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Sinopse: São apresentados dados cromossômicos de três espécies de 

Farlowella de diferentes localidades: F. cf. amazona proveniente das adjacências 

da cidade de Barcelos-AM, F. oxyrryncha do Igarapé do Sítio Agenor e F. 

schreitmuelleri do Igarapé Jundiá, ambos localizados no Município de Manaus-

AM. Foram utilizados marcadores citogenéticos clássicos (coloração 

convencional, detecção de heterocromatina e regiões organizadoras de nucléolo, 

Ag-RON) e moleculares (Hibridização in situ fluorescente com sondas de DNAr 

5S, DNAr 18S e sequências teloméricas) para inferir sobre os mecanismos de 

evolução cromossômica de Farlowella. A partir dos dados obtidos sugerimos que 

rearranjos cromossômicos não Robertsonianos estão envolvidos na evolução 

cariotípica desse gênero, inclusive na diferenciação de cromossomos sexuais. 

Ainda, as diferenças interespecíficas e populacionais encontradas podem indicar 

a presença de complexos de espécies nesse gênero. 
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Resumo 
 

O gênero Farlowella é conhecido como um grupo de bagres neotropicais, de 

distribuição restrita aos rios da América do Sul, tendo, na bacia amazônica, grupos 

de espécies endêmicas. Este gênero apresenta como sinapomorfias, o corpo 

coberto por placas ósseas, um pedúnculo caudal longo e deprimido, focinho 

proeminente e ausência de nadadeira adiposa e por causa de sua morfologia exótica 

são vendidos como peixes ornamentais. Mesmo sendo morfologicamente bem 

caracterizado, a sistemática de Farlowella permanece confusa e controversa, e tem 

passado por diferentes agrupamentos ao longo de sua história. Assim, o presente 

estudo objetivou analisar, por meio da citogenética clássica e molecular, espécies de 

Farlowella que ocorrem na Amazônia Central, a fim de encontrar possíveis 

marcadores espécie-específicos ou populacionais, que permitam inferir sobre os 

mecanismos de sua evolução cromossômica. Foram analisados 28 indivíduos de 

três espécies de Farlowella de diferentes localidades: F. cf. amazona proveniente 

das adjacências da cidade de Barcelos-AM, F. oxyrryncha do Igarapé do Sítio 

Agenor e F. schreitmuelleri do Igarapé Jundiá, ambos localizados no Município de 

Manaus-AM. As três espécies apresentaram 2n=58 cromossomos e número 

fundamental 110, 112 e 116 braços. Quanto à heterocromatina constitutiva, as três 

espécies exibiram blocos na região centromérica, bem como algumas marcações 

biteloméricas e somente F. oxyrryncha e F. schreitmuelleri apresentaram marcações 

intersticiais. Ainda, o padrão de banda C observado no par 27 de F. oxyrryncha 

caracteriza um sistema de cromossomos sexuais do tipo XX/XY. O par 

cromossômico nucleolar parece ser homeólogo entre as espécies. A sonda de DNAr 

5S foi um marcador espécie-específico. A FISH com sonda telomérica detectou 

sequências teloméricas intersticiais (ITS) em F. oxyrryncha e em F. schreitmuelleri e 

estas foram coincidentes com heterocromatina. Em F. oxyrryncha a ITS foi 

polimórfica, sendo observadas quatro variações. A partir dos dados obtidos foi 

possível sugerir que os rearranjos cromossômicos envolvidos na evolução cariotípica 

desse gênero e na diferenciação de cromossomos sexuais são não Robertsonianos 

e que as diferenças interespecíficas e populacionais podem sugerir a presença de 

complexos de espécies nesse gênero. 

 

Palavras-chave: Rearranjos cromossômicos, Sequências repetitivas, Cromossomos 

sexuais, Heterocromatinização. 
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Abstract 
 

The genus Farlowella is known as a group of Neotropical catfish, with a restricted 

distribution to the rivers of South America, having in the Amazon basin groups of 

endemic species. This genus presents as synapomorphies, the body covered by 

bony plates, a long and depressed caudal peduncle, prominent snout and absence of 

adipose fin, and because of its exotic morphology are sold as ornamental fish. Even 

though it is morphologically well characterized, Farlowella's systematics remains 

confused and controversial, and have gone through different groupings throughout its 

history. Thus, the present study aimed to characterize, through classical and 

molecular cytogenetic analyzes, Farlowella species that occur in Central Amazonia, 

in order to find possible species-specific markers or population-based markers that 

allow inferring on the mechanisms of its chromosome evolution. We analyzed 28 

individuals of three Farlowella species from different localities: F. cf. amazona from 

the vicinity of the city of Barcelos-AM, F. oxyrryncha of the Igarapé of Agenor Site 

and F. schreitmuelleri of Igarapé Jundiá, both located in the Municipality of Manaus-

AM. The three species presented 2n = 58 chromosomes and fundamental number 

110, 112 and 116 arms. As for constitutive heterochromatin, the three species 

exhibited blocks in the centromeric region and adjacencies, as well as some 

bitelomeric markers and only F. oxyrryncha and F. schreitmuelleri showed interstitial 

markings. Furthermore, the C-band pattern observed in the F. oxyrryncha pair 27 

appears to characterize a sex chromosome system of type XX/XY. The nucleolar 

chromosomal pair appears to be homeologous between species. The 5S rDNA probe 

was a species-specific marker. FISH with telomeric probe detected interstitial 

telomeric sequences (ITS) in F. oxyrryncha and F. schreitmuelleri and these were 

matched with heterochromatin. In F. oxyrryncha ITSs was polymorphic, with four 

variations observed. From the data obtained it was possible to suggest that the 

chromosomal rearrangements involved in the karyotype evolution of this genus and 

in the differentiation of sex chromosomes are non Robertsonian rearrangements, and 

that interspecific and population differences may suggest the presence of species 

complexes in this genus. 

 

Keywords: Chromosomal rearrangements, Repetitive sequences, Sex 

chromosomes, Heterochromatinization.  
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1. Introdução 

1.1. Aspectos gerais da Ictiofauna Neotropical 

A região Neotropical compreende uma área que se estende desde o sul do 

México, perfazendo o sul da Flórida, Califórnia, ilhas do caribe, até o sul da 

Argentina. Esta região se diferencia das demais regiões do planeta, por apresentar 

biomas complexos e extremamente diversos, como por exemplo, a Amazônia, o 

Cerrado, os Pampas, o Pantanal, a Patagônia entre outros. A mesma é 

caracterizada por possuir extensas áreas florestais, formações abertas e/ou 

desérticas e por extensos fluxos hídricos, fatores biogeográficos que favorecem o 

surgimento de áreas de endemismo, o que consequentemente ocasiona uma maior 

abundância e riqueza biológica nessa região (Hubert e Renno 2006; D’Horta et al. 

2008). 

Em se tratando de abundância e riqueza biológica, a ictiofauna neotropical 

possui maior diversidade de espécies que qualquer ictiofauna de outra região do 

planeta, que se justifica pelo fato dessa região apresentar as maiores bacias 

hidrográficas do mundo. Em escala mundial, estima-se que existem cerca de 33,5 

mil espécies de peixes conhecidas, das quais 8.000 pertencem à região Neotropical 

(Vari e Malabarba 1998). Porém, devido à complexa rede de rios, lagos e igarapés 

de suas bacias hidrográficas, o conhecimento da ictiofauna neotropical ainda é 

limitado e incompleto (Lowe-McConnell 1999; Eschmeyer e Fong 2015). 

Dentro desse contexto, a Amazônia destaca-se por possuir a maior bacia 

hidrográfica do mundo, ocupando desde sua nascente nos Andes Peruanos até a 

sua foz no Oceano Atlântico, uma área de aproximadamente 7.000.000 km². O 

ecossistema hídrico da bacia amazônica é dividido em sete ambientes principais: 

leito dos grandes rios, lagos, igapós/várzea, igarapés, corredeiras, praias e 

vegetação flutuante. Esses ambientes em conjunto, constituem cerca de 15% a 16% 

de todo o volume de água doce superficial do planeta (Milliman e Meade 1983; 

Santos e Ferreira 1999; MMA 2006). 

Para a bacia amazônica, já foram catalogadas cerca de 1.300 espécies de 

peixes (Lowe-McConnell 1999), porém os levantamentos ictiícos ainda são 

incompletos e as estimativas alcançam um total de 5.000 espécies (Santos e 
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Ferreira 1999). A riqueza e abundância de peixes para esta região estão distribuídas 

principalmente nas ordens: Characiformes (43%), Siluriformes (39%), 

Gymnotiformes (3%) e poucos representantes das outras 14 ordens neotropicais 

(15%) (Lowe-McConnell 1999; Agostinho et al. 2007). 

De fato, a ictiofauna do Neotrópico é uma das mais ricas do planeta, porém a 

perpetuação de populações naturais, muitas vezes restritas a ambientes específicos, 

vem sendo ameaçada principalmente pela introdução de espécies exóticas, pela 

construção de barragens e pela poluição dos seus ambientes aquáticos (Agostinho 

et al. 2007). Visando a proteção da diversidade ictiíca da região, fazem-se 

necessários estudos acerca dos processos evolutivos, genéticos e ecológicos das 

populações, aumentando o conhecimento taxonômico desse grupo de vertebrados, 

a fim de que essas informações contribuam para programas de conservação e 

manejo das espécies. 

1.2. Ordem Siluriformes 

Pertencente à superordem Ostariophysi, Siluriformes representa a sexta 

maior ordem dentre todos os vertebrados e a terceira dentre as 63 ordens de peixes, 

ficando atrás apenas de Characiformes e Cypriniformes (Lundberg 1975; Nelson et 

al. 2016). Com cerca 3.680 espécies válidas, classificadas em 492 gêneros e 

alocadas em 39 famílias, os peixes desta ordem representam aproximadamente 

5,5% de todos os vertebrados viventes e 10,8% de toda a ictiofauna do planeta 

(Armbruster 2011; Eschmeyer e Fong 2015). 

Os peixes desta ordem podem ser facilmente identificados por possuírem o 

corpo revestido por uma pele espessa (o que lhes confere a denominação de peixes 

de couro) ou coberto, total ou parcialmente, por placas ósseas (calictídeos, 

doradídeos e loricariídeos); possuem até quatro pares de barbilhões sensitivos; 

nadadeiras raiadas e bem separadas, sendo o primeiro raio das nadadeiras peitorais 

e da dorsal modificado em um acúleo forte e pungente, o qual, muitas vezes produz 

toxina associada à glândula de veneno, usada para defesa e nadadeira adiposa, 

geralmente bem desenvolvida (Alexander 1965; Britski et al. 1999; Nelson et al. 

2016). Assumindo tamanhos, formas e cores variáveis os siluriformes podem medir 

desde 1,7 centímetros em Hoplomyzon papillatus (Friel 2003) a 5 metros em Silurus 

glanis (Nelson et al. 2016). 
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Com relação aos aspectos ecológicos, a grande maioria dos Siluriformes 

possui hábitos sedentários, entretanto algumas espécies de pimelodídeos chegam a 

migrar uma distância superior a 4.000 km (Britski 1981; Leite et al. 2007); utilizam os 

barbilhões sensitivos para a localização, não dependendo criticamente da visão. 

Esta característica possibilitou a adaptação destes peixes a hábitos 

predominantemente crepusculares ou noturnos, habitando diversos tipos de 

sistemas aquáticos, como rios, lagos, riachos e até mesmo águas subterrâneas e 

normalmente, se encontram associados a substratos, tais como, macrófitas 

aquáticas, fragmentos lenhosos submersos, dentre outros (Lundberg e Friel 2003; 

Muriel-Cunha 2008); são onívoros, mas existem representantes herbívoros, 

planctófagos e carnívoros e duas subfamílias com hábitos alimentares 

especializados: os Vandeliíneos que se alimentam de sangue e os Estegofilíneos, 

chamados de “comedores de escamas” (Machado e Sazima 1983; Nelson et al. 

2016). 

O monofiletismo da Ordem Siluriformes é corroborado, tanto em nível 

morfológico (de Pinna 1993; 1998; Britto 2002; Diogo 2003) quanto em nível 

molecular, com base na análise de genes nucleares e mitocondriais (Hardman 2005; 

Sullivan et al. 2006). Entretanto, as relações monofiléticas entre suas famílias ainda 

é controversa. Recentemente, os bagres foram divididos em duas superfamílias: 

Loricarioidei e Siluroidei, e uma família: Diplomystidae. A superfamília Loricarioidei é 

exclusiva da região Neotropical e é formada por seis famílias: Astroblepidae, 

Callichthyidae, Nematogenyidae, Scoloplacidae, Trichomycteridae e Loricariidae. 

Estudos de relações filogenéticas com base em dados morfológicos demostraram 

que Loricariidae é a mais derivada (de Pinna 1998; Britto 2002; Sullivan et al. 2006). 

1.3. A Família Loricariidae 

Atualmente este grupo está dividido em seis subfamílias: Lithogeneinae 

(Eigenmann 1909) (1gênero: 3 espécies), Delturinae (Reis et al. 2006) (2 gêneros: 7 

espécies), Hypoptopomatinae (Eigenmann e Eigenmann 1890) (21 gêneros: 147 

espécies), Neoplecostominae (Regan 1904) (5 gêneros: 54 espécies), Hypostominae 

(Kner 1853) (42 gêneros: 456 espécies), Loricariinae (Bonaparte 1831) (34 gêneros: 

239 espécies) e o incertae sedis Nannoplecostomus com apenas uma espécie, 

totalizando assim cerca de 106 gêneros com aproximadamente 907 espécies, 

sendo, portanto a mais numerosa dentre as 39 famílias de Siluriformes e a quinta 



 

4 
 

família mais rica de peixes (Reis et al. 2003; 2006; Armbruster 2004; Ferraris 2007; 

Ribeiro et al. 2012; Eschmeyer e Fong 2015). Entretanto, esta classificação vem 

passando por várias mudanças ao longo do tempo. Diversas filogenias, tanto 

moleculares como morfológicas foram propostas para tentar entender as relações de 

parentesco entre as subfamílias. Nomes como Argiinae, Astroblepinae, 

Plecostominae, Chaetostominae, Hemipsilichthiinae, Upsilodinae, Ancistrinae e 

Otothyrinae já foram considerados como subfamílias de Loricariidae. Porém, 

Loricariinae sempre se manteve como uma subfamília de Loricariidae, mostrando-se 

como um grupo monofilético bem definido (Regan 1904; Gosline 1947; Isbrücker 

1980; Howes 1983; Schaefer 1987; Montoya-Burgos et al. 1998; Montoya-Burgos 

2001; Reis et al. 2003; 2006; Armbruster 2004; Pereira 2005; Chiachio et al. 2008; 

Cramer et al. 2008; 2011; Roxo et al. 2012). 

Os representantes dessa família são peixes exclusivos de água doce e estão 

distribuídos pela região Neotropical, estendendo-se desde a Costa Rica e Panamá 

até o sul da Argentina (Nelson et al. 2016). São bagres de pequeno a médio porte, 

com espécies que variam de 2,22 centímetros como Nannoplecostomus eleonorae 

(Ribeiro et al. 2012) a mais de 100 centímetros, quando adultos, como espécies dos 

gêneros Panaque, Acanthicus e Pterygoplichthys (Schaefer 1986). Devido à sua 

variedade de formas e cores, os loricariídeos são apreciados no mercado aquarista 

tanto como ornamentais, quanto como “limpadores” de aquário, por serem 

detritívoros (Ferraz 1999; Zuanon 1999). Além disso, são apreciados na culinária das 

populações amazônidas (Batista et al. 1998). 

A maioria das espécies de loricariídeos é de hábito noturno e três espécies de 

Ancistrus possuem habitat subterrâneo (Trajano 2001; Weber 2003). A boca em 

forma de ventosa permite esses peixes aderirem-se ao substrato, mesmo em águas 

correntes particularmente rápidas. Apresentam uma variedade de formas de maxilas 

e dentes que são adaptados para o tipo de recurso alimentar que estes peixes 

exploram dentro do pool de detritos e algumas espécies são xilófagas (Nelson et al. 

1999; Covain e Fisch-Muller 2007). Possuem dimorfismo sexual e cuidado parental 

(Sabaj et al. 1999). Alguns cascudos possuem modificações no aparelho digestivo, 

que funcionam por vezes como órgão respiratório acessório, permitindo a esses 

peixes respirar ar e ficar fora d’água por um determinado período de tempo 

(Armbruster 1998). 
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Devido a sua morfologia altamente especializada, a família Loricariidae, 

descrita em 1815 por Rafinesque, tem sido reconhecida como um agrupamento 

monofilético (de Pinna 1998). No entanto, a classificação dos gêneros nas 

subfamílias não tem sido estável, as relações evolutivas e históricas interespecíficas 

e os mecanismos pelos quais elas diversificaram continuam a ser mal 

compreendidos, principalmente em nível de subfamília (Howes 1983; Schaefer 1987; 

Armbruster 2004). 

1.3.1. Subfamília Loricariinae 

Loricariinae, com aproximadamente 239 espécies alocadas em 34 gêneros, 

representa cerca de 30% das espécies de Loricariidae, é a segunda subfamília mais 

numerosa dentro desta família (Eschmeyer e Fong 2015). Seus representantes são 

popularmente conhecidos como “acarís-cachimbo” e “cascudos-chinelo”, estão 

distribuídos desde as drenagens do rio da Prata, ao sul, até os rios costeiros do 

Caribe, ao norte. A grande maioria das espécies desse grupo é de pequeno a médio 

porte, variando de 4,9 centímetros como Hartiella crassicauda a 52,0 centímetros em 

Spatuloricaria euacanthagenys (Ferraris 2003). 

Os Loricariíneos são de grande interesse econômico, pois, a grande maioria 

de suas espécies é comercializada como ornamentais (Ferraris 2003; Reis et al. 

2003). Esta subfamília apresenta como sinapomorfias, um pedúnculo caudal longo e 

deprimido, placas laterais do corpo carenadas, formando duas quilhas longitudinais 

convergentes, focinho proeminente e ausência de nadadeira adiposa. Outra 

característica relevante para a caracterização dos loricariíneos é o dimorfismo 

sexual, expresso na hipertrofia de odontódeos, diferenças nos filamentos do lábio e 

nas estruturas dos dentes (Eigenmann e Eigenmann 1890; Covain e Fisch Muller 

2007). Estes peixes não são grandes migradores, possuem hábitos sedentários e 

habitam preferencialmente o substrato orgânico e inorgânico de ambientes lóticos 

(corredeiras, rios, riachos) e ambientes lênticos (lagoas, lagos) com pouca 

profundidade. Sua alimentação inclui principalmente, algas, restos de vegetação e 

invertebrados aquáticos (Covain et al. 2008; Rapp Py-Daniel e Ohara 2014). 

O estudo das relações de parentesco entre os gêneros de Loricariinae teve 

início com as análises morfológicas feitas por Isbrücker (1979). Este autor propôs a 

divisão dos loricariíneos em quatro tribos e oito subtribos: 1) Acestridiini, 2) 

Farlowellini, 3) Harttiini com as subtribos Harttiina e Metaloricarina e 4) Loricariini 
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com as subtribos Loricariina, Planiloricariina, Reganellina, Rineloricariina, 

Loricariichthyina e Hemiodontichthyina. Estudos posteriores também baseados em 

análises morfológicas incluíram a tribo Acestridiini dentro da subfamília 

Hypoptopomatinae e Farlowellini como subtribo de Harttiini (Schaefer 1991; Rapp 

Py-Daniel 1997, respectivamente). Covain e Fisch-Muller (2007) confirmaram 

parcialmente a divisão da subfamília em duas tribos, a Harttiini e a Loricariini com 

quatro grupos morfológicos: grupo Pseudohemiodon, grupo Loricaria, grupo 

Rineloricaria e grupo Loricariichthys. Uma filogenia baseada em dados moleculares 

(genes mitocondriais 12S e 16S) confirmou a divisão da subfamília Loricariinae em 

duas Linhagens, a Harttiini incluindo o único gênero Harttia e a Loricariini que foi 

dividida em duas subtribos Loricariina e Farlowellina (Covain et al. 2008). 

Mesmo que os membros desta subfamília sejam morfologicamente bem 

caracterizados, a sistemática de Loricariinae permanece confusa e controversa, 

principalmente em relação a muitos de seus gêneros. Dos 34 gêneros descritos para 

a subfamília, 15 são monotípicos (Aposturisoma, Dentectus, Reganela, Ricola, etc.) 

e os gêneros com maior número de espécies e que apresentam maiores 

discordâncias na literatura são Loricaria (17 espécies), Loricariichthys (18 espécies), 

Harttia (23 espécies), Farlowella (29 espécies) e Rineloricaria (63 espécies). Destes, 

somente Farlowella e Loricaria passaram por revisões taxonômicas (Isbrücker 1981; 

Retzer e Page 1996; Covain 2011). Farlowella é o segundo gênero mais especioso 

da subfamília Loricariinae, atualmente com 29 espécies válidas (Tabela 1), incluindo 

as espécies mais recentes: F. gianetii e F. mitoupibo (Ballen et al. 2016a, b). 

1.3.2. Gênero Farlowella 

As espécies desse gênero são amplamente distribuídas nos rios da América 

do Sul (Amazonas, Orinoco, Paraná, Essequibo e rios litorâneos das Guianas); são 

espécies de pequeno porte, variando entre 10 a 26,5 centímetros (Ferraris 2003); 

possuem o corpo alongado, extremamente delgado, com focinho ósseo e filamentos 

caudais proeminentes, e por causa de sua forma e aparência amadeirada, são 

facilmente confundidos com galhos de árvores, daí serem chamados de "bagres-

vara" ou “Peixes-galho” e devido à sua morfologia exótica são vendidos como peixes 

ornamentais (Berra 2001; Covain e Fisch-Muller 2007). 

Os peixes-galho normalmente habitam águas de fluxo lento, ficando imóveis 

em substratos submersos, onde se camuflam. Esses peixes apresentam dieta 
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alimentar detritívora, característica importante na cadeia alimentar, pois participam 

do processo de remineralização em águas tropicais (Covain e Fisch-Muller 2007; 

García-Alzate et al. 2012). São de distribuição gregária e são sensíveis a alterações 

da disponibilidade de algas, sendo bons bioindicadores de qualidade da água 

(Sabino e Andrade 2003). Os indivíduos de Farlowella possuem dimorfismo sexual, 

que nos machos é caracterizado pela hipertrofia dos odontódeos no focinho ou 

cabeça e há também a existência de cuidado parental, na qual os machos protegem 

os ovos contra predadores (Covain e Fisch-Muller 2007). 

A sistemática de Farlowella ainda não é bem resolvida e tem passado por 

diferentes agrupamentos ao longo de sua história. Este gênero foi inicialmente 

descrito como Acestra (Kner 1853), porém, este nome era pré-ocupado em Insecta, 

então Acestra foi substituído por Farlowella (Eigenmann e Eigenmann 1889). 

Farlowella foi categorizada por Isbrücker (1979) como uma tribo monogenérica 

dentro de Loricariinae, a tribo Farlowellini (37 espécies). Em 1983, Isbrücker e 

colaboradores, com base em dados morfológicos, incluíram o gênero Aposturisoma 

dentro de Farlowellini, formando assim um grupo monofilético. 

Retzer e Page (1996) revisaram o gênero Farlowella e após análise de 

caracteres morfológicos afirmaram o monofiletismo do mesmo. Das 37 espécies 

analisadas (sensu Isbrücker 1979), os autores reconheceram 19 espécies como 

sendo válidas, 17 como sendo sinônimos e descreveram 6 novas espécies, 

compreendendo assim 25 espécies que foram organizadas em seis grupos de 

espécies: acus, amazona, curtirostra, knerii, mariaelenae, nattereri e um grupo de 

espécies de relação incerta (Tabela 1). 

Rapp Py-Daniel (1997) redefine a tribo Farlowellini como subtribo dentro da 

tribo Harttiini. Nessa nova configuração, a subtribo Farlowellina forma um clado 

monofilético com os gêneros Farlowella, Aposturisoma e Sturisoma, sendo que, 

Sturisoma é irmão de um subclado formado por Farlowella e Aposturisoma, 

confirmando a afinidade entre esses dois gêneros. Montoya-Burgos et al. (1998), 

com base em marcadores mitocondriais, propuseram a primeira filogenia molecular 

para a família Loricariidae, na qual o autor confirma a posição de Farlowellini dentro 

de Harttiini e a relação estreita entre os gêneros Farlowella e Sturisoma. 
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Tabela 1. Lista de nomes válidos para as espécies de Farlowella, 
organizados em grupo de espécies. *Espécies que ocorrem na Amazônia 
Central. 

 Grupo Farlowella mariaelenae 

  Farlowella mariaelenae Martín Salazar 1964 

 Grupo Farlowella curtirostra 

  Farlowella curtirostra Myers 1942 

  Farlowella taphorni Retzer e Page 1997 

 Grupo Farlowella knerii 

  Farlowella knerii (Steindachner 1882) 

  Farlowella schreitmuelleri* Ahl 1937 

 Grupo Farlowella amazona 

  Farlowella amazona* (Günther 1864) 

  Farlowella henriquei Miranda Ribeiro 1918 

  Farlowella platorynchus* Retzer e Page 1997 

  Farlowella rugosa Boeseman 1971 

 Grupo Farlowella acus 

  Farlowella acus (Kner 1853) 

  Farlowella colombiensis Retzer e Page 1997 

  Farlowella martini Fernández-Yépez 1972 

  Farlowella venezuelensis Martín Salazar 1964 

  Farlowella vittata Myers 1942 

  Farlowella yarigui Ballen e Mojica 2014 

  Farlowella mitoupibo Ballen et al. 2016b 

 Grupo Farlowella nattereri 

  Farlowella nattereri* Steindachner 1910 

  Farlowella hasemani* Eigenmann e Vance 1917 

  Farlowella isbruckeri Retzer e Page 1997 

  Farlowella jauruensis Eigenmann e Vance 1917 

  Farlowella odontotumulus Retzer e Page 1997 

  Farlowella altocorpus Retzer 2006 

  Farlowella gianetii Ballen et al. 2016a 

 Espécies de relação incerta 

  Farlowella oxyrryncha* (Kner 1853) 

  Farlowella gracilis Regan 1904 

  Farlowella smithi Fowler 1913 

  Farlowella hahni Meinken 1937 

  Farlowella reticulata Boeseman 1971 

  Farlowella paraguayensis Retzer e Page 1997 

 

Covain e Fisch-Müller (2007), com base em morfologia externa, propõem uma 

nova filogenia para Loricariinae. Farlowella se mantem em Harttiini, porém, 

posicionado na base da árvore junto com Metaloricaria. Na filogenia molecular 

proposta para Loricariinae (Covain et al. 2008), Farlowella é inserido, junto com 

Sturisoma, Sturisomatichthys e Lamontichthys, na subtribo Farlowellina, dentro de 

Loricariini. Em Farlowellina dois subclados foram descritos: Farlowella–Sturisoma e 

Farlowella–Sturisomatichthys, demonstrando uma parafilia de Farlowella. 
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Embora controversa a posição de Farlowella dentro de Loricariinae, análises 

filogenéticas morfológicas e moleculares o colocam como grupo-irmão de Sturisoma. 

Este relacionamento é suportado pelo dimorfismo sexual e estratégias de 

reprodução, que são semelhantes em ambos os gêneros. Assim, para entender o 

relacionamento e a história evolutiva desses gêneros, estudos acerca dos mesmos 

ainda são necessários. 

1.4. Estudos citogenéticos 

1.4.1. Importância da citogenética de peixes 

Estudos acerca da variabilidade genética e da evolução dos vertebrados vêm 

se intensificando nos últimos anos, tendo como um dos principais objetos de estudo 

os peixes, por ser uma das classes, dentre os vertebrados, mais diversa (Nelson et 

al. 2016). Como parte de tais estudos destaca-se o ramo da citogenética, que foca o 

estudo dos cromossomos (Guerra 1988). Estudos citogenéticos clássicos e 

moleculares vêm contribuindo para a compreensão da Taxonomia (Citotaxonomia), 

Sistemática (Citosistemática) e Evolução (cromossômica) dos peixes neotropicais 

desde a década de setenta (Almeida-Toledo 1998). 

O número de cromossomos, as fórmulas cromossômicas, a localização das 

regiões organizadoras de nucléolos (RONs) e o padrão de distribuição da 

heterocromatina constitutiva são características cariotípicas, que são consideradas 

caracteres importantes no entendimento da história evolutiva de grupos 

relacionados, e, também são importantes na identificação de espécies crípticas e/ou 

de taxonomia problemática (Almeida-Toledo 1998). 

Arai (2011) catalogou 3.425 espécies de peixes com cariótipos descritos. O 

número diploide neste grupo variou de 2n=20 cromossomos em Pterolebias 

longipinnis (Scheel 1972) a 2n=134 cromossomos em Corydoras aeneus (Turner et 

al. 1992). Outras especificidades já foram observadas para os peixes neotropicais 

somente com análises cariotípicas, tais como: polimorfismos estruturais (rearranjos), 

numéricos (euploidias e aneuploidias) e cromossomos sexuais (Almeida-Toledo 

1998; Garcia 2005). Sendo assim, a diversidade citogenética observada nesse 

grupo, até o momento, justifica o aumento das pesquisas envolvendo estes animais 

(Affonso 2000). 
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As regiões organizadoras de nucléolo (RONs) são regiões cromossômicas 

que contém os genes responsáveis pela codificação do RNA ribossomal. A variação 

dessa região em peixes (RONs simples e múltiplas, RONs heteromórficas, RONs 

associadas à heterocromatina constitutiva e RONs ativas em cromossomos sexuais) 

tem sido utilizada como um marcador para tentar entender os processos que 

levaram à diferenciação de populações e espécies estreitamente relacionadas 

(Almeida-Toledo e Foresti 1985). 

A Heterocromatina Constitutiva corresponde a regiões dos cromossomos 

altamente repetitivas, que se mantêm condensadas durante todo o ciclo celular e é 

tida por alguns autores como um estado reprimido ou inativo da cromatina. Tal 

região é encontrada preferencialmente em blocos centroméricos, teloméricos ou 

intersticiais. Heterocromatina associada às RONs e braços cromossômicos ou 

cromossomos inteiros totalmente heterocromáticos são algumas alterações do 

padrão da heterocromatina constitutiva encontradas em peixes. Alguns autores 

sugerem que essas alterações podem estar refletindo processos de diferenciação de 

populações e/ou espécies, ou na origem e evolução de cromossomos sexuais 

(Guerra 1988; Andreata 1991). 

1.4.2. Citogenética molecular 

A hibridização in situ fluorescente (FISH) é uma técnica que tem sido utilizada 

com frequência em citogenética. A FISH consiste na incorporação de uma sonda, 

composta por sequências específicas de nucleotídeos marcados com fluorescência, 

aos cromossomos mitóticos em análise. Várias sondas são utilizadas, e as de uso 

mais comum em peixes são as sondas de DNA repetitivo (Martins et al. 2004; 

Guerra 2012). 

DNAs repetitivos são sequências de DNA de tamanhos variados, organizadas 

em tandem, dispersas ou repetidas milhares de vezes no genoma, podendo ter ou 

não função codificadora. Estudos acerca dessas sequências têm sido de grande 

relevância para a compreensão da evolução genômica de determinadas espécies, 

pois elas nos remetem a dados mais consistentes sobre a diversificação de 

cromossomos sexuais, origem de cromossomos Bs, bem como na detecção de 

homeologias cromossômicas existentes entre espécies relacionadas (Griffiths et al. 

2008; Vicari et al. 2010; Blanco 2012). 
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As famílias multigênicas são sequências de DNA repetitivo que codificam 

moléculas importantes como os RNAs ribossômicos (Martins et al. 2004). Os DNAs 

ribossômicos 18S e 5S, mapeados por hibridização in situ fluorescente, têm sido 

amplamente usados como marcadores citogenéticos em peixes neotropicais, por 

contribuírem na elucidação de problemáticas taxonômicas, biogeográficas e 

filogenéticas (Bellafronte et al. 2005; Teixeira et al. 2009; Vicari et al. 2010; Ferreira 

et al. 2016). 

Os telômeros são sequências de DNA repetitivo conservadas em eucariotos, 

localizadas principalmente na região terminal dos cromossomos, cuja finalidade é 

manter a integridade e estabilidade dos cromossomos. O mapeamento físico dessas 

sequências, por FISH, vem se mostrando um importante marcador citogenético, pois 

podem ou não detectar rearranjos cromossômicos recentes em peixes (Slijepcevic 

1998; Blanco et al. 2013). 

1.4.3. Citogenética de Loricariinae 

Os estudos citogenéticos voltados para a subfamília Loricariinae tiveram início 

com Post em 1965, com análise de células haploides do gênero Loricaria. Desde 

então, apenas 40 das 239 espécies desta subfamília tiveram seu cariótipo descrito. 

Embora escassos, os dados citogenéticos indicam que Loricariinae é heterogênea e 

diversificada cromossomicamente (Artoni e Bertollo 2001; Arai 2011). 

Uma grande variação do número diploide é observada para Loricariinae, tanto 

em nível intergenérico com 2n=36 cromossomos em Rineloricaria a 2n=74 

cromossomos em Sturisoma, quanto em nível interespecífico com 2n=36 

cromossomos em Rineloricaria latirostris a 2n=70 cromossomos em R. strigilata, R. 

quadrensis e R. nigricauda (Giuliano-Caetano 1998; Artoni e Bertollo 2001; 

Rodrigues 2010; Venturelli 2014). A fórmula cariotípica também é variável em 

Loricariinae. Giuliano-Caetano (1998) encontrou em Rineloricaria latirostris, de 

diferentes localidades, 2n=44 cromossomos, porém com fórmulas cariotípicas 

diferentes, com predominância de cromossomos subtelocêntrico/acrocêntricos. 

Polimorfismos numéricos e estruturais foram observados em espécies de 

Loricariinae. Heteromorfismo em cromossomos homólogos como observado em 

Loricariichthys anus; sistema de cromossomo sexual do tipo simples ZZ/ZW em 

Loricariichthys platymetopon e do tipo múltiplo XX/XY1Y2 foi encontrado em Harttia 
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carvalhoi. A ocorrência de cromossomos supranumerários (Bs) foi observada em 

Loricaria e Rineloricaria (Scavone e Júlio Jr. 1995; Centofante et al. 2006; Maia et al. 

2010). 

As regiões organizadoras de nucléolo para os gêneros de Loricariinae estão 

localizadas, com maior frequência, na posição terminal dos braços curtos de um 

único par cromossômico, sendo sugerido como uma característica plesiomórfica 

para Siluriformes. Entretanto, em Harttia, as RONs foram localizadas em posição 

intersticial e algumas espécies de Loricaria e Rineloricaria apresentaram RONs 

múltiplas em posição intersticial e/ou terminal (Kavalco et al. 2005; Centofante et al. 

2006; Blanco 2012). 

A localização da heterocromatina constitutiva tem indicado diferentes padrões 

de distribuição em Loricariinae, principalmente para o gênero Rineloricaria, onde se 

observa padrão com poucos blocos heterocromáticos e padrão com blocos mais 

conspícuos e geralmente associados às RONs, distribuídos em vários pares de 

cromossomos (Giuliano-Caetano 1998; Venturelli 2014). 

O mapeamento do DNAr 18S e 5S, por FISH, foi realizado em apenas 26 

espécies de seis gêneros de Loricariinae, sendo Rineloricaria e Harttia os mais 

estudados. Os sinais com a aplicação da sonda DNAr 18S localizam-se, na maioria 

dos casos, na região terminal de um único par cromossômico. Entretanto, as 

espécies de Harttia, Loricariichthys anus e Rineloricaria latirostris apresentaram 

marcações simples, mas em posição intersticial. Já, Loricaria cataphracta e R. 

lanceolata apresentaram sítios simples e múltiplos nas posições terminais e/ou 

intersticiais dos pares cromossômicos (Rodrigues 2010; Blanco 2012; Rosa et al. 

2012; Venturelli 2014). 

A distribuição dos cístrons de DNAr 5S em algumas espécies de Loricariinae 

tem se mostrado muito diversa e, em alguns casos, em sintenia com os sítios de 

DNAr 18S. Tais características são diferentes dos demais grupos de peixes, que 

apresentam DNAr 5S localizado em dois pares de cromossomos e para os quais a 

não-sintenia parece ser um caráter basal (Martins e Galetti Jr. 2001; Wasko et al 

2001; Almeida-Toledo et al. 2002). Kavalco et al. (2004a) localizaram em Harttia 

loricariformis marcações simples de DNAr 5S na posição terminal de um par 

cromossômico e em sintenia com os sítios de DNAr 18S. Venturelli (2014) analisou 

diferentes espécies de Rineloricaria e localizou marcações simples e múltiplas (até 
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16 sítios) na posição terminal de cromossomos subtelocêntrico/acrocêntricos. Sítios 

simples e múltiplos de DNAr 5S na posição intersticial dos cromossomos também 

foram observados em espécies de Loricariíneos (Centofante et al. 2006; Rodrigues 

2010; Blanco 2012; Takagui et al. 2014). 

Os dados obtidos pelo mapeamento das regiões teloméricas indicam a 

presença de sítios teloméricos intersticiais (ITS) em espécies de Loricariinae. Blanco 

et al. (2013) encontraram quatro ITS em Harttia torrenticola e três ITS em H. 

carvalhoi. Porto et al. (2014b) observaram a presença de quatro ITS em diferentes 

cariomorfos de Rineloricaria lanceolata. Com base nestes resultados, os autores 

sugeriram que rearranjos do tipo fusão e fissão estiveram envolvidos na redução do 

número de cromossomos e na origem de cromossomos sexuais diferenciados. 

Das 29 espécies descritas para o gênero Farlowella, somente F. amazona, de 

diferentes localidades, foi caracterizada citogeneticamente. Número diploide de 

2n=58 cromossomos foi observado para todos os indivíduos de todos os locais 

analisados, número considerado apomórfico, uma vez que 2n=54 é o considerado 

basal para os loricariíneos. Entretanto, a fórmula cariotípica, localização da RON e a 

distribuição da heterocromatina variaram, sugerindo que rearranjos cromossômicos 

estão presentes na diferenciação específica deste gênero (Artoni e Bertollo 2001; 

Gindri 2009; Fernandes et al. 2012; 2015). 

Análises de dados morfológicos e moleculares em espécies de Farlowella têm 

demonstrado confusão quanto à classificação taxonômica e sistemática desse 

gênero. Nesse contexto, a proposta do presente trabalho foi de uma caracterização 

citogenética clássica e molecular de espécies deste gênero, que ocorrem na bacia 

amazônica central. 
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2. Objetivos 

2.1. Geral 

Caracterizar citogeneticamente espécies de Farlowella que ocorrem na 

Amazônia Central e inferir sobre os mecanismos de evolução cromossômica do 

mesmo. 

2.2. Específicos 

 Determinar o número diploide e fórmula cariotípica, bem como o padrão de 

regiões organizadoras do nucléolo e da heterocromatina constitutiva de 

espécies do gênero Farlowella e se possível de diferentes localidades. 

 Mapear sequências repetitivas de DNA ribossômico 18S e 5S a fim de 

encontrar possíveis marcadores espécie-específicos ou populacional para 

espécies de Farlowella. 

 Mapear as regiões teloméricas dos cromossomos a fim de detectar possíveis 

rearranjos. 

 Verificar se há variações citogenéticas intra e interespecíficas. 

  



 

15 
 

3. Material e Métodos 

3.1. Material 

Neste estudo, 28 exemplares de três espécies do gênero Farlowella foram 

analisados, citogeneticamente: F. cf. amazona (Figura 1a), F. oxyrryncha (Figura 1b) 

e F. schreitmuelleri (Figura 1c) e (Tabela 2). 

Os indivíduos foram coletados com o uso de redes de arrasto e rapichés 

(autorização de coleta foi concedida pelo Instituto Chico Mendes de Conservação da 

Biodiversidade – ICMBio, através do Sistema de Autorização e Informação em 

Biodiversidade – SISBIO, Licença permanente no. 28095-1) e transportados vivos, 

em recipientes com sistema de aeração, para o Laboratório de Genética Animal do 

INPA, onde foi realizada a obtenção das suspensões celulares e de tecido muscular. 

Os procedimentos realizados neste trabalho foram aprovados pela comissão de ética 

no uso de animais pelo número do protocolo 079/2015-CEUA/INPA. Os animais 

foram eutanasiados, seguindo as recomendações das Diretrizes da Prática da 

Eutanásia do CONCEA (CONCEA 2013). 

Tabela 2. Espécies de Farlowella analisadas, número de indivíduos por sexo e local de coleta 
(coordenadas geográficas). M = macho; F = fêmea; ? = sexo não identificado. 

Espécie 
Sexo 

Local Coordenadas 
M F ? 

Farlowella cf. amazona 
(Grupo amazona) 

- - 5 Barcelos, rio Negro 
0º56’04.8’’S 

62º58’01.6’’W 

Farlowella oxyrryncha 
(Gr. relação incerta) 

6 3 - Igarapé Sítio Agenor 
2º45’01.9’’S 

60º01’42.1’’W 

Farlowella schreitmuelleri 
(Grupo knerii) 

7 1 6 Igarapé Jundiá 
2°19'43.8"S 

60°04'40.4"W 

 

Os peixes foram numerados, seguindo caderno de registro do Laboratório de 

Genética Animal do INPA, posteriormente fixados em formol comercial 10% por 48 

horas, lavados em água corrente por 12 horas e guardados em álcool 70% para 

posterior tombamento na coleção de Peixes do INPA. Para a confirmação do status 

de Farlowella, todos os indivíduos coletados foram verificados pela Dra. Lucia 

Helena Rapp Py-Daniel, especialista em Taxonomia e Sistemática de Peixes. 
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Figura 1. Espécies de Farlowella estudadas no presente trabalho. (a) vista dorsal, lateral e ventral 

de F. cf. amazona; (b) vista dorsal, lateral e ventral de F. oxyrryncha; (c) vista dorsal, lateral e 

ventral de F. schreitmuelleri. 
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3.2. Metodologia de Citogenética Clássica 

3.2.1. Obtenção dos Cromossomos Mitóticos 

Para estimular o aumento de células em divisão foi feita a indução de mitoses 

conforme técnica descrita por Oliveira et al. (1988), com algumas adaptações. Foi 

injetado, na cavidade abdominal, um lisado bacteriano - Broncho-Vaxom® (0,2g de 

lisado bacteriano + 2mL de água) na proporção de 1mL/100g de peso animal por 48 

horas. Para a obtenção de cromossomos mitóticos foi utilizado o protocolo de Gold 

et al. (1990). 

Após o período de estimulação, o animal foi eutanasiado com eugenol na 

proporção de 5mL para 12L de água. Foram retiradas porções do rim e transferidas 

para uma cubeta de vidro contendo de 2 a 10 mL de meio RPMI. Em seguida, o rim 

foi dissociado com uma seringa hipodérmica de vidro. Foram adicionadas de 3 a 4 

gotas de Colchicina 0,0125%, ressuspendendo com movimentos leves de aspiração 

e expiração, para a obtenção de uma solução celular homogênea e foi deixada em 

temperatura ambiente por 30 minutos. Em seguida, a solução celular foi transferida 

para um tubo do tipo Falcon, ressuspendida e centrifugada por 10 minutos a 900 

rpm. Em seguida, o sobrenadante foi descartado e foram adicionados 10mL de 

solução hipotônica de KCl 0,075M e incubado em estufa a 37 ºC por 40 minutos. 

Terminado o período de hipotonização foi adicionado 1mL de fixador Carnoy (3 

partes de metanol para 1 parte de ácido acético glacial), a solução foi 

homogeneizada e centrifugada por 10 minutos a 900 rpm. O sobrenadante foi 

descartado e o pellet foi diluído em 8mL de fixador Carnoy, homogeneizado e 

centrifugado por 10 minutos a 900 rpm. Este passo se repetiu por mais 2 vezes. 

Após a última centrifugação, o sobrenadante foi descartado e foram adicionados 

1,5mL de fixador. A suspensão celular foi homogeneizada e acondicionada em tubos 

do tipo Ependorff em freezer a -20 °C. 

3.2.2. Análise Cromossômica 

Para a análise cromossômica foram gotejadas de duas a três gotas da 

suspensão celular sobre uma lâmina de vidro limpa e coberta por uma lâmina d’água 

a uma temperatura de 60 ºC. Logo em seguida a lâmina foi corada com Giemsa 10% 

em tampão fosfato (pH=6,8) por 10 minutos. 
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3.2.3. Detecção da Heterocromatina Constitutiva 

Para determinar o padrão de heterocromatina constitutiva (banda C) foi 

utilizada a metodologia descrita por Sumner (1972), que consistiu em tratar as 

lâminas, contendo a suspensão celular, em ácido clorídrico (HCl) 0,2N, a 37 ºC, 

durante 2 minutos e depois lavada com água destilada. Em seguida, a lâmina foi 

incubada em solução de hidróxido de Bário (Ba(OH)2.8H2O) a 5%, recém preparada 

e filtrada, a 42 ºC, durante 50 segundos e para interromper a ação do hidróxido de 

bário, a lâmina foi lavada brevemente em ácido clorídrico 0,2N e depois lavada com 

água destilada. Em seguida, a lâmina foi incubada em solução salina 2xSSC (cloreto 

de sódio 0,3M e citrato trisódico 0,06M em pH 6,8), a 60 ºC, durante 40 minutos e foi 

lavada com água destilada. Depois de seca, a lâmina foi corada com Iodeto de 

propídeo (1µl de iodeto + 20µl de Vectashield®) e coberta com uma lamínula para 

espalhar o iodeto. 

3.2.4. Detecção das Regiões Organizadoras de Nucléolo 

Para determinar o padrão da região organizadora de nucléolo (RON) foi 

utilizado o protocolo de Howell e Black (1980), que consistiu em colocar sobre uma 

lâmina, contendo a preparação cromossômica, três gotas de solução de gelatina a 

2% (acrescida de ácido fórmico na proporção de 1mL para cada 100mL de solução); 

sobre cada gota de gelatina foram colocadas duas gotas de solução aquosa de 

nitrato de prata a 50%. As soluções foram misturadas delicadamente e cobertas com 

uma lamínula. As lâminas foram incubadas em câmara úmida a 60 °C por 5 a 7 

minutos ou o tempo necessário para que a lâmina adquirisse uma coloração 

amarelada ou marrom escura. A lamínula foi retirada com um jato de água destilada 

e a lâmina lavada e deixada secar ao ar. 

3.3. Metodologia de Citogenética Molecular 

3.3.1. Extração de DNA 

A extração de DNA foi realizada a partir do tecido muscular de Farlowella cf. 

amazona, utilizando o protocolo de extração de DNA – Wizard Genomic DNA 

Purification Kit (Promega). 

Aproximadamente 20mg de tecido muscular foi macerado, com auxílio de 

tesoura, dentro de um tubo estéril de 1,5mL do tipo Ependorff. Foram adicionados 

300μL de EDTA/Nuclei Lysis Solution (este mix foi preparado usando 60μL de EDTA 
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+ 250μL de Nuclei Lysis Solution e colocado em geladeira por 10 minutos, até ficar 

turvo) e 10μL de Proteinase K (10ng/μL). O conteúdo do tubo foi homogeneizado e 

deixado a 55 ºC por cerca de 2 horas ou até o tecido ser totalmente dissolvido. Em 

seguida, foram adicionados 5μL de RNAse, misturado cuidadosamente, por 

inversão, por alguns minutos e deixado em estufa a 37 ºC durante 30 minutos (este 

passo é opcional). Em seguida, foram adicionados 100μL de Protein Precipitation 

Solution, vortexado até a solução ficar espumante (aproximadamente 20 segundos) 

e colocado em freezer por 5 minutos. Posteriormente, o tubo foi colocado em 

centrifuga a 13000 rpm durante 8 minutos, o sobrenadante foi transferido para outro 

tubo e o pellet descartado. 

Então foram adicionados 300μL de isopropanol gelado, homogeneizado por 

inversão e centrifugado a 13000 rpm por 8 minutos. O sobrenadante foi 

cuidadosamente retirado, com o auxílio de uma pipeta, e foram adicionados 300μL 

de etanol 70% gelado e novamente centrifugado a 13000 rpm por 8 minutos. O 

sobrenadante foi cuidadosamente retirado e o pellet foi colocado para secar a 37 ºC 

por 15 minutos. Por fim, foram adicionados 50μL de DNA Rehydrate Solution e 

armazenado em freezer. 

Para possibilitar a análise da quantidade e integridade do material, o DNA 

extraído foi quantificado por comparação com marcador de concentração conhecida, 

em eletroforese padrão (com tampão Tris-Borato-EDTA 0,5X e corrida a 70 V por 40 

minutos) em gel de agarose 0,8% e corado com GelRed Acid Gel Stain Biotium 

(1:500). A visualização e análise do DNA no gel foram feitas no fotodocumentador 

Easy Doc 100 (BioAgency). As quantificações foram feitas em espectrofotômetro 

NanoVue Plus (GE Healthcare). 

3.3.2. Preparação das sondas de DNA ribossômico 18S e 5S 

A amplificação do DNAr 18S e 5S dos indivíduos amostrados foi realizada a 

partir do DNA celular total, previamente isolado, sendo a amplificação realizada 

através da técnica de PCR (Polimerase Chain Reaction, Saiki et al. 1988), utilizando 

os primers 18S F(5’-CCG CTT TGG TGA CTC TTG AT-3’) e R(5’-CCG AGG ACC 

TCA CTA AAC CA-3’) (Gross et al. 2010) e os primers 5S F(5’-TAC GCC CGA TCT 

CGT CCG ATC-3’) e R(5’-CAG GCT GGT ATG GCC GTA AGC-3’) (Martins e Galetti 

Jr. 1999). 



 

20 
 

Cada reação de PCR teve um volume final de 25 μl, contendo 1 μl de DNA 

molde [100ng], 1μl do primer F, 1μl do primer R, 12,5μl Go Taq e 9,5μl de água 

destilada. Os ciclos de amplificação para o DNAr 18S e 5S foram de 1 ciclo de 2 

minutos a 95 °C; 35 ciclos de 30 segundos a 94 °C, 1 minuto a 56 °C, 1minuto e 30 

segundos a 72 °C e 1 ciclo de 10 minutos a 72 °C. Em seguida, o produto final da 

PCR foi quantificado e armazenado em freezer a -20 °C. 

3.3.3. Preparação da sonda telomérica 

A sonda utilizada para a detecção de sequências teloméricas foi amplificada 

via PCR. Foram usados os primers (TTAGGG)5 e (CCCTAA)5 (Ijdo et al. 1991) com 

os seguintes parâmetros: 1μl do primer F, 1μl do primer R, 12,5μl de Go Taq e 9,5μl 

de água destilada com um volume final de 24μl. 

Os ciclos de amplificação para a obtenção da sonda telomérica foram de 1 

ciclo de 5 minutos a 94 °C; 12 ciclos de 1 minuto a 94 °C, 45 segundos a 55 °C, 1 

minuto a 72 °C e 35 ciclos de 1 minuto a 94 °C e 30 segundos a 60 ºC. Em seguida, 

o produto final da PCR foi quantificado e armazenado em freezer a -20 °C. 

3.3.4. Marcação das sondas  

As Sondas foram marcadas seguindo o método de Nick Translation, utilizando 

o Kit Dig-NickTM Translation Mix para a marcação das sondas em vermelho e o Kit 

Biotin-NickTM Translation Mix para a marcação das sondas em verde. 

Foram colocados em um tubo do tipo eppendorf de 0,2 ml: 5μl de DNA obtido 

na PCR, 4μl de mix do kit e 11μl de água destilada (volumes para 8 lâminas com 

DNA a 300ng). Foi incubada em termociclador a 16 ºC por 45 minutos, 65 ºC por 10 

minutos e posteriormente a sonda marcada foi armazenada em freezer -20 °C. 

3.3.5. FISH - Hibridização in situ fluorescente (com duas sondas) 

Para a detecção das sondas (18S, 5S e telomérica) foi realizada a técnica de 

hibridização in situ por fluorescência (FISH) descrita por Pinkel et al. (1986) com 

algumas modificações. 

Preparação das lâminas: 

As lâminas contendo a suspensão celular foram lavadas durante 5 minutos 

em PBS 1x, em temperatura ambiente e posteriormente desidratadas em série 

alcoólica de etanol gelado (70%, 85% e 100%) por 5 minutos cada. 
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Fixação: 

As lâminas foram fixadas em formaldeído 1% em PBS 1x/50nM de cloreto de 

magnésio durante 10 minutos em temperatura ambiente. Em seguida, foram lavadas 

durante 5 minutos em PBS 1x em temperatura ambiente, novamente desidratada em 

série alcoólica de etanol gelado (70%, 85% e 100%) por 5 minutos cada e deixadas 

secar ao ar. 

Pré-hibridização: 

O material contido na lâmina foi desnaturado em formamida 70% em 2xSSC a 

70 ºC por 5 minutos, desidratado em série alcoólica de etanol gelado (70%, 85% e 

100%) por 5 minutos cada e deixadas secar ao ar. 

Solução de hibridização: 

Em um tubo do tipo eppendorf foram adicionados 50μl de formamida 100%, 

20μl de sulfato de dextrano 50%, 10μl de 20xSSC, 5μl de sonda 1 Roche, 5μl de 

sonda 2 Roche e 10μl de água destilada (volume total para 2 lâminas). A sonda foi 

desnaturada em banho seco a 99 °C por 10 minutos e transferida imediatamente ao 

gelo. 

Hibridização: 

Sobre uma lamínula limpa foram colocados 40μl da solução de hibridização e 

inverteu-se a lâmina seca sobre a lamínula e deixadas com o material voltado para 

baixo em câmara úmida a 37 ºC overnight (14 horas). 

Lavagens: 

Após o período de hibridização, as lâminas foram lavadas em formamida 15 

% a 42ºC durante 10minutos e posteriormente lavadas em solução de Tween 0,5 % 

durante 5 minutos em temperatura ambiente. 

Detecção do Sinal: 

Para a detecção do sinal as lâminas foram incubadas em tampão NFDM por 

15 minutos e lavadas duas vezes (5 minutos cada) em solução de Tween 0,5 % em 

temperatura ambiente. 
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Amplificação do Sinal: 

Sobre uma lamínula foram colocados 100μl do mix de amplificação (20µL de 

anti-digoxigenina e 100µL de estreptavidina/NFDM (2 μL de estreptavidina + 998 μL 

de NFDM). Inverteu-se a lâmina sobre a lamínula e incubadas em câmara úmida e 

escura a 37 ºC durante 60 minutos. Posteriormente, as lâminas foram lavadas 3 

vezes (5 minutos cada) em solução de Tween 0,5% em temperatura ambiente e 

desidratadas em série alcoólica de etanol gelado (70%, 85% e 100%), por 5 minutos 

cada e deixadas secar ao ar. 

Montagem das lâminas: 

Sobre cada lâmina foi colocado 20μl de uma solução contendo 1μl de DAPI 

diluído em 20μl de Vectashield®, coberta com uma lamínula e mantida em recipiente 

escuro. 

3.4. Análise Cariotípica 

As metáfases foram fotografadas em microscópio óptico com câmera digital e 

os cariótipos foram montados, utilizando o programa Adobe Photoshop CS3, onde 

os cromossomos metafásicos mitóticos foram recortados, emparelhados, medidos 

no programa ImageJ e colocados em ordem decrescente de tamanho, separados 

por grupos. A morfologia dos cromossomos foi determinada de acordo com a 

posição do centrômero segundo Levan et al. (1964) e classificados com base no 

índice de relação de braços (RB= comprimento do braço maior/comprimento do 

braço menor), podendo ser metacêntricos (RB= 1,0-1,7), submetacêntricos (RB= 

1,71-3,0), subtelocêntricos (RB= 3,01-7,0) e acrocêntricos (RB= 7,00). Na 

determinação do número de braços (NF) foram considerados os cromossomos 

metacêntricos, submetacêntricos e subtelocêntricos como tendo dois braços e os 

acrocêntricos como tendo apenas um braço. 
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4. Resultados 

As três espécies do gênero Farlowella apresentaram número diploide de 58 

cromossomos, porém as fórmulas cariotípicas, o número fundamental, a distribuição 

da heterocromatina e a localização da RONs e dos cístrons de DNA ribossômico 

18S e 5S foram espécie-específicos. 

4.1. Farlowella cf. amazona 

Os espécimes de Farlowella cf. amazona têm o cariótipo formado por 

14m+30sm+14st e número fundamental (NF) igual a 116 braços (Figura 2a). Desta 

espécie não foi possível identificar o sexo dos exemplares, porém, não foram 

observados cromossomos diferenciados, que pudessem evidenciar um sistema de 

cromossomos sexuais entre os indivíduos analisados. O primeiro par cromossômico 

tem uma constrição secundária intersticial no braço longo, com heteromorfismo de 

tamanho entre seus homólogos. 

A heterocromatina constitutiva está distribuída preferencialmente na região 

centromérica da maioria dos cromossomos do complemento. Entretanto, alguns 

pares cromossômicos apresentaram bandeamento heterocromático diferenciado, 

uns mais evidentes que outros. Os braços longos do par cromossômico 1 e os 

braços curtos do par cromossômico 20 mostraram-se praticamente todo 

heterocromático; os pares cromossômicos 3, 4, 5, 6 e 23 apresentaram blocos 

pericentroméricos mais evidentes e os pares cromossômicos 13, 21, 26, 27 e 28 

apresentaram blocos biteloméricos (Figura 2b). 

A região organizadora de nucléolo (RON) detectada com a técnica de 

impregnação por Nitrato de Prata mostrou-se ativa em apenas um par 

cromossômico, na região intersticial dos braços longos do par cromossômico 1 

(metacêntrico), a qual foi coincidente com a constrição secundária e foi positiva para 

banda C, evidenciando assim, um sistema de RON simples (Figura 2c). A 

Hibridização in situ fluorescente com a sonda DNAr 18S foi coincidente com a RON 

(Figura 2d). 

A hibridização com a sonda DNAr 5S evidenciou marcação apenas nos 

braços curtos do par submetacêntrico 20, o qual parece ser totalmente 

heterocromático (Figura 2e).  
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Figura 2. Cariótipo de Farlowella cf. amazona. (a) Coloração convencional, Giemsa; (b) bandeamento da 

heterocromatina constitutiva; (c) par cromossômico nucleolar por Ag; (d) par cromossômico nucleolar por FISH - 

DNAr 18S; (e) par cromossômico possuidor do sitio de DNAr 5S. Barra = 10 μl. 
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A hibridização com a sonda telomérica marcou as regiões terminais de todos 

os cromossomos, evidenciando um acúmulo na porção terminal dos braços longos 

dos pares 16, 19, 21, 22, 26 e 27, entretanto, nenhuma sequência telomérica 

intersticial (ITS) foi observada (figura 5a). 

4.2. Farlowella oxyrryncha 

Os espécimes de Farlowella oxyrryncha tem o cariótipo formado por 

12m+22sm+18st+6a (Figura 3a) e número fundamental igual a 110 braços. Em 21 

exemplares analisados de F. oxyrryncha (11 machos e 10 fêmeas) foi observada 

uma diferença no par cromossômico 27 (possuidor da constrição secundária) entre 

machos e fêmeas, o que acreditamos tratar-se de cromossomos sexuais 

diferenciados do tipo XX/XY (Figura 3b). 

Esta espécie apresentou uma grande quantidade de heterocromatina 

constitutiva. Todos os pares apresentaram blocos heterocromáticos na região 

centromérica, com exceção dos pares metacêntricos 4 e 6 que não apresentaram 

nenhuma marcação. Os pares 2, 10, 28 e 29 apresentaram marcações 

biteloméricas; o par 3 apresentou marcação na região telomérica do braço longo e o 

par 14 na região telomérica do braço curto; os pares 8, 18 e 25 apresentaram 

marcações intersticiais nos braços longos; os pares 10, 12, 13, 19 e 20 

apresentaram marcações pericentromérica e proximais nos braços longos e os pares 

19 e 23 apresentaram o braço curto inteiramente heterocromático (Figura 3c). 

O heteromorfismo do par 27 é mais evidente, quando é analisado após a 

técnica de bandeamento C, pois este par apresentou dois grandes blocos 

heterocromáticos, um que compreende cerca de 50% do braço longo e que coincide 

com a constrição secundária, presente nos dois homólogos de machos e fêmeas; o 

outro bloco na região pericentromérica presente nos dois homólogos da fêmea e 

ausente em um dos homólogos do macho (Figura 3c-d). A região organizadora de 

nucléolo foi observada somente no par 27 e também coincidente com a constrição 

secundária (Figura 3e). 
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Figura 3. Cariótipo de Farlowella oxyrryncha. (♀) Fêmea. (♂) Macho. (a-b) Coloração convencional, Giemsa; (c-

d) bandeamento C da heterocromatina constitutiva; (e) par cromossômico nucleolar por Ag; (f) FISH com sonda 

DNAr 18S; (g) par cromossômico possuidor do sitio de DNAr 5S. Barra: 10 μl. 
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A FISH com a sonda DNAr 18S foi coincidente com a RON (Figura 3f). A 

sonda de DNA ribossômico 5S hibridizou em apenas um par cromossômico na 

região centromérica do par 26 (Figura 3g), coincidentes com blocos 

heterocromáticos. 

A hibridização com sondas teloméricas evidenciou marcações terminais em 

todos os cromossomos e cinco pares cromossômicos com ITS (8, 14, 18, 19 e 27), 

todos, com exceção do par 14, associados a blocos de heterocromatina (Figura 5b). 

O par acrocêntrico 27 apresentou 4 variações da ITS (Figura 5c). 

4.3. Farlowella schreitmuelleri 

Farlowella schreitmuelleri tem o cariótipo formado por 10m+30m+14st+4a e 

número fundamental igual a 112 braços (Figura 4a). Nesta espécie não foram 

observados cromossomos sexuais diferenciados. Uma constrição secundária foi 

observada nos braços longos do par acrocêntrico 28 (Figura 4a). 

Esta espécie apresentou uma grande quantidade de heterocromatina 

constitutiva, em sua maioria, localizada na região centromérica dos cromossomos e, 

em alguns pares cromossômicos esse marcador foi bem mais evidente. Nos pares 7, 

9, 14, 22 e 23 foram observados blocos heterocromáticos na região intersticial dos 

braços longos; nos pares 2, 10, 13, 15 e 26 blocos somente na região 

pericentromérica; enquanto que nos pares 8, 24, 25 e 28 foram observados blocos 

conspícuos tanto nas regiões pericentromérica quanto na região telomérica dos 

braços longos, sendo que no par 28, coincide com a constrição secundária. Os pares 

cromossômicos 5, 19 e 27 apresentaram o braço curto totalmente heterocromático e 

o par 16 somente um de seus homólogos apresentou heterocromatina (Figura 4b). 

A RON foi simples, evidenciada na região terminal dos braços longos do par 

cromossômico 28, a qual foi coincidente com a constrição secundária (Figura 4c). 

Os sítios de DNA ribossômico 18S também foram observados no par 28, 

confirmando assim, o número e a posição da RON ativa no conjunto cromossômico 

(figura 4d). 

Sítios múltiplos de DNAr 5S foram encontrados nos pares 16 (em apenas um 

de seus homólogos) e no par subtelocêntrico 26, os quais foram positivos para 

banda C (Figura 4e). 



 

28 
 

 

Figura 4. Cariótipo de Farlowella schreitmuelleri. (a) Coloração convencional, Giemsa; (b) bandeamento da 

heterocromatina constitutiva; (c) par cromossômico nucleolar; (d) par cromossômico possuidor do sítio de DNAr 

18S; (e) pares cromossômicos possuidores dos sítios de DNAr 5S. Barra 10 μl. 
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A hibridização com sondas teloméricas evidenciaram marcações terminais em todos cromossomos e ITS’s nos pares 

cromossômicos 7, 14, 25 e 28, todos coincidentes com blocos de heterocromatina. No par 28 a ITS foi observada em apenas um 

de seus homólogos (Figura 5d). 

Na tabela 3 temos um resumo dos resultados obtidos para as três espécies de Farlowella analisadas no presente estudo e o 

das espécies de Farlowella disponíveis na literatura. 

 

Tabela 3. Dados citogenéticos para as espécies de Farlowella. 2n= Número diploide; m=metacêntrico; sm=submetacêntrico; 
st=subtelocêntrico; a=acrocêntrico; NF=Número Fundamental; RON=Região Organizadora de Nucléolo; DNAr =DNA ribossômico; 
cf=a confirmar; ITS=Sequência telomérica intersticial; Ig.=Igarapé. 

Espécie Localidade 2n 
F. Cariotípica 

NF RON 
DNAr 

ITS REF. 
 m  sm   st   a 18S 5S 

Farlowella amazona Rio Taquari-MS 58 18 20 12 8 108 
Pares 

26 e 27 
- - - 1 

Rio Iguatemi-MS 58 6 38 8 6 110 Par 27 - - - 2 

Rio Iguatemi-MS 58 12 30 10 6 110 Par 27 - - - 3 

Farlowella cf. amazona Barcelos-AM 58 14 30 14 - 116 Par 1 Par 1 Par 20 - 4 

Farlowella oxyrryncha Ig. Sítio Agenor - AM 58 12 22 18 6 110 Par 27 Par 27 Par 26 
Pares 8, 14, 
18, 19 e 27 

4 

Farlowella schreitmuelleri Ig. Jundiaí - AM 58 10 30 14 4 112 Par 28 Par 28 
Pares   

16 e 26 
Pares 7,14, 

27 e 28 
4 

Gindri 2009 (1), Fernandes et al. 2012 (2), Fernandes et al. 2015 (3), Presente estudo (4).  
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Figura 5. Mapeamento das regiões teloméricas de Farlowella. (a) Cariótipo de F. cf. amazona; (b) cariótipo de F. 

oxyrryncha; (c) variação de ITS no par 27 de F. oxyrryncha; (d) cariótipo de F. schreitmuelleri. Barra 10 μl. 
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5. Discussão 

5.1. Diversidade cariotípica em Loricariinae, com ênfase no gênero 

Farlowella 

Os resultados do presente estudo e os disponíveis na literatura demonstram 

uma relativa estabilidade do número diploide em 2n=58 cromossomos para as 

espécies de Farlowella (Gindri 2009; Fernandes et al. 2012; 2015; presente estudo). 

Em Loricariinae, subfamília na qual Farlowella está inserido, tem três outros 

gêneros, nos quais suas espécies também apresentam o complemento cariotípico 

com 58 cromossomos: Brochiloricaria, Harttia e Rineloricaria (Michele et al. 1977; 

Alves et al. 2003; Rodrigues 2010; Blanco 2012; Blanco et al. 2017). 

Artoni e Bertollo (2001) sugerem que o cariótipo ancestral de Loricariinae seja 

de 54 cromossomos. Entretanto, nesta subfamília, este número modal é raro, sendo 

descrito apenas para espécies do gênero Loricariichthys (Fenocchio 1993; Scavone 

e Júlio Jr. 1995; Carneiro et al. 1998; Roncati et al. 1999; Maia 2008; Rodrigues 

2010; Takagui et al. 2014). Mais recentemente, num estudo citogenético em sete 

espécies de Harttia, Blanco et al. (2017) propuseram que o cariótipo ancestral para 

esse gênero seria 2n=58 cromossomos, hipótese que pode ser perfeitamente 

aplicada ao gênero Farlowella. 

Embora o número diploide para as espécies de Farlowella seja um caráter 

conservado (2n=58), as fórmulas cariotípicas são diversas tanto intra como 

interespecificamente. Por exemplo, para Farlowella amazona (Günther 1864) quatro 

fórmulas cariotípicas já foram descritas, sendo três para a região Centro-Oeste: 

(18m+20sm+12st+8a) do córrego do Ribeirão, rio Taquari – MS (Gindri 2009); 

(6m+38sm+8st+6a) do córrego Água Boa, rio Iguatemi – MS (Fernandes et al. 2012); 

(12m+30sm+10st+6a) do Córrego Dourado, rio Iguatemi – MS (Fernandes et al. 

2015) e uma descrição para a região norte (14m+30sm+14sta), igarapé próximo ao 

município de Barcelos, rio Negro – AM (presente estudo). Esta última, classificada 

como F. cf. amazona, diferencia-se das descritas para a região centro-oeste 

principalmente devido à ausência de cromossomos do tipo acrocêntrico e por 

apresentar a RON num par metacêntrico (par 1). Esta variabilidade cariotípica deixa 
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evidente a presença de rearranjos cromossômicos, sugerindo que F. amazona não 

se trata de uma espécie, mas de um complexo de espécies. 

Loricariidae tem como característica uma grande diversidade cariotípica, 

sendo que esta família de peixes é tida como uma das mais complexas da ictiofauna 

neotropical (Artoni e Bertollo 1996; Alves et al. 2003). Essa variação cromossômica 

é tanto numérica como estrutural. Exemplo dessa variação é visto em Rineloricaria, 

um dos gêneros que possui mais estudos citogenéticos, dentro desta subfamília 

(Giuliano-Caetano 1998; Alves et al. 2003; Mendes-Neto 2008; Maia et al. 2010; 

Rodrigues 2010; Porto et al. 2011; Rosa et al. 2012; Porto et al. 2014b; Venturelli 

2014). Giuliano-Caetano (1998), analisando três populações de Rineloricaria 

latirostris, encontrou 20 fórmulas cariotípicas em 11 números diploides. Rosa et al. 

(2012), analisando duas populações de Rineloricaria lima encontraram oito fórmulas 

cariotípicas em quatro números diploides. Os autores atribuem esta diversidade 

cariotípica a rearranjos cromossômicos, principalmente por eventos de fusão, fissão, 

inversões e deleções. 

A diversidade cariotípica observada em Farlowella amazona pode estar 

relacionada aos seus hábitos ecológicos. Em geral, as espécies desse gênero são 

de baixa vagilidade e habitam porções específicas dos rios, o que pode levar à 

formação de pequenas populações isoladas, causando diferenciações 

independentes em seu conjunto gênico, levando à especiação. Tal fato vem sendo 

observado em outros grupos de Siluriformes, que apresentam inúmeras variantes, 

decorrentes de rearranjos cromossômicos em pequenas populações intercruzantes 

(Ferreira et al. em preparação). 

Farlowella oxyrryncha e F. schreitmuelleri também apresentaram fórmulas 

cariotípicas distintas, estas por sua vez, se assemelham com o padrão encontrado 

para as diferentes populações de F. amazona da região centro-oeste, pois 

apresentam cromossomos acrocêntricos e a constrição secundária localiza-se em 

um desses pares. 

A presença de um par de acrocêntricos com constrição secundária é notada 

também em espécies de Harttia (H. longipinna, H. gracilis, H. punctata, H. 

torrenticola e H. carvalhoi) (Blanco et al. 2017), que se assemelha ao padrão 

encontrado nas populações de F. amazona da região centro-oeste e de F. 
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oxyrryncha e F. schreitmuelleri. Harttia kronei, por sua vez, apresenta um par 

cromossômico metacêntrico carreando a constrição secundária (Blanco et al. 2017), 

que, de certa forma, se assemelha ao primeiro par metacêntrico de Farlowella cf. 

amazona (presente estudo). 

Alguns autores colocam Farlowella como gênero próximo a Sturisoma (Rapp 

Py-Daniel 1997; Montoya-Burgos et al. 1998; Covain e Fisch-Müller 2007; Covain et 

al. 2008; 2016), entretanto, os dados citogenéticos (numéricos e estruturais) 

demonstram uma similaridade muito mais acentuada de Farlowella com Harttia spp., 

uma vez que, Sturisoma spp. apresenta número diploide alto (2n=66 e 2n=74), com 

predominância de cromossomos subtelocêntricos e acrocêntricos (Artoni e Bertollo 

2001; Gindri 2009). 

A partir dos números diploide e fundamental (NF) (número de braços) é 

possível deduzir a constituição cariotípica e o mecanismo de evolução de 

determinados grupos (Kasahara 2009). Os cromossomos dos tipos metacêntrico, 

submetacêntrico e subtelocêntrico possuem dois braços e os acrocêntricos um 

braço. Tendo em vista isso, os valores de NF de F. cf. amazona (116), de F. 

oxyrryncha (112) e de F. schreitmuelleri (110) nos levam a pensar que a diversidade 

cariotípica observada nesse gênero é causada por inversões pericêntricas, aquelas 

que mudam o tipo cromossômico, mas não o número diploide. O primeiro par 

metacêntrico de F. cf. amazona teria sofrido uma inversão pericêntrica (envolve o 

centrômero) e se tornado um acrocêntrico, correspondendo ao primeiro par 

acrocêntrico de F. oxyrryncha e F. schreitmuelleri. Essa proposta de rearranjo 

cromossômico pode ser sustentada pela presença da constrição secundária, e de 

outros marcadores (RON, Heterocromatina Constitutiva e o DNA ribossômico 18S), 

que estão nesses pares cromossômicos, ou seja, podemos dizer que são 

cromossomos homeólogos. Entretanto, o contrário também pode ser verdadeiro, ou 

seja, um acrocêntrico é que teria sofrido a inversão. 

Região organizadora do nucléolo localizada em apenas um par cromossômico 

(RON simples) tem sido relatada como a condição mais comum em peixes 

(Kasahara 2009; Artoni e Bertollo 1996), sendo que para os loricariídeos, a presença 

desses sítios em posição terminal dos braços longos de um par metacêntrico é a 

condição considerada ancestral (Artoni 1996). Entretanto, divergências a este 

padrão, principalmente quanto à localização desses sítios nos cromossomos, são 
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frequentemente observadas nesta família (Souza 2003; Mariotto et al. 2004; Alves et 

al. 2005; Kavalco et al. 2005; de Oliveira 2006; Blanco et al. 2017). 

Da Silva et al. (2014) observaram cinco padrões distintos de RON numa 

população de Hypancistrus aff. debilittera. Em dois, dos cinco, foram evidenciadas 

marcações terminais e intersticiais e em um desses dois padrões, a marcação 

intersticial foi evidenciada em apenas um dos homólogos. Os autores sugeriram que 

inversões paracêntricas estariam ocasionando a diferenciação cromossômica 

nesses indivíduos. Em outro estudo, Porto et al. (2014a) também observaram cinco 

padrões de RON em Loricaria cataphracta de uma mesma população, sendo 

evidenciados sítios em posições centromérica, pericentromérica e intersticial do 

braço longo ou ocupando o braço curto inteiro. Neste caso, os autores sugeriram 

que a variação desse marcador seria causada por elementos transponíveis móveis. 

Para as espécies de Farlowella a RON foi simples, tanto nas do presente 

estudo como em duas populações de Farlowella amazona de diferentes tributários 

do rio Iguatemi – MS (Fernandes et al. 2012; 2015). RON múltipla foi observada em 

uma população de F. amazona do Córrego da Onça, rio Taquari – MS (Gindri 2009). 

A posição desse marcador diverge do considerado ancestral para o grupo. Em F. cf. 

amazona a RON foi evidenciada no braço longo de um par metacêntrico, ocupando 

quase todo o braço, enquanto que em F. oxyrryncha, F. schreitmuelleri e nas 

disponíveis na literatura, a RON foi evidenciada na região terminal do braço longo de 

um par acrocêntrico, dados que confirmam a grande similaridade entre esses pares 

cromossômicos e a presença de uma inversão pericêntrica, causando a 

diversificação do par cromossômico nucleolar em espécies de Farlowella. Entretanto, 

outras possibilidades não são descartadas, uma vez que, os dados citogenéticos 

disponíveis para as espécies desse gênero são escassos. Ainda, as espécies de 

Farlowella apresentam um heteromorfismo quanto ao tamanho das RONs e estas 

são positivas para banda C. Isto pode ser explicado por uma duplicação em tandem 

da sequência de DNA de um dos homólogos. A presença de heterocromatina 

constitutiva entre os genes ribossômicos pode causar um crossing-over desigual na 

meiose, levando a um heteromorfismo de tamanho entre cromossomos homólogos 

(Gold 1984; Sola et al. 1988). 

Os genes ribossômicos (45S e 5S) são importantes marcadores 

citotaxonômicos e evolutivos, pois auxiliam na compreensão da diversidade 
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cromossômica dos organismos (Bellafronte et al. 2005; Teixeira et al. 2009; Vicari et 

al. 2010). A localização desses genes em um mesmo par cromossômico (sintenia) é 

sugerida como uma condição plesiomórfica para os Loricariidae (Ziemniczak et al. 

2012) e o mapeamento físico cromossômico dessas sequências nesta família tem se 

mostrado um excelente marcador espécie-específico (Rosa et al. 2012; Traldi et al. 

2013; da Silva et al. 2014; Venturelli 2014; Favarato et al. 2016; Blanco et al. 2017). 

Para as espécies de Farlowella, analisadas no presente estudo, o 

mapeamento dos genes ribossômicos 5S e 18S mostrou que os mesmos estão em 

pares cromossômicos diferentes. Os sítios de DNAr 5S foram observados em 

cromossomos submetacêntricos e/ou subtelocêntricos, enquanto que os sítios de 

DNAr 18S foram observados em cromossomos metacêntricos ou acrocêntricos, não 

havendo sintenia de tais sequências em nenhuma das espécies analisadas. A não 

sintenia dos genes ribossômicos, mais frequente em peixes (Lui et al. 2009), é tida, 

por alguns autores, como uma vantagem evolutiva, pois evita possíveis rearranjos 

desfavoráveis nessas regiões, uma vez que, a conversão genética e mecanismos, 

como crossing over desigual, frequentemente ocorrem em sítios de DNAr, quando 

em sintenia (Dover 1986; Martins e Galetti Jr. 1999). 

Em Loricariinae, a sintenia entre os genes ribossômicos 5S e 18S foi 

evidenciada em apenas três espécies: Harttia carvalhoi, H. loricariformis e 

Loricariichthys platymetopon (Kavalco et al. 2004a; 2005; Centofante et al. 2006; 

Rodrigues 2010; Blanco et al. 2013; 2017). Considerando a sintenia de tais regiões 

uma característica plesiomórfica, Blanco et al. (2017) propuseram que H. carvalhoi e 

H. loricariformis estariam mantendo a condição basal em relação a esses genes. Em 

outro estudo, Rodrigues (2010) atribuiu essa sintenia como uma autapormofia, que 

possivelmente teria surgido de maneira isolada nesses dois gêneros, uma vez que 

as espécies de Harttia são consideradas basais e estão distantes filogeneticamente 

das espécies de Loricariichthys. Entretanto, os dados citogenéticos moleculares 

obtidos para os Loricariíneos ainda são escassos e estudos mais aprofundados são 

necessários para inferir com acurácia sobre os processos carioevolutivos do grupo. 

Nas espécies analisadas no presente estudo, os sítios hibridizados com 

sondas de DNAr 18S se apresentaram em um único par cromossômico e 

coincidentes com a RON, reforçando a ideia de homeologia entre esses pares 

cromossômicos e que, inversões pericêntrica e/ou paracêntrica devem ter 
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contribuindo para a diversificação da posição deste par no cariótipo de Farlowella 

spp. 

Em Loricariinae, a maioria dos estudos citogenéticos voltados para o 

mapeamento físico do gene ribossômico 18S tem demonstrado a presença de um 

único par cromossômico como portador dessa sequência (Tabela 4), sendo sugerido 

aqui, como um caráter plesiomórfico para o grupo, uma vez que todas as espécies 

de Harttia analisadas, gênero basal dentro da subfamília, apresentam apenas um 

par com DNAr 18S (Kavalco et al. 2005; Centofante et al. 2006; Rodrigues 2010; 

Blanco et al. 2012; 2013; 2014; 2017). Sítios múltiplos de DNAr 18S foram 

evidenciados em três espécies de Rineloricaria e em uma espécie de Loricaria 

(Porto et al. 2011; Porto et al. 2014a; b; Primo et al. 2016). 

Enquanto o gene ribossômico 18S tem demonstrado uma relativa 

conservação numérica em Loricariinae, os cístrons de DNAr 5S têm evidenciado 

uma maior variabilidade numérica e de localização (Tabela 4). A tribo Harttiini tem se 

mostrado conservada com relação a este gene, variando de dois a quatro sítios, 

enquanto que os representantes da tribo Loricariini têm demostrado uma maior 

variabilidade dessa sequência, possuindo até 16 sítios. 

Farlowella cf. amazona e F. oxyrryncha tiveram os sítios de DNAr 5S 

observados em apenas um par de cromossomos subtelocêntricos (pares 20 e 26, 

respectivamente), enquanto F. schreitmuelleri apresentou sítios múltiplos desse 

gene, sendo um sítio localizado no par submetacêntrico 16 (em apenas um dos 

homólogos) e o outro no par subtelocêntrico 26. A ausência do sítio de DNAr 5S em 

um dos homólogos do par 16 de F. schreitmuelleri pode ser devido à sensibilidade 

limitada da técnica de FISH, que não detecta sequências muito pequenas 

(Schwarzacher e Heslop-Harrison 2000) ou mesmo, que a sequência ribossômica 

tenha sido deslocada do par 26 por elementos transponíveis móveis, fato que tem 

sido relatado em diferentes grupos de peixes e que tem contribuído para a 

diversificação cariotípica desses organismos (Gross et al. 2010; Ferreira et al. 2011; 

da Silva et al. 2011; Blanco 2012; Schneider et al. 2013; Favarato et al. 2017; da 

Silva et al. 2016). 
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     Tabela 4. Resultados do mapeamento físico e cromossômico dos genes ribossômicos 18S e 5S para Loricariinae. 

 Espécies Localidade 2n Fórmula Cariotípica DNAr 18S DNAr 5S Referência 

 
 
 

Harttia absaberi Rio Passa Cinco (SP) 62 13m+23sm+16st+10a Par 1 Par 8 Ref. 12 

Harttia carvalhoi Córrego Ribeirão Grande (SP) 52 
53 

16m+16sm+12st+8a 
15m+16sm+12st+10a 

Par 23 Par 5 e 23 Ref. 1; 2 

Harttia carvalhoi Córrego Ribeirão Grande (SP) 52 
53 

18m+18sm+8st+8a 
17m+18sm+8st+10a 

Par 23 Par 5 e 23 Ref. 3 

Harttia gracillis Córrego Machadinho (MG) 58 20m+22sm+8st+8a Par 26 Par 2 Ref. 2 

Harttia kronei Rio Açungui (PR) 58 16m+16sm+16st+10a Par 2 Par 9 Ref. 2 

Harttia longipinna Rio São Francisco (MG) 58 16m+12sm+16st+14a Par 23 Par 11 Ref. 2 

Harttia loricariformis Rio Paraitinga (SP) 56 16m+22sm+10st +8a Par 25 Par 25 Ref. 2; 5; 6 

Harttia punctata Rio Itiquira (GO) 57 
58 

16m+21sm+12st+8a 
16m+20sm+12st+10a 

X2 
X2X2 

X1Y 
X1X1  

Ref. 1; 2 

Harttia torrenticola Córrego Araras (MG) 56 16m+10sm+16st+14a Par 22 Par 3 Ref. 2 

 
 
 
 

Farlowella cf. amazona Barcelos (AM) 58 14m+30sm+14st Par 1 Par 20 Ref. 15 

Farlowella oxyrryncha Sítio do Agenor (AM) 58 12m+22sm+18st+6a Par 27 Par 26 Ref. 15 

Farlowella schreitmuelleri Igarapé Jundiaí (AM) 58 10m+30sm+14st+4a Par 28 Par 16 e 26 Ref. 15 

Loricaria prolixa Rio Pardo e Mogi-Guaçu (SP) 62 14m+8sm+4st+36a Par 12 -- Ref. 12 

Loricaria cataphracta Córrego da Onça (MS) 64 12m+8sm+2st+42a 
12m+8sm+2st+42a 
12m+8sm+2st+42a 
12m+8sm+2st+42a 
12m+8sm+2st+42a 

Par 12 
Par 8 
Par 8 e 12 
Par 9 e 12 
Par 12 e 13 

-- 
-- 
-- 
-- 
-- 

Ref. 9 
Ref. 9 
Ref. 9 
Ref. 9 
Ref. 9 

Loricariichthys platymetopon Rio do Peixe (SP) 54 10m+16sm+8st+20a Par 14 Par 9 e 14 Ref. 12 

Rineloricaria aequalicuspis Rio Maquiné (RS) 68 68st/a Par 8 16 sítios (st/a) Ref. 14 

Rineloricaria cadeae Rio Forquerinha (RS) 64 64sta Par 9 4 sítios (st/a) Ref. 14 

Rineloricaria capitonia Rio Uruguai (SC) 64 4m+2sm+58st/a Par 3 Par 16, 17, 18 e 19 Ref. 11 
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Tabela 4 (Continuação). Resultados do mapeamento físico e cromossômico dos genes ribossômicos 18S e 5S para Loricariinae. 

Espécies Localidade 2n Fórmula Cariotípica DNAr 18S DNAr 5S Referência 

Rineloricaria lanceolata Córrego da Onça (MS) 45 
46 
47 
47 
48 

4m+2sm+2st+37a 
4m+2sm+2st+38a 
4m+1sm+2st+40a 
3m+1sm+2st+41a 
3m+2st+43a 

Par 13 
Par 4 e 13 
Par 4 e 13 
Par 4 e 13 
Par 4 e 13 

-- 
-- 
-- 
-- 
-- 

Ref. 10 
Ref. 10 
Ref. 10 
Ref. 10 
Ref. 10 

Rineloricaria latirostris Rio Laranjinha (PR) 
Rio Barra Grande (PR) 
Rio Mogi-Guaçu (SP) 
Rio Passa Cinco (SP) 
Rio Piumhi (MG) 

46 
46 
40 
46 
48 

10m+4sm+32st/a 
10m+4sm+32st/a 
16m+4sm+20st/a 
10m+4sm+32st/a 
14m/sm+34st/a 

Par 2 
Par 2 
Par 2 
Par 1 
Par 10 

Par 3, 10, 11, 21, 22 e 23 
Par 3,10, 11 e 21 
Par 6, 9, 10, 15, 16 e 20 
Par 6, 7, 14 e 16 
4 sítios (st/a) 

Ref. 11 
Ref. 11 
Ref. 12 
Ref. 12 
Ref. 7 

Rineloricaria lima Rio Açungui (PR) 
 
Rio Ribeira e Açungui (PR) 
 

69 
68 
70 
70 
69 
68 
66 
66 

1m+1sm+2st+65a 
2m+2sm+2st+62a 
2st+68a 
2m+2st+66a 
1m+2st+66a 
2m+2st+64a 
4m+2st+60a 
3m+3st+60a 

2 sítios (st) 
2 sítios (st) 
2 sítios (st) 
2 sítios (st) 
2 sítios (st) 
2 sítios (st) 
2 sítios (st) 
2 sítios (st) 

9 sítios (m/a) 
7 sítios (m/a) 
10 sítios (a) 
10 sítios (m/a) 
10 sítios (a) 
10 sítios (a) 
9 sítios (m/a) 
8 sítios (m/st/a) 

Ref. 13 
Ref. 13 
Ref. 13 
Ref. 13 
Ref. 13 
Ref. 13 
Ref. 13 
Ref. 13 

Rineloricaria malabarbai Rio Forquetinha (RS) 64 2m/sm+62st/a Par 10 7 sítios (st/a) Ref. 14 

Rineloricaria microlepidogaster Rio Forquetinha (RS) 68 68st/a Par 9 3 sítios (st/a) Ref. 14 

Rineloricaria nigricauda Córrego Bonito (RJ) 70 70st/a Par 4 Par 3 e 7 Ref. 12 

Rineloricaria parva Rio Miranda (MS) 60 6m/sm+54st/a Par 1 2 sítios (st/a) Ref. 14 

Rineloricaria pentamaculata Rio Barra grande (PR) 
 
Rio Juruba (PR) 
Rio Taquaral (SP) 
Rio Jacucaca e Quexada (PR) 
Rio Keller e Tauá (PR) 
Rio Tatupeba (PR) 

56 
54 
56 
58 
56 
56 
56 

4m+10sm+42st/a 
6m+4sm+44st/a 
4m+10sm+42st/a 
2m+2sm+54st/a 
8m/sm+48st/a 
8m/sm+48st/a 
8m/sm+48st/a 

Par 3 
Par 4 
Par 3 
Par 3 
Par 1 
Par 5 
Par 5 e 8 

Par 8, 9, 10, 15 e 16 
Par 7, 8, 10 e 21 
Par 8, 9, 10, 11, 13 e 14 
Par 7, 13, 15, 17 e 22 
12 sítios (st/a) 

-- 
-- 

Ref. 11 
Ref. 11 
Ref. 11 
Ref. 12 
Ref. 14 
Ref. 8 
Ref. 8 

Rineloricaria quadrensis Lagoa Quadros (RS) 70 8m/sm+62st/a Par 5 8 sítios (st/a) Ref. 14 
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Tabela 4 (Continuação). Resultados do mapeamento físico e cromossômico dos genes ribossômicos 18S e 5S para Loricariinae. 

Espécies Localidade 2n Fórmula Cariotípica DNAr 18S DNAr 5S Referência 

Rineloricaria reisi Córrego Chimiray (ARG) 60 60st/a Par 1 -- Ref. 14 

Rineloricaria sp. 1 Rio Paraíba do Sul e São José (RJ) 62 2sm+60st/a Par 2 Par 14 Ref. 12 

Rineloricaria sp. 2 Rio Paraíba do Sul (RJ) 62 2sm+60st/a 
4m+58st/a 
6m+2sm+54st/a 

Par 2 
Par 3 
Par 5 

Par 14 
Par 15 
Par 17 e 28 

Ref. 12 
Ref. 12 
Ref. 12 

Rineloricaria sp. 3 Córrego Passa Vinte (SP) 62 6m+2sm+54st/a Par 5 Par 17 e 28 Ref. 12 

Rineloricaria sp. 4 Rio Jurumirim (RJ) 64 6m+58st/a Par 5 Par 6, 9, 14 e 21 Ref. 12 

Rineloricaria sp. 5 Rio da Baía do Paranaguá (PR) 68 2m+66st/a Par 3 Par 6, 16 e 22 Ref. 12 

Rineloricaria sp. n Rio Betari (SP) 
Rio Jacupiranga (SP) 

70 
68 
70 

70st/a 
3m+65st/a 
70st/a 

Par 1 
Par 4 
Par 2 

Par 2, 4, 6 e 13 
Par 1, 7, 12, 14 e 17 
Par 5, 6 e 9 

Ref. 12 
Ref. 12 
Ref. 12 

Rineloricaria stellata Rio Uruguai (SC) 54 6m+14sm+34st/a Par 4, 6, 9 e 10 Par 3, 8,11,13 e 15 Ref. 11 

Rineloricaria strigilata Lagoa Cerquinha (RS) 70 8m/sm+62st/a Par 1 6 sítios (st/a) Ref. 14 

Spatuloricaria sp. Rio Xingu (PA) 66 8m+14sm+12st+32a Par 8 -- Ref. 4 

(1) Blanco et al. 2013; 
(2) Blanco et al. 2017; 
(3) Centofante et al. 2006; 

(4) Ferreira et al. 2014; 
(5) Kavalco et al. 2004a; 
(6) Kavalco et al. 2005; 

(7) Mendes-Neto 2008; 
(8) Porto et al. 2011; 
(9) Porto et al. 2014a; 

(10) Porto et al. 2014b; 
(11) Primo et al. 2016; 
(12) Rodrigues 2010; 

(13) Rosa et al. 2012 
(14) Venturelli 2014; 
(15) Presente estudo. 
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As três espécies analisadas no presente estudo tiveram, tanto o sítio de DNAr 

18S como o sítio de DNAr 5S, associados com heterocromatina constitutiva. A 

presença dessas sequências em regiões heterocromáticas, bem como em 

associação com elementos transponíveis, tem sido considerada um “hotspot” para 

rearranjos cromossômicos (Elgin 1996; Schneider et al. 2013; da Silva et al. 2014), 

contribuindo dessa forma, na diversificação do genoma, principalmente em 

populações isoladas. 

5.2. Distribuição das regiões heterocromáticas em espécies de Farlowella 

A heterocromatina foi considerada por muitos anos como DNA “lixo” ou que 

não apresentava nenhuma atividade gênica (Sumner 2003). Atualmente, diversas 

funções são atribuídas a essa região do genoma, dentre elas podemos citar: a 

regulação da expressão gênica, segregação cromossômica, regulação da mitose. 

Ainda, pode estar envolvida nos processos de recombinação genética, especiação, 

origem de cromossomos sexuais e, também, refletir respostas genotípicas a 

estresses ambientais (Verma 1988; Sumner 2003; Burt e Trivers 2006; Grewal e Jia, 

2007; Richards et al. 2010; Ribeiro 2013). O estudo da heterocromatina constitutiva 

em peixes tem fornecido importantes informações para a compreensão da evolução 

cariotípica deste grupo (Kavalco et al. 2004b), e tem se mostrado eficiente na 

identificação de polimorfismos, bem como revelado a variabilidade intra-populacional 

para algumas espécies da ictiofauna (Mantovani et al. 2000). 

Para muitos Siluriformes, incluindo os Loricariidae, o padrão de 

heterocromatina constitutiva observado é de pequena quantidade, distribuída 

preferencialmente nas regiões pericentroméricas e terminais dos cromossomos 

(Gold et al. 1990; Artoni e Bertollo 2001; Fenocchio et al. 2003; Swarça et al. 2003; 

Kavalco et al. 2004b). Entretanto, alguns loricariídeos (Hypostominae) apresentam 

uma maior quantidade de heterocromatina, presente em grandes blocos conspícuos, 

alocados preferencialmente na porção terminal dos cromossomos, e que por vezes 

apresentam um braço inteiramente heterocromático (Artoni e Bertollo 2001; Kavalco 

et al. 2004b; da Silva et al. 2014; Blanco et al. 2017). 

O padrão de distribuição da heterocromatina constitutiva, observado nas 

espécies do presente estudo, mostrou-se concordante com o já descrito para alguns 

loricariídeos (Hypostominae), uma vez que, as três espécies apresentaram um 
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acentuado acúmulo de heterocromatina, com grandes blocos conspícuos, presentes 

em diversos pares cromossômicos e Fernandes et al. (2015) sugerem que esses 

grandes blocos de heterocromatina são ricos em G-C. Comparando o padrão de 

distribuição de heterocromatina entre as espécies de Farlowella é visível que F. cf. 

amazona (presente estudo), F. amazona (Fernandes et al. 2015) e F. amazona 

(Gindri 2009) apresentam menos heterocromatina em relação a F. oxyrryncha e F. 

schreitmuelleri. Ainda, que o padrão de heterocromatina constitutiva de F. cf. 

amazona difere dos padrões heterocromáticos descritos por Gindri (2009) e 

Fernandes et al. (2015), uma vez que no presente estudo uma maior quantidade de 

heterocromatina foi evidenciada. Estas diferenças podem estar associadas à 

influência de fatores ambientais, pois as variadas condições de estresse ambiental 

(físicas e químicas), as quais os organismos estão sujeitos, podem causar a 

ativação ou inativação de genes mediados por processos de metilação e acetilação 

da heterocromatina (Ribeiro 2013). Essas mudanças mediadas por processos 

epigenéticos podem ser herdadas (Richards et al. 2010; Niciura e Saraiva 2014) e 

devido a isso, contribuírem para a adaptação dos organismos a novos ambientes e, 

consequentemente, contribuir para a origem de novas espécies. 

O padrão heterocromático de F. oxyrryncha e F. schreitmuelleri é muito similar 

entre si. Ambas apresentam uma grande quantidade de heterocromatina constitutiva 

com alguns pares cromossômicos com blocos em região intersticial, padrão não 

observado em F. cf. amazona. Esses dados nos levam a pensar que F. oxyrryncha e 

F. schreitmuelleri são mais relacionadas entre si do que com F. cf. amazona, o que 

já foi sugerido por dados morfológicos (Retzer e Page 1996). Embora o padrão 

heterocromático observado para as espécies de Farlowella sejam diferentes, dois 

pares cromossômicos possuem um padrão heterocromático muito similar entre as 

espécies analisadas (Figura 6), sendo que um deles é o par nucleolar (Fig. 6 a, b, c, 

d, e). Estes dois pares podem ser considerados marcadores do gênero Farlowella. 

Vale ressaltar que os cariótipos de F. amazona em banda C, apresentados por 

Gindri (2009) e Fernandes et al. (2015) podem não estar refletindo o real padrão 

heterocromático dessas espécies/populações, por problemas de técnica. 
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Figura 6. Pares cromossômicos homeólogos entre as espécies de Farlowella. (a, f) F. 

amazona (Gindri 2009); (b, g) F. amazona (Fernandes et al. 2015); (c, h) F. cf. amazona; (d, 

i) F. oxyrryncha; (e, j) F. schreitmuelleri (Presente estudo). (a, b, c, d, e – par nucleolar). 

Outro detalhe de grande interesse visto no presente trabalho foi o 

heteromorfismo do par acrocêntrico 27, entre machos e fêmeas de Farlowella 

oxyrryncha, quando analisado em bandeamento C. 

A maioria dos animais com sexos separados tem um dos cromossomos 

homólogos diferenciado (heteromórfico) em um dos sexos. Se o heteromorfismo for 

visualizado no macho o sistema é denominado XY, se o heteromorfismo for 

evidenciado na fêmea o sistema é denominado ZW. Acredita-se que 

heteromorfismos surgem a partir de cromossomos inicialmente indiferenciados 

(Verma 1988; Burt e Trivers 2006). Existem pelo menos dois mecanismos capazes 

de restringir a recombinação entre cromossomos homólogos nos vertebrados: 

rearranjos estruturais (Moreira-Filho et al. 1980; 1993; Almeida-Toledo et al. 1984; 

Bertollo et al. 1997; de Oliveira 2006) e heterocromatinização diferencial (Feldberg et 

al. 1987; Galetti Jr. et al. 1981; 1995; Scavone e Júlio Jr. 1995; Mariotto et al. 2004). 

Tendo em vista estes mecanismos, é provável que F. oxyrryncha esteja 

passando por processos de diferenciação cromossômica de determinação sexual, 

onde a diferenciação parece estar limitada a um seguimento heterocromático, que 

aparece em dois cromossomos homólogos na fêmea e em um dos homólogos do 

macho (Figura 7). Nesse caso, o sistema é denominado de XX/XY. Entretanto, não 

se descarta a possibilidade de se tratar apenas de um polimorfismo cromossômico, 

uma vez que, sistemas de cromossomos sexuais diferenciados são raros em 

Loricariinae, visto apenas em três espécies, sendo elas Harttia carvalhoi (XX/XY1Y2), 
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Harttia punctata (X1X1X2X2/X1X2Y) e Loricariichthys platymetopon (ZZ/ZW) (Scavone 

e Júlio Jr. 1995; Centofante et al. 2006; Blanco et al. 2013; 2014; 2017). 

 

Figura 7. Diferença no padrão de banda C do par 27 entre fêmeas (♀) e machos (♂) de 

Farlowella oxyrryncha. Retângulo vermelho evidenciando a diferença no tamanho dos 

blocos heterocromáticos. 

A princípio, foi sugerido que o par acrocêntrico 27 de F. oxyrryncha teria 

surgido a partir do par metacêntrico 1 de F. cf. amazona, por meio de rearranjos 

cromossômicos do tipo inversão (pericêntrica/paracêntrica) ou teria ocorrido apenas 

uma inversão pericêntrica e posterior heterocromatinização (cromossomo X), como 

esquematizado na figura 8. Em contrapartida, o cromossomo Y teria perdido o 

seguimento heterocromático pericentromérico. Com base nessa hipótese, a 

possibilidade de se tratar de um sistema de cromossomos sexuais diferenciados do 

tipo XX/XY em F. oxyrryncha é plausível. Em Farlowella schreitmuelleri foi observado 

no par 28, acrocêntrico, um padrão heterocromático semelhante ao padrão 

observado no par 27 das fêmeas de F. oxyrryncha, entretanto, sem diferença entre 

machos e fêmeas. 

 

Figura 8. Esquema da provável origem do possível cromossomo sexual em Farlowella oxyrryncha. Seta invertida 

superior = inversão pericêntrica. Seta invertida inferior = inversão paracêntrica. 
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5.3. Estudo de sequências teloméricas em três espécies de Farlowella 

Os telômeros são sequências repetidas em tandem (TTAGGG)n, são 

amplamente conservadas nos genomas de vertebrados e normalmente estão 

presentes nas extremidades dos braços cromossômicos (Meyne et al. 1990; Guerra 

2004). No presente estudo foi realizado o primeiro mapeamento físico de DNA 

telomérico em três espécies de Farlowella e todas apresentaram sítios teloméricos 

nas extremidades cromossômicas. Entretanto, F. cf. amazona e F. oxyrryncha 

apresentaram sítios tênues de DNA telomérico nas extremidades da maioria dos 

pares cromossômicos e alguns pares apresentando sítios mais fortemente 

marcados. Já, a espécie F. schreitmuelleri apresentou sinais teloméricos 

homogêneos nas extremidades de seus cromossomos. 

A variação de intensidade dos sinais de DNA telomérico, geralmente está 

relacionada com variações nos respectivos comprimentos das sequências 

teloméricas (Pathak et al. 1994a, b; Pathak et al.1996; Multani et al. 1999; Pathak 

2001). Essas sequências são de extrema importância para o genoma, uma vez que, 

associadas ao complexo multiprotéico Shelterin, as  muitas proteínas e as moléculas 

de RNA (TERRA) são responsáveis por ativar respostas a danos no DNA, mantendo 

assim a integridade e estabilidade dos cromossomos (Zakian 1995; de Lange 2005; 

Palm e de Lange 2008; Luke e Lingner 2009; Chan e Chang 2010; Feuerhahn et al. 

2010; O’Sullivan e Karlseder 2010), e, embora reduzido, o tamanho das sequências 

teloméricas detectadas em F. cf amazona e F. oxyrryncha pode representar uma 

quantidade mínima necessária para a proteção desta região (Multani et al. 2001). 

Em contrapartida, a eliminação de sequências teloméricas nas extremidades dos 

cromossomos pode contribuir para a ocorrência de vários tipos de rearranjos 

cromossômicos, incluindo fusões, deleções terminais, duplicações invertidas, 

amplificação de DNA, translocações duplicativas e não recíprocas e formação de 

cromossomos dicêntricos (Slijepcevic 1998; Bolzán 2011). 

Os rearranjos cromossômicos têm sido, na maioria das vezes, evidenciados 

com o mapeamento físico cromossômico dos telômeros, usando sondas (TTAGGG)n 

(Nanda et al. 2002; Guerra 2004; Multani et al. 2001; Monagham 2010). Assim, a 

presença de sítios teloméricos intersticiais (ITSs) pode indicar que rearranjos 

ocorreram, tais como fusões, inversões e translocações, durante a evolução 
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(Holmquist e Dancis 1979; Hastie e Allshire 1989; Meyne et al. 1990) ou que 

sequências de DNA telomérico foram inseridas em sítios instáveis, durante os 

mecanismos de reparo das quebras de fita dupla (DSBs - double-strand breaks) 

(Azzalin et al. 2001). 

A ocorrência de DNA telomérico em regiões intracromossômicas foi 

observada em poucas espécies de peixes, entretanto, tal característica tem sido 

evidenciada em diferentes táxons, distantes filogeneticamente (Ocalewicz 2013). Em 

Loricariinae, por exemplo, os estudos citogenéticos usando sondas de DNA 

telomérico são escassos (Rodrigues 2010; Blanco et al. 2012; 2013; 2014; 2017; 

Rosa et al. 2012; Ferreira et al. 2014; Porto et al. 2014b; Primo et al. 2016). 

Entretanto, a ocorrência de ITSs nesta subfamília é algo frequente, visto que foi 

evidenciada em diferentes gêneros, tais como, Harttia, Loricaria, Loricarichthys, 

Rineloricaria, (Rodrigues 2010; Rosa et al. 2012; Porto et al. 2014b; Primo et al. 

2016; Blanco et al. 2017) e em Farlowella, no presente estudo. 

Das espécies de Farlowella analisadas, somente F. cf. amazona não 

apresentou ITS. No entanto, muitos rearranjos cromossômicos envolvendo o 

telômero, podem não ser detectados pela técnica convencional de Hibridização in 

situ fluorescente (FISH) devido a muitos fatores, tais como, os mecanismos de 

erosão de sequências de DNA repetitivos, inativação dos telômeros e eliminação de 

sequências teloméricas das extremidades cromossômicas (Mandrioli et al. 1999; 

Nanda et al. 2002; Bolzán 2011; Ocalewicz 2013). 

Em F. oxyrryncha foram observados cinco pares cromossômicos com ITS e 

em F. schreitmuelleri foram observados quatro pares. Os pares 14 e 18 de F. 

oxyrryncha apresentaram ITSs tênues na região intersticial do braço longo, 

sugerindo que inversões, translocações ou inserção de DNA telomérico pela 

telomerase durante os mecanismos DSB estejam envolvidas na evolução cariotípica 

dessa espécie. Os pares 8 e 19 de F. oxyrryncha e os pares 7, 14 e 25 de F. 

schreitmuelleri apresentaram ITSs próximas ao centrômero de cromossomos do tipo 

submetacêntrico e subtelocêntrico, sugerindo a ocorrência de fusões cêntrica ou em 

tandem nessas espécies/populações. Esses dados corroboram a filogenia molecular 

proposta por Covain et al. (2016), que sugere que F. oxyrryncha e F. schreitmuelleri 

sejam mais derivadas que F. amazona. 
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O par acrocêntrico 27 de F. oxyrryncha, que acreditamos se tratar de um par 

sexual, além de apresentar sítios nas extremidades cromossômicas, apresentou 4 

variações de ITSs, sendo que duas dessas variações foram observadas somente 

nas fêmeas (Figura 9a, b) e duas observadas somente nos machos (Figura 9c, d) 

como segue: 

(a) ambos os homólogos apresentaram ITS próximo ao centrômero (XaXa) 

(Figura 9a); 

(b) um dos homólogos apresentou ITS próximo ao centrômero (Xa), o outro 

apresentou uma ITS tênue na região intersticial do braço longo (Xb) (Figura 9b); 

(c) um dos homólogos apresentou ITS próximo ao centrômero (Xa), o outro 

não apresentou ITS (Y) (Figura 9c). Esse mesmo padrão de ITS foi observado no 

par 28 de F. schreitmuelleri, entretanto sem diferenciação entre machos e fêmeas; 

(d) um dos homólogos apresentou uma ITS tênue na região intersticial do 

braço longo (Xb), o outro não apresentou nenhuma ITS (Y) e ambos os homólogos 

não apresentaram ITS próximo ao centrômero (Figura 9d). 

 

Figura 9. Variações de ITSs observadas no par acrocêntrico 27 de F. oxyrryncha. (a) e (b) 

variações observadas nas fêmeas; (c) e (d) variações observadas nos machos. Xa e Xb = 

polimorfismo observado no cromossomo X. Y= não polimórfico. 

O padrão de banda C do par 27 de F. oxyrryncha foi de extrema importância 

para diferenciar machos e fêmeas, como mencionado no tópico anterior (Figura 7). 

Entretanto, quando comparamos os dados de banda C e das ITSs, um novo cenário 

é observado, onde as variações (a) e (c) da Figura 9 refletem perfeitamente o 

padrão de banda C do par 27 de F. oxyrryncha e nas outras duas variações (b) e (d) 
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somente um dos homólogos refletem o padrão de banda C do par 27 de F. 

oxyrryncha da Figura 10. A partir dessa observação sugerimos que o cromossomo X 

é polimórfico, uma vez que apresenta dois padrões de ITSs, referidos aqui como Xa 

e Xb e o cromossomo Y, que não apresenta ITS, estaria refletindo uma possível 

condição ancestral para esta espécie.  

 

Figura 10. Par 27 de machos e fêmeas de F. oxyrryncha em banda C (BC), evidenciando o heteromorfismo 

sexual e sequência telomérica intersticial (ITS) evidenciando o polimorfismo da ITS. 

Existem diferentes tipos de ITS: as ITSs heterocromáticas (het-ITS) que são 

blocos estendidos de DNA telomérico associados à heterocromatina, observados 

principalmente em regiões centroméricas ou pericentroméricas dos cromossomos; 

as ITSs curtas (s-ITS) que são sequências de DNA telomérico com número limitado 

de pares de bases, localizadas em regiões intersticiais (entre telômero e 

centrômero); e as ITSs eucromáticas (eu-ITS) que são sequências de DNA 

telomérico dispersas ou restritas a regiões eucromáticas, com distribuição aleatória 

ou não (Azzalin et al. 2001; Ruiz-Herrera et al. 2008; Schmid e Steinlein 2016). 

No presente estudo, com exceção do par 14 e um dos homólogos do par 28 

de F. schreitmuelleri e no homólogo Xb do par 27 de F. oxyrryncha, todas as ITSs 

foram observadas em associação com heterocromatina, sendo assim classificadas 

como het-ITS. A associação de DNA telomérico e heterocromatina constitutiva foram 

relatadas em muitos vertebrados (Meyne et al. 1990; Multani et al. 2001; Silva 2016) 

e tem sido sugerida como um componente de DNA satélite. Ainda, essas marcações 

podem ser resquícios de um rearranjo cromossômico antigo (Metcalfe et al. 2004), 

sendo essas regiões sugeridas como hotspots, ou seja, locais com maior chance de 

rearranjos cromossômicos (Scouarnec e Gribble 2012). 

Assim, as espécies de Farlowella, até agora estudadas, apresentam uma 

macroestrutura cariotípica conservada em relação ao número diploide, entretanto, 

quando marcadores cromossômicos são aplicados fica evidente que a dinâmica 
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evolutiva deste táxon é intensa. Ainda, a presença de ITS nessas espécies sugere 

que rearranjos cromossômicos estão presentes e contribuindo para a diversificação 

evolutiva das mesmas, o que torna esse gênero objeto de grande interesse para 

estudos mais aprofundados, principalmente envolvendo a variação das ITSs, 

observadas no par 27 de F. oxyrryncha. 

 

6. Conclusões 

Para as três espécies de Farlowella o número diploide se manteve como um 

caráter conservado (2n=58), entretanto as fórmulas cariotípicas foram diversas tanto 

intra como inter-especificamente, sugerindo que os principais mecanismos de 

evolução cromossômica, neste gênero, são inversões paracêntrica e pericêntrica. 

A região organizadora de nucléolo foi simples, entretanto o par carreador e 

sua localização no cariótipo divergiram, o que confirma a presença de inversões, 

uma vez que, este par parece ser homeólogo entre as espécies. Ainda, este par tem 

uma forte relação com a heterocromatina e a sonda de DNAr 18S confirmou a RON 

simples. Já, a sonda de DNAr 5S foi um marcador espécie-específico. 

Sequências teloméricas intersticiais (ITS) foram observadas em F. oxyrryncha 

e em F. schreitmuelleri e estas foram coincidentes com heterocromatina, entretanto 

não descartamos a possibilidade de tratar-se de rearranjos do tipo inversão, 

translocação ou inserção de DNA telomérico pela telomerase. 

F. oxyrryncha tem um par cromossômico que acreditamos se tratar de um par 

sexual. Este mesmo par apresenta sítios teloméricos com quatro variações de ITSs, 

sugerindo um polimorfismo. 
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