, foram estudadas por meio de 

análises citogenômicas (Ctenolucius hujeta, Boulengerella cuvieri, B. lateristriga, B. lucius e 

B. maculata). Comparações intra e interespecíficas foram realizadas pela citogenética 

convencional e mapeamento de DNAs repetitivos (DNAr 5S e DNAr 18S, Rex1, Rex3 e Rex6 e 

sequências microssatélites), Pintura Cromossômica (WCP) e Hibridização Genômica 

Comparativa (CGH). Os resultados evidenciaram conservadorismo do (2n) em todas as 

espécies, no entanto, diferenças macro e microestrutural são observadas entre as espécies e entre 

os gêneros Boulengerella e Ctenolucius. A associação de DNAs repetitivos e retroelementos 

Rex aos DNAr 18S e 5S desempenharam importante papel na formação de hotspot 

cromossômicos, o que possibilitou a ocorrência de rearranjos cromossômicos e a transposição 

de DNAr. A análise de CGH não evidenciou sequências sexo-específicas. Assim, propomos que 

o heteromorfismo, evidenciado no par nucleolar (em machos) das espécies de Boulengerella, 

decorra da expressão diferencial do DNAr 18S, influenciado pelo acúmulo de diferentes 

sequencias de repetição simples (SSR) nesta região. 

 

Palavras chave: DNAs repetitivos, Retroelementos, CGH, Pintura cromossômica, peixes 

neotropicais. 
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Resumo 

Ctenoluciidae é uma família de peixes de água doce, que atualmente compreende 

dois gêneros: Ctenolucius com duas espécies (C. beani e C. hujeta) e Boulengerella com 

cinco espécies (B. cuvieri, B. lateristriga, B. lucius, B. maculata e B. xyrekes), as quais 

apresentam ampla distribuição na América do sul. Apesar de ser um grupo pouco diverso, 

dados citogenéticos são escassos, e sugerem conservação do número diploide (2n) de 36 

cromossomos, evidenciado em cinco das sete espécies desta família. Entretanto, este 

conservadorismo se refere apenas ao 2n, uma vez que diferenças quanto à distribuição de 

algumas classes de sequências repetitivas foram marcadores resolutivos, para evidenciar 

processos diferenciais de evolução cromossômica entre espécies de Boulengerella. 

Destacadamente, um heteromorfismo cromossômico relacionado ao par nucleolar, 

associado com um acúmulo incomum de sequências teloméricas, sugeriu um possível 

sistema de cromossomos sexuais do tipo XX/XY, nas espécies de Boulengerella 

analisadas. Entretanto, a análise de CGH não evidenciou sequências sexo-específicas, 

levando-nos a propor que o heteromorfismo, evidenciado no par nucleolar (em machos) 

das espécies de Boulengerella, decorra da expressão diferencial do DNAr 18S, 

influenciado pelo acúmulo de diferentes SSR nesta região. Este estudo traz evidências da 

evolução cariotípica da família Ctenoluciidae, a partir da caracterização citogenômica de 

Ctenolucius hujeta e espécies de Boulengerella (B. cuvieri, B. lateristriga, B. lucius e B. 

maculata), visando compreender a organização genômica e os mecanismos de evolução 

cromossômica da família. Para isto, são apresentados dados citogenéticos convencionais 

e mapeamento de DNAs repetitivos (DNAr 5S e 18S, Rex 1, 3 e 6 e sequências 

microssatélites), Pintura Cromossômica (WCP) e Hibridização Genômica Comparativa 

(CGH). Pudemos observar, a partir desses resultados, que o conservadorismo no (2n) 

evidenciado entre Boulengerella spp. estende-se a C. hujeta e limita-se apenas ao 2n, com 

diferenças tanto macro quanto microestrutural entre as espécies e entre os gêneros 

Boulengerella e Ctenolucius. A associação de DNAs repetitivos e retroelementos Rex aos 

DNAr 18S e 5S desempenharam importante papel na formação de hotspot 

cromossômicos que influenciaram nos rearranjos cromossômicos evidenciados nesta 

família. 

 

Palavras chave: DNAs repetitivos, Retroelementos, CGH, Pintura cromossômica, 

peixes Neotropicais.  
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Abstract 

Ctenoluciidae is a freshwater fish family, which currently comprises two genera: 

Ctenolucius with two species (C. beani and C. hujeta) and Boulengerella with five species 

(B. cuvieri, B. lateristriga, B. lucius, B. maculata and B. xyrekes), widely distributed in 

South America. Despite being a small diverse group, cytogenetic data are scarce, and 

suggest conservation of the diploid number (2n), with 2n=36 chromosomes, evidenced in 

five of the seven species of this family. However, this conservatism refers only to 2n, 

since differences in the distribution of some classes of repetitive sequences were resolving 

markers, to show differential processes of chromosomal evolution between Boulengerella 

species. Notably, a chromosomal heteromorphism related to the nucleolar pair, associated 

with an unusual accumulation of telomere sequences, suggested a possible sex 

chromosome system of the XX/XY type in the analyzed Boulengerella species. However, 

the CGH analysis did not show sex-specific sequences, leading us to propose that the 

heteromorphism, evidenced in the nucleolar pair (in males) of Boulengerella species, 

resulted from the differential expression of 18S rDNA, influenced by the accumulation 

of different SSR in this region. This study brings evidence of the karyotypic evolution of 

the Ctenoluciidae family, based on the cytogenomic characterization of Ctenolucius 

hujeta and four Boulengerella species (named B. cuvieri, B. lateristriga, B. lucius and B. 

maculata), aiming to understand their genomic organization and mechanisms of 

chromosomal evolution. For this, conventional cytogenetic data and repetitive DNA 

mapping (5S and 18S rDNAs, Rex1, Rex3 and Rex6 and microsatellite sequences), Whole 

Chromosome Painting (WCP) and Comparative Genomic Hybridization (CGH) are 

presented. The results highlighted that the conservatism in the (2n) evidenced among 

Boulengerella spp. extends to C. hujeta and is limited to 2n only, with both macro and 

microstructural differences between species The association of repetitive DNAs and Rex 

retroelements to 18S and 5S rDNAs played an important role in the formation of 

chromosomal hotspots that influenced the chromosomal rearrangements evidenced in this 

family. 

 

Key words: repetitive DNAs, Retroelements, CGH, Chromosome painting, neotropical 

fish. 
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 1. Introdução 

1.1 A família Ctenoluciidae 

Ctenoluciidae é uma família de peixes actinopterígios de água doce, que atualmente 

compreende dois gêneros: Ctenolucius Gill, 1861, com duas espécies (C. beani (Fowler, 

1907) e C. hujeta (Valenciennes, 1850)) e Boulengerella Eigenmann, 1903, com cinco 

espécies (B. cuvieri (Agassiz, 1829), B. lateristriga (Boulenger, 1895), B. lucius (Cuvier, 

1816), B. maculata (Valenciennes, 1849) e B. xyrekes (Vari, 1995)), as quais apresentam 

ampla distribuição no continente americano. As espécies de Ctenolucius ocorrem a oeste 

da cordilheira dos Andes, a partir dos rios costeiros do Oceano Pacífico a oeste do 

Panamá, passando pelos sistemas fluviais do noroeste e norte da Colômbia, até os 

afluentes da bacia do Lago Maracaibo no noroeste da Venezuela. Já as espécies do gênero 

Boulengerella ocorrem a leste da cordilheira, podendo ser encontradas nas bacias do rio 

Orinoco, rio Amazonas, rio Tocantins, nos rios costeiros da Guiana Francesa e nos 

estados brasileiros do Amapá e Pará (Figura 1) (Vari 1995; 2003). 

 

Figura 1. Mapa hidrológico da América do Sul com a distribuição de Ctenoluciidae. Em destaque (amarelo) 

indica onde espécies de Ctenolucius já foram amostradas, e em destaque (verde) corresponde à distribuição 

das espécies de Boulengerella. Fonte: Vari (1995; 2003). 
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O naturalista francês Georges Cuvier descreveu a primeira espécie da atual família 

Ctenoluciidae como Hydrocynus lucius. O gênero Hydrocynus abrigava seis espécies, 

distribuídas na América do Sul e África, mas que, atualmente, foram alocadas em 

diferentes famílias de Characiformes (Cuvier, 1816; Greenwood et al. 1966 e Vari, 1995). 

Treze anos após a descrição de Hydrocynus lucius, Jean Louis Rodolphe Agassiz propôs 

a criação de um táxon que abrangia o que hoje são considerados ctenoluciídeos, nomeado 

Xiphostoma em Spix e Agassiz (1829), sendo Hydrocynus lucius alocada neste gênero, 

passando a ser nomeada Xiphostoma lucius. Ainda, descreveram uma segunda espécie 

para o gênero, a qual foi nomeada Xiphostoma cuvieri, no entanto, o termo Xiphostoma 

já era usado para designar os Hemípteros (Vari, 1995). Sendo assim, análises taxonômicas 

subsequentes diferiram sobre quais gêneros e espécies nominais deveriam ser 

reconhecidos como membros da atual família Ctenoluciidae. Pelo menos cinco gêneros e 

dez espécies foram propostos, sendo essas divergências taxonômicas em parte, devido às 

limitações inerentes a muitos dos estudos como a limitação de amostras, o que dificultava 

uma avaliação fidedigna em relação à validade de várias espécies, que compunham a atual 

família Ctenoluciidae. Durante a última revisão taxonômica da família, realizada pelo 

ictiólogo norte-americano Richard P. Vari (1995), apenas uma nova espécie foi descrita 

para a família a qual foi nomeada Boulengerella xyrekes. 

Os Ctenoluciídeos são conhecidos por apresentar corpo cilindriforme, nadadeira 

dorsal localizada na metade posterior do seu corpo, a qual está normalmente sobreposta 

à linha vertical da origem ou final da nadadeira anal, além de possuírem mandíbula e 

focinho alongados, motivo pelo qual são popularmente conhecidos como “bicuda” na 

Amazônia (Vari 1995; Queiroz et al. 2014). Essas características corporais fazem dos 

ctenoluciídeos exímios predadores, podendo predar insetos e/ou pequenos peixes, 

habitam águas lênticas, de correntezas e rasas, sendo comumente encontrados em águas 

claras ou negras. Devido ao seu hábito de predador visual, não são adaptados para natação 

contínua por longos períodos, geralmente atacam suas presas com ataques rápidos, saindo 

do repouso (também chamado de predação de emboscada ou início rápido), podendo 

ainda saltar para fora d’água, para aumentar as chances de captura de suas presas ou ainda 

para fugir de predadores (Queiroz et al. 2014; Kogan et al. 2015). 

Apesar da morfologia bastante conservada na família, os Ctenoluciídeos apresentam 

diferenças em tamanho, sendo as espécies de Ctenolucius de pequeno a médio porte, 

podendo medir de 23 à 28 cm de comprimento e as espécies de Boulengerella de médio 
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a grande porte, variando de 24 cm em B. lateristriga a aproximadamente 1m de 

comprimento em B. cuvieri (Vari, 1995; Buckup et al. 2007), estando por esse motivo no 

ranking dos maiores Characiformes do novo mundo. Espécies de Boulengerella, em 

especial B. cuvieri, são comumente caçadas na pesca esportiva, devido seu tamanho e 

pela capacidade de saltar para fora d’agua, sendo que os demais integrantes da família 

possuem grande importância na pesca artesanal e comercial de subsistência (Santos et al. 

1984; Castro 1986; Vari 1995; 2003). Ainda, no comércio ornamental, sobretudo as 

espécies Ctenolucius hujeta, Boulengerella maculata e B. lucius (Queiroz et al. 2014). 

Apesar de Ctenoluciidae ser um grupo pouco diverso, dados citogenéticos são 

escassos, limitando-se a Arefjev (1990) e Sousa e Souza et al. (2017), os quais verificaram 

uma conservação do número diploide (2n) para a família, uma vez que cinco das sete 

espécies da família apresentam um 2n=36 cromossomos. Sousa e Souza et al. (2017) 

observaram um heteromorfismo entre machos e fêmeas, relacionado à constrição 

secundária, em quatro espécies de Boulengerella. Este heteromorfismo foi confirmado 

pela detecção da região organizadora do nucléolo (Ag-RON), onde as fêmeas apresentam 

marcações do mesmo tamanho em ambos homólogos e os machos têm sempre uma 

marcação maior que a outra. O mesmo heteromorfismo também está relacionado à 

presença de um bloco de heterocromatina C-positiva, detectadas por procedimentos de 

bandamento C. Ainda em relação a este par cromossômico, nas espécies de Boulengerella 

foi observado um acúmulo incomum de sequências teloméricas em região não terminal, 

em sintenia com sítios de DNAr 18S (Sousa e Souza et al. 2017). Este heteromorfismo 

entre machos e fêmeas, ligado à contrição secundária foi sugerido pelos autores como 

indicativo de um provável sistema de cromossomos sexuais nascentes do tipo XX/XY em 

diferenciação. 

 

1.2 Cromossomos sexuais em peixes 

O estudo do processo de diferenciação dos cromossomos sexuais em peixes 

amplia nosso conhecimento para além dos detalhes específicos encontrados em 

vertebrados. A diversidade ecológica e biológica dos peixes nos fornece exemplos únicos 

de mecanismos de determinação do sexo, podendo ainda ser possível investigação 

experimental, testar conceitos teóricos, desde mecanismos evolutivos até processos 

bioquímicos (Delvin e Nagahama 2002). 
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Os cromossomos sexuais são uma característica comum em eucariotos, 

especialmente em espécies animais onde o sexo é determinado pela genética (Bachtrog et 

al. 2014). Para que o sexo seja determinado geneticamente, uma alteração, muitas vezes 

referida como gene mestre determinante do sexo, surge e obtém controle sobre a cascata 

de determinação do sexo, alteração essa, que pode surgir através de mutação pontual em 

um gene, eliminando uma função ou criando uma nova função (Kamiya et al. 2012; 

Myosho et al. 2012), uma duplicação gênica (Yoshimoto et al. 2008 ; Harkess et al. 

2017), uma deleção (Smith et al. 2009) ou mudanças regulatórias (Herpin et al. 2010).  

O modelo clássico de diferenciação dos cromossomos sexuais proposto por Bull 

(1983) e Charlesworth (1991) sugere que o processo de diferenciação desses 

cromossomos se inicia com a inserção de um lócus determinante do sexo (LDS) em um 

dos homólogos, de um par autossômico. A interação do LDS com outros genes 

antagonistas reduz áreas de homologia entre esses cromossomos e esta supressão induz o 

surgimento de rearranjos cromossômicos, em regiões sexo-determinante (Bachtrog, 

2006). Estes rearranjos fazem com que mutações adicionais promovam a amplificação de 

sequências de DNAs repetitivos, induzindo a heterocromatinização do cromossomo Y 

(ou W) e, por consequência, o surgimento de mutações deletérias que promovem a 

degeneração deste cromossomo, promovendo a sua diferenciação morfológica 

(Charlesworth e Charlesworth 1997; Charlesworth et al. 2005; Bachtrog 2006). 

Devido à degeneração e perda desse gene, o cromossomo Y (ou cromossomo W) 

compartilha poucas regiões homólogas com o cromossomo X (ou cromossomo Z), 

dificultando o pareamento desses cromossomos durante a meiose. Para compensar a perda 

dessas regiões homólogas, a célula utiliza regiões de recombinação conhecidas como 

regiões pseudo-autossômicas, isso evita o desequilíbrio causado pela perda do conteúdo 

genético do cromossomo Y (ou W), facilitando o alinhamento desses cromossomos 

durante a fase meiótica e evitando que mutações se originem devido erros durante a 

divisão celular entre essas regiões de homologia (Mangs e Morris 2007; Veerappa et al. 

2013). 

Cromossomos sexuais heteromórficos, originados a partir de um par de 

autossomos homólogos, já foram  observados em mamíferos (Lahn e Page 1999), 

serpentes (Vicoso et al. 2013), aves (Wright et al. 2012; 2014) e peixes (Kamiya et al. 

2012; Natri et al. 2013), sendo confirmados pela análise do conteúdo gênico 

compartilhado entre os cromossomos (X–Y) e (Z–W), os quais mostraram ser ortólogos, 
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ou seja derivaram de um ancestral comum por um evento de especiação. Embora, em 

algumas espécies, a origem dos cromossomos sexuais heteromórficos realmente segue o 

modelo proposto por Bull (1983) e Charlesworth (1991), evidências crescentes apontam 

que alguns sistemas surgem de forma independente, não compartilhando ancestralidade 

(Furman et al. 2020).  

A ictiofauna Neotropical de água doce é considerada a mais diversificada e rica 

em número de espécies do mundo, representando 10% das espécies de vertebrados 

conhecidos (Vari e Malabarba, 1998; Albert et al. 2011). Corroborando esta diversidade, 

estudos citogenéticos nesta fauna vêm evidenciando grande diversidade cromossômica, 

como polimorfismos, poliploidia, cromossomos supranumerários, diferentes sistemas de 

cromossomos sexuais, entre outros (Oliveira et al. 2009). Somado a essa diversidade, em 

peixes temos uma grande variedade de sistemas de cromossomos sexuais, sendo, 

atualmente, nove sistemas descritos: XX/XY, XX/X0, ZZ/ZW, ZZ/Z0, 

X1X1X2X2/X1X2Y, XX/XY1Y2, Z1Z1Z2Z2/Z1Z2W1W2, X1X1X2X2/X1Y1X2Y2 e 

ZZ/ZW1ZW2 (revisado em Sember et al. 2021). Vale ressaltar que cromossomos sexuais 

heteromórficos foram evidenciados em apenas 6% das espécies de peixes Neotropicais, 

analisadas citogeneticamente (Sember et al. 2021). 

O componente genético que leva a efeitos variáveis na determinação do sexo em 

peixes não é totalmente conhecida, mas é sabido que em cromossomos sexuais 

heteromórficos (W ou Y) é comum evidenciar a associação de DNAs repetitivos (Volff 

et al. 2007; Vicari et al. 2008; Yano et al. 2014), sendo estes, frequentemente observados 

totalmente ou parcialmente heterocromáticos e menor que o cromossomo Z ou X, devido 

a processos de degeneração que ocorrem ao longo da evolução deste cromossomo 

(Bachtrog 2013). O mapeamento de sequências de DNAs repetitivos em cromossomos 

sexuais vem ampliando nosso conhecimento em relação à origem, evolução e composição 

dos diversos sistemas de cromossomos sexuais evidenciados em peixes. 

 

1.3 DNAs repetitivos como ferramenta para estudos evolutivos 

DNAs repetitivos são sequências de DNA que se repetem várias vezes no genoma, 

constituindo grandes frações que foram consideradas como DNA egoísta (Orgel e Crik 

1980) ou DNA “lixo” (Schmidt e Heslop-Harrison 1998) por não apresentarem funções 

biológicas determinadas. Essas sequências vêm sendo amplamente estudadas em 

diferentes táxons e contribuindo para uma melhor compreensão da complexidade do 



 

6 

 

genoma, sendo associadas a algumas doenças (Kazazian et al. 1988), no reparo e 

regulação de alguns genes (Messier et al. 1996), na diferenciação de cromossomos 

sexuais, entre outros (Parise-Maltempi et al. 2007; Pokorná et al. 2011; Terencio et al. 

2012; Schneider et al. 2013a; b). 

DNAs repetitivos são subdivididos em duas classes: dispersos no genoma 

(representado pelos elementos transponíveis (TEs) e organizados in tandem formado por 

DNAs satélites, minissatélites e microssatélites, e além de famílias multigênicas como os 

DNAs ribossomais (DNAr) e as histonas (Walsh e Stephan 2001; Sumner 2003). 

Em peixes, as famílias multigênicas mais estudadas são as ribossomais 45S e 5S. 

A família 45S transcreve os RNAs 18S, 5,8S e 28S, que estão separados por um espaçador 

transcrito (ITS) e a unidade que transcreve o RNA 5S separado por um espaçador não 

transcrito (NTS) (Long e Dawid 1980). Essas sequências têm sido amplamente utilizadas 

na citogenética de peixes, contribuindo na identificação de cromossomos específicos, 

cromossomos homólogos, rearranjos cromossômicos e cromossomos sexuais (Gornung, 

2013). 

As sequências denominadas satélites, minissatélites e microssatélites são 

classificadas conforme o número de repetições de pares de bases que apresentam (Jurka 

et al. 2003). Haaf et al. (1993) foram os pioneiros na descrição de DNA satélite em 

Actinopterygii, essas sequências são frequentemente evidenciadas em regiões telomérica 

e centromérica, desempenhando importante papel na formação e estruturação dos 

centrômeros (Ferree e Prasad 2012). Análises filogenéticas em diferentes grupos de 

peixes, utilizando sequências repetitivas, têm auxiliado na resolução de complexo de 

espécies (Mantovani et al. 2004; Vicari et al. 2008; Kantek et al. 2009), na determinação 

da origem de cromossomos supranumerários (Mestriner et al. 2000; Ziegler et al. 2003; 

Artoni et al. 2006) e na caracterização e diferenciação dos cromossomos sexuais 

(Centofante et al. 2002; Vincente et al. 2003; Vicari et al. 2006; Yano et al.2017). 

Os minissatélites, também conhecidos como repetições de sequência simples, são 

sequências de aproximadamente 10 a 60pb, ricas em GC, abundantes no genoma 

eucarioto, sendo comumente localizados em regiões heterocromáticas (telômeros, 

centrômeros e cromossomos sexuais) em genomas de peixes (Vanzela et al. 2002; Cioffi 

et al. 2011; Terencio et al. 2013; Yano et al. 2017). 

Os microssatélites, por sua vez, são repetições dinucleotídicas de 1 a 5 pb em 

tandem, formados em grande parte por AC (Chistiakov et al. 2006), apresentam uma alta 
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taxa de mutação, quando comparados com outras partes do DNA, sendo um excelente 

marcador no estudo de ancestralidade, localizando-se, preferencialmente, nos telômeros, 

centrômeros e em cromossomos sexuais (Cioffi e Bertollo 2012). Em Poecilia reticulata, 

por exemplo, foi possível detectar o microssatélite (GACA)n na região heterocromática 

do cromossomo Y desse grupo (Nanda et al. 1990); entre os Erythrinidae pelo menos 12 

classes de microssatélites já foram identificadas, as quais mostram sinais fortes nos 

cromossomos sexuais de espécies dessa família (Cioffi et al. 2011). A distribuição de 6 

microssatélites em Semaprochilodus taeniurus foi abundante nos cromossomos sexuais, 

sendo esta observação interessante porque ela reflete o grau de degradação genética na 

diferenciação do cromossomo proto-sexual, que evoluiu para o par heteromórfico ZW, 

encontrado nesta espécie (Terencio et al. 2013) 

Os elementos transponíveis são conhecidos pela sua capacidade de se mover pelo 

genoma, podendo criar cópias de si mesmos durante o processo de mobilização, e se 

inserir em novas regiões, podendo induzir a formação de polimorfismos cromossômicos, 

duplicações, deleções, variação na estrutura e expressão de genes (Orgel e Crick 1980; 

Oliver e Greene 2009; Cioffi e Bertollo 2012). Os elementos transponíveis estão divididos 

em duas classes, que diferem no mecanismo de transposição: classe I (retrotransposon) e 

Classe II (transposon) (Finnegan 1989; Wicker et al. 2007; Kapitonov e Jurka 2008; Piégu 

et al. 2015). 

Os retrotransposons se caracterizam por usarem uma molécula de RNA para 

originar uma fita de DNA, por meio da transcriptase reversa e usar a enzima integrase 

para inserir a nova fita no genoma, em um mecanismo conhecido como “copia e cola”, 

responsável por inserir cópias do retroelemento no genoma (Bohene et al. 2008). Existem 

dois tipos principais de retrotransposons, repetições terminais longas (LTRs) e repetições 

terminais não longas (não-LTRs) classificados com base na sequência e no método de 

transposição (Eickbush e Jamburuthugoda 2008). 

Os retrotransposons LTR possuem extensas repetições nas extremidades 5’ e 3’ 

que flanqueiam a sequência central, conhecida como fase de leitura aberta (ORF), 

responsável pela síntese de proteínas necessárias para a transcrição e integração da 

sequência de cDNA, após a transcrição reversa. Já, as sequências não-LTR utilizam 

promotores internos para promover a transposição, sendo subdivididos em LINES 

(Elementos Intercalados Longos), que se caracterizam pela capacidade de transcrever 

inversamente uma molécula de RNA na dupla fita de DNA durante sua locomoção, a qual 

https://translate.google.com/translate?hl=pt-BR&prev=_t&sl=en&tl=pt-BR&u=https://www.researchgate.net/publication/null%3Fel%3D1_x_8%26enrichId%3Drgreq-2732628a661641ae6e2adeda36970a9a-XXX%26enrichSource%3DY292ZXJQYWdlOzMxMzM4NTU1OTtBUzo0NTkwODg3MzI2NTk3MTNAMTQ4NjQ2NjY5MTIzMA%3D%3D
https://en.wikipedia.org/wiki/Long_terminal_repeat
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é inserida no genoma através da enzima integrase (Levin e Moran 2011) e SINEs 

(Elementos Intercalados Curtos), que diferem dos LINEs pelo comprimento e por não 

apresentam regiões codificantes, mas, adquirem a maquinaria enzimática necessária para 

a transposição por meio dos LINES (Bohne et al. 2008). 

Os ETs do tipo Rex (Rex1, Rex3, Rex6), correspondem a elementos não-LTR mais 

abundantes entre os peixes, descritos no genoma de espécies de Xiphophorus (Volff et al. 

1999; 2000; 2001). Embora esses três retrotransposons sejam geralmente analisados 

juntos, nenhuma evidência foi relatada sobre sua relação evolutiva. O Rex1 está 

intimamente relacionado ao clado CR1 dos elementos LINE e aos elementos Babar de 

Battrachoccottus baikalensis e possui como principal característica sequências de 

codificação de endonuclease apurínica / apirimidínica (AP) localizadas a montante (ou a 

jusante) do domínio de codificação RT (Volff et al. 2000). O Rex3 pertence à família 

RTE de retroelementos do tipo não-LTR e possui como característica padrão a presença 

de domínios da Transcriptase Reversa (RT), sem regiões flanqueadoras LTR (Volf et al. 

1999). Rex6 é membro da família R4 especializada na inserção de genes de RNAr, é um 

retroelemento não-LTR, que possui em sua estrutura uma RT e uma endonuclease 

semelhante a uma enzima de restrição (Volff e Schartl 2001). 
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2. Objetivos 

 

2.1 Objetivo geral 

Analisar citogeneticamente espécies da família Ctenoluciidae, para entender as 

modificações cromossômicas/genômicas ocorridas em sua evolução e verificar a 

ocorrência de um provável sistema sexual (XX/XY), sugerido por Sousa e Souza et al. 

(2017) para espécies de Boulengerella. 

 

2.2 Objetivos específicos 

a) Caracterizar citogeneticamente espécies de Ctenoluciidae ainda não estudadas e 

comparar com dados disponíveis para Boulengerella e outros Characiformes. 

b) Mapear, em cromossomos metafásicos, classes distintas de DNAs repetitivos, 

identificando possíveis acúmulos que estejam relacionados ao processo de diferenciação 

cariotípica em espécies de Ctenoluciidae. 

c) Realizar análises de genômica comparativa entre machos e fêmeas de 

Ctenoluciidae e entre os gêneros apartir de técnicas de biologia molecular, identificando 

possíveis diferenças cromossômicas, presença ou ausência de regiões sexo-específicas, 

bem como dados acerca dos processos evolutivos desta família. 
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3. Material e Métodos 

3.1. Material 

Foram estudados, citogeneticamente, machos e fêmeas de cinco espécies de 

Ctenoluciidae. As espécies de Boulengerella foram coletadas ao longo da bacia 

amazônica: B. lateristriga (7 machos, 7 fêmeas), coletados em Novo Airão (2°37′28.5′′S, 

60°58′16.8′′W); B. cuvieri (6 machos, 8 fêmeas), coletados no Rio Negro, próximo ao 

lago Catalão (3°10′30.8′′S, 59°56′30.3′′W); B. maculata (7 machos, 8 fêmeas), coletados 

no Rio Negro, próximo ao lago Catalão e em Anavilhanas (2°33′28.4′′S, 60°46′29.7′′W); 

B. lucius (6 fêmeas e 6 machos), coletadas à jusante da hidrelétrica de Balbina, no rio 

Uatumã (1°55′02.2′′S, 59°28′23.7′′W). Os exemplares de C. hujeta (6 machos e 4 fêmeas) 

foram obtidos no comércio de aquários. Todos os espécimes foram depositados como 

comprovantes na Coleção de Peixes do INPA seguindo as seguintes numerações: 

Boulengerella (INPA-ICT 053246, 053247, 053248, 053249, e 053250) Ctenolucius 

(INPA-ICT 059514).  

 

3.2. Métodos 

3.2.1. Indução de mitoses 

As preparações cromossômicas foram obtidas a partir de células renais, uma vez 

que este tecido possui função hematopoiética nos peixes, ou seja, apresentam células em 

constante divisão. Para estimular e aumentar o número de células em divisão celular 

injetamos solução de fermento biológico na proporção de 0,5g de fermento, 0,5g de 

açúcar e 20mL de água destilada. Em seguida, esta solução foi incubada em estufa a 40°C 

por cerca de 20 minutos. Após esse período, com a solução em temperatura ambiente, 

injetamos 1mL para cada 100g de peso vivo desta solução na região intraperitoneal do 

animal.  

 

3.2.2. Obtenção dos cromossomos mitóticos 

Os peixes foram mantidos em aquários aerados e após 12h de estimulação, foram 

eutanasiados em uma solução de Eugenol 10%, seguindo as recomendações das Diretrizes 

da Prática da Eutanásia do CONCEA (CONCEA 2013), para coleta dos tecidos para 

análise citogenética. A seguir os passos do protocolo de Gold et al. (1990) consistiram 

em: 
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1. Retirar porções dos rins anterior e posterior com auxílio de pinças e transferir 

para uma cubeta de vidro contendo 8mL de meio RPMI 1640 CultLab®. 

2. Com auxílio de uma seringa hipodérmica desprovida de agulha, os tecidos 

foram dissociados com movimentos leves de aspiração e expiração, para a 

obtenção de uma suspensão homogênea de células. 

3. Foi adicionado 100µL de colchicina 0,025% para cada 2mL de meio de cultura 

e o material foi ressuspendido cuidadosamente, com auxílio de uma pipeta 

Pasteur. 

4. A suspensão foi incubada em temperatura ambiente por 30 minutos. 

5. Após esse período, com auxílio de uma pipeta Pasteur, a suspensão foi 

transferida para um tubo de centrífuga e centrifugada por 10 minutos a 

1250rpm. 

6. O sobrenadante foi retirado com auxílio de uma pipeta Pasteur, tomando 

cuidado para não ressuspender o material (pellet) e foi acrescentado cerca de 

10mL de solução de KCl 0,075M, o material foi ressuspendido e levado à 

estufa 37ºC por 50 minutos. 

7. Passado o período de hipotonização o material foi ressuspendido e a ele foi 

adicionado 1,5mL de fixador Carnoy (3 metanol: 1 ácido acético) e então 

centrifugado por 10minutos a 1250rpm. 

8. O sobrenadante foi novamente descartado com auxílio de uma pipeta Pauster, 

tomando cuidado para não ressuspender o material e foram acrescentados 8 mL 

de fixador Carnoy, a solução foi ressuspendida e centrifugada por 10 minutos 

a 1250rpm. 

9. O passo 8 foi repetido mais 2 vezes (dependendo da quantidade de material). 

10. Após a eliminação do sobrenadante da última centrifugação foi adicionado 

1,5mL de fixador Carnoy e ressuspendido o material, a solução foi transferida 

para frascos plásticos do tipo eppendorf, e armazenados em freezer a -20ºC. 

 

3.2.3. Detecção das Regiões Organizadoras do Nucléolo-RON 

Para a caracterização das regiões organizadoras de nucléolos (RON) foi utilizada 

a técnica de precipitação de cristais de Prata (Ag-RON), descrita por Howell e Black 

(1980), com pequenas modificações: 
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1. Pingar sobre a lâmina, contendo a preparação cromossômica, 2 a 3 gotas de 

solução coloidal de gelatina (1g de gelatina comercial sem sabor, dissolvida 

em 50mL de água destilada e acrescida de 0,5mL de ácido fórmico). 

2. Para cada gota de gelatina, pingar duas gotas de solução aquosa de AgNO3 

(nitrato de prata) a 50%. 

3. Cobrir a lâmina com lamínula. 

4. Incubar em câmara úmida na estufa a 60ºC, por um período de 5 a 8 minutos. 

5. Após o tempo apropriado, quando a lâmina atingir uma coloração marrom 

dourada, lavar em água destilada, permitindo que a lamínula seja retirada 

naturalmente pela própria água. 

6. Deixar secar ao ar. 

7. Corar e analisar no microscópio 

 

3.2.4. Detecção da heterocromatina constitutiva (Banda-C) 

Para análise da heterocromatina foi utilizada a técnica descrita por Sumner (1972), 

com as seguintes adaptações: 

1. Incubar as lâminas em ácido clorídrico (HCl) 0,2N a 42ºC, por 2 minutos. 

2. Lavar rapidamente em água destilada, à temperatura ambiente para remover o 

HCl. 

3. Deixar secar. 

4. Incubar as lâminas, por 35 segundos, em solução de hidróxido de bário a 5%, 

filtrada e recém preparada a 42ºC. 

5. Interromper a ação do hidróxido de bário, imergindo rapidamente as lâminas 

em solução de HCl 0,2N (temperatura ambiente) e lavar em água destilada. 

6. Deixar secar. 

7. Incubar as lâminas em solução 2xSSC (cloreto de sódio 0,3M e citrato trisódico 

0,03M, pH 6,8) em banho-maria a 60ºC, por um período de 30 minutos. 

8. Lavar várias vezes em água destilada e secar ao ar. 

9. Corar com solução de iodeto de Propídio (20µL de antifade e 1µL de iodeto), 

após 25 min conforme Lui et al. (2012). Analisar em microscópio. 
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3.2.5. Extração de DNA total 

A extração de DNA foi realizada a partir do protocolo descrito por Sambrook e 

Russel (2001) com algumas modificações, utilizando o Kit de extração Wizard® 

(Promega), segundo as recomendações do fabricante. Consistiu em: 

1. Preparar um mix, contendo EDTA + Nuclei Lysis Solution (60µL de EDTA 

0,5M + 250 µL de Nuclei Lysis Solution) em tubo falcon tipo eppendorf e 

deixar no freezer por pelo menos 10min, até ficar turvo.  

2. Dissociar aproximadamente 20mg de tecido muscular e transferir para um 

tubo tipo eppendorf estéril de volume de 1,5mL. 

3. Após dissociar e secar o tecido, adicionar 300µL da solução preparada no 

passo 1 acrescida de 15µL de proteinase K (10ng/µL), homogeneizar e levar 

ao termo bloco a 55°C por cerca de 3h, sob agitação de 1100rpm até dissolver 

todo o tecido. 

4. Após o tecido ser dissolvido, adicionar 100µL de Protein Precipitation 

Solution, homogeneizada em vórtex por 30s até ficar espumante e levar ao 

freezer por 5 min. 

5. Passados os 5 min, homogeneizar a solução e centrifugar por 10 min à 

13000rpm a 4°C. 

6. Retirar o sobrenadante (que contém o DNA) com auxílio de uma micropipeta 

e transferir para novos tubos tipo eppendorf; adicionar 300µL de isopropanol 

gelado, homogeneizar a solução e centrifugar por 10 min a 13.000 rpm a 4°C. 

7. Descartar o sobrenadante, que contém o isopropanol, pois o material de 

interesse (DNA) está em forma de pellet, adicionar 300µL de etanol 70% 

gelado, homogeneizar e centrifugar por 10 min a 13.000 rpm a 4°C. 

8. Descartar o máximo de sobrenadante possível, com cuidado para não descartar 

o DNA (pellet), levar os tubos eppendorf à estufa a 37°C por 

aproximadamente 15 min., até todo etanol evaporar. 

9. Por fim, adicionar 50µL de água miliQ, homogeneizar e deixar overnight a 

4°C. 

 

3.2.6. Isolamento de sequências repetitivas por PCR (Polymerase Chain Reaction)  

Para obtenção de sondas de DNAr 5S e 18S foi utilizado o DNA genômico, 

extraído do músculo das espécies analisadas de Ctenoluciidae. As sondas foram obtidas 
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por amplificação por meio da Reação em Cadeia da Polimerase (PCR), conforme Saiki et 

al. (1988), utilizando os primers: 

a) DNAr 5S: f (5’ -TAC GCC CGA TCT CGT CCG ATC) e 5S r (5’ –

CAGGCT GGT ATG GCC GTA AGC- 3’) (Martins e Galetti 1999). 

b) DNAr 18S: f (5’-CCG CTT TGG TGA CTC TTG AT- 3’) e 18S r (5’-CCG 

AGGACC TCA CTA AAC CA-3’) (Gross et al. 2010). 

Sondas de DNA telomérico (TTAGGG)n 

A sonda de DNA telomérico (TTAGGG)n foi obtida por PCR, utilizando os primers 

(TTAGGG)5 e (CCCTAA)5, na ausência de um DNA molde (Ijdo et al. 1991). 

Mapeamento de microssatélites 

Os seguintes microssatélites foram utilizados como sondas: d(GATA)7, d(CAC)10, 

d(CAA)10, d(CAT)10, e d(GAG)10. Essas sequências foram marcadas diretamente com 

Cy3 na extremidade 5' durante a síntese, por VBC-Biotech (Viena, Áustria), segundo 

Kubat et al. (2008). 

Sondas de Retroelementos 

a) Rex1: f (5’ - TTCTCCAGTGCCTTCAACACC) e Rex1: r (5’ -TCCCTC 

AGC AGA AAG AGT CTGCTC) (Volff et al. 2000). 

b) Rex3: f (5’CGG TGA YAA AGG GCA GCC CTG) e Rex3: r (5’TGG CAG 

ACN GGG GTG GTG GT) (Volff et al. 1999). 

c) Rex6: f (5-TAA AGC ATA CAT GGA GCG CCAC-3) Rex6: r (5-GGT CCT 

CTA CCA GAG GCC TGGG-3) (Volff e Schartl 2001). 

Hibridização in situ por fluorescência - FISH 

A técnica de hibridização in situ por fluorescência (FISH) foi realizada, 

seguindo protocolo descrito por Pinkel et al. (1986). 

Marcação da Sonda - Kit DIG-NickTM Translation Mix (Roche) e Kit BIO-NickTM 

Nick Translation Mix (Roche) 

A utilização do Kit Roche nos permite marcar a sonda com os anticorpos anti-

digoxigenina que evidencia em coloração vermelha e FITC ou Estreptavidina que 

evidencia em cor verde. O mix para marcação da sonda leva em consideração a 

concentração do DNA obtido no passo 3.2.5. O Quadro 1 descreve um mix para 8 lâminas 

a ser usado na marcação da sonda, em função da concentração do DNA obtido na PCR. 

 

 

Quadro 1. Concentração do DNA na PCR para 8 lâminas (volumes em µL). 
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 200 ng  300 ng 400 ng 500-600 ng 700 ng 1500ng 

DNA (PCR) 7L 5L 4L 3L 2L 1L 

H2O 9L 11L 12L 13L 14L 15L 

dNTP mix 4L 4L 4L 4L 4L 4L 

  

O mix deve ser homogeneizado e incubado por 90 minutos a 16oC no termociclador. 

Em seguida, adicionar 2L de EDTA 0,5M (para 8 lâminas), centrifugar rapidamente e 

colocar no freezer -20oC até usar. 

 

Preparação cromossômica (FISH simples ou double FISH) 

Tratamento das lâminas 

1. Incubar as lâminas em solução de ácido clorídrico (HCl) 0,2N (temperatura 

ambiente) por 2 min [descartar]. 

2. Lavar as lâminas em tampão PBS 1x durante 5 min. em temperatura ambiente 

(shaker) [descartar]. 

3. Desidratar as lâminas em série alcoólica 70, 85 e 100%, 5 min cada (secar). 

4. Incubar as lâminas em 90L de RNAse (0,4% RNAse/2xSSC) a 37°C por 1h 

em câmara úmida. Solução RNAse para 8 lâminas (5L de RNAse 10mg/mL 

e 975L de 2xSSC). 

5. Lavar 3x por 5 min em 2xSSC [descartar]. 

6. Lavar durante 5 min em PBS 1x [descartar]. 

Fixação 

7. Fixar em formaldeídeo 1% em PBS 1x/50mM MgCl2 durante 10 min à 

temperatura ambiente [descartar]. Solução de formaldeído (10mL de PBS 10x, 

5mL de MgCl2 (1M), 1mL de formaldeído e completar para 100mL com água 

destilada. 

8. Lavar em PBS 1x por 5 min. (shaker) [descartar]. 

9. Desidratar as lâminas por 5 min em série alcoólica (70, 85 e 100%). 

Pré-hibridização 

10. Desnaturar o DNA cromossômico com formamida 70% em 2xSSC a 70ºC por 

3,30 min (Só aquecer a formamida na hora do uso). A água do banho maria 

deve estar na altura do frasco com a formamida. Após o uso, a formamida 

retorna ao tubo para ser reutilizada. Solução Formamida 70% (70mL de 

formamida, 30mL de 2xSSC). 
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11. Após a desnaturação, as lâminas são desidratadas em série alcoólica (70, 85 e 

100%) durante 5 min cada. 

 

Solução de hibridização  

 Para preparar a solução de hibridização para oito lâminas foram pipetados os 

seguintes componentes em um tubo de eppendof 1,5 ml (ver valores Quadro 2). Após 

pipetar todos os componentes, o mix foi homogeneizado e levado ao Thermo Shaker à 

99°C por 10 minutos, para realizar a desnaturação da sonda; passado os 10min., a solução 

foi passada imediatamente para o gelo e mantida em freezer até o momento do uso. 

 

Solução de hibridização com duas sondas 

Quadro 2. Duas sondas marcadas pelo Kit Roche de acordo com o número de lâminas (volumes em µL). 

Número de 

lâminas 

1  2  3  4  5  6  7  8  9  10  

Formamida 

100% 

25L 50L 75L 100L 125L 150L 175L 200L 225L 250L 

Sulfato de 

dextrano 

50% 

10L 20L 30L 40L 50L 60L 70L 80L 90L 100L 

Sonda 1 

ROCHE 

2,5L 5L 7,5L 10L 12,5L 15L 17,5L 20L 22,5L 25L 

Sonda 2 

ROCHE 

2,5L 5L 7,5L 10L 12,5L 15L 17,5L 20L 22,5L 25L 

20xSSC 5L 10L 15L 20L 25L 30L 35L 40L 45L 50L 

H20 5L 10L 15L 20L 25L 30L 35L 40L 45L 50L 

 

Solução de hibridização com uma sonda 

Quadro 3. Sonda marcada pelo Kit Roche de acordo com o número de lâminas (volumes em µL). 

LÂMINAS 1  2  3  4  5  6  7  8  9  10  

Formamida 

100% 

25 l 50 l 75 l 100 l 125 l 150 l 175 l 200 l 225 l 250 l 

Sulfato de 

dextrano 50% 

10 l 20 l 30 l 40 l 50 l 60 l 70 l 80 l 90 l 100 l 

Sonda ROCHE 2,5 l 5 l 7,5 l 10 l 12,5 l 15 l 17,5 l 20 l 22,5 l 25 l 
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20xSSC 5 l 10 l 15 l 20 l 25 l 30 l 35 l 40 l 45 l 50l 

H20 7,5 l 15 l 22,5 l 30 l 37,5 l 45 l 52,5 l 60 l 67,5 l 75l 

 

Hibridização 

Deve-se pipetar 40µL da solução de hibridização sobre uma lamínula e inverter a 

lâmina sobre a lamínula. As lâminas com o material voltado para baixo devem ser 

mantidas em câmara úmida a 37°C overnight. 

 

Segundo dia 

Lavagens  

12. Lavar 1 vez em solução 2XSSC à 42oC durante 5 minutos (Shaker) [descartar]. 

13. Lavar as lâminas durante 5 minutos em solução Tween 0,5%, temperatura 

ambiente (Shaker) [descartar]. Solução de Tween 0,5% (200 ml de 20xSSC 

pH 7,0, 500 L de Tween 100% e completar para 1L com água destilada). 

Detecção do sinal 

14. Incubar as lâminas em tampão NFDM por 15 minutos (não balançar). Solução 

de NFDM 50 mL (10 mL de 20xSSC pH 7,0, 2,5 g de leite em pó sem gordura 

e completar para 50 mL com água destilada). 

15. Lavar 2x com Tween 5% temperatura ambiente por 5 minutos (Shaker) 

[descartar]. 

Para a FISH com duas sondas, fazer um mix para 8 lâminas contendo (2L de 

estreptavidina + 998L NFDM). Para cada lâmina usa-se 20L de anti-digoxigenina 

rodamina (1:200) e 100L da solução (estreptavidina + NFDM) como mostra o Quadro 

4. 

Quadro 4. Mix double FISH de acordo com o número de lâminas (Volume em L). 

Número de 

Lâminas 

1  2  3  4  5  6  7  8  9  10  

Anti 

digoxigenina-

rodamina 

20 40 60 80 100 120 140 160 180 200 

estreptavidina + 

NFDM 

100 200 300 400 500 600 700 800 900 1000 
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Após preparo do mix, colocar sobre a lamínula 100L do mix (antidigoxigenina + 

estreptavidina/NFDM), inverter a lâmina sobre a lamínula e incubar em câmara úmida à 

37°C por 60 minutos. 

16. Após o tempo de hibridização deve-se retirar a lamínula com água destilada e 

lavar as lâminas em solução com Tween 0,5% 3 vezes por 5 minutos (Shaker) 

em temperatura ambiente [descartar]. 

17. Desidratar o material em série alcoólica 70, 85 e 100% durante 5 min cada. 

Ao final, esperar secar. 

Montagem 

18. Montar a lâmina com solução contendo (20L de antifade + 1L de DAPI) 

para cada lâmina e cobrir com lamínula, como mostra o Quadro 5. 

Quadro 5. Mix de montagem de acordo com o número de lâminas (Volume em L). 

Número de 

lâminas 

1  2  3  4  5  6  7  8  9  10  

Antifade 20L 40L 60L 80L 100L 120L 140L 160L 180L 200L 

DAPI 1L 2L 3L 4L 5L 6L 7L 8L 9L 10L 

Colocar sobre cada lâmina 21L do meio de montagem. 

 

3.2.7 Classificação dos cromossomos e análises cromossômicas 

Para a determinação do número e morfologia dos cromossomos foi utilizada a 

coloração convencional por Giemsa. A classificação cromossômica seguiu a proposta por 

Levan et al. (1964), adotando-se os seguintes limites para a relação de braços (RB): RB= 

1,00-1,70, metacêntrico (m); RB= 1,71-3,00, submetacêntrico (sm); RB= 3,01-7,00, 

subtelocêntrico (st); RB= maior que 7,00, acrocêntrico (a). Para o cálculo do número 

fundamental (NF), número de braços cromossômicos, os cromossomos metacêntricos, 

submetacêntricos e subtelocêntricos foram considerados como portadores de dois braços 

cromossômicos e os cromossomos acrocêntricos como portadores de apenas um braço. 

As preparações convencionais (Giemsa, banda C e Ag-RONs) foram analisadas 

em microscópio óptico. As contagens cromossômicas e observações mais detalhadas 

foram feitas com a objetiva de imersão, num aumento de 1000 vezes. As lâminas de FISH 

e fluorocromos foram analisadas em fotomicroscópio de epifluorescência sob filtro 

apropriado. As melhores metáfases foram capturadas, utilizando sistema de captura de 
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imagens DPController e processadas pelo programa DPManager. Posteriormente, os 

cariótipos foram montados, utilizando o programa Adobe Photoshop CS3. 

 

3.2.8 Hibridização genômica comparativa (CGH) 

A técnica de CGH foi realizada de acordo com a metodologia descrita por 

Symonová et al. (2015), realizando comparações intra-específicas entre machos e fêmeas 

das quatro espécies de Boulengerella (B. cuvieri, B. lateristriga, B. lucius e B. maculata). 

Para isso utilizamos os DNAs genômicos correspondentes a machos e fêmeas de cada 

espécie, obtidos de acordo com protocolo descrito no item 3.2.5. e marcamos o gDNA 

dos machos com Spectrum Orange-dUTP e das fêmeas com Spectrum Green-dUTP , 

utilizando Kit Atto. 

Para o bloqueio de sequências repetitivas foi utilizado o C0t-1 DNA em todos os 

experimentos, o qual corresponde à fração de gDNA enriquecida para sequências alta e 

moderadamente repetitivas, preparado conforme Zwick et al. (1997). O mix final para 

cada lâmina foi composto de 500ng de gDNA de machos, 500ng de gDNA das fêmeas e 

15µg de C0t-1 DNA. As sondas foram precipitadas com etanol, seguido da mistura dos 

pellets secos com um buffer de hibridização, contendo formamida 50%, 2xSSC, dodecil 

sulfato de sódio 10%, sulfato dextrano 10% e buffer Denhardt’s (1% Ficoll, 1% 

polivinilpirrolidona e 1% albumina do soro bovino) com pH corrigido para 7,0. 

 

3.2.9 Microdissecção cromossômica, preparo das sondas e experimentos de Zoo-

FISH 

O maior par cromossômico (par 1) de Boulengerella maculata e Lebiasina 

bimaculata (espécie pertencente a família Lebiasinidae, grupo irmão de Ctenoluciidae) 

foram microdissectados e utilizados como sondas em análises de pintura cromossômica. 

Assim, estes cromossomos foram microdissectados a partir de cerca de 20 metáfases de 

fêmeas, utilizando a metodologia descrita por Yang et al. (2009), com pequenas 

modificações. Os cromossomos foram amplificados em uma solução contendo 100mM 

de dNTPs, 5mM de primer DOP GMW (5 '-CCGACTCGAGNNNNNNATGTGG-3’) e 

tampão de diluição Sequenase (24mM Tris HCl, pH 7,5,12mM MgCl2, 30mM NaCl). O 

processo de amplificação foi realizado em um termociclador (Axygen Therm-1000). Os 

oito primeiros ciclos de amplificação foram realizados, utilizando a DNA polimerase T7 

(USB, Cleveland, EUA), com o seguinte programa: 90 °C /1 min; 25 °C /2 min; 34 °C /2 
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min. Um passo inicial de desnaturação a 92 °C, por 5 min, foi adicionado a cada ciclo 

para inativar a atividade da proteinase K; 0,3U de Sequenase foi adicionada a cada ciclo 

durante a etapa de reanelamento. Em seguida, foram adicionados 50µL de um mix 

contendo 0,1U Taq polymerase, 0,2mM dNTPs, 20μM DOP primer, 25mM MgCl2 e 

34,23μL de água para PCR, e 33 ciclos de amplificação foram realizados com o seguinte 

programa: 92 °C /1 min; 56 °C /2 min; 72 °C /2 min, seguido por uma etapa de extensão 

final de 5 minutos a 72 °C. 

Posteriormente, ambas as sondas dos cromossomos foram marcadas por PCR. A 

sonda do cromossomo 1 de L. bimaculata (LEB1) foi marcada com Spectrum-Green 

dUTP (Vysis, Downers Grove, USA) e a sonda do cromossomo 1 de B. maculata (BOU1) 

com Spectrum-Orange dUTP (Vysis, Downers Grove, EUA), em 30 ciclos de DOP-PCR, 

utilizando 1μL dos produtos iniciais de amplificação por DOP-PCR (Yang et al. 2009). 

Os experimentos de Zoo-FISH foram realizados de acordo com protocolo descrito por 

Yano et al. (2017). 
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Resultados e Discussão 

 

Os resultados e discussão desta tese são apresentados em três capítulos, em forma 

de artigos científicos: 

 

Capítulo 1. Análise cromossômica em Ctenolucius hujeta Valenciennes, 1850 

(Characiformes): Uma nova peça na evolução cromossômica de Ctenoluciidae. 

 

Capítulo 2. Mapeamento cromossômico de elementos transponíveis e sua implicação no 

processo de evolução cromossômica em Ctenoluciidae. 

 

Capítulo 3. DNAs repetitivos e sua contribuição para evolução cariotípica da família 

Ctenoluciidae (Characifomes). 
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Capítulo 1. Análise cromossômica em Ctenolucius hujeta Valenciennes, 1850 

(Characiformes): Uma nova peça na evolução cromossômica de 

Ctenoluciidae. 

Publicado no periódico Cytogenetic Genome Research  

DOI: 10.1159/000515456 
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Resumo 

Ctenoluciidae (Characiformes) é uma família de peixes de água doce, que 

compreende dois gêneros (Ctenolucius e Boulengerella), com sete espécies reconhecidas. 

Até agora, apenas espécies do gênero Boulengerella foram submetidas a estudos 

citogenéticos. Aqui, investigamos o cariótipo e outras características citogenéticas do pike 

characin, Ctenolucius hujeta, usando procedimentos convencionais (coloração Giemsa, 

banda C, Ag-RON) e moleculares (DNAr, sequências teloméricas e mapeamento fiber-

FISH). Esta espécie possui um número cromossômico diploide de 36, um cariótipo 

composto por 12m + 20sm + 4a e NF = 68, semelhante ao encontrado nas espécies de 

Boulengerella. No entanto, diferenças em relação ao número e distribuição de vários 

marcadores cromossômicos suportam um status genérico distinto. A co-localização dos 

genes DNAr 18S e 5S é uma característica exclusiva do genoma de C. hujeta, com uma 

distribuição intercalada na fibra cromossômica, um fenômeno incomum entre eucariotos. 

Além disso, nossos resultados apoiam a visão de que as famílias Ctenoluciidae e 

Lebiasinidae estão intimamente relacionadas. 

 

Palavras chave: peixes neotropicais, fiber-FISH, DNAr sintênico, Pike characin  
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Introdução 

Os membros da família de peixes Ctenoluciidae (Teleostei, Characiformes) são 

conhecidos popularmente como pike characin, pois possuem como principal 

característica o focinho e mandíbula alongados. Estão amplamente distribuídos em rios e 

lagos no Brasil, Panamá, Colômbia e Venezuela (Vari 1995; 2003; Queiroz et al. 2014). 

A família abriga sete espécies reconhecidas, distribuídas em dois gêneros: Boulengerella 

(B. cuvieri, B. lateristriga, B. lucius, B. maculata, e B. xyrekes) e Ctenolucius (C. hujeta 

e C. beani) (Vari 1995; 2003). 

C. hujeta é um predador de tamanho médio, atingindo até 25cm de comprimento 

total quando adulto (Vari 1995). Segundo Vari (1995; 2003), a separação dos dois gêneros 

de Ctenoluciidae está associada ao soerguimento dos Andes, durante o período terciário, 

uma vez que a distribuição do gênero Ctenolucius está confinada aos rios do Panamá, 

Colômbia e Venezuela, enquanto as espécies de Boulengerella estão distribuídas nas 

bacias do Orinoco, Amazonas e Tocantins, bem como em pequenos rios costeiros da 

Guiana (Guiana Francesa, Suriname) e nos estados brasileiros do Amapá e Pará. O corpo 

alongado e cilíndrico e a barbatana dorsal, localizada na metade posterior do corpo, 

conferem a estes peixes a capacidade de saltar para fora d’água, atacando as suas presas 

com sucessivos saltos acrobáticos. Outra característica marcante de C. hujeta é o hábito 

de caçar sozinha e a preferência por águas claras devido ao seu comportamento de 

predação visual (Vari 1995; 2003; Queiroz et al. 2014). 

Existem opiniões divergentes sobre a posição filogenética de Ctenoluciidae dentro 

dos Characiformes (Lucena 1993; Vari1995; Buckup 1998; Oyakawa 1998; Calcagnotto 

et al. 2005). Estudos recentes, baseados em dados moleculares, consideram que 

Ctenoluciidae e Lebiasinidae provavelmente formam um clado e representam um grupo 

irmão da superfamília Characoidea (Oliveira et al. 2011; Betancur-R et al. 2019). 

Análises citogenéticas, até o momento, foram realizadas em 4 das 5 espécies de 

Boulengerella (ou seja, B. cuvieri, B. lateristriga, B. lucius e B. maculata), que possuem 

2n = 36, e um número fundamental (NF) de 72. Nessas espécies, as regiões organizadoras 

do nucléolo (RONs), visualizadas pela impregnação com prata (Ag-RONs), estão 

localizadas em um único par de cromossomos, uma característica também confirmada 

pelo mapeamento FISH com DNAr 18S, em contraste com os múltiplos sítios de DNAr 

5S (Tabela 1). Vale ressaltar que a associação de um bloco conspícuo de heterocromatina 

com DNAr 18S e sequências teloméricas, na constrição secundária do par 18, foi sugerida 
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como uma possível diferenciação sexual, sugerindo um sistema de cromossomos sexuais 

XX/XY (Sousa e Souza et al. 2017). No entanto, para Ctenolucius, os dados publicados 

são limitados ao cariótipo de C. hujeta com 2n = 36 e NF = 62, descrito por Arefjev 

(1990), baseado apenas em cromossomos corados por Giemsa (Tabela 1). 

 

Tabela 1. Dados citogenéticos de espécies de Ctenoluciidae. Souza e Sousa et al. 2017 a; Arefjev 1990 b. 

 

Adicionalmente, o mesmo número diploide em espécies de dois gêneros indica 

uma conservação do 2n. Assim, estudos de DNAs repetitivos podem contribuir para o 

entendimento da diversificação do genoma neste clado. O presente estudo, baseado em 

análises citogenéticas moleculares em C. hujeta, fornece uma melhor compreensão da 

evolução cromossômica dentro da família Ctenoluciidae e suas relações com outras 

famílias de Characiformes. 

 

Material e Métodos 

Dez indivíduos (6 machos e 4 fêmeas) de C. hujeta (variando de 5 a 10 cm de 

comprimento) foram obtidos no comércio de aquários. Os animais foram eutanasiados, 

seguindo as recomendações das Diretrizes Brasileiras para a Prática da Eutanásia do 

CONCEA (CONCEA 2013) e licenciados pelo CEUA/INPA N° 033/2020. Todos os 

espécimes foram depositados na Coleção de Peixes do INPA (INPA-ICT 059514). As 

metáfases mitóticas foram obtidas de células da porção anterior do rim após tratamento 

in vitro com colchicina (Gold et al. 1990). 

As RONs foram detectadas por impregnação com nitrato de prata, seguindo o 

protocolo de Howell e Black (1980). A heterocromatina C-positiva foi detectada seguindo 

Sumner (1972), com algumas pequenas modificações na coloração com iodeto de 

propídio de acordo com Lui et al. (2012). 

Espécie 
Número 

diploide 

Fórmula 

Cariotípica 

Número 

fundamental 
RON DNAr 18S DNAr 5S 

Boulengerella cuvieri a 36 14m+16sm+6st 72 
Simples 

(par 18) 

Simples 

(par 18) 
Múltiplo (Par 1 e 10) 

Boulengerella lateristriga a 36 14m+16sm+6st 72 
Simples 

(par 18) 

Simples 

(par 18) 
Múltiplo (Par 1 e 10) 

Boulengerella lucius a
 36 14m+16sm+6st 72 

Simples 

(par 18) 

Simples 

(par 18) 
Múltiplo (Par 1 e 4) 

Boulengerella maculata a
 36 14m+16sm+6st 72 

Simples 

(par 18) 

Simples 

(par 18) 
Múltiplo (Par 1 e 10) 

Ctenolucius hujeta b 36 26m/sm+10st/a 62 - - - 



 

26 

 

 

Preparação da sonda e FISH 

O DNA genômico foi extraído do tecido muscular preservado em etanol 100%, 

de acordo com o protocolo de Sambrook e Russell (2001). O DNAr 5S e 18S foram 

amplificados por PCR, utilizando os primers 5S f (5'-TACGCCCGATCTCGTCCGATC-3') e 

5S r (5'-CAGGCTGGTATGGCCGTAAGC-3'), de acordo com Martins e Galetti (1999), e 18S 

f (5'-CCGCTTTGGTGACTCTTGAT-3') e 18S r (5'-CCGAGGACTCACTAAACCA-3'), de acordo 

com Gross et al. (2010). A primeira sonda continha uma cópia de repetição de DNAr 5S 

e incluía 120 pb do gene de transcrição de DNAr 5S e 200 pb do espaçador não transcrito 

(Martins e Galetti 1999). A segunda sonda correspondeu a um segmento de 1.400 pb do 

gene DNAr 18S, obtido via PCR do DNA nuclear (Gross et al. 2010). A sonda DNAr 5S 

foi marcada com biotina-14-dATP por nick-translation, seguindo as instruções do 

fabricante (Bionick Labeling System; Invitrogen, San Diego, CA, EUA). A sonda de 

DNAr 18S foi marcada por nick-translation com DIG-11-dUTP, seguindo as instruções 

do fabricante (Roche, Mannheim, Alemanha). Uma sonda da sequência de DNA 

telomérico (TTAGGG)n também foi gerada por PCR (PCR DIG-Probe Synthesis Kit, 

Roche) na ausência de um modelo, usando como iniciadores primers (TTAGGG)5 e 

(CCCTAA)5 (Ijdo et al. 1991). A FISH foi realizada sob condições de alto rigor em 

espalhamento cromossômico mitótico, de acordo com Yano et al. (2017). Avidina-FITC 

(Sigma, St. Louis, MO, EUA) foi usada para detecção de sinal da sonda de DNAr 5S e 

anti-digoxigenina-rodamina (Roche, Mannheim, Alemanha) para DNAr 18S e para as 

sondas de (TTAGGG)n. Os cromossomos foram contracorados com DAPI (1,2 μg/mL), 

montados em solução Antifade (Vector, Burlingame, CA, EUA) e analisados em 

microscópio de epifluorescência Olympus BX50 (Olympus Corporation, Ishikawa, 

Japão). 

fiber-FISH 

Para os experimentos de fiber-FISH utilizamos o protocolo de Barros et al. (2011), 

com algumas modificações. O material em suspensão celular foi colocado em lâminas de 

vidro umedecidas em água a 45°C e secas ao ar. Normalmente 10 ± 5 núcleos por campo 

visual ao microscópio de luz (ampliação 100x) era uma condição favorável para obter 

boas fibras esticadas. As lâminas foram lavadas em solução salina (1× PBS) por 1 min. 

em temperatura ambiente, seguido de banhos sucessivos em série de álcool (70, 85 e 

100%), por 2 min. cada. Depois da secagem, as lâminas foram colocadas na posição 
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horizontal, adicionou-se 400 μL de solução de NaOH 0,5 M, diluída em etanol a 30% 

(para cinco lâminas usa-se 600 μL de NaOH 0,5 M + 1400 μL de álcool 30%). As lâminas 

foram então inclinadas a 40° e uma segunda lâmina foi usada para alongar as fibras, 

espalhando o material na primeira lâmina. Após isso, 500 μL de etanol 100% foi 

imediatamente aplicado na lâmina inclinada até evaporar completamente. Em seguida, 

foi realizada a técnica de FISH usando sondas de DNAr 18S e 5S. Pelo menos 30 fibras 

cromossômicas de machos e fêmeas foram analisadas e fotografadas para determinar o 

padrão de distribuição das sondas de DNAr 18S e 5S. As imagens foram capturadas, 

usando um microscópio Olympus BX50 e processadas, usando Adobe photoshop 6. 

Pelo menos 30 metáfases por indivíduo foram analisadas para confirmar o número 

diploide, a estrutura do cariótipo e os resultados de FISH. As imagens foram capturadas 

usando um microscópio Olympus BX50 com CoolSNAP e as imagens foram processadas 

com o software Image-Pro Plus 4.1 (Media Cybernetics, Silver Spring, MD, EUA). Os 

cromossomos foram classificados como metacêntricos (m), submetacêntricos (sm), 

subtelocêntricos (st) ou acrocêntricos (a), com base em suas proporções de braços (Levan 

et al. 1964). 

 

Resultados 

 Machos e fêmeas de C. hujeta têm um número diploide (2n) de 36 cromossomos. 

O cariótipo é composto por 12 cromossomos metacêntricos, 20 submetacêntricos e 4 

acrocêntricos (12m + 20sm + 4a), com NF = 68 (Fig. 1a, b). As RONs estão localizadas 

na região proximal dos braços curtos do par 1, na região terminal dos braços longos do 

par 9 e na região proximal dos braços curtos de um dos homólogos do par 12, em machos 

e fêmeas (Fig. 1e). A localização das RONs foi confirmada por mapeamento de FISH do 

DNAr 18S (Fig. 2). A heterocromatina constitutiva apresentou distribuição centromérica 

e bitelomérica na maioria dos cromossomos, com os pares 1 e 9 apresentando blocos mais 

conspícuos (Fig. 1c, d). 
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Figura 1. Cariótipo de fêmea e macho de Ctenolucius hujeta em coloração convencional com Giemsa (a, 

b), bandeamento cromossômico C (c, d) e Ag- RON (e). 

 

As sequências de DNAr 5S foram mapeadas nos braços longos do par 9 em fêmeas 

e machos, colocalizado com as repetições de DNAr 18S (Fig. 2, painel superior). 

Sequências teloméricas (TTAGGG)n foram observadas nas regiões terminais de todos os 

cromossomos, porém com maior acúmulo no par 9, além de uma sequência telomérica 

intersticial (ITS) no par 1, correspondendo ao bloco heterocromático presente nesses 

cromossomos, assim como com o sítio de DNAr no par 9 (Fig. 2, painel inferior). 
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Figura 2. Cariótipo de macho e fêmea de C. hujeta com marcadores cromossômicos moleculares. Double 

FISH com sondas de DNAr 18S (vermelho) e 5S (verde) e FISH com sonda de (TTAGGG)n (vermelho). 

 

A técnica de fiber-FISH produziu hibridações de boa qualidade, permitindo assim 

a determinação de vários sinais específicos em cada lâmina, sendo facilmente 

distinguíveis do fundo, mesmo sob condições de alto rigor. As análises de fiber-FISH 

revelaram que os DNAr 5S e 18S têm uma distribuição adjacente e sobreposta, tanto em 
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machos como em fêmeas. Esse padrão se repetiu várias vezes nos indivíduos aqui 

analisados, sempre seguindo o mesmo esquema (Fig. 3). 

 

Figura 3. Fiber-FISH mostrando clusters de DNAr 5S (verde) e 18S (vermelho) adjacentes e sobrepostos 

em fêmeas e machos de Ctenolucius hujeta. 

 

Discussão 

 Os dados citogenéticos para C. hujeta, combinados com os das espécies de 

Boulengerella (Souza e Sousa et al. 2017), apontam para uma conservação do número 

diploide em membros da família Ctenoluciidae. No entanto, isso se refere apenas ao 2n, 

uma vez que existem diferenças tanto no nível macro quanto microestrutural entre os 

cariótipos descritos até agora. Na verdade, o cariótipo de C. hujeta apresenta 

cromossomos mono e bi-armados, enquanto as espécies de Boulengerella possuem 

apenas cromossomos bi-armados (Souza e Sousa et al. 2017). Em geral, essas diferenças 

resultam de rearranjos cromossômicos, como inversões pericêntricas, translocações ou 

mesmo reposicionamento de centrômeros, que alteram a morfologia cromossômica, mas 

não o número diploide (Badaeva et al. 2007; Nergadze et al. 2007; Barros et al. 2017). 

 Um padrão semelhante também é exibido em duas espécies de Lebiasina, 

nomeadas L. bimaculata e L. melanoguttata (Lebiasinidae), consideradas entre os 

lebiasinídeos como as primeiras a divergirem filogeneticamente, apresentando cariótipos 

com 2n = 36m/sm, diferenciando-se assim de outras espécies de lebiasinídeos que 

possuem cromossomos mono e bi- armados (Sassi et al. 2019). Notavelmente, várias 

características cariotípicas de Lebiasina correspondem às das espécies de Ctenoluciidae. 

De fato, juntamente com a estrutura cariotípica, a aplicação de pintura cromossômica e 

hibridização comparativa do genoma indicou que as espécies de Lebiasina e 
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Boulengerella compartilham algumas sequências cromossômicas semelhantes (Sassi et 

al. 2019), apoiando assim o parentesco entre elas, bem como as relações filogenéticas 

entre as famílias Lebiasinidae e Ctenoluciidae (Oliveira et al. 2011; Betancur-R et al. 

2019). 

 A heterocromatina C-positiva foi encontrada nas regiões terminais e 

centroméricas dos cromossomos, semelhante ao encontrado nas espécies de 

Boulengerella (Souza e Sousa et al. 2017), embora com algumas pequenas diferenças. De 

fato, esse padrão de distribuição de heterocromatina é comum entre os Characiformes 

(Born e Bertollo 2000; Vicari et al. 2003; 2005; Souza e Sousa et al. 2017; Sassi et al. 

2019). No caso de C. hujeta é notável a co-localização de um bloco heterocromático com 

repetições ITS e DNAr 18S na região proximal do par cromossômico 1. Como essa região 

também contém o sítio RON ativo, o bloco heterocromático conspícuo desempenha 

algum papel na conservação da região do gene RNAr, que provavelmente foi inserido lá 

por um rearranjo cromossômico, conforme indicado pela ITS (Long e Dawid 1980). Vale 

ressaltar que as ITS podem surgir por meio de diversos mecanismos, mas em casos como 

esses, sua íntima ligação com o surgimento do rearranjo cromossômico parece ser uma 

explicação plausível. 

O cariótipo de C. hujeta também tem vários sítios de DNAr 18S e correspondentes 

à Ag-RON positiva, em contraste com espécies de Boulengerella, onde foi encontrado 

um único sítio de Ag-RON/DNAr 18S (Souza e Sousa et al. 2017). Sabe-se que todos os 

organismos superiores possuem pelo menos 1 par de cromossomos que contêm genes 

ribossomais e os expressam (Heslop-Harrison 2000), sendo as RONs simples 

consideradas um caráter plesiomórfico em peixes (Oliveira e Aguiar-Perecin 1999; 

Carvalho et al. 2012). Nesse caso, RONs múltiplas podem surgir de recombinações 

desiguais (Heslop-Harrison 2000), rearranjos cromossômicos (Belyayev et al. 2010) ou 

através de elementos móveis (Carducci et al. 2018). Levando isso em consideração, a 

presença de RONs simples e múltiplas nos cariótipos dos representantes de Boulengerella 

e C. hujeta, respectivamente, corrobora a hipótese filogenética de Oliveira et al. (2011), 

que Boulengerella ocupa uma posição basal em relação a Ctenolucius. 

Por outro lado, como mostrado pelo mapeamento de double FISH, as sequências 

de DNAr 5S ocorrem em um único local no genoma de C. hujeta, que co-localiza com o 

DNAr 18S no par 9. A análise de fiber-FISH revelou que esses genes estão intercalados 

nessa região. Essa é outra diferença entre os cariótipos de Boulengerella e Ctenolucius, 
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uma vez que as espécies de Boulengerella têm múltiplos sítios de DNAr 5S que não co-

localizam com o DNAr 18S. A co-localização dessas duas classes de DNAr não é vista 

como uma característica comum, uma vez que a dispersão dessas distintas famílias 

multigênicas é considerada resultado de eventos independentes (Britton-Davidian et al. 

2012; Sochorová et al. 2018), e pode estar associada ao silenciamento desses genes 

(Vicari et al. 2008; Barros et al. 2011; Traldi et al. 2013a). No entanto, em C. hujeta, a 

co-localização intercalada de DNAr 5S e 18S não levou a um processo de silenciamento 

gênico, uma vez que a atividade do gene 18S é demonstrada pela técnica Ag-RON, e o 

sítio 5S único do genoma é justamente aquele co-localizado com o DNAr 18S no par 9. 

Os telômeros são complexos de nucleoproteínas localizados nas extremidades dos 

cromossomos eucarióticos, cuja função é protegê-los de fusões e degradação de ponta a 

ponta, garantindo a replicação completa do DNA (De Lange 2002; Bolzán e Bianchi 

2006; Ocalewicz 2013). Além dos sítios esperados em todas as extremidades dos 

cromossomos de C. hujeta, sequências teloméricas também foram observadas, associadas 

à heterocromatina constitutiva e DNAr em alguns cromossomos (como ITS proximal no 

par 1 e nas regiões distais dos pares 9 e 12). Notavelmente, associação semelhante de 

repetições também ocorre nos genomas das espécies de Boulengerella e, portanto, é 

provável que seja uma característica ancestral da família que antecede a divergência dos 

gêneros Ctenolucius e Boulengerella. 

Assim, embora algumas características cromossômicas, como 2n, ainda 

permaneçam preservadas, várias outras diferenciações cariotípicas entre Boulengerella e 

Ctenolucius atestam a evolução cromossômica independente destes gêneros. 

Os dois gêneros de Ctenoluciidae: Boulengerella e Ctenolucius compartilham o 

mesmo 2n, mas suas estruturas cariotípicas e características genômicas diferem 

notavelmente. As diferenças entre os vários marcadores investigados, principalmente no 

número e distribuição dos genes RNAr 18S e 5S, e a sintenia entre eles, indicam que 

desde a divisão dos dois gêneros no Terciário, seu isolamento favoreceu sua divergência 

evolutiva. Por sua vez, a co-localização terminal de sequências teloméricas e 18S 

inseridas em sítios heterocromáticos, como encontrado no par 9 de C. hujeta e no par 18 

das espécies de Boulengerella, representa uma característica conservada. Dentro de 

Boulengerella, essa característica parece ter uma possível correlação com um sistema de 

cromossomos sexuais, associado exclusivamente ao heteromorfismo cromossômico 

encontrado em machos de Boulengerella, o qual não ocorre em C. hujeta. Além disso, o 
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2n compartilhado e a presença dos mesmos cariótipos em Boulengerella, Ctenolucius e 

Lebiasina fortalecem ainda mais as relações propostas entre essas duas famílias de peixes 

Characiformes. 
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Resumo 

Os elementos transponíveis são conhecidos pela sua capacidade de se mover pelo 

genoma, podendo criar cópias de si mesmo, durante o processo de mobilização, e se 

inserir em novas regiões, induzir a formação de polimorfismos cromossômicos, de 

rearranjos cromossômicos, variação na estrutura e expressão de genes. No presente 

trabalho realizamos o mapeamento cromossômico dos retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 

em Ctenolucius hujeta e em quatro espécies de Boulengerella (B. cuvieri, B. lateristriga, 

B. lucius e B. maculata). Os resultados evidenciaram um intenso acúmulo de Rex1, Rex3 

e Rex6 em regiões heterocromáticas e eucromáticas dos cromossomos de todas as 

espécies aqui estudadas, além disso, a associação de Rex1 e Rex3 aos DNAr 18S e 5S, 

compartilhada entre os ctenoluciídeos, desempenhou importante papel na dispersão dos 

sítios de DNAr 18S em C. hujeta e no surgimento do heteromorfismo cromossômico, 

evidenciado nos machos das espécies de Boulengerella. 

 

Palavras chave: Heteromorfismo cromossômico, FISH, Peixes neotropicais, 

retroelementos 
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Introdução 

Sequências repetitivas compreendem uma fração importante do genoma das 

espécies, podendo estar associadas ao surgimento de rearranjos cromossômicos 

(duplicações, deleções, inversões) e levar à formação de polimorfismos cromossômicos, 

variação na estrutura e expressão de genes ou, ainda, na diferenciação de cromossomos 

sexuais heteromórficos (Raskina et al. 2008; Pokorná et al. 2011; Piégu et al. 2015; 

Carducci et al. 2018). 

Em peixes, os elementos transponíveis (ETs) mais estudados são os 

retrotransposons Rex1, Rex3 e Rex6, inicialmente isolados do genoma de espécies do 

gênero Xiphophorus (Volff et al. 1999; 2000; 2001). Estes elementos móveis estão 

amplamente distribuídos no genoma eucarioto e comumente relacionados à evolução 

cariotípica de grandes grupos como os teleósteos (Carducci et al. 2018; Schneider et al. 

2013b). O mapeamento de tais sequências possibilitou a compreensão de importantes 

novidades evolutivas ao longo das últimas décadas, como em Erythrinus erythrinus 

(Characiformes), onde a co-localização do Rex3, DNAr 5S e (TTAGGG)n na posição 

centromérica do grande cromossomo Y metacêntrico, no cariomorfo D, foi associada a 

processos que culminaram na diferenciação deste cromossomo, neste cariomorfo (Cioffi 

et al. 2010). Outro exemplo é o que ocorre em Cynodon gibbus (Characiformes), onde 

sequências de Rex6 foram associadas ao processo de heterocromatinização do 

cromossomo sexual W e a um provável envolvimento no processo de dispersão dos 

motivos microssatélites (CA)15 e (CAC)10 acumulados na pequena porção heterocromática 

do W, que levou à variação no tamanho dessas sequências, por recombinação ectópica 

(Pinheiro-Figliuolo et al. 2020). 

Para a família Ctenoluciidae ainda não existem dados de localização cromossômica 

de ETs, no entanto, a associação de sequências repetitivas (TTAGGG)n a DNAr 18S e 

5S foi evidenciada em espécies de Boulengerella e em Ctenolucius hujeta (Sousa e Souza 

et al. 2017; 2021), sendo este caráter considerado, pelos autores, como sendo uma 

característica ancestral compartilhada entre as espécies desta família. Além disso, o par 

cromossômico 18 das espécies de Boulengerella apresentam um heteromorfismo de 

tamanho entre machos e fêmeas, relacionado à constrição secundária, o qual apresenta 

um grande bloco de sequência telomérica associado a DNAr 18S que, a princípio, os 

autores sugerem tratar-se de um possível sistema de cromossomos sexuais do tipo XX/XY 

(Sousa e Souza et al. 2017). 
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Tendo em vista que a associação de DNAs repetitivos em Ctenoluciidae parece ter 

tido um papel fundamental na evolução cariotípica da família, no presente estudo 

mapeamos os TEs Rex1, Rex3 e Rex6 em espécies de Boulengerella e em Ctenolucius 

hujeta a fim de entender como esses retroelementos se comportam no genoma desses 

organismos e sua influência na evolução cromossômica do grupo. 

 

Material e Métodos 

Amostragem e citogenética convencional 

Foram estudados, citogeneticamente, machos e fêmeas de cinco espécies de 

Ctenoluciidae. As espécies de Boulengerella foram coletadas na bacia amazônica: B. 

lateristriga (7 machos, 7 fêmeas), coletada em Novo Airão (2°37′28.5′′S, 60°58′16.8′′W); 

B. cuvieri (6 machos, 8 fêmeas), coletada no Rio Negro, próximo ao lago Catalão 

(3°10′30.8′′S, 59°56′30.3′′W); B. maculata (7 machos, 8 fêmeas), coletada no Rio Negro, 

próximo ao lago Catalão e em Anavilhanas (2°33′28.4′′S, 60°46′29.7′′W); B. lucius (6 

fêmeas e 6 machos), coletada à jusante da hidrelétrica de Balbina, no rio Uatumã 

(1°55′02.2′′S, 59°28′23.7′′W). Os exemplares de C. hujeta (6 machos e 4 fêmeas) foram 

obtidos no comércio de aquários. Todos os espécimes foram depositados na Coleção de 

Peixes do INPA, seguindo as seguintes numerações: Boulengerella (INPA-ICT 053246, 

053247, 053248, 053249, e 053250) Ctenolucius (INPA-ICT 059514). As metáfases 

mitóticas foram obtidas de células da porção anterior do rim após tratamento in vitro com 

colchicina (Gold et al. 1990). 

 

Preparação da sonda e FISH 

O DNA genômico, utilizado em todas as etapas metodológicas, foi extraído a 

partir de tecido do músculo fixado em álcool 96%, de acordo com protocolo estabelecido 

pelo Kit de extração Wizard® Genomic DNA Purification- Promega. O DNA extraído 

foi submetido a uma eletroforese em gel de agarose 0,1%, corado com Gel Red (Biotium), 

para a verificação quanto ao grau de integridade deste DNA. Os retroelementos Rex1, 

Rex3 e Rex6 foram amplificados por Reação em Cadeia da Polimerase (PCR), utilizando 

os seguintes primers: RTX1-F1 (5’-TTC TCC AGT GCC TTC AAC ACC-3’) e RTX1-

R1 (5’-TCC CTC AGC AGA AAG AGT CTG CTC-3’) (Volff et al. 2000); RTX3-F3 

(5’- CGG TGA YAA AGG GCA GCC CTG-3’) e RTX3-R3 (5’-TGG CAG ACN GGG 

GTG GTG GT-3’) (Volff et al. 1999); Rex6-Medf1 (5’TAA AGC ATA CAT GGA GCG 
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CCAC) e Rex6-Medf2 (5’AGG AAC ATG TGT GCA GAA TATG-3’) (Volff et al. 

2001). 

A hibridização in situ fluorescente (FISH) seguiu o protocolo descrito por Pinkel 

et al. (1986), com condição de estringência de 77%. Os produtos da PCR dos 

retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 foram marcados por nick translation com 

digoxigenina-11- dUTP (Dig-Nick Translation mix; Roche), seguindo as instruções do 

fabricante. A detecção dos sinais de hibridização foi realizada com anti digoxigenina-

rodamina (Roche Applied Science). Em seguida, os cromossomos foram contracorados 

com DAPI, analisados em microscópio de epifluorescência Olympus. 

 

Análises cromossômicas 

Pelo menos 20 metáfases de cada indivíduo foram analisadas para confirmar os 

padrões de distribuição dos retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 nos cromossomos. As 

imagens foram obtidas, utilizando um microscópio Olympus BX51 (Olympus 

Corporation, Ishikawa, Japão), equipado com CoolSNAP. As melhores metáfases foram 

fotografadas e os cariótipos montados no programa Adobe Photoshop CS6. Os 

cromossomos foram classificados como metacêntricos (m) ou submetacêntricos (sm), 

seguindo a classificação proposta por Levan et al. (1964), a partir da razão de braços. 

 

Resultados 

Os elementos transponíveis Rex1, Rex3 e Rex6 apresentaram um padrão disperso 

com acúmulos em alguns cromossomos, tanto em regiões heterocromáticas como 

eucromáticas. O Rex1 está presente em todas as espécies aqui analisadas, exceto em B. 

lateristriga; já o Rex3 foi evidenciado em todas as espécies de Boulengerella e em C. 

hujeta e o Rex6 esteve presente em três espécies, exceto B. lucius e C. hujeta (Figuras 1, 

2 e 3, respectivamente). 

O Rex1 apresentou um padrão disperso ao longo de todos os cromossomos nas 

espécies analisadas. Em B. lucius apesar de apresentar um padrão disperso podemos 

observar regiões mais compartimentalizadas deste retroelemento, diferindo das outras 

duas espécies do gênero. Em contrapartida, em C. hujeta o Rex1 se encontra em blocos 

localizados preferencialmente nas porções terminais e centromérica da maioria dos 

cromossomos (Figura 1). 
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Figura 1. Mapeamento cromossômico do ET Rex1 em Ctenoluciidae: a) Boulengerella cuvieri, b) B. lucius, 

c) B. maculata, d) Ctenolucius hujeta. 

 

Nas espécies de Boulengerella e Ctenolucius hujeta o Rex3 apresentou-se disperso 

ao longo de todos os pares cromossômicos, formando pequenos blocos nas regiões 

terminais e intersticiais de alguns pares cromossômicos (Figura 2). 
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Figura 2. Mapeamento cromossômico do ET Rex3 em Ctenoluciidae: a) Boulengerella cuvieri, b) B. 

lateristriga, c) B. lucius, d) B. maculata, e) e f) Ctenolucius hujeta. 

 

O Rex6 apresentou-se preferencialmente em blocos, sendo possível observar 

blocos conspícuos na região terminal dos pares 1, 3 e 11 e intersticial nos pares 1, 8, 9, 

10 e 16 de B. cuvieri. Em B. maculata este ET apresentou acúmulo preferencial na região 

centromérica de vários cromossomos, em especial nos pares 1, 3, 6, 8, 10, 11 e 13. Já, em 

B. lateristriga este ET apresentou-se disperso em todos os cromossomos do complemento 

(Figura 3). 
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Figura 3. Mapeamento cromossômico do ET Rex 6 em Ctenoluciidae: a) Boulengerella cuvieri, b) B. 

lateristriga e c) B. maculata. 
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Discussão 

Nossos resultados revelaram diferenças em relação à presença ou ausência dos 

retroelementos, quantidade de sítios de hibridização, bem como local e intensidade das 

hibridizações dos elementos transponíveis Rex1, Rex3 e Rex6 em espécies de 

Boulengerella e em C. hujeta, sugerindo que estes ETs seguiram vias evolutivas 

independentes ao logo da evolução cariotípica dos Ctenoluciídeos. 

O padrão disperso de distribuição dos Rex1, Rex3 e Rex6 nas regiões de 

heterocromatina e eucromatina dos cromossomos, como evidenciado nos ctenoluciídeos, 

parece ser comum entre os peixes, por exemplo em Rachycentron canadum (Costa et al. 

2013), Astyanax fasciatus (Pansonato-Alves et al. 2013), Triportheus trifurcatus (Yano 

et al. 2014), Astyanax bockmanni (Daniel et al. 2015), Cichla kelberi e Cichla piquiti 

(Freitas et al. 2017), Rhaphiodon vulpinus e Hydrolycus armatus (Pinheiro-Figliuolo et 

al. 2021). A localização dos ETs em região heterocromática é descrita como um 

mecanismo epigenético, que atua evitando a propagação excessiva dos retroelementos no 

genoma hospedeiro (Richards et al. 2010; Favarato et al. 2017; Carducci et al. 2018), 

uma vez que, a localização desses elementos em regiões eucromáticas pode gerar 

mutações que afetem os níveis de expressão gênica e os padrões de recombinação do 

DNA, ou ainda, interferir na organização da arquitetura genômica (Le Rouzic e Capy 

2005; Favarato et al. 2017). Nesse sentido, podemos inferir que a localização destes TEs 

em região eucromática tenha induzido rearranjos cromossômicos tais como inversão, 

deleção, duplicação e translocação, que culminou nas diferenças cariotípicas 

evidenciadas entre os Ctenoluciídeos (Sousa e Souza et al. 2017; 2021). 

O Rex3 foi o único ET presente em todas as espécies analisadas de Ctenoluciidae 

e parece desempenhar importante papel na evolução cariotípica desta família, podendo 

neste sentido conferir resistência ao hospedeiro, promovendo assim, vantagem adaptativa 

na conquista de novos nichos (da Silva et al. 2016; Carducci et al. 2018), mantendo-se 

no genoma dessas espécies, provavelmente, devido à sua associação aos DNAr 5S e 18S. 

Entre os peixes teleósteos, este retroelemento apresenta ampla distribuição, tendo sido 

evidenciado em espécies das ordens Cyprinodontiformes, Cypriniformes, Esociformes, 

Anguilliformes (Volff et al. 2001), Perciformes (Volff et al. 2001; Ozouf-Costaz et al. 

2004; Teixeira et al. 2009; Mazzuchelli e Martins 2009; Valente et al. 2011), 

Tetraodontiformes (Dasilva et al. 2002), Siluriformes (Ferreira et al. 2011; Favarato et 
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al. 2019) e Characiformes (Cioffi et al. 2010; Pinheiro-Fiugliolo et al. 2021; Sousa e 

Souza et al. presente trabalho). 

É notável a associação dos retroelementos, em especial Rex1 e Rex3, aos DNAr 

18S e 5S em Ctenolucius hujeta e ao DNAr 18S em Boulengerella spp (Figura 4). 

Entretanto, estas associações seguiram vias evolutivas independentes e se manifestaram 

de forma distinta entre C. hujeta e Boulengerella spp. A co-localização de ETs com 

sequências de DNAr 18S e 5S não é exclusiva dos Ctenoluciídeos, já tendo sido 

evidenciada em Hisonotus leucofrenatus (Ferreira et al. 2011), Erythrinus erythrinus 

(Cioffi et al. 2010), Astyanax bockmanni (Silva et al. 2013), Astyanax fasciatus 

(Pansonato-Alves et al. 2013), Ancistrus spp. (Favarato et al. 2017), sugerida como sendo 

um importante fator na dispersão das sequências de DNAr na espécie hospedeira e/ou na 

diferenciação dos cromossomos sexuais. 

Em Ctenolucius hujeta, a localização sintênica dos DNAr 18S e 5S na região 

terminal do par 9 pode ter induzido o recrutamento de DNAs repetitivos, a exemplo da 

sequência telomérica, que é evidenciada como um bloco conspícuo nesta região (Sousa e 

Souza et al. 2021). Neste sentido, podemos inferir que a condição sintênica (DNAr 

18S/5S/(TTAGGG)n) em C. hujeta atuou como hotspot cromossômico, atraindo assim 

sequências repetitivas, tais como os retroelementos Rex1 e Rex3. A localização sintênica 

dos Rex1 e Rex3, adjacente à sequência do DNAr 18S, localizada na porção terminal do 

par 9, teria facilitado o processo de transposição pelo mecanismo “copia e cola”, levando 

uma cópia deste DNAr 18S para a região intersticial do braço curto do par 1 e para o 

braço curto de um dos homólogos do par 12 (Figura 4). Esse tipo de transposição de 

sequências gênicas ocorre, devido à capacidade dos genes codificantes de formarem 

complexos com elementos transponíveis e se dispersarem pelo genoma hospedeiro (Jiang 

et al. 2004; Zhang et al. 2008; Silva et al. 2013). 
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Figura 4. Representação esquemática dos possíveis eventos de dispersão do DNAr 18S, mediados pelos 

Rex1 e Rex3 nos Ctenoluciídeos. Nas espécies de Boulengerella: (a) Condição ancestral; (b) invasão de 

sequências repetitivas; (c) heterocromatinização da região da constrição secundária; (d) deleção de parte da 

constrição secundária de um dos homólogos do par 18 nos machos. Em Ctenolucius hujeta: (a) condição 

ancestral do par 9 em machos e fêmeas; (b) invasão de sequências repetitivas; (c) Dispersão do DNAr 18S, 

mediada pelos Rex1 e Rex3; (d) transposição de sequência de DNAr 18S para região intersticial do braço 

curto do par 1 e para o braço curto de um dos homólogos do par 12. 

 

Em Boulengerella spp., por outro lado, a associação Rex1 e Rex3/DNAr 18S 

induziu a formação do heteromorfismo de tamanho da contrição secundária entre machos 

e fêmeas. Vale ressaltar que o heteromorfismo de tamanho da contrição secundária é 

comum entre os peixes, ocorrendo em ambos os sexos, e por este motivo não é associado 

a cromossomos sexuais (Mondin et al. 2007; Kasahara 2009; Cerqueira et al. 2019). 

Entretanto, em B. cuvieri, B. lateristriga, B. lucius e B. maculata este heteromorfismo 

ocorre apenas na constrição secundária dos machos, fato que nos induziu a hipotetizar 

que o acúmulo de TEs em sintenia com DNAr 18S nestas espécies poderia ter recrutado 
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alguma sequência sexo-específica, que é expressa em um dos homólogos do par 18 dos 

machos (Sousa e Souza et al. 2017). 

No entanto, além de impedir a propagação excessiva de retroelementos no genoma 

do hospedeiro, bem como a transposição de sequências de DNAr 18S em associação com 

retroelementos, essa região sofreu heterocromatinização, o que resultou na deleção de 

parte da constrição secundária de um dos homólogos do par 18 nas espécies de machos 

de Boulengerella, bem como a heterocromatinização desta região nas fêmeas. Nesse 

sentido, essa região pode estar ligada a um processo de diferenciação inicial dos 

cromossomos sexuais. Vale lembrar que os Rex, embora possuam nomes semelhantes, 

diferem nos mecanismos de transposição e atuação (Volff et al. 2001), tendo, portanto, 

uma evolução diferente entre espécies (Volff et al. 1999; 2000; 2001). Nesse sentido, o 

padrão de distribuição disperso do Rex6 em B. maculata e B. lateristriga e em blocos em 

B. cuvieri pode ser explicado pela maneira com que este retroelemento interage com o 

genoma hospedeiro. Ainda, vale ressaltar que a presença de retroelemento do tipo Rex 

não é uma condição obrigatória no genoma eucarioto. Assim, a ausência de Rex6 em B. 

lucius e C. hujeta pode ser uma característica da história evolutiva dessas espécies ou 

ainda, reflexo das pressões ambientais vivenciadas por essas espécies para ocupação e 

sobrevivência em novos nichos, como observado em espécies de Leporinus (L. elongatus, 

L. obtusidens, L. macrocephalus, L. striatus, L. lacustres e L. friderici), em que foi 

evidenciado diferentes padrões de distribuição de Rex1e Rex3 e ausência de Rex6 em 

todas as espécies (Borba et al. 2013). 

A hibridização dos retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 em espécies de 

Boulengerella e em C. hujeta, revelou que estes apresentan-se dispersos nas regiões 

heterocromáticas e eucromáticas e desempenharam importante papel na evolução 

cariotípica desta familia, mantendo-se no genoma desses indivíduos por associação aos 

DNAr 18S e 5S. A associação desses retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 aos DNAr 18S e 

5S nas espécies de Boulengerella e em C. hujeta induziu a formação de hotspot 

cromossômicos, que em Ctenolucius hujeta impulsionou a dispersão e a formação dos 

múltiplos sítios do DNAr18S evidenciados nesta espécie, através do mecanismo “copia e 

cola”. Já, nas espécies de Boulengerella a formação de hotspot cromossômico associado 

ao DNAr 18S levou à heterocromatinização dessa região como mecanismo de defesa, 

atuando contra a dispersão desta sequência de DNAr. Esta heterocromatinização, por sua 

vez, se apresenta de forma heteromórfica entre machos e fêmeas deste gênero, podendo 
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estar associado a um processo inicial de diferenciação dos cromossomos sexuais neste 

gênero. 
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Resumo 

Microssatélites são sequências curtas repetidas in tandem, que compreendem uma 

fração importante do genoma eucarioto, são considerados altamente polimórficos devido 

à elevada taxa de mutação e considerados bons marcadores para estudos citogenômicos 

de indivíduos e populações. Estudos citogenômicos em espécies de Ctenoluciidae, uma 

pequena família de peixes Neotropicais de água doce, evidenciaram forte associação de 

sequências teloméricas e retroelementos aos DNAr 18S e 5S, sendo proposto que essas 

sequências provavelmente desempenharam um importante papel na estrutura do genoma 

dos Ctenoluciídeos. Na tentativa de desenvolver um quadro mais abrangente da evolução 

cariotípica e genômica ocorrida em Ctenoluciidae, realizamos mapeamento 

cromossômico de sequências microssatelites, hibridização genômica comparativa (CGH) 

e experimentos de pintura cromossômica entre espécies (Zoo-FISH) para explorar a 

divergência intergenômica em escala cromossômica utilizando 5 das 7 espécies 

atualmente descritas para esta família. Os resultados permitiram: (I) acompanhar as 

relações evolutivas dentro da família; (II) mostrar que sequências repetitivas de DNA 

possuem diferentes padrões de distribuição e acúmulo entre os Ctenoluciídeos, 

provavelmente promovendo diferenciação cromossômica e diversidade nesta família de 

peixes; e (III) confirmar as prováveis relações filogenéticas/evolutivas entre os grupos 

Ctenoluciidae e Lebiasinidae.  

 

Palavras chave: Peixes neotropicais, Microssatélites, FISH, WCP, GATA, CGH 
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Introdução 

Microssatélites ou sequências de repetições simples (SSRs) são motivos de 1 a 6 

nucleotídeos repetidos in tandem, que compreendem uma fração importante do genoma 

eucarioto (Tautz e Renz 1984). Devido à elevada taxa de mutação, SSRs são considerados 

altamente polimórficos e bons marcadores moleculares para estudos citogenômicos de 

indivíduos e populações (Heslop-Harrison 2000; Liu et al. 2013; Silva et al. 2014). 

Em peixes Neotropicais, o mapeamento de SSRs, ao longo das últimas décadas, 

tem demonstrado que essas sequências repetitivas desempenham papel importante na 

evolução genômica dos peixes de água doce e nos processos de diferenciação de 

cromossomos sexuais (Kubat et al. 2008; Cioffi et al. 2012; Yano et al. 2014; Freitas et 

al. 2018; Moraes et al. 2019; Leite et al. 2022). Nesse sentido, a hibridização genômica 

comparativa (CGH) e a pintura de cromossomos inteiros (WCP) vêm auxiliando os 

citogeneticistas em diversos tipos de estudos, como na comparação de genomas entre 

espécies simpátricas (Symonová et al. 2013), na localização de regiões cromossômicas 

sexo-específicas (Freitas et al. 2017), na investigação de homologias entre cromossomos 

de diferentes espécies (Symonová et al. 2013; Moraes et al. 2017; Sember et al. 2018; 

Sassi et al. 2019; Moraes et al. 2019; Sember et al. 2020; Leite et al. 2022), na evidência 

da origem e diferenciação de sistemas de cromossomos sexuais e Bs (Phillips et al. 2001; 

Fantinatti et al. 2012; Freitas et al. 2017; Sassi et al. 2019; Moraes et al. 2019; Sember et 

al. 2020; Leite et al. 2022), na caracterização da composição molecular dos cromossomos 

(Yano et al. 2017) e em estudos citotaxonômicos (de Moraes et al. 2017; Sember et al. 

2018; Sassi et al. 2019; Moraes et al. 2019; Sember et al. 2020; Leite et al. 2022). 

Em Ctenoluciidae, uma pequena família de peixes neotropicais de água doce, com 

sete espécies válidas, investigações citogenômicas relataram forte associação de 

sequências teloméricas e retroelementos aos DNAr 18S e 5S em todas as espécies 

analisadas até o momento, sendo proposto que essas sequências provavelmente 

desempenhem um importante papel na estrutura do genoma dos Ctenoluciídeos (Sousa e 

Souza et al. 2017; 2021; in prep.). Neste estudo, na tentativa de desenvolver um quadro 

mais abrangente da evolução cariotípica e genômica ocorrida em Ctenoluciidae, 

realizamos mapeamento cromossômico de sequências microssatelites, hibridização 

genômica comparativa (CGH) e experimentos de pintura cromossômica entre espécies 

(Zoo-FISH) para explorar a divergência intergenômica em escala cromossômica 

utilizando 5 das 7 espécies atualmente descritas para esta família.  
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Material e Métodos 

As espécies, pontos de coleta e quantidade de exemplares analisados estão 

descritos na tabela abaixo.  

Tabela 1. Espécies, sexo, quantidade e locais de coleta dos indivíduos analisados. 

Espécies Exemplares Localidade Vouchers 

Boulengerella cuvieri 6 ♂ and 8 ♀ 

Rio Negro, Amazonas, Manaus, 

Brasil 

(3°10′30.8′′S, 59°56′30.3′′W) 

INPA-ICT 053247 

 

Boulengerella lateristriga 7 ♂ and 7 ♀ 

Novo Airão, Amazonas, 

Manaus, Brasil 

(2°37′28.5′′S, 60°58′16.8′′W) 

INPA-ICT 053246 

 

Boulengerella lucius 6 ♂and 6 ♀ 
UHE Balbina, Amazonas, Brasil 

(1°55′02.2′′S, 59°28′23.7′′W) 

INPA-ICT 053248 

 

Boulengerella maculata 7 ♂ and 8 ♀ 
Anavilhanas, Amazonas, Brasil 

(2°33′28.4′′S, 60°46′29.7′′W) 

INPA-ICT 053249 

 

Ctenolucius hujeta 6 ♂ and 4 ♀ Aquarista 
INPA- ICT 059514 

 

 

Os peixes foram mantidos em aquários aerados e após 12h de estimulação com 

fermento biológico (Oliveira et al. 1988) foram eutanasiados em uma solução de Eugenol 

10%, seguindo as recomendações das Diretrizes da Prática da Eutanásia do CONCEA 

(CONCEA 2013), para coleta dos tecidos para análise citogenética. As metáfases 

mitóticas foram obtidas de células da porção anterior do rim após tratamento in vitro com 

colchicina (Gold et al. 1990; Bertollo et al. 2015). 

Preparação da sonda e FISH 

O DNA genômico, utilizado em todas as etapas metodológicas, foi extraído a 

partir de tecido do músculo fixado em álcool 96%, de acordo com protocolo estabelecido 

pelo Kit de extração Wizard® Genomic DNA Purification- Promega. O DNA extraído 

foi submetido a uma eletroforese em gel de agarose 1 %, corado com Gel Red (Biotium) 

para a verificação quanto ao grau de integridade deste DNA. Os seguintes microssatélites 

foram utilizados como sondas: d(GATA)7, d(CAC)10, d(CAA)10, d(CAT)10 e d(GAG)10. 

Essas sequências foram marcadas diretamente com Cy3 na extremidade 5' durante a 

síntese, por VBC-Biotech (Viena, Áustria), segundo Kubat et al. (2008). 

A hibridização in situ fluorescente (FISH) das sondas de microssatélites foram 

baseadas no protocolo de Pinkel et al. (1986), com algumas modificações. As lâminas 

foram lavadas em solução PBS 1X por 5min e fixadas em formaldeído 1% por 10min. 
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Em seguida foram novamente lavadas em solução PBS 1X por 5min e desidratadas em 

série alcoólica (70, 85 e 100%) por 5 min em cada concentração. Após secas, as lâminas 

foram desnaturadas em formamida a 70%/2xSSC a 70 °C e desidratadas em série 

alcoólica (70, 85 e 100%), por 5 min cada. Subsequentemente foi realizada a desnaturação 

do mix de hibridização, contendo 1μL do microssatélite marcado+20μL da solução DS 

por lâmina, em Termobloco por 10 min a 99 °C. Após a desnaturação, a sonda foi 

colocada em cada lâmina, a qual foi levada para uma câmara úmida, contendo água 

destilada a 37 °C por 24h, para hibridização. Os cromossomos foram contracorados com 

DAPI (1,2 μg/mL) e a lâmina montada com antifade (Vector, Burlingame, CA, EUA). 

 

Hibridização genômica comparativa (CGH) 

A técnica de CGH foi realizada de acordo com a metodologia descrita por 

Symonová et al. (2015) e Sassi et al. (2022), para comparações intra e interespecíficas 

entre machos e fêmeas das quatro espécies de Boulengerella (B. cuvieri, B. lateristriga, 

B. lucius e B. maculata) e entre Ctenolucius hujeta. Para isso utilizamos os DNAs 

genômicos de machos e fêmeas, obtidos de acordo com protocolo estabelecido pelo Kit 

de extração Wizard® (Promega).  

Dois delineamentos experimentais foram usados para este estudo. O primeiro 

ensaio foi focado em comparações intraespecífica entre machos e fêmeas das espécies de 

Boulengerella. Para isso, usamos o gDNA de machos e fêmeas de B. cuvieri, B. 

lateristriga, B. lucius e B. maculata, marcando o gDNA dos machos com Atto550-dUTP 

e das fêmeas com Atto488-dUTP, segundo as recomendações do fabricante (Jena 

Biosciences, Jena, Alemanha). 

Para o bloqueio de sequências repetitivas utilizamos o C0t-1 DNA em todos os 

experimentos, o qual corresponde à fração de gDNA enriquecida para sequências alta e 

moderadamente repetitivas, preparado conforme Zwick et al. (1997). O mix final para 

cada lâmina foi composto de 500ng de gDNA de machos, 500ng de gDNA das fêmeas e 

15µg de C0t-1 DNA. As sondas foram precipitadas com etanol, seguido da mistura dos 

pellets secos com um tampão de hibridização, contendo formamida 50%, 2xSSC, dodecil 

sulfato de sódio 10%, sulfato dextrano 10% e tampão Denhardt’s (1% Ficoll, 1% 

polivinilpirrolidona e 1% albumina do soro bovino) com pH corrigido para 7,0. 

No segundo experimento realizamos comparações interespecíficas, utilizando a 

espécie Boulengerella cuvieri como base e hibridizamos os genomas de B. lateristriga, 
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B. lucius, B. maculata e do gênero irmão Ctenolucius hujeta. Para isso sondas derivadas 

do genoma de fêmeas de B. cuvieri foram marcadas com Atto550-dUTP (vermelho) e as 

sondas derivadas do genoma de fêmeas das espécies a serem comparadas com Atto488-

dUTP (verde) por Nick-Translation, seguindo as informações do fabricante (Jena 

Biosciences, Jena, Alemanha). Como bloqueador de regiões repetitivas, utilizamos o C0t-

1 DNA não marcado, obtido a partir do genoma dos machos. Para cada experimento, o 

mix de hibridização foi composto por 10µL da sonda do gDNA de fêmea de cada espécie 

+ 30µg do C0t, sendo 15µg por espécie. A hibridização ocorreu por 72h em câmara úmida 

a 37 °C. Após esse período, foram realizadas duas lavagens sob agitação com 1×SSC a 

65 °C por 5 min, seguido de uma lavagem com 4×SSC/Tween à temperatura ambiente, 

também por 5 min. Por fim, as lâminas foram lavadas em 1×PBS por 1 min e desidratadas 

em série alcoólica de 70%, 85% e 100%, por 2 min em cada (Sassi et al. 2022). Após a 

secagem completa ao ar, os cromossomos foram contracorados com 20µL de DAPI 

montado em Vectashield (Vector Laboratories, Burlingame, USA). 

 

Microdissecção cromossômica, preparo das sondas e experimentos de Zoo-FISH 

O maior par cromossômico (par 1) de Boulengerella maculata e Lebiasina 

bimaculata foram microdissectados e utilizados como sondas em análises de pintura 

cromossômica, uma vez que, sua identificação é segura para realizar a microdissecção. 

Assim, este cromossomo foi microdissectado a partir de cerca de 20 metáfases de fêmeas, 

utilizando a metodologia descrita por Yang et al. (2009), com pequenas modificações. Os 

cromossomos foram amplificados em uma solução contendo 100mM de dNTPs, 5mM de 

primer DOP GMW (5 '-CCGACTCGAGNNNNNNATGTGG-3’) e tampão de diluição 

Sequenase (24mM Tris HCl, pH 7,5,12mM MgCl2, 30mM NaCl). O processo de 

amplificação foi realizado em um termociclador (Axygen Therm-1000). Os oito 

primeiros ciclos de amplificação foram realizados, utilizando a DNA polimerase T7 

(USB, Cleveland, EUA), com o seguinte programa: 90 °C /1 min; 25 °C /2 min; 34 °C /2 

min. Um passo inicial de desnaturação a 92 °C, por 5 min, foi adicionado a cada ciclo 

para inativar a atividade da proteinase K; 0,3U de Sequenase foi adicionada a cada ciclo 

durante a etapa de reanelamento. Em seguida, foram adicionados 50µL de um mix 

contendo 0,1U Taq polymerase, 0,2mM dNTPs, 20μM DOP primer, 25mM MgCl2 e 

34,23μL de água para PCR, e 33 ciclos de amplificação foram realizados com o seguinte 
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programa: 92 °C /1 min; 56 °C /2 min; 72 °C /2 min, seguido por uma etapa de extensão 

final de 5 minutos a 72 °C. 

Posteriormente, ambas as sondas dos cromossomos foram marcadas por PCR. A 

sonda do cromossomo 1 de L. bimaculata (LEB1) foi marcada com Spectrum-Green 

dUTP (Vysis, Downers Grove, USA) e a sonda do cromossomo 1 de B. maculata (BOU1) 

com Spectrum-Orange dUTP (Vysis, Downers Grove, EUA), em 30 ciclos de DOP-PCR, 

utilizando 1μL dos produtos iniciais de amplificação por DOP-PCR (Yang et al. 2009). 

Os experimentos de Zoo-FISH foram realizados de acordo com protocolo descrito por 

Yano et al. (2017). 

 

Análises cromossômicas 

Pelo menos 30 metáfases de cada indivíduo foram analisadas para a estrutura do 

cariótipo e os padrões de distribuição de sequências de DNAs repetitivos nos 

cromossomos. As imagens foram obtidas, utilizando um microscópio Olympus BX51 

(Olympus Corporation, Ishikawa, Japão), equipado com CoolSNAP. As melhores 

metáfases foram fotografadas e os cariótipos montados no programa Adobe Photoshop 

CS6. Os cromossomos foram classificados como metacêntricos (m) ou submetacêntricos 

(sm), seguindo a classificação proposta por Levan et al. (1964), a partir da razão de 

braços. 

 

Resultados 

 As características cromossômicas como cariótipo, fórmula cariotípica e número 

fundamental, das espécies aqui analisadas, estão descritas em Sousa e Souza et al. (2017; 

2021), ou seja, 2n= 36 cromossomos, NF= 72 em Boulengerella spp. e 2n= 36 

cromossomos, NF= 68 em Ctenolucius hujeta. Aqui apresentamos os resultados da 

distribuição das sequências microssatélites utilizadas, do CGH e do WCP em quatro 

espécies de Boulengerella e em Ctenolucius hujeta. 

Em B. lateristriga, B. maculata e B. lucius o microssatélite d(GATA)7 apresentou 

marcações dispersas, com acúmulo preferencial na porção telomérica de todos os 

cromossomos, em machos e fêmeas, sendo que alguns cromossomos tiveram marcações 

intersticiais e biteloméricas. Ressaltamos a marcação proximal dos braços curtos do par 

10 e da região terminal dos braços longos do par 18 onde, na fêmea esta região parece 

estar duplicada e em B. lucius destacamos ainda a marcação centromérica do par 04 
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(Figura 1). Ainda, pequenas diferenças foram encontradas entre os indivíduos. Já, em B. 

cuvieri o microssatélite d(GATA)7 está presente apenas no par cromossômico 18, na 

porção terminal, em machos e fêmeas (Figura 1). 

 

Figura 1. Cariótipo de machos e fêmeas de Boulengerella lateristriga, B. maculata, B. lucius e B. cuvieri 

submetidos à FISH com a sonda (GATA)7. Os sinais de (GATA)7 são mostrados com rodamina (vermelho) e os 

cromossomos contra corados com DAPI (azul). A barra= 10 µm, no canto inferior direito vale para todos os 

cariótipos analisados. 

 

Em B. cuvieri não foram evidenciados sítios ativos dos microssatélites d(GAG)10 

e d(CAA)10. O microssatélite d(CAC)10 apresentou marcações teloméricas em 05 pares e 

o microssatélite d(CAT)10 apresentou marcação telomérica em apenas um par 

cromossômico (Figura 2). 

Em B. lateristriga os microssatélites d(GAG)10 e d(CAA)10 apresentaram 

marcações com acúmulo preferencial nas regiões terminais e centroméricas de todos os 



 

55 

 

cromossomos do complemento. O microssatélite d(CAC)10 apresentou marcações 

terminais em dois pares, intersticial no braço longo de dois pares, sendo um deles o par 

18 (seta). Nenhum sítio detectável do microssatélite d(CAT)10 foi evidenciado em B. 

lateristriga (Figura 2). 

Em B. lucius, o microssatélite d(GAG)10 apresentou marcações teloméricas em 4 

pares, o microssatélite d(CAA)10 não foi evidenciado e o microssatélite d(CAC)10 

apresentou marcações teloméricas em praticamente todos os cromossomos do 

complemento, com acúmulo na constrição secundária localizada no par 18 (seta). O 

microssatélite d(CAT)10 apresentou marcação telomérica apenas em um par (Figura 2). 

Em B. maculata o microssatélite d(GAG)10 apresentou marcações biteloméricas 

na maioria dos cromossomos do complemento, com acúmulo na região terminal do par 

18 (seta). O microssatélite d(CAA)10 não apresentou sítios detectáveis, o microssatélite 

d(CAC)10 apresentou marcações teloméricas em 05 pares e o microssatélite d(CAT)10 

apresentou marcações teloméricas em todos os cromossomos, além de marcação 

intersticial nos braços longos e curtos de um par e biteloméricas em três pares (Figura 

2). 
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Figura 2. Mapeamento cromossômico de diferentes microssatélites em Boulengerella cuvieri, B. 

lateristriga, B. lucius e B. maculata. Placas metafásicas hibridizadas com as sondas microssatélites 

d(GAG)10; d(CAA)10; d(CAC)10 e d(CAT)10 (vermelho), mostrando o padrão de distribuição colunas (1-4) 

respectivamente. As setas indicam a localização do par cromossômico (18). A barra= 10 µm, no canto 

inferior direito vale para todos os cariótipos analisados. 

 

Em C. hujeta o microssatélite d(GATA)7 apresentou marcações apenas no par 

cromossômico 1, na região proximal do braço curto tanto em machos como em fêmeas. 

Os microssatélites d(GAG)10 e d(CAC)10 não foram evidenciados e o microssatélite 

d(CAA)10 evidenciou marcações teloméricas em 5 pares cromossômicos. O microssatélite 

d(CAT)10 apresentou marcação telomérica na maioria dos pares do complemento (Figura 

3). 
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Figura 3. Mapeamento cromossômico de diferentes microssatélites em Ctenolucius hujeta. Cariótipo 

macho e fêmea hibridizados com microssatélites d(GATA)7 (Parte superior). Placas metafásicas 

hibridizadas com as sondas microssatélites d(GAG)10; d(CAA)10; d(CAC)10; d(CAT)10, respectivamente, 

mostrando o padrão destes SSR nos cromossomos (Parte inferior). A barra = 10 µm, no canto inferior direito 

vale para todos os cariótipos analisados. 

 

Hibridização Genômica Comparativa 

 A comparação do DNA genômico entre machos e fêmeas das espécies de 

Boulengerella evidenciou um alto nível de compartimentalização, com ambos os sexos, 

sendo possível evidenciar alguns pontos mais acumulados em cada sexo, porém nenhuma 

região sexo-específica que possa ser indicativa da presença de um sistema heteromórfico 

de cromossomo sexual, pode ser observada (Figura 4). 
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Figura 4. Hibridização genômica comparativa (CGH) intraespecífica de machos e fêmeas de B. cuvieri, B. 

lateristriga, B. lucius e B. maculata. Primeira coluna imagens DAPI (azul); segunda coluna padrões de 

hibridização usando gDNA masculino (vermelho), terceira coluna gDNA feminino (verde), quarta coluna 

contém as imagens mescladas de ambas as sondas genômicas e coloração com DAPI. As regiões genômicas 

comuns são representadas em amarelo. As setas indicam o par cromossômico 18. A barra = 10 µm, no canto 

inferior direito vale para todos os cariótipos analisados. 

 

Os experimentos interespecíficos de CGH entre espécies de Boulengerella e C. 

hujeta, seu grupo irmão, revelaram que estas espécies compartilham porções genômicas 

em seus cromossomos, principalmente nas regiões teloméricas, além de apresentarem 

sinais específicos para cada espécie. Ainda, é possível observar que as espécies 

compartilham forte sinal de sequências de DNA repetitivo, associadas à porção terminal 

do braço longo do par 18, coincidente com o DNAr 18S (Figura 5). 
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Figura 5. Hibridização genômica comparativa (CGH) interespecífica nas placas metafásicas femininas de 

Boulengerella cuvieri (vermelho) e Boulengerella spp. e Ctenolucius hujeta (verde). a) B. cuvieri e B. 

lateristriga. Primeira coluna imagens DAPI (azul); segunda coluna padrões de hibridização usando gDNA 

feminino (vermelho) de B. cuvieri, terceira coluna gDNA feminino (verde) de: (a) B. lateristriga, (b) B. 

maculata, (c) B. lucius e (d) C. hujeta, quarta coluna contém as imagens mescladas de ambas as sondas 

genômicas e coloração com DAPI. As setas indicam o par cromossômico 18, as regiões genômicas comuns 

são representadas em amarelo. 

 

Microdissecção e Pintura Cromossômica  

As sondas cromossômicas (LEB-1 e BOU-1), usando o C0t-1 específico para 

espécies como supressor, hibridizaram completamente o par 1 de todas as espécies de 

Ctenoluciidae, indicando que o primeiro par cromossômico apresenta homeologia de 

conteúdo genômico com o par 1 de L. bimaculata (Figura 6). 
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Figura 6. WCP com as sondas LEB-1 (verde) e BOU-1 (vermelho) derivadas do par 1 de Lebiasina 

bimaculata e Boulengerella maculata, respectivamente, hibridizadas contra cromossomos metafásicos de 

B. cuvieri, B. lateristriga, B. lucius, B. maculata e Ctenolucius hujeta. Barra = 5µm. 
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Discussão 

De acordo com pesquisas anteriores, todas as espécies de Ctenoluciidae exibem 

uma macroestrutura cariotípica semelhante, onde o estado conservado de seu número 

diploide está associado a uma diversidade notável em escala genômica (Souza et al. 2017; 

2021). Os achados atuais permitiram: (I) acompanhar as relações evolutivas dentro da 

família; (II) mostrar que sequências repetitivas de DNA possuem diferentes padrões de 

distribuição e acúmulo entre os Ctenoluciídeos, provavelmente promovendo 

diferenciação cromossômica e diversidade nesta família de peixes; e (III) confirmar as 

prováveis relações filogenéticas/evolutivas entre os grupos Ctenoluciidae e Lebiasinidae. 

A distribuição genômica espécie-específica de SSR foi observada entre 

Boulengerella spp. e C. hujeta, onde foram observadas diferenças no número, localização 

e intensidade dos sinais de hibridização para a maioria dos motivos analisados. Mesmo 

em clados intimamente relacionados ou com tempos de divergência recentes, diferenças 

na quantidade e posição de SSRs são comuns (Adams et al. 2016; Pucci et al. 2016; 2018), 

como é o caso dos Ctenoluciídeos, cuja divergência foi datada com fósseis do final do 

Mioceno (1,8 Ma) e, provavelmente, ocorreu após o soerguimento da Cordilheira dos 

Andes, como resultado de mudanças no ambiente (Vari 1995). Juntamente com a 

diversidade no número total de microssatélites, notamos também que os genomas das 

espécies analisadas diferiram na predominância de vários SSRs. Por exemplo, d(CAC) 10 

é compartilhado por todas as espécies de Boulengerella, mas ausente em C. hujeta, 

enquanto d(CAA) 10 só tem sinais em B. lateristriga e C. hujeta (Figura 2). 

A alta taxa de polimorfismo dessas sequências, estimada em 10-2 a 10-6 loci a cada 

geração, pode explicar os diferentes padrões de distribuição de SSR entre C. hujeta e 

Boulengerella spp. (Harr et al. 2000; Matsubara et al. 2016; Adams et al. 2016). As 

sequências de microssatélites se expandem e se contraem como resultado de 

recombinação ectópica, replicação de deslizamento e transposição (Schug et al. 1998; 

Payseur e Nachman 2000; Adams et al. 2016; Figliuolo et al. 2020). Vale notar que ambos 

os gêneros exibem um acúmulo preferencial de SSRs nas regiões telomérica e 

centromérica, apesar de suas diferenças. As teorias que prevêem o acúmulo de sequências 

repetidas com baixas taxas de recombinação, como centrômeros e telômeros, que são 

tipicamente áreas de heterocromatina nos cromossomos, estão de acordo com esse achado 

(Charlesworth et al. 1994; Stephan e Cho 1994; Cermak et al. 2008). 
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O microssatélite (GATA)n é altamente conservado entre os eucariotos e foi 

isolado do cromossomo W de cobras Caenophidia (Epplen et al. 1982; Traldi et al. 2013b; 

Ziemniczak et al. 2014). É frequentemente associado a cromossomos sexuais em 

mamíferos e algumas espécies de répteis e peixes (Singh et al. 1976; Subramanian e Singh 

2003; Rovatsos et al. 2016; Viana et al. 2019; 2020; Mazzoleni et al. 2020). Além de sua 

associação com cromatina, fatores de transcrição de heterocromatina e fatores de 

formação, esse motivo também está presente em autossomos, o que já foi relatado para 

algumas espécies de peixes (Pucci et al. 2016; 2018), apresentando funções reguladoras 

no processo de diferenciação de cromossomos sexuais (Subramanian e Singh 2003; Pucci 

et al. 2016). 

Dentre os Ctenoluciídeos destaca-se a grande quantidade de sinais para este 

microssatélite, quando comparado aos trinucleotídeos, notadamente na posição terminal 

de vários cromossomos em espécies de Boulengerella, principalmente em associação com 

DNAr (Figura 2). Em genomas de peixes, a localização dispersa deste microssatélite em 

um autossomo parece ser um evento comum. Esta condição pode resultar de rearranjos 

cromossômicos, como translocações, inversões paracêntricas e pericêntricas, fusões, 

fissões, duplicações, deleções, conversão gênica e amplificação heterocromática (Cross 

et al. 2006; Úbeda-Manzanaro et al. 2010; Pucci et al. 2016; 2018). 

Dada a sua interação com elementos transponíveis Rex, neste contexto, é provável 

que os múltiplos sinais deste microssatélite nos genomas de Boulengerella estejam 

relacionados a esta associação. Outras espécies já mostraram que (GATA)n é intercalado 

com elementos transponíveis ou DNAs de cópia única (Schafer et al. 1986; Coates et al. 

2009). Propomos que as cópias dispersas de (GATA)n em Boulengerella spp. ocorrem 

devido a eventos de transposição, mediados pelos retroelementos acima mencionados, em 

que (GATA)n viaja dentro de elementos em movimento, como visualizado em outros 

organismos (Wilder e Hollocher 2001; López-Giráldez et al. 2006). Esta hipótese é 

suportada pelo mapeamento de Rex1, Rex3 e Rex6 que demonstrou uma enorme dispersão 

destes retroelementos em associação com alguns SSRs (Wilder e Hollocher 2001; López-

Giráldez et al. 2006; Coates et al. 2009). 

Adicionalmente, o notável acúmulo sintênico de sequências (GATA)n com DNAr 

18S, demonstrado em Boulengerella spp. e C. hujeta (Sousa e Souza et al. 2017; 2021), 

indica que apesar das forças de seleção terem levado ao surgimento de espécies distintas, 

a sequência (GATA)n ainda está preservada nesta família, muito provavelmente devido 
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à sua associação com DNAr 18S, que é altamente conservado entre os eucariotos (Heslop-

Harrison 2000). Essa região terminal pode ser considerada um hotspot cromossômico 

devido ao acúmulo de sequências telomérica, microssatélites e retroelementos em sintenia 

com DNAr 18S (Sousa e Souza et al. 2017; 2021). 

A associação do microssatélite (GATA)n com sequências de DNAr estende-se 

também ao DNAr 5S nas espécies de Boulengerella, com acúmulo deste SSR na região 

pericentromérica do par 10 em B. lateristriga, B. lucius e B. maculata e no par 4 em B. 

lucius, pares que carregam o DNAr 5S (Sousa e Souza et al. 2017). Considerando essa 

região também como um hotspot cromossômico é possível que o acúmulo de (GATA)n 

tenha induzido o acúmulo de SSR distintos e de elementos transponíveis e, pelos eventos 

de transposição “copia e cola”, uma cópia do DNAr 5S foi transposta no cariótipo 

ancestral, por meio dos Rex1 e Rex3, que também estavam ali localizados (Sousa e Souza 

et al. em prep). A associação e retrotransposição do DNAr 5S teria sido mediada por 

sequências Rex, o que não é um evento exclusivo de Ctenoluciidae, pois já foi evidenciado 

em Erythrinus erythrinus (Cioffi et al. 2010); E. erythrinus (cariomorfos C e D) (Martins 

et al. 2013); Pirrulina australis, Pirrulina aff. australis (Moraes et al. 2017) e Pyrrhulina 

brevis (Moraes et al. 2019). Dado que o primeiro par de cromossomos de todas as espécies 

de Boulengerella e Lebiasina são homeólogos (Sassi et al. 2019; Leite et al. 2022; 

presente estudo) e carregam a sequência DNAr 5S, é possível que este corresponda ao 

portador plesiomórfico de onde foram transpostas as cópias, presentes nos pares 4 e 10 

de Boulengerella spp. 

A hibridização genômica comparativa (CGH) e a técnica de pintura cromossômica 

(WCP) vêm se destacando na resolução de vários problemas no campo da citogenética 

comparativa em peixes. Nossos experimentos intraespecíficos com CGH revelaram 

homologia de sequência em centrômeros e telômeros de Boulengerella spp., revelando a 

proximidade filogenética das espécies remanescentes, além de sua evolução cariotípica 

independente. O intenso sinal evidenciado na região telomérica do par 18 não corresponde 

a domínios sexo-específicos, sendo este intenso sinal devido ao DNAr 18S, que se 

localiza nesta região e que mantém o alto grau de conservadorismo das sequências (Hillis 

e Dixon 1991; de Oliveira et al. 2019). Portanto, descartamos qualquer associação com 

uma região sexo-específica. Fato semelhante ocorre em P. australis e Pyrrhulina aff. 

australis, em que foi evidenciado um heteromorfismo cromossômico associado a um 

bloco heterocromático na região intersticial do par 5 em machos e fêmeas, no entanto, 
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experimentos CGH, comparando o gDNA de indivíduos com e sem o bloco 

heterocromático, não evidenciaram regiões sexo-específicas (Moraes et al. 2017). A 

comparação genômica interespecífica em Ctenoluciidae mostra que, apesar do 2n 

conservado na família, estas espécies apresentaram divergência genômica geral, além de 

várias regiões em homologia entre espécies de Boulengerella e uma clara diminuição 

dessas regiões homólogas quando comparadas com C. hujeta, sendo evidenciados sinais 

intensos brilhantes correspondente ao sítio de DNAr 18S. Essa diminuição de sequências 

compartilhadas é esperada, considerando o tempo de divergência entre os gêneros 

Ctenolucius e Boulengerella. Além disso, padrões diferenciados de distribuição de DNA 

repetitivo e banda C espécie-específica foram evidenciados, sugerindo que rearranjos 

cromossômicos, como inversões ou duplicação de sequências repetitivas, tiveram um 

papel importante na evolução cariotípica dos Ctenoluciídeos, como observado em vários 

grupos de animais (Matsuoka et al. 2004; Barby et al. 2019; Leite et al. 2022). 

Por fim, nosso experimento de WCP, utilizando sondas derivadas do primeiro par 

cromossômico de Lebiasina bimaculata, revelou que a homeologia completa do primeiro 

par metacêntrico evidenciado em B. lateristriga (Sassi et al. 2019), estende-se às demais 

espécies de Boulengerella analisadas (B. cuvieri, B. lucius e B. maculata) e a Ctenolucius 

hujeta, fato que reforça a proposta de que este par cromossômico seja considerado um 

excelente candidato como marcador cromossômico para investigação futura dos 

processos evolutivos que ocorreram nessas famílias (Leite et al. 2022). Reforça ainda, a 

proximidade filogenética entre Ctenoluciidae e Lebiasinidae. Em Hepsetus odoe, o 

compartilhamento de regiões homólogas, demonstrado pelo WCP, associado à co-

localização de sinais dispersos pelos cromossomos desta espécie, evidenciado pelo CGH, 

corroboram a proximidade filogenética proposta entre Hepsetidae e Erythrinidae, sendo 

ainda evidente, que o gênero Erythrinus é o que compartilha mais sequências 

cromossômicas semelhantes à H. odoe, reforçando a proximidade entre essas famílias 

(Carvalho et al. 2017). 

É notável que o conservadorismo em Ctenoluciidae está restrito apenas ao número 

diploide e neste sentido, podemos inferir que a diversidade de SSR evidenciada nestas 

espécies, provavelmente foi essencial para a formação das regiões consideradas hotspot 

cromossômico, que podem ter atraído retroelementos do tipo Rex1, Rex3 e Rex6 para essa 

região ou terem sido atraídas por estes retroelementos que são amplamente distribuídos 

no genoma dos Ctenoluciídeos. Essa diversidade em sequências repetitivas de DNAs no 
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genoma dessas espécies pode ter induzido a formação de rearranjos cromossômicos, 

sendo possível, neste sentido, observar a presença de cromossomos acrocêntricos, de 

múltiplos sítios de DNAr 18S ou ainda a transposição de sequências de DNAr 5S dentro 

de um mesmo gênero como observado em B. lucius. O acúmulo sintênico de sequências 

(GATA)n ao DNAr 18S em Boulengerella spp. e C. hujeta revela que esta sequência pode 

estar sendo mantida no genoma dessas espécies por sua associação ao DNAr 18S, como 

observado em B. cuvieri em que esta sequencia está localizada apenas na região sintênica 

ao DNAr 18S. Vale destacar que, apesar da condição heteromórfica associada ao DNAr 

18S (par 18) nas espécies de Boulengerella, nossos experimentos com CGH não 

evidenciaram sequências sexo-específicas. Portanto, é provável que este heteromorfismo 

ocorra devido a expressão diferencial deste DNAr em ambos os sexos, possivelmente 

influenciado pelo acúmulo de diferentes SSR nesta região como as sequências (GATA)n. 

Ainda, é importante destacar que a proximidade filogenômica entre Ctenoluciidae e 

Lebiasinidae, evidenciada pelo WCP nos ajuda a compreender um pouco mais deste 

quebra-cabeça evolutivo e destaca o par metacêntrico 01 como possível marcador para 

estudos comparativos entre essas famílias no futuro. 
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Conclusões Gerais 

Os dados cromossômicos mostram que o número diploide 2n= 36 permanece o 

mesmo entre as espécies analisadas, fato que sugere uma tendência à conservação deste 

número diploide na família Ctenoluciidae. No entanto, diferenças significantes são 

observadas na macro e microestrutura cariotípica, sugerindo que rearranjos 

cromossômicos estiveram envolvidos na evolução cariotípica desta família. 

A co-localização de sequências teloméricas com sítios de DNAr 18S representa 

uma característica conservada entre os Ctenoluciídeos e foram precurssores para 

formação de regiões hotspot, que teriam facilitado rearranjos cromossômicos e a 

diversificação micro cromossômica, observada neste grupo de peixes. 

Os retroelementos Rex1, Rex3 e Rex6 estão amplamente distribuídos no genoma 

dos Ctenoluciídeos, sendo o retroelemento Rex3 o único evidenciado no genoma de todas 

as espécies analisadas e parece desempenhar um papel importante na diversificação 

cariotípica deste grupo. Nas espécies de Boulengerella, o complexo (Rex1/Rex3 e DNAr 

18S) provavelmente induziu o surgimento do heteromorfismo de tamanho da constrição 

secundária entre machos e fêmeas, já, em Ctenolucius hujeta, o complexo (Rex1/ 

Rex3/DNAr18S e 5S) parece ter desempenhado papel ativo na dispersão de sítios de 

DNAr 18S e no surgimento dos sítios múltiplos, evidenciados nesta espécie. 

A distribuição dos DNAs repetitivos sugere que rearranjos cromossômicos, como 

inversões e duplicação de sequências repetitivas, foram responsáveis pela criação de 

regiões hotspot, que associadas aos DNAr, levaram à dispersão e formação de região 

heteromórfica entre as espécies de Ctenoluciidae. 

A hibridização genômica comparativa (CGH) intraespecífica em espécies de 

Boulengerella revelaram que o heteromorfismo cromossômico e o intenso sinal, 

evidenciado na região telomérica do par 18, não correspondem a domínios sexo-

específicos, sendo este intenso sinal devido a uma região hotspot, associada ao DNAr 

18S. A comparação genômica interespecífica entre C. hujeta e espécies de Boulengerella 

revelaram divergências genômicas gerais, além de regiões em homologia entre espécies 

de Boulengerella e uma clara diminuição destas, quando comparadas com C. hujeta, 

sendo evidenciado sinais intensos e brilhantes no sítio correspondente ao DNAr 18S. 

O experimento de WCP, utilizando sondas derivadas do primeiro par 

cromossômico de Lebiasina bimaculata, reforça a proximidade filogenética entre 

Ctenoluciidae e Lebiasinidae e faz do par 1, metacêntrico, um excelente candidato como 
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marcador cromossômico para investigação futura dos processos evolutivos que ocorreram 

nessas famílias. 
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