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Sinopse 

 

  

Sinopse: Neste estudo foram analisadas citogeneticamente seis espécies da família 

Curimatidae (Characiformes): Curimata inornata, Curimatella dorsalis e 

Psectrogaster falcata, coletadas no rio Araguaia/PA, Curimata vittata, Curimatella 

meyeri e Psectrogaster rutiloides, coletadas no lago Catalão/AM. As análises 

citogenéticas revelaram um conservadorismo da macroestrutura cromossômica 

(número diploide e cromossomos dos tipos meta e submetacêntricos). Entretanto, 

variações na microestrutura cariotípica, como localização da heterocromatina e regiões 

organizadoras de nucléolos, mapeamento cromossômico dos genes 18S e 5S e 

sequências teloméricas, sugerem que rearranjos não-robertsonianos estiveram 

presentes na evolução cariotípica destas espécies, como duplicações e inversões. 

 

Palavras-chave: Peixes amazônicos, citogenética, DNAr, sintenia, telômero, ITS. 
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Resumo 

A família Curimatidae Gill 1858 compreende espécies de peixes, que dentre os Characiformes, 

são facilmente distinguíveis por não possuírem dentes em suas mandíbulas. Atualmente, a 

família possui 117 espécies válidas em oito gêneros, amplamente distribuídas na América 

Central e na América do Sul, sendo encontradas em maior abundância na Amazônia. 

Abordagens citogenéticas clássicas já foram realizadas em 38 espécies desta família, entretanto 

estudos citogenéticos moleculares ainda são incipientes. Desta forma, este estudo objetivou 

contribuir para o entendimento da evolução cromossômica de espécies de curimatídeos, 

buscando compreender o processo de diversificação cariotípica destes peixes, onde foram 

analisadas três espécies (Curimata vittata, Curimatella meyeri e Psectrogaster rutiloides) da 

bacia amazônica e três espécies (Curimata inornata, Curimatella dorsalis e Psectrogaster 

falcata) da bacia Tocantins-Araguaia. Evidenciamos os primeiros dados citogenéticos para a 

espécie Psectrogaster falcata, e os primeiros dados citogenéticos moleculares para as seis 

espécies aqui estudadas. Todas as espécies apresentaram número diploide igual a 54 

cromossomos dos tipos meta e submetacêntricos (NF=108), apresentando fórmulas cariotípicas 

espécie-específicas. O padrão da heterocromatina foi evidenciado em regiões centroméricas e 

terminais de vários cromossomos, além de blocos conspícuos nas espécies de Psectrogaster. A 

região organizadora de nucléolo (Ag-RON) foi do tipo simples em cinco espécies e múltipla 

em C. vittata, todas com heterocromatina positiva. A localização cromossômica da RON foi 

confirmada pelo mapeamento do DNA ribossomal 18S, evidenciando um par cromossômico 

adicional na espécie C. meyeri. O DNAr 5S foi localizado em um par cromossômico em 5 

espécies, contudo dois pares foram encontrados na espécie P. rutiloides. Ainda, evidenciamos 

o primeiro relato de sintenia entre 18S e 5S na família Curimatidae, na espécie C. dorsalis. 

Sequências teloméricas (TTAGGG)n foram destacadas em regiões terminais dos cromossomos 

das espécies do gênero Curimata, entretanto presença de sequências teloméricas insterticiais 

(ITS) foram evidenciadas em vários cromossomos das espécies dos gêneros Curimatella e 

Psectrogaster. Diante disto, apesar de uma macroestrutura cromossômica conservada, os dados 

citogenéticos moleculares, inéditos para estas espécies, indicam a ocorrência de rearranjos não-

Robertsonianos, evidenciando que a microestrutura cariotípica destas espécies está envolvida 

no processo de diversificação cromossômica.  
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Abstract 

 

The Curimatidae family Gill 1858 are a group of fishes, that among the Characiformes, are 

easily indentified by not having teeth in their jaws. Currently, the family has 117 valid species 

in eight genera, widely distributed in Central and South America, being found in greater 

abundance in the Amazon Region. Classics cytogenetics analysis have already been carried out 

in 38 species of this family, however molecular cytogenetic studies are still incipient. Therefore, 

this study aimed contribute to the knowledge of chromosomal evolution of curimatids species, 

on this way contributing to clarify the diversification process of these fishes karyotypes, three 

species collected at the Amazon basin (Curimata vittata, Curimatella meyeri and Psectrogaster 

rutiloides) and the others three species from the Tocantins-Araguaia basin (Curimata inornata, 

Curimatella dorsalis and Psectrogaster falcata). We highlight the first Psectrogaster falcata 

cytogenetics data and the first molecular cytogenetics data for the others six species here 

studied. All species here studied had a diploid number with 54 chromosomes, meta and 

submetacentric types (FN = 108), presenting species-specific karyotypes formulas. The 

heterochromatin pattern was evident in centromeric and terminal regions of some 

chromosomes, in addition to conspicuous blocks in the Psectrogaster species. The nucleolus 

organizing region (Ag-NOR) was single in five species and multiple only in C. vittata, all with 

positive heterochromatin. The chromosomal location of NOR was confirmed using the 18S 

ribosomal DNA mapping, showing an additional chromosomal pair in the species C. meyeri. 

rDNA 5S was found only in a chromosome pair from 5 species, however the specie P. rutiloides 

have two pairs. In our analysis, we foud the first case of synteny between 18S and 5S in the 

Curimatidae family, in the C. dorsalis specie. Telomerics sequences (TTAGGG)n were 

highlighted in terminal regions of the chromosomes from species of Curimata genus, however 

the presence of interstitial telomeric sequences (ITS) were evidenced in several chromosomes 

from species of Curimatella and Psectrogaster genera. Given this, despite a conserved 

chromosomal macrostructure, the molecular cytogenetic data obtained to these species suggest 

the occurrence of non-Robertsonian rearrangements, showing that the karyotype microstructure 

of these species is involved in the chromosomal diversification process. 
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1. Introdução 

A Região Neotropical se destaca por abrigar a maior biodiversidade do mundo, onde 

também é encontrada a maior ictiofauna de água doce (Lévêque et al. 2008; Antonelli et al. 

2018a; Dagosta e Pinna 2019), sendo que a principal fonte desta elevada riqueza de espécies 

vem da Grande Amazônia (Antonelli et al. 2018b). É nesta região que está localizada a maior 

bacia hidrográfica do mundo (bacia do rio Amazonas), devido a sua ampla distribuição e 

extensão continental, ocupando uma área de aproximadamente 6x106 km2, abrangendo 

terrítórios do Brasil (63%), Peru (17%), Bolívia (11%), Colômbia (5,8%), Equador (2,2%), 

Venezuela (0,8%) e Guiana (0,2%) (Goulding et al. 2003). Esta bacia possui diferentes tipos de 

solo, vegetação e tipos de água, com uma grande diversidade de ambientes aquáticos, como 

lagos, corredeiras, canais profundos dos grandes rios, áreas alagadas sazonalmente (várzeas e 

igapós), igarapés, que estão diretamente relacionados com a riqueza de espécies de peixes de 

água doce, encontrada nesta região (Sioli 1983; Goulding et al. 2003; Van der Sleen e Albert 

2018). A bacia do Tocantins-Araguaia, embora não seja afluente da bacia amazônica, pois 

desagua diretamente no Oceano Atlântico ao Sul da Ilha de Marajó, é reconhecida como uma 

ecoregião de água doce da Amazônia, além de ser considerada a maior bacia hidrográfica 

totalmente brasileira abrangendo cerca de 967.059 km², presente nos biomas da Amazônia (ao 

norte) e Cerrado (ao Sul) (Abell et al. 2008; Albert e Reis 2011; Dagosta e Pinna 2017). 

Formada por rios de águas claras, esta bacia tem uma ictiofauna com alto nível de espécies 

endêmicas semelhante aos níveis encontrados em alguns afluentes da bacia do rio Amazonas 

(Dagosta e Pinna 2019). 

Considerando o crescente número de espécies de peixes descritas para a Amazônia nos 

últimos anos, Dagosta e Pinna (2019) enunciam 2.716 espécies válidas para a região, 

distribuídas em 529 gêneros, 60 famílias e 18 ordens, tornando esta grande região a detentora 

da maior diversidade ictíica do mundo, possuindo mais que o dobro de espécies de peixes 

encontradas na bacia do Congo, na África, que ocupa o segundo lugar com 1.250 espécies 

válidas (Figura 1). 

Nesta diversidade de peixes amazônicos destaca-se a ordem Characiformes (tetras, 

piranhas, dourado e outros), com representantes na África e nas Américas (desde o sul da 

América do Norte, América Central e América do Sul). Esta ampla distribuição favorece o 

processo de especiação, fazendo com que a ordem Characiformes seja considerada a quarta 

ordem mais dominante do mundo, com 2.290 espécies válidas (Fricke et al. 2021) e a segunda 

na região neotropical, com 1.453 espécies válidas (Albert et al. 2020). Na região amazônica é 
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Figura 1. Número de espécies de peixes válidas para a região amazônica e comparações com 

outras bacias (gráfico à esquerda) e com outros continentes (mapa e gráfico inferior) (Fonte: 

Dagosta e Pinna 2019). 

a ordem de maior destaque em riqueza de espécies, com 1.063 espécies descritas, alocadas em 

16 famílias (Dagosta e Pinna 2019). Os peixes desta ordem apresentam tamanhos corpóreos 

variáveis, entre 15 mm até maiores que um metro, apresentam grande variedade de hábitos 

alimentares, com espécies carnívoras, iliófagas e herbívoras (Van der Sleen e Albert 2018). Na 

Amazônia, as quatro famílias mais abundantes de Characiformes são: Characidae Latreille 1825 

(635 espécies), Anostomidae Gunther 1864 (91 espécies), Curimatidae Gill 1858 (74 espécies) 

e Serrasalmidae Bleeker 1859 (72 espécies) (Dagosta e Pinna 2019). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

A família Curimatidae, amplamente distribuída na região neotropical, ocorre desde o 

sul da Costa Rica até o sul de Buenos Aires, na Argentina, assim como nos rios transandinos 

do Peru, nos rios e lagos da bacia do Orinoco, em toda a região amazônica até a costa atlântica 

do Brasil. Na Amazônia ocorrem nos diferentes tipos de água (branca, preta e clara) e em 

diversos ambientes, que vão desde lagos, córregos de fluxo lêntico e lótico, rios sinuosos, 

corredeiras e matas alagáveis (Vari 1989a; 2003). Isto porque apresentam capacidade adaptativa 

para colonizar ambientes com sedimentação de partículas menores, mas que possuam recurso 

alimentar à disposição (Castro e Arcifa 1987; Barbieri 1995). 

Os curimatídeos são facilmente distinguíveis das demais espécies de Characiformes, por 

não possuírem dentes em ambas as mandíbulas (Vari 2003; Nelson et al. 2016). Por esse motivo 

apresentam modificações anatômicas bucais que permitem a exploração da região superficial 
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do perifiton e, consequentemente, ingerem uma grande quantidade de detritos associados a 

algas unicelulares, microrganismos e partículas finas de matéria orgânica, podendo assim serem 

considerados detritívoros (Vari 1989a) ou iliófagos (Bowen 1983). 

Os curimatídeos possuem coloração prateada, sendo que algumas espécies apresentam 

manchas escuras, barras ou listras no corpo e nadadeiras. As espécies apresentam diferenças de 

formas e tamanho corporal, sendo fusiformes alongadas (p.e. Curimata ocellata Eigenmann & 

Eigenmann 1889) ou mais encorpadas e comprimidas lateralmente (p.e. Psectrogaster 

amazonica Eigenmann e Eigenmann 1889), podendo atingir até 27cm de comprimento. No 

entanto, a maioria dos curimatídeos possuem um corpo intermediário entre essas duas formas, 

sendo moderadamente comprimida e levemente alongada (p.e. Curimata vittata Kner, 1858) 

(Figura 2) (Vari1989a). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Os peixes adultos da família Curimatidae realizam migrações laterais, deixando as áreas 

alagadas em direção aos grandes rios (Welcomme 1985). Segundo Cox-Fernandes (1997), 

alguns curimatídeos apresentam um padrão trifásico de migração lateral. A primeira etapa deste 

padrão é uma migração relacionada com o período de vazante (agosto-setembro), onde os 

cardumes saem das áreas alagadas em direção ao rio, seguindo a corrente do canal principal, 

Figura 2. Algumas espécies da família 

Curimatidae. (Fonte: Queiroz et al. 2013) 
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em busca de recursos alimentares. Nos meses de dezembro e janeiro ocorre um segundo pico 

migratório que é relacionado com a reprodução, quando os peixes com gônadas maduras saem 

da planície de inundação e migram rio acima, contra a corrente, para a desova. E um terceiro 

pico migratório encontrado após a desova (fevereiro-maio), entrando na planície recém 

inundada, onde a corrente favorece a deriva larval e natação dos adultos. Devido ao grande 

número de espécies e migrações anuais, muitas delas são exploradas, seja para pesca de 

subsistência ou pesca comercial (Lowe-McConnell 1999; Malabarba e Malabarba 2020). Além 

disso os curimatídeos têm grande relevância ecológica, sendo recurso alimentar para peixes de 

maior porte (Vari 2003). 

 

1.1. Sistemática da Família Curimatidae 

Atualmente, são reconhecidos oito gêneros na família Curimatidae: Curimata Bosc 

1817 (13 espécies), Curimatella Eigenmann & Eigenmann 1889 (5 espécies), Curimatopsis 

Steindachner 1876 (11 espécies), Cyphocharax Fowler 1906 (45 espécies), Potamorhina Cope 

1878 (5 espécies), Psectrogaster Eigenmann & Eigenmann 1889 (8 espécies), Pseudocurimata 

Fernández-Yépez 1948 (6 espécies) e Steindachnerina Fowler 1906 (24 espécies) (Fricke et al. 

2020). Na bacia amazônica há registro de espécies de todos os gêneros, com exceção de 

Pseudocurimata que ocorre apenas em rios do Equador e Peru (Vari 1989b; Van der Sleen e 

Albert 2018). 

O histórico da sistemática da família Curimatidae teve início com Gunther (1864), 

quando relacionou ao grupo supragenérico Curimatina, membros de Curimatidae (Curimatus), 

Prochilodontidae Eigenmann 1909 (Prochilodus), Chilodontidae Eigenmann 1903 

(Caenotropus), Hemiodontidae Bleeker 1859 (Hemiodus) e Parodontidae Eigenmann 1910 

(Saccodon, Parodon). Posteriormente, os curimatídeos neotropicais (Curimatus) passaram a 

fazer parte da subfamília Citharininae (família Characinidae) (Boulenger 1904), agrupamento 

que foi desconsiderado por Regan (1911) e incluiu os gêneros Curimatus e Anodus à subfamília 

Curimatinae (família Anostomidae).), ainda no período pré-cladístico, em pesquisa morfológica 

detalhada, reorganizaram o grupo dos peixes teleósteos, inserindo Curimatidae na ordem 

Cypriniformes, juntamente com outras 15 famílias. Após o surgimento da metodologia 

cladística (Hennig 1950), houve a classificação filogenética da ordem Characiformes realizada 

por Fink e Fink (1981). 

Com base em dados morfológicos detalhados, Vari (1983) considerou Curimatidae e 

Prochilodontidae como grupos irmãos, sustentado por 11 sinapomorfias e, essas duas famílias, 

como grupo irmão de Anostomidae e Chilodontidae, sendo as quatro famílias consideradas 
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monofiléticas, sustentado por quatro sinapomorfias. Em 1998, Buckup considerou estas quatro 

famílias como parte da superfamília Anostomoidea Gunther 1864. Posteriormente, Melo et al. 

(2014) sugeriram uma nova relação filogenética molecular de Chilodontidae como grupo irmão 

de Curimatidae e ambas como um grupo irmão de Prochilodontidae, relação que foi corroborada 

por Betancur-R et al. (2018), considerando Anostomidae como grupo irmão destas 3 famílias.  

Vari (1989a) também propôs uma hipótese intergenérica para a família Curimatidae 

(Figura 3A), apoiada por 19 sinapomorfias morfológicas, sugerindo um monofiletismo para os 

gêneros Curimatopsis, Potamorhina, Curimata e Psectrogaster, mas com uma politomia 

terminal entre Curimatella, Cyphocharax, Pseudocurimata e Steidachnerina. Melo et al. 

(2018), a partir de novas análises filogenéticas moleculares (Figura 3B), corroboraram o 

monofiletismo de Curimatidae, mas a interelação dos gêneros difere da hipótese de Vari 

(1989a), exceto pela proposição de Curimatopsis como grupo irmão de todos os demais 

gêneros, que é corroborada por ambas filogenias. A filogenia molecular evidencia Potamorhina 

como grupo irmão de Curimata, Pseudocurimata como grupo irmão de Psectrogaster, e revela 

um grande clado composto por Steidachnerina como monofilético, Cyphocharax parafilético e 

Curimatella polifilético (Figura 4), sugerindo a atribuição do nome de um único gênero ou o 

reconhecimento de vários gêneros dentro deste clado. Isto indica uma filogenia ainda não 

totalmente resolvida. 

 

  

Figura 3. Filogenias da família Curimatidae, baseadas em: (A) dados morfológicos (Vari, 

1989a), números indicam sinapormorfias propostas que suportam cada clado, e (B) dados 

moleculares (Melo et al. 2018), números em ramos representam suporte de bootstrap 

(Fonte: Melo et al. 2018). 
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Figura 4. Árvore coalescente de espécies da família Curimatidae, baseada em dados 

moleculares inferida por *BEAST. Círculos indicam grau de suporte dos ramos (Fonte: 

adaptado de Melo et al. 2018). 
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1.2. Citogenética da família Curimatidae 

A família Curimatidae possui descrição cariotípica para representantes de sete gêneros 

em um total de 38 espécies, das 117 que constituem a família. Entretanto, informações 

citogenéticas moleculares estão disponíveis para apenas nove espécies, representando três 

gêneros: Cyphocharax, Potamorhina e Steindachnerina (Oliveira 2010; Pinheiro et al. 2016; 

Sampaio et al. 2016). De uma maneira geral, Curimatidae é dita conservada em relação ao 

número diploide (2n), uma vez que a grande maioria de suas espécies tem 2n=54 cromossomos 

dos tipos metacêntricos e submetacêntricos. As variações deste padrão foram descritas para os 

gêneros Curimata (Feldberg et al. 1992), Potamorhina (Feldberg et al. 1993; Brassesco et al. 

2004; Pinheiro et al. 2016), Cyphocharax (Brassesco et al. 2004; Venere et al. 2008) e 

Curimatopsis (Navarrete e Júlio Jr 1997), nos quais encontramos tanto aumento como 

diminuição deste número, bem como a presença de cromossomos B (Venere e Galetti 1989; 

Feldberg et al. 1992; 1993; Navarrete e Júlio Júnior 1997; Venere et al. 2008) (Tabela 1). 

Em Potamorhina encontramos uma espécie com 2n=54 (P. pristigaster), uma espécie 

com 2n=56 (Potamorhina latior Spix & Agassiz 1829) e duas espécies com 2n=102 

(Potamorhina altamazonica Cope 1878 e Potamorhina squamoralevis Braga & Azpelicueta 

1983) (Feldberg et al. 1993; Brassesco et al. 2004; Pinheiro et al. 2016), sendo que as duas 

últimas com elevado número de cromossomos acrocêntricos. Enquanto que em Cyphocharax 

platanus Gunther 1880 que apresenta 2n=58 e Curimata ocellata que apresenta 2n=56, não há 

cromossomos acrocêntricos (Feldberg et al. 1992; Brassesco et al. 2004; Venere et al. 2008). 

Por outro lado, em Curimatopsis myersi Vari 1982 ocorreu uma redução do número diploide 

para 2n=46 (Navarrete e Júlio Júnior 1997). 

Uma outra variação no número de cromossomos também observada na família 

Curimatidae é a ocorrência de cromossomos B, encontrados nos gêneros Cyphocharax e 

Steindachnerina (Tabela 1) (Venere e Galetti 1985; Oliveira e Foresti 1993; Martins et al. 1996; 

Venere et al. 2008; Sampaio et al. 2011). Estes cromossomos são também conhecidos como 

supranumerários, uma vez que são cromossomos adicionais e encontrados somente em 

determinados indivíduos ou populações (Guerra 1988). 
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Tabela 1 – Dados citogenéticos de espécies de peixes da família Curimatidae. 2n= nº diploide; NF= nº fundamental; Ag-RON= região organizadora de nucléolo; m= 

metacêntrico; sm= submetacêntrico; st= subtelocêntrico; a= acrocêntrico; B= cromossomo supranumerário; p= braço curto; q= braço longo; t= terminal; i= intersticial; pc= 

pericentromérico; c= centromérico; ITS= sequência telomérica intersticial; - =dados inexistentes. 

Espécie Localidade 2n NF 
Fórmula 

Cariotípica 

Ag-RON / 

posição 

Banda 

C 

DNAr 18S / 

posição 

DNAr 5S / 

posição 
Telômero Ref 

Curimata           

C. cyprinoides Rio Negro e Solimões/AM 54 108 44m+10sm 3ºm/qt - - - - 3 

 Rio Araguaia/MT 54 108 44m+10sm 7ºm/qt - - - - 16 

C. inornata Rio Negro e Solimões/AM 54 108 40m+14sm 21ºsm/pi     3 

 Rio Araguaia/MT 54 108 40m+14sm 3ºm22ºsm/qt pc/t - - - 16 

 Rio Araguaia/PA 54 108 38m+16sm 20ºsm/pt pc/t 20ºsm/pt 9ºm/pi t 22 

C. knerii Rio Negro e Solimões/AM 54 108 40m+12sm+2st 27ºst/pt - - - - 3 

C. ocellata Rio Uatumã/AM 56 112 40m+16sm 26ºsm/pi - - - - 3 

C. vittata Rio Negro e Solimões/AM 54 108 42m+12sm sm/qt - - - - 3 

 Lago Catalão/AM 54 108 38m+16sm 20º21ºsm/qt pc/t 20º21ºsm/qt 25ºsm/pi t 22 

Curimatella           

C. alburna Rio Negro e Solimões/AM 54 108 46m+8sm 14ºm/qt - - - - 3 

C. dorsalis Rio Miranda/MS 54 108 46m+8sm 13ºm/pt pc - - - 7 

 Rio Paraná/AR 54 108 54m/sm 2ºm/qt c/t - - - 11 

 Rio Araguaia/PA 54 108 44m+10sm 2ºm/qt pc/t 2ºm/qt 2ºm/qi t/ITS 18 pares 22 

C. immaculata Rio Araguaia/GO 54 108 46m+8sm 24ºsm/qt - - - - 16 

C. lepidura Rio São Francisco/SP 54 108 54m/sm 9ºm/pt - - - - 2 

C. meyeri Rio Negro e Solimões/AM 54 108 46m+8sm 9ºm/qt - - - - 3 

 Lago Catalão/AM 54 108 46m+8sm 9ºm/qt pc/t/i 7ºm/pt 9ºm/qt 26ºsm/pi t/ITS 14 pares 22 

Curimatopsis           

C. myersi Rio Miranda/MS 46 92 42m+4sm - - - - - 7 

Cyphocharax           

C. gilbert Rio Paraibuna/SP 54 108 44m+10sm 2ºm/pt pc/t - - - 16 

C. cf gilli Rio Bento Gomes/MT 54 108 54m/sm 1ºm/qi - - - - 2 

C. gouldingi Rio Araguaia/GO 54 108 54m+B 2ºm/qt - - - - 16 

C. modestus Águas de São Pedro/SP 54 108 54m/sm 2ºm/qt - - - - 2 

 Riacho Três Bocas/PR 54 108 54m/sm+B 2ºm/qt pc/t 2º/qt - - 6,13,15,19,20 

 Rio Mogi-Guaçu/SP 54 108 54m/sm+B - pc - - - 8 

 Rio Taquari/PR 54 108 54m/sm+B 2ºm/qt pc/t 2º/qt - - 13,15 

 Rio Tibagi/PR 54 108 54m/sm 2ºm/qt - 2º/qt - - 15 

 Rio Água da Floresta/PR 54 108 54m/sm 2ºm/qt - 2º/qt - - 15 
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 Rio Paranapanema/SP 54 108 54m/sm+B 2ºm/qt pc/t 2º/qt 3º,20º/pi - 12,14,17 

 Rio Tietê/SP 54 108 54m/sm+B 2ºm/qt pc/t 2º/qt 3º,20º/pi  1,12,14,17 

C. naegelii Rio Mogi-Guaçu/SP 54 108 54m/sm 25º/pt - - - - 2 

 Rio Mogi-Guaçu/SP 54 108 46m+8 sm 
1º,2º,11º/qt 

6º/pqt 21º/pt 
pc/t - - - 16 

 Ribeirão Minhoca/MG 54 108 54m/sm+B 6º/qt pc/t 6º/qt 3º,20º/pi t/ITS 2 pares 18 

C. platanus Rio Paraná/AR 58 116 52m/sm+6st 5ºm/pt - - - - 11 

 Riacho Pirá-Pytá/AR 58 116 48m+4sm+6st 6ºm/pt pc/t - - - 16 

C. cf spilurus Rio Madeira/RO 54 108 54m/sm 10ºm/qt - - - - 2 

C. spilotus Rio Paraná/AR 54 108 54m/sm+B 1º/qi pc/t - - - 10,11 

 Riacho Capivara/RS 54 108 54m/sm+B 2º/qt pc/t 2º/qt - - 19,20 

 Gasômetro/RS 54 108 54m/sm+B 2º/qt pc/t 2º/qt 3crom/pi - 19,20 

C. vanderi Rio Preto/SP 54 108 54m/sm 6º/qt - - - - 2 

C. voga Riacho Bolacha/RS 54 108 54m/sm 6º/qt - - - - 2 

 Rio Paraná/AR 54 108 54m/sm qt pc/t/i - - - 11 

 Rio Saco da Alemoa/RS 54 108 54m/sm+B 5º/qt pc/t 5º/qt - - 19,20 

 Riacho Capivara/RS 54 108 54m/sm+B 5º/qt pc/t 5º/qt - - 19,20 

 Gasômetro/RS 54 108 54m/sm+B 5º/qt pc/t 5º/qt - - 19,20 

 Lagoa Barros/RS 54 108 54m/sm+B 5º/qt pc/t 5º/qt 2crom/pi - 19,20 

 Lagoa Quadros/RS 54 108 54m/sm+B 5º/qt pc/t 5º/qt - - 19,20 

C. saladensis Barragem A.E.S. UFRGS/RS 54 108 54m/sm+B 8º/qt pc/t 8ºm/qt 2crom/pi - 19,20 

Potamorhina           

P. altamazonica Rio Negro e Solimões/AM 102 106 2m+2sm+98a  5ºa/qt pc/t/i 5ºa/qt 41ºa/qi t 4,21 

P. latior Rio Negro e Solimões/AM 56 112 52m+2sm+2st 25ºm/qt pc/t/i 25ºm/qt 4ºm/pt t/ITS 18 pares 4,21 

P. pristigaster Rio Negro e Solimões/AM 54 108 42m+12sm 25ºsm/pt pc - - - 4 

 Rio Negro e Solimões/AM 54 108 44m+10sm 5ºm/qt pc/t 5ºm/qt 4ºm/pt t/ITS 1 par 21 

P. squamoralevis Rio Paraná/AR 102 116 14m/sm+88a qt pc - - - 11 

Psectrogaster           

P. amazonica Rio Araguaia/MT 54 108 44m+10sm 17ºm/pt - - - - 16 

P. curviventris Rio Miranda/MS 54 108 42m+12sm 20ºm/pt pc - - - 7 

 Rio Paraná/AR 54 108 54m/sm qi pc/t - - - 11 

P. falcata Rio Araguaia/PA 54 108 40m+14sm 13ºm/pt pc/t 13ºm/pt 24ºsm/pi t/ITS 15 pares 22 

P. rutiloides Rio Negro e Solimões/AM 54 108 42m+12sm 9ºm/qt - - - - 3 

 Lago Catalão/AM 54 108 46m+8sm 16ºm/pt pc/t/i 16ºm/pt 5ºm/pt 22ºsm/qi t/ITS 18 pares 22 

Steindachnerina           

S. amazonica Rio Araguaia/GO 54 108 42m+12sm 2ºm23ºsm/qt pc/t - - - 16 

S. biornata Rio Forquetinha/RS 54 108 54m/sm+B 3ºm/qt pc/t 4crom/qt - - 19,20 
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S. brevipinna Rio Miranda/MS 54 108 46m+6sm 17ºm/pt c/t - - - 7 

 Rio Paraná/AR 54 108 54m/sm 15ºm/qt pc/i/t - - - 11 

S. conspersa Rio Paraguai/MS 54 108 54m/sm 2ºm/qi - - - - 2 

 Rio Paraná/AR 54 108 54m/sm 2ºm/qt pc/t/i - - - 11 

S. elegans Rio São Francisco/SP 54 108 54m/sm 25º/pt - - - - 2 

S. gracilis Rio Araguaia/MT 54 108 38m+16sm 4crom/qt - - - - 16 

S. cf guentheri Rio São Francisco/AC 54 108 54m/sm 24º/pt pc/i/t - - - 9 

S. insculpta Rio Mogi-Guaçu/SP 54 108 54m/sm 25º/pt - - - - 2 

 Rio Passa-Cinco/SP 54 108 54m/sm 25º/pt - - - - 2 

 Rio Paranapanema/SP 54 108 54m/sm+B 7º/qt pc/t 7º/qt 2º/pi - 5,12,14,17 

 Reserva Jurumirim/SP 54 108 54m/sm+B - pc  - - - 5 

 Rio Tietê/SP 54 108 54m/sm 7º/qt pc/t 7º/qt 2º/pi - 12,14,17 

 Riacho Três Bocas/PR 54 108 54m/sm+B 7º/qt pc/t 7º/qt - - 13,15 

 Rio Taquiri/PR 54 108 54m/sm 7º/qt pc/t 7º/qt - - 13,15 

 Rio Tibagi/PR 54 108 54m/sm 7º/qt pc/t 7º/qt - - 13,15 

 Rio Água da Floresta/PR 54 108 54m/sm 7º/qt pc/t 7º/qt - - 13,15 

 Cachoeira de Emas/SP 54 108 50m+4sm 22ºm/pt pc/t - - - 16 

 Rio Água dos Patos/SP 54 108 54m/sm+B 12º/pt pc/t 12º/pt 2crom/pi - 19, 20 

 Riacho Três Bocas/PR 54 108 54m/sm+B 12º/pt pc/t 12º/pt 2crom/pi - 19, 20 

 Riacho Pavãp/PR 54 108 54m/sm+B 12º/pt pc/t 12º/pt - - 19, 20 

 Rio Jacutinga/PR 54 108 54m/sm+B 12º/pt pc/t 12º/pt - - 19, 20 

S. leucisca Rio Negro e Solimões/AM 54 108 48m+6sm 15ºm/pt - - - - 3 

1- Venere e Galetti (1985); 2- Venere e Galetti (1989); 3- Feldberg et al. (1992); 4- Feldberg et al. (1993); 5- Oliveira e Foresti (1993); 6- Martins et al. (1996); 7- Navarrete e Júlio Jr 

(1997); 8- Venere et al. (1999); 9- Carvalho et al. (2001); 10- Fenocchio et al. (2003); 11- Brassesco et al. (2004); 12- De Rosa et al. (2006); 13- Gravena et al. (2007); 14- De Rosa et al. 

(2007); 15- Teribele et al. (2008); 16- Venere et al. (2008); 17- De Rosa et al. (2008); 18- Oliveira (2010); 19- Sampaio et al. (2011); 20- Sampaio et al. (2016); 21- Pinheiro et al. (2016); 

22- Presente estudo. 
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A heterocromatina é uma região do cromossomo que se encontra em um estado 

altamente condensado ao longo do ciclo celular, estas regiões contêm uma alta densidade de 

DNAs repetitivos in tandem (DNAs satélites e ribossomais), localizada principalmente em 

regiões pericentroméricas, terminais e intersticiais (Guerra 1988; Sumner 2003). A 

heterocromatina tem um papel importante na evolução cromossômica das espécies, pois pode 

estar relacionada com rearranjos cromossômicos, como translocações, inversões e fusões, e sua 

identificação permite verificar a organização diferencial do cariótipo das espécies (Ridley 2006; 

Grewal e Jia 2007). 

O padrão de distribuição da heterocromatina na maioria das espécies de Curimatidae, 

para as quais este marcador é disponível, ocorre em regiões pericentroméricas dos 

cromossomos, com blocos terminais em alguns cromossomos, sendo que algumas espécies 

apresentam uma grande quantidade de blocos heterocromáticos em seu conjunto 

cromossômico, com alguns pares facilmente identificáveis devido à presença de grandes blocos. 

Entretanto, o padrão de banda C difere entre as espécies (Navarrete e Júlio Jr. 1997; Carvalho 

et al. 2001; Brassesco et al. 2004; Venere et al. 2008; De Rosa et al. 2007; De Rosa et al. 2008; 

Pinheiro et al. 2016). 

Os DNAs ribossomais, que são sequências repetitivas in tandem, são classificados em 

duas famílias multigênicas altamente conservadas, a classe de genes que codifica o gene 

ribossomal 5S e a classe principal 45S (genes que codificam RNA ribossomal 18S, 5,8S, 28S), 

estando esta última classe relacionada com a região organizadora de nucléolo (RON) (Long e 

David 1980). Apesar destas sequências serem altamente conservadas (mesmo entre táxons não 

relacionados), possuem espaçadores (NTS) que variam em tamanho e composição, alterando o 

número de cópias e posição nos cromossomos das espécies, permitindo verificar a dinâmica da 

organização genômica destes genes (Martins et al. 2011; Wang et al. 2017; Sochorová et al. 

2018). 

A região organizadora de nucléolo (RON) é um marcador amplamente analisado nas 

espécies de Curimatidae, onde a sua localização é detectada indiretamente por nitrato de prata 

(Ag-RON) (Guerra 1988) e a maioria dos estudos em curimatídeos considera este um bom 

marcador citogenético espécie/específico, uma vez que, embora muitas espécies apresentem um 

único par de cromossomos nucleolares, este par se encontra em diferentes posições/localizações 

no cariótipo (Feldberg et al. 1992; Brassesco et al. 2004; Teribele et al. 2008; Venere et al. 

2008; Sampaio et al. 2016; Pinheiro et al. 2016). Feldberg et al. (1992) identificaram este 

caráter (Ag-RON), em espécies dos gêneros Curimata (Curimata cyprinoides Linnaeus 1766, 

C. inornata, C. knerii Steindachner 1876, C. ocellata, C. vittata), Curimatella (Curimatella 
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alburna Muller & Troschel 1844, Curimatella meyeri Steindachner 1882), Psectrogaster 

(Psectrogaster rutiloides Kner 1858) e Steindachnerina (Steindachnerina leucisca Gunther 

1868), evidenciando que as regiões organizadoras de nucléolos são espécie-específicas. Este 

padrão também foi observado por Brassesco et al. (2004), que encontraram apenas um par de 

cromossomos portadores de RON em oito espécies analisadas (Curimatella dorsalis, 

Cyphocharax platanus, C. spilotus, C. voga, Potamorhina squamoralevis, Psectrogaster 

curviventris, Steindachnerina brevipinna, S. conspersa), com posições espécie-específicas. 

Ainda, diferente do padrão de RONs simples descrito para a maioria dos curimatídeos, Venere 

et al. (2008) encontraram espécies com sistema múltiplo: Cyphocharax naegelli (4 pares + 1 

cromossomo), Curimata inornata (1 par + 1 cromossomo), Steindachnerina amazonica (1 par 

+ 1 cromossomo) e Steindachnerina gracilis Vari & Williams 1989 (2 pares) (Tabela 1). 

Com relação à citogenética molecular, as sequências de DNA ribossômico 18S e 5S têm 

sido usadas como marcadores citogenéticos em peixes neotropicais, por contribuírem em 

questões taxonômicas e evolutivas (Bellafronte et al. 2005; Terencio et al. 2012; Favarato et al. 

2016; Sampaio et al. 2016; Pinheiro et al. 2016; Barros et al. 2017; Dorini et al. 2020). Contudo, 

poucos trabalhos foram realizados, utilizando marcadores fluorescentes, na família 

Curimatidae. Existem relatos apenas para as espécies Cyphocharax modestus, C. saladensis, C. 

spilotus, C. voga, Potamorhina altamazonica, P. latior, P. pristigaster, Steindachnerina 

biornata, S. insculpta (De Rosa et al. 2006; De Rosa et al. 2007; Teribele et al. 2008; Pinheiro 

et al. 2016; Sampaio et al. 2016). Em todas as espécies confirmou-se que as Ag-RONs são 

correspondentes com a localização do gene ribossomal 18S, cuja sequência foi mapeada por 

meio da técnica FISH. No entanto, Sampaio et al. (2016) observaram que a espécie S. biornata 

possui dois pares cromossômicos metacêntricos com sítios ribossômicos 18S, porém apenas um 

par de cromossomos foi marcado com nitrato de prata, sugerindo falta de atividade 

transcricional destes sítios. Também foi possível observar diferentes marcações para o DNAr 

5S, mostrando sítios independentes em regiões pericentroméricas. 

Outra classe de DNAs repetitivos que vem sendo amplamente utilizada para o 

mapeamento físico cromossômico, a fim de investigar a existência de rearranjos 

cromossômicos, é a sequência telomérica (TTAGGG)n. Estas repetições curtas estão 

localizadas principalmente na região terminal dos cromossomos, promovendo estabilidade e 

integridade cromossômica (Multani et al. 2006; Monagham 2010; Ocalewicz 2013). Contudo, 

sítios teloméricos intersticiais (ITS) já foram encontrados em aproximadamente 40% das 

espécies de peixes, e tal localização tem sido relacionada com rearranjos cromossômicos, 

envolvendo a região telomérica, tais como fusões, inversões, translocações e duplicações. 
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Ainda, regiões com ITS também podem contribuir para uma elevada taxa de fissões 

cromossômicas (Ocalewicz 2013). 

Para a família Curimatidae, a espécie Cyphocharax naegelii (Oliveira 2010) possui um 

par cromossômico com ITS presente. Pinheiro et al. (2016), verificando prováveis alterações 

cromossômicas em espécies do gênero Potamorhina, observaram apenas sítios terminais em P. 

altamazonica (2n=102), mas observaram ITS em um par cromossômico de P. pristigaster 

(2n=54) e em 18 pares de P. latior (2n=56), sugerindo eventos de fissões, seguidos de fusões 

cromossômicas. Estes dados de Potamorhina contribuíram para a recente filogenia molecular 

proposta por Dorini et al. (2020), que propôs a ocorrência de uma única fissão na linhagem de 

P. latior, seguida por mais de 20 fissões no ancestral de P. altamazonica e P. squamoralevis. 

Portanto, considerando a pequena quantidade de estudos citogenéticos com espécies de 

Curimatidae, haja vista a riqueza de espécies da família, principalmente no que tange a estudos 

de citogenética molecular, e o fato de ferramentas citogenéticas serem eficazes no 

reconhecimento da diversidade genética intra e interespecífica, este estudo objetiva contribuir 

para a caracterização cromossômica de mais seis espécies da família Curimatidae, por meio de 

uma abordagem citogenética convencional e molecular. Além de fornecer informações sobre 

marcadores importantes no entendimento da evolução cromossômica de um grupo de peixes 

neotropicais. 
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2. Objetivos 

 

2.1 Objetivo Geral 

 

Contribuir para a caracterização cromossômica de mais seis espécies da família 

Curimatidae e fornecer informações sobre marcadores que sejam importantes no entendimento 

de sua evolução cromossômica. 

 

2.2 Objetivos Específicos 

 

 Descrever a macroestrutura cariotípica (número diploide, número fundamental e 

fórmula cariotípica) de espécies da família Curimatidae; 

 Identificar região organizadora de nucléolo e padrão de distribuição da heterocromatina 

em espécies da família Curimatidae; 

 Mapear sequências repetitivas de DNA ribossomal 18S e 5S e sequências teloméricas 

nos cromossomos de espécies da família Curimatidae; 

 Verificar possíveis variações cariotípicas envolvidas na evolução cromossômica de 

espécies da família Curimatidae.  
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3. Material e Métodos 

Para a realização deste estudo foram analisados, citogeneticamente, 52 exemplares de 

seis espécies pertencentes a três gêneros da família Curimatidae (Tabela 2 e Figuras 5 e 6). 

 

Tabela 2 – Espécies, local de coleta e número de indivíduos/sexo analisados. M= macho, F= fêmea, ?= sexo não 

identificado. 

Espécie 
Sexo 

Local Coordenadas Voucher 
M F ? 

Curimata inornata - - 8 Rio Araguaia, PA 5°25'33.59"S 48°28'30.37"W INPA-ICT 059622 

Curimata vittata - 2 - Lago Catalão, AM 3°09'42.2"S 59°54'54.7"W INPA-ICT 059623 

Curimatella dorsalis - 2 - Rio Araguaia, PA 5°25'33.59"S 48°28'30.37"W INPA-ICT 059624 

Curimatella meyeri 4 13 - Lago Catalão, AM 3°09'42.2"S 59°54'54.7"W INPA-ICT 059625 

Psectrogaster falcata - - 3 Rio Araguaia, PA 5°25'33.59"S 48°28'30.37"W INPA-ICT 059626 

Psectrogaster rutiloides 10 10 - Lago Catalão, AM 3°09'42.2"S 59°54'54.7"W INPA-ICT 059627 

 

 

  

Figura 5. Mapa do Brasil: A) destacando a bacia amazônica brasileira, em verde, e a bacia do 

Tocantins-Araguaia, em amarelo. B) local de coleta no rio Araguaia/PA (ponto vermelho) e C) local 

de coleta no lago Catalão/AM (ponto vermelho). (Fonte: adaptado de wikipedia.org). 

B) 

 

 

 

 

 

C) 

A) 
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A coleta foi realizada com o uso de redes de pesca de malhas 70, 80 e 90 mm, sob 

autorização do Instituto Chico Mendes de Conservação da Biodiversidade – ICMBio, Sistema 

de Autorização e Informação em Biodiversidade – SISBIO, Licença permanente no. 28095-1 e 

todos os procedimentos deste trabalho foram aprovados pela comissão de ética no uso de 

animais do Instituto Nacional de Pesquisas da Amazônia (004/2018-CEUA/INPA). 

Os peixes foram transportados vivos, em recipientes com sistema de aeração, para o 

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

animais foram eutanasiados, seguindo as recomendações das Diretrizes da Prática da Eutanásia 

do CONCEA 2013. Após a eutanasia, os exemplares aqui estudados foram numerados, 

registrados, fixados em formol 10% durante 24h e acondicionados posteriormente em 

recipientes contendo álcool 70% para o depósito na coleção ictiológica do INPA. 

 

 

 

Figura 6. Espécies da família Curimatidae estudadas neste trabalho. A) Curimata 

inornata (16cm); B) Curimata vittata (24cm); C) Curimatella dorsalis (14cm); D) 

Curimatella meyeri (20cm); E) Psectrogaster falcata (12cm); F) Psectrogaster 

rutiloides (13cm). 

A)                      B)  

 

 

 

C)            D)  

 

 

E)              F)  
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3.1 Indução de mitoses 

Para a obtenção de um maior número de células em metáfase foi utilizada a técnica de 

indução de mitoses descrita por Oliveira et al. (1988b), onde foi preparada uma solução de 

fermento biológico na proporção de 0,5g de fermento, 0,5g de açúcar e 20 mL de água destilada. 

Em seguida, esta solução foi incubada em estufa a 40 °C por cerca de 20 minutos e, 

posteriormente, injetada na região intraperitoneal do animal vivo, na proporção de 1 mL para 

cada 100 g de peso. Os peixes foram mantidos em aquários aerados por um período de 24 horas 

antes da coleta das amostras para análise citogenética. 

 

3.2 Obtenção de cromossomos mitóticos 

As preparações para obtenção dos cromossomos mitóticos seguiram o protocolo 

descrito por Gold et al. (1990), que consiste em: 24 horas após a aplicação da solução de 

fermento, os peixes foram eutanasiados, procedendo-se a retirada do rim, que é o órgão 

hematopoiético dos peixes. O material foi transferido para uma cubeta de vidro contendo 15 

mL de meio RPMI e o tecido foi dissociado com auxílio de uma seringa hipodérmica, 

desprovida de agulha, com movimentos leves de aspiração e expiração, onde foi obtida uma 

suspensão homogênea de células. Posteriormente, foram adicionadas 3 a 4 gotas (ou 150 μL 

para cada 2 mL de meio de cultura) de colchicina 0,125% e o material foi ressuspendido, 

cuidadosamente, com auxílio de uma pipeta Pasteur e incubado em estufa a 37 °C por 30 

minutos. 

Após esse período, o material foi transferido para um tubo de centrífuga e centrifugado 

por 10 minutos a 900 rpm; em seguida foi retirado o sobrenadante tomando cuidado para não 

ressuspender o material e foi acrescentado 10 mL de solução de KCl 0,075M; o material foi 

ressuspendido novamente e deixado em estufa a 37 °C por 40 minutos. Em seguida, foi 

adicionado 1 mL de fixador carnoy gelado (3 metanol: 1 ácido acético) e uma nova 

centrifugação por 10 minutos a 900 rpm. 

O sobrenadante foi retirado com auxílio de uma pipeta Pasteur, tomando cuidado para 

não ressuspender o material, sendo acrescentados novamente 10 mL de fixador gelado. O 

material foi centrifugado por 10 minutos, sendo que este passo foi repetido mais duas vezes. 

Após a eliminação do sobrenadante da última centrifugação, foi adicionado 1,5 mL de fixador 

e o material foi transferido para um tubo de 2 mL e armazenado em freezer (-20 °C). 
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3.3 Coloração convencional (Giemsa) 

Para determinação do cariótipo das espécies analisadas, as lâminas limpas foram 

aquecidas a 60 °C em banho-maria e em seguida a suspensão celular foi gotejada sobre a lâmina. 

Estas foram secas no ambiente e posteriormente foram coradas com Giemsa diluída a 10% em 

tampão fosfato, pH 6,8 por 10 minutos e secas ao ar novamente, sendo observadas ao 

microscópio óptico após secas. 

 

3.4 Detecção das regiões de heterocromatina  

Para a detecção da heterocromatina utilizamos a técnica de bandeamento C descrita por 

Sumner (1972), com modificações. As lâminas, já contendo as preparações cromossômicas, 

foram tratadas durante 2 minutos com ácido clorídrico (HCl 0,2N) a 42 °C, lavadas rapidamente 

em água destilada à temperatura ambiente e secas ao ar. Em seguida foram incubadas a 42 °C 

em solução de hidróxido de bário a 5% por cerca de 58 segundos. A ação do hidróxido de bário 

foi interrompida imergindo as lâminas rapidamente em solução de HCl 0,2N (em temperatura 

ambiente) e posteriormente lavadas em água destilada. Em seguida, foram secas novamente ao 

ar e incubadas em solução 2xSSC (cloreto de sódio 0,3M e citrato trissódico 0,03M, pH 6,8) 

em banho-maria a 60 °C, por um período de 15 minutos, sendo novamente lavadas em água 

destilada e secas ao ar. Posteriormente, as lâminas foram coradas de acordo com Lui et al. 

(2012), utilizando uma solução contendo 0,5 μL de iodeto de propídio em 20 μL de 

Vectashield®, coberta com uma lamínula e mantida em recipiente escuro por 20 minutos. Após 

a montagem as lâminas foram analisadas em microscópio de epifluorescência. 

 

3.5 Regiões Organizadoras de Nucléolos (Ag-RON) 

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

técnica descrita por Howell e Black (1980). Esta técnica consiste em gotejar sobre a lâmina, 

contendo a preparação cromossômica, quatro gotas de uma solução coloidal, obtida com 1 g de 

gelatina comercial sem sabor dissolvida em 50 mL de água destilada, acrescida de 0,5 mL de 

ácido fórmico. Posteriormente, foi adicionado sobre a solução coloidal 8 gotas de solução 

aquosa de AgNO3 (nitrato de prata) a 50%, sendo coberta com uma lamínula. As lâminas foram 

incubadas em câmara úmida e levadas à estufa a 60 °C por um período de 5 a 7 minutos até 

atingirem uma coloração dourada ou marrom escura e, posteriormente, as lâminas foram 

lavadas em água destilada até remoção da lamínula e deixadas secar diretamente ao ar. 
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3.6 Citogenética molecular 

 

3.6.1 Extração de DNA total 

O DNA genômico foi extraído a partir de tecido muscular das espécies de peixes da 

família Curimatidae, preservado em etanol 100%, utilizando o protocolo descrito por Sambrook 

et al. (1989). 

O tecido foi fragmentado em pequenos pedaços em um tubo estéril do tipo Ependorff 

de 1,5 mL, em seguida foi utilizada uma solução de tampão de lise (Tris-HCl pH 8,0 em 10 

mM, NaCl 0,3 M, EDTA 10 mM) para dissolvê-lo. Em seguida foi acrescentado: 15 μL de 

proteinase K (10 mg/mL) e 10 μL de RNAse A (10 mg/mL). As amostras foram, então, 

incubadas a 60 °C em banho-seco por aproximadamente 2 horas até que o tecido estivesse 

totalmente digerido e, posteriormente, foram feitas lavagens sucessivas com fenol clorofórmio 

e clorofórmio hidratado (500 μL de cada um destes reagentes). Após a lise, o DNA foi separado 

das proteínas por precipitação salina juntamente com centrifugação a 14000 rpm, sendo 

adicionados em seguida 600 μL de Isopropanol 100% gelado para precipitação do 

sobrenadante, juntamente com mais uma etapa de centrifugação. Ao final, o DNA foi hidratado 

em 100 μL de água milli-Q, e, posteriormente, para possibilitar a análise da quantidade e 

integridade do material, foi realizada eletroforese com gel de agarose a 1% (com tampão Tris-

Borato-EDTA 0,5X e corrida a 70 V por 60 minutos), 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). O DNA extraído também foi quantificado em espectrofotômetro 

NanoVue Plus (GE Healthcare). 

 

3.6.2 Preparação das sondas de DNA ribossômico (DNAr) 18S e 5S 

As sondas 18S e 5S foram amplificadas por PCR (Polymerase Chain Reaction). Para a 

amplificação do DNAr 18S foram utilizados os primers 18Sf (5’-CCG CTT TGG TGA CTC 

TTG AT-3’) e 18Sr (5’-CCG AGG ACC TCA CTA AAC CA-3’) (Gross et al. 2010), e 5Sf (5’ 

-TAC GCC CGA TCT CGT CCG ATC) e 5Sr (5’ –CAGGCT GGT ATG GCC GTA AGC- 3’) 

(Martins e Galetti Jr. 1999), respectivamente. As reações tiveram um volume final de 25 μL 

consistindo de 1 μL de DNA genômico (100 ng), 2,5 μL de tampão 10× com cloreto de 

magnésio (1,5 mM), 0,5 μL de Taq DNA Polimerase (5 U/μl), 1,5 μL de dNTP (1 mM), 1,5 μL 

de cada primer (5 mM) e água ultrapura para completar o volume. 

O programa de PCR foi utilizado, seguindo as seguintes etapas: DNAr 18S: 1 minuto a 

95 °C (para desnaturação da fita de DNA); 35 ciclos de 1 minuto a 94 °C, 1 minuto a 56 °C 
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(anelamento) e 1 minuto e 30 segundos a 72 °C (amplificação) e 5 minutos a 72 °C (extensão 

final). DNAr 5S: 1 minuto a 94 °C (desnaturação); 35 ciclos de 1 minuto a 94 °C, 1 minuto a 

54 °C (anelamento) e 1 minuto e 30 segundos a 72 °C (amplificação) e 5 minutos a 72 °C 

(extensão final). Posteriormente, os produtos gerados foram verificados em gel de agarose 1% 

e quantificados em espectrofotômetro NanoVue Plus (GE Healthcare). 

 

3.6.3 Preparação da sonda telomérica 

Para a detecção de sequências teloméricas foram utilizadas sondas amplificadas via PCR 

(Polymerase Chain Reaction), usando os primers (TTAGGG)5 e (CCCTAA)5 (Ijdo et al. 1991), 

seguindo os 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. O programa de PCR seguiu as seguintes condições: 1 

minuto a 95 °C (desnaturação); 35 ciclos de 1 minuto a 94 °C, 1 minuto a 50 °C (anelamento) 

e 1 minuto e 30 segundos a 72 °C (amplificação) e 5 minutos a 72 °C (extensão final). Em 

seguida, o produto final da PCR foi verificado em eletroforese, e, também, quantificado em 

espectrofotômetro NanoVue Plus (GE Healthcare). 

 

3.6.4 Marcação de sondas 

Todas as sondas produzidas foram marcadas. Sendo assim, os produtos de PCR (DNA 

ribossomal 18S e sequências teloméricas) foram marcados seguindo o método de nick 

translation com digoxigenina-11-dUTP (Dig-Nick Translation mix; Roche) para marcação de 

sonda vermelha, enquanto o DNA ribossomal 5S foi marcado com biotina-14-dATP (Biotin 

Nick Translation mix; Roche) para marcação de sonda verde, seguindo as instruções do 

fabricante. 

 

3.6.5 Hibridização in situ fluorescente (FISH) 

A técnica de hibridização in situ fluorescente (FISH) foi realizada de acordo com os 

procedimentos adotados por Pinkel et al. (1986), com algumas modificações. 

As preparações cromossômicas foram gotejadas nas lâminas e secas ao ar. Para 

preparação das lâminas, foram lavadas em tampão PBS 1x durante 5 minutos em temperatura 

ambiente, sendo depois desidratadas em séries alcoólicas 70%, 85% e 100%, 5 minutos cada e 

secas ao ar. Em seguida as lâminas foram incubadas em 90 μL de RNAse (0,4% RNAse/2xSSC) 

a 37°C por 1h em câmara úmida. Após este processo, as lâminas foram lavadas três vezes em 

2xSSC por 5 minutos cada e em PBS 1x também por 5 minutos. 
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Posteriormente, as lâminas foram fixadas em formaldeído 1% em PBS 10x/50mM 

MgCl2 durante 10 minutos à temperatura ambiente e depois lavadas em PBS 1x por 5 minutos, 

sendo posteriormente desidratadas em série alcoólica gelada (70%, 85%, 100 %) por 5 minutos 

cada. 

O DNA cromossômico (que está na lâmina) foi desnaturado com formamida 70% em 

2xSSC a 70 °C por 5 minutos e desidratado em etanol gelado 70%, 85% e 100% por 5 minutos 

cada, secando ao ar. Simultaneamente à esta desidratação da lâmina em série alcoólica, foram 

adicionados em um tubo eppendorf a solução de hibridização, que contém 50 μL de formamida 

100% (concentração final 50%), 20 μL sulfato de dextrano 50%, 10 μL 20xSSC (concentração 

final de 2xSSC), 5 μL de cada sonda marcada e 10 μL água milli-Q, para ser desnaturada a 99 

ºC por um período de 10 minutos, e após este tempo foi passada imediatamente ao gelo. 

Após o passo de desnaturação, a solução de hibridização foi colocada sobre a lâmina 

com os cromossomos também desnaturados, coberta com lamínula e incubada em câmara 

úmida a 37 °C por aproximadamente 18 horas (overnight). 

Após o término do tempo de hibridização, as lâminas foram lavadas em formamida 15% 

a 42 °C durante 10 minutos e logo em seguida lavadas em solução Tween 0,5%, por 5 minutos. 

Posteriormente, para detecção do sinal, as lâminas foram incubadas em tampão NFDM 

por 15 minutos e lavadas 2 vezes com Tween 0,5% temperatura ambiente por 5 minutos cada. 

Para amplificação do sinal, as lâminas foram incubadas com os anticorpos específicos 

(antidigoxigenina e/ou estreptavidina) por 60 minutos em câmara úmida a 37 °C. Após este 

tempo as lâminas foram lavadas 3 vezes com Tween 0,5% temperatura ambiente por 5 minutos 

cada, desidratadas em série alcoólica gelada 70%, 85% e 100% durante 5 minutos cada e após 

estarem secas, as lâminas foram montadas com 21μL de uma solução contendo 1μL de DAPI 

diluído em 20μL de Vectashield®, coberta com uma lamínula e mantida em recipiente escuro. 

Após a preparação, as lâminas foram analisadas em microscópio de epifluorescência. 

 

3.7 Análise cariotípica 

As lâminas submetidas à coloração convencional (Giemsa) foram analisadas em 

microscópio óptico com a objetiva de imersão, num aumento de 1.000 vezes. As lâminas que 

utilizaram fluorocromos (Bandeamento C e FISH) foram analisadas em fotomicroscópio de 

epifluorescência Olympus Bx-51, sob filtro apropriado. Pelo menos 30 metáfases por indivíduo 

foram analisadas, sendo que as melhores tiveram sua imagem capturada, utilizando sistema de 

captura de imagens DPController e processadas pelo programa DPManager. Posteriormente, os 

cariótipos foram montados, utilizando o programa Adobe Photoshop CS4, onde os 
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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 seis espécies analisadas (Curimata inornata, C. vittata, Curimatella dorsalis, C. 

meyeri, Psectrogaster falcata e P. rutiloides) apresentaram número diploide igual a 54 

cromossomos e número fundamental (NF) igual a 108 (Tabela 3, Figura 7), ou seja, todos os 

cromossomos apresentam dois braços (meta/submetacêntricos) (Tabela 3). 

 

Tabela 3 – Dados citogenéticos das espécies aqui estudadas. 2n= número diploide; NF= número 

fundamental; Ag-RON= regiões organizadoras de nucléolo detectada por nitrato de Prata; DNAr= DNA 

ribossomal; m= metacêntrico; sm= submetacêntrico; p= braço curto; q= braço longo; t= terminal; 

i=intersticial. 

Espécie 2n NF 
Fórmula 

Cariotípica 

Ag-RON / 

Posição 

DNAr 18S / 

Posição 

DNAr 5S / 

Posição 

Curimata inornata 54 108 38m + 16sm 20ºsm/pt 20ºsm/pt 9ºm/pi 

Curimata vittata 54 108 38m + 16sm 20º21ºsm/qt 20º21ºsm/qt 25ºsm/pi 

Curimatella dorsalis 54 108 44m + 10sm 2ºm/qt 2ºm/qt 2ºm/qi 

Curimatella meyeri 54 108 46m + 8sm 9ºm/qt 7ºm/pt 9ºm/qt 26ºsm/pi 

Psectrogaster falcata 54 108 40m + 14sm 13ºm/pt 13ºm pt 24ºsm/pi 

Psectrogaster rutiloides 54 108 46m + 8sm 16ºm/pt 16ºm/pt 5ºm/pt22ºm/qi 

 

A heterocromatina está em blocos peri/centroméricos de todos cromossomos das seis 

espécies analisadas por bandeamento C, exceto dois pares em P. falcata (5, 18). Alguns 

cromossomos apresentam blocos heterocromáticos espécie-específicos, e blocos adicionais nas 

porções terminais de alguns cromossomos também foram observados em todas as espécies, 

como descrito abaixo (Figura 7): 

Curimata inornata: blocos biteloméricos presentes nos pares 1 e 9; blocos terminais no 

braço longo (q) nos pares: 6, 8, 10, 12, 20, 21, 22 e 25; o par 8 possui marcação conspícua no 

braço curto (p); e os pares 6 e 20 apresentam os braços curtos totalmente heterocromáticos. 

Curimata vittata: blocos biteloméricos presentes nos pares: 1, 2, 3, 6, 7, 8, 9, 14 e 19; 

blocos terminais em p foram detectados nos pares 4, 15, 16 e 22; blocos terminais em q nos 

pares 13, 20, 21, e 24; já o par 12 apresenta o braço p totalmente heterocromático. 

Curimatella dorsalis: blocos biteloméricos foram visualizados nos pares 8, 15 e 27; 

marcações terminais q nos pares 1, 2, 3, 6, 7, 9 e 10. 

Curimatella meyeri: blocos biteloméricos foram encontrados nos pares 1, 4, 6, 7, 9, 16, 

18, 19 e 24; marcações terminais p dos pares 3 e 10; marcações terminais q dos pares 2, 5, 13, 



24 
 

15 e 26; os pares 11 e 16 apresentaram os braços p totalmente heterocromáticos e o par 5 

apresentou um bloco intersticial nos braços q. 

Psectrogaster falcata: marcações biteloméricas encontradas nos pares 1, 2, 3, 4, 5, 6, 9, 

10, 12, 13, 17, 18, 21, 23 e 25; marcações terminais p estão no par 7; marcações terminais nos 

braços q nos pares 8, 14 e 19; o par 3 apresentou os braços curtos totalmente heterocromáticos. 

Psectrogaster rutiloides:  blocos biteloméricos nos pares 1, 3, 4, 7, 10, 13 e 24; 

marcações terminais nos braços q dos pares 12 e 27; marcações terminais nos braços p dos pares 

5 e 16; braços curtos totalmente heterocromáticos 13; bloco intersticial q no par 2, 19 e 21.  

As regiões organizadoras de nucléolo, detectadas pela técnica de impregnação por 

nitrato de prata (Ag-RON), foram evidenciadas ativas em apenas um par cromossômico em 

cinco das seis espécies: Curimata inornata, Psectrogaster falcata e P. rutiloides, localizada na 

porção terminal dos braços p, nos pares 20, 13 e 16, respectivamente. Nas espécies Curimatella 

dorsalis e C. meyeri foram localizadas nas porções terminais dos braços q, nos pares 2 e 9, 

respectivamente.  E Curimata vittata apresentou RONs múltiplas nos pares 20 e 21, na porção 

terminal dos braços q, todas concomitantes com heterocromatina (Figura 7, box Ag-RON).  
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Figura 7. Cariótipos das espécies da família Curimatidae analisadas em coloração convencional Giemsa (à esquerda), 

bandeamento C (à direita) e regiões organizadoras de nucléolo (Ag-RON, box). Barra de escala = 10μm. 
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O mapeamento do DNA ribossomal 18S confirmou a localização das regiões 

organizadoras de nucléolo ativas nas seis espécies analisadas. Entretanto, em Curimatella 

meyeri, um sítio adicional foi evidenciado no par sete, na porção terminal do braço p, região 

também heterocromática (+C) (Figura 8, 18S). 

O mapeamento do DNAr 5S evidenciou um par em todas as espécies, exceto 

Psectrogaster rutiloides que apresentou dois pares carreando este sítio (Figura 8, 5S). 

Entretanto, sua posição no cariótipo foi variável, ou seja, em Curimata inornata, intersticial no 

par 9; em C. vittata intersticial no par 25, em Curimatella dorsalis intersticial par 2, em sintenia 

com o 18S, em C. meyeri intersticial no par 26 e em Psectrogaster falcata intersticial no par 

24. Psectrogaster rutiloides apresentou os sítios DNAr 5S na porção terminal do braço curto 

do par 5 e intersticial no par 22. 

Sequências teloméricas (TTAGGG)n foram localizadas na região terminal de todos os 

cromossomos das seis espécies. Nas duas espécies de Curimata não foram evidenciadas ITS 

(Figura 8, TTAGGG)n. Entretanto, ITSs foram evidenciadas em vários cromossomos das 

espécies de Curimatella e Psectrogaster, sendo que em alguns pares os blocos são conspícuos. 

Curimatella dorsalis: Blocos de ITS pericentroméricas nos pares metacêntricos 1, 2, 3, 

4, 5, 6, 7, 10, 12, 13, 14, 15, 16 e 20, e submetacêntricos 23, 24, 25 e 26. 

Curimatella meyeri: Blocos de ITS pericentroméricas nos pares metacêntricos 1, 4, 6, 

7, 8, 9, 11, 13, 14, 20, 21 e 23, e submetacêntricos 24, 25 e 27. 

Psectrogaster falcata: Blocos de ITS pericentroméricas nos pares metacêntricos 1, 2, 3, 

4, 8, 13, 14, 15, 19 e 20, e submetacêntricos 21, 22, 24, 26 e 27. 

Psectrogaster rutiloides: Blocos de ITS pericentroméricas nos pares metacêntricos 1, 2, 

3, 5, 7, 8, 11, 12, 13, 14, 16, 18, 19, 20, 21 e 22, e submetacêntricos 24 e 27. 
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Figura 8. Cariótipos das espécies da família Curimatidae analisadas com marcadores cromossômicos moleculares. 

À esquerda: Double FISH com sondas de DNAr 18S (vermelho) e 5S (verde); À direita: sondas com sequências 

teloméricas (TTAGGG)n (vermelho). Barra de escala = 10μm. 
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5. Discussão 

A família Curimatidae apresenta macroestrutura cromossômica estável com número 

diploide de 54 cromossomos, dos tipos metacêntricos e submetacêntricos, com número 

fundamental igual a 108, diferenciando em suas fórmulas cariotípicas. As espécies do presente 

estudo também evidenciaram esta estabilidade quanto ao número diploide (2n=54) e 

cromossomos meta e submetacêntricos. Segundo Feldberg et al. (1992), estas características 

descrevem um cariótipo ancestral da família Curimatidae e variações desta condição podem ser 

consideradas caracteres derivados. Esse conservadorismo na macroestrutura cromossômica, 

encontrado na maioria das espécies da família Curimatidae, pode estar relacionado com sua 

ampla distribuição geográfica e formação de grandes cardumes de acordo com a hipótese 

proposta por Oliveira et al. (1988a) e De Oliveira et al. (2009). Para os autores, alguns grupos 

de peixes, caracterizados por alta mobilidade e por populações com grande número de 

indivíduos, tendem a apresentar padrões cromossômicos estáveis, enquanto que grupos com 

baixa mobilidade e baixa densidade populacional tendem a apresentar ampla variação 

cromossômica, ocasionando fixação de rearranjos cromossômicos diferenciais entre populações 

(Oliveira et al. 1988a; De Oliveira et al. 2009). 

Curimatidae, embora apresente 2n=54 como conservado para a família, rearranjos 

robertsonianos, dos tipos fusão e fissão, que alteram o número diploide, já foram encontrados 

em espécies de quatro gêneros. Com redução do número diploide relatado somente na espécie 

Curimatopsis myersi (2n=46) (Navarrete e Júlio Jr 1997), e aumento do número diploide 

encontrado nas espécies Curimata ocellata (2n= 56) (Feldberg et al. 1992), Cyphocharax 

platanus (2n=58) (Brassesco et al. 2004; Venere et al. 2008), Potamorhina altamazonica 

(2n=102), Potamorhina latior (2n=56) (Feldberg et al. 1993; Pinheiro et al. 2016) e 

Potamorhina squamoralevis (2n=102) (Brassesco et al. 2004), sendo que todos os gêneros têm 

54 cromossomos como diploide ancestral. A presença de números diploides diferentes que 

foram relatados nestas seis espécies de curimatídeos demonstram a dinâmica da evolução 

cromossômica neste grupo de peixes, contrastando com as espécies da superfamília 

Anostomoidea (Buckup 1998), onde todas as espécies das famílias Chilodontidae, 

Prochilodontidae e Anostomidae, que possuem dados cariotípicos disponíveis na literatura, 

apresentam número diploide igual a 54 cromossomos (Porto et al. 1992; Martins et al. 2000; 

Terencio et al. 2012; Dulz et al. 2020). 

Também é possível evidenciar, que mesmo os curimatídeos com número diploide 

conservado, a diferenciação cromossômica encontrada nas fórmulas cariotípicas (FC) entre eles 

parece envolver alterações na microestrutura do cariótipo, com rearranjos estruturais não-
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robertsonianos, sem causar alterações no número diploide (Guerra 1988). Ao compararmos os 

dados do presente trabalho com os dados relatados na literatura constatamos diferenças entre 

as FC (Feldberg et al. 1992; Navarrete e Júlio Jr 1997; Brassesco et al. 2004; Venere et al. 

2008), onde foi possível observar redução de cromossomos metacêntricos nas espécies C. 

inornata, C. vittata, C. dorsalis e aumento de cromossomos metacêntricos em P. rutiloides 

(tabela 1). Estas diferenças podem estar relacionadas com a ocorrência de rearranjos não-

robertsonianos, principalmente dos tipos inversões, translocações, deleções e, ainda, 

reposicionamento do centrômero, alterando a morfologia cromossômica (Rocchi et al. 2012). 

No entanto, diferenças não foram encontradas na fórmula cariotípica descrita para a espécie C. 

meyeri (Feldberg et al. 1992; presente estudo). 

O padrão da heterocromatina para as seis espécies aqui representadas foram descritos, 

anteriormente na literatura, somente nas espécies C. inornata (Venere et al. 2008) e C. dorsalis 

(Navarrete e Júlio Jr. 1997; Brassesco et al. 2004), e de uma forma geral segue o padrão descrito 

para os demais curimatídeos, com blocos pericentroméricos e marcações adicionais em regiões 

terminais, intersticiais e alguns cromossomos com braços inteiros heterocromatinizados, além 

de grandes blocos heterocromáticos coincidentes com as regiões organizadoras de nucléolo 

(RON) em todas as espécies já analisadas com este marcador (Feldberg et al. 1992; Navarrete 

e Júlio Jr 1997; Carvalho et al. 2001; Fenocchio et al. 2003; Brassesco et al. 2004; Venere et 

al. 2008; Pinheiro et al. 2016). 

Um fato observado, é que o padrão de heterocromatina encontrado nas espécies dos três 

gêneros aqui representados, bem como nos trabalhos anteriores na família Curimatidae 

(Navarrete e Júlio Jr 1997; Venere et al. 2008; Sampaio et al. 2016), evidenciam características 

cromossômicas únicas, onde cada espécie apresenta um padrão diferente. E ao compararmos o 

padrão heterocromático destas espécies com a filogenia molecular proposta para os 

curimatídeos (Melo et al. 2018, Figura 4), é possível sugerir que ocorre um aumento de 

heterocromatina no processo evolutivo, em cada gênero desta família. Por exemplo, no gênero 

Curimata, apesar do padrão de banda C ser semelhante entre as espécies, nota-se variação na 

quantidade de heterocromatina, onde pudemos evidenciar 1 par cromossômico com braços 

curtos totalmente heterocromáticos na espécie basal C. vittata, enquanto que em C. inornata, 

de clado derivado na filogenia (Melo et al. 2018, Figura 4), apresenta 2 pares cromossômicos 

com braços curtos heterocromáticos. Tal evidência também é observada no gênero 

Psectrogaster, que apesar de ambas espécies possuírem blocos mais conspícuos de 

heterocromatina, o clado que primeiro divergiu (P. falcata) apresenta menor quatidade de 

heterocromatina em comparação com a espécie de clado derivado P. rutiloides, que evidencia 
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maior heterocromatinização. Ainda, Curimatella, com ambas espécies em ramos próximos na 

filogenia proposta por Melo et al. (2018) (Figura 4), o padrão de banda C é muito semelhante, 

mas C. meyeri tem uma marcação intersticial no par 5. Com isso, apesar destas espécies 

apresentarem macroestrutura cromossômica semelhante, rearranjos não-robertsonianos estão 

envolvidos na diversificação do padrão de heterocromatina, refletindo a variabilidade intra e 

interespecífica que ocorre na família Curimatidae. 

A presença de rearranjos cromossômicos na evolução dos curimatídeos também é 

verificada pela localização das regiões organizadoras de nucléolos (RON), que apresenta ampla 

variação interespecífica. A maioria das espécies, até agora analisadas, apresentam Ag-RON em 

um único par de cromossomos (RON simples), com diferenças na localização cromossômica e 

posição no cariótipo entre as espécies (Feldberg et al. 1992; 1993; Navarrete e Júlio Jr 1997; 

Brassesco et al. 2004; presente estudo), sendo RON simples considerada uma característica 

plesiomórfica em peixes neotropicais. No entanto, RONs múltiplas também já foram relatadas 

em alguns curimatídeos (Venere et al. 2008; presente trabalho), como consequência de 

rearranjos subsequentes, levando ao surgimento deste caráter derivado (Hsu et al. 1975). Além 

disso, algumas marcações encontradas no presente estudo contrapõem dados anteriormente 

descritos na literatura, indicando um polimorfismo em relação à localização do DNAr 45S, 

indicando que o processo evolutivo em curimatídeos vem acompanhado por alterações nestes 

DNAs repetitivos. 

Em C. inornata, coletadas no baixo rio Araguaia (Pará) (presente estudo) encontramos 

RON simples nos braços curtos de um par submetacêntrico, como evidenciado também por 

Feldberg et al. (1992) em indivíduos do lago Catalão (Amazonas), no entanto Venere et al. 

(2008) ao estudar populações do alto rio Araguaia (Barra do Garça, MT) encontraram RONs 

múltiplas nos braços longos de um par metacêntrico e um par submetacêntrico para a mesma 

espécie. Ou seja, indivíduos coletados em regiões diferentes do mesmo sistema hidrográfico 

(Rio Araguaia) apresentam divergências na localização da Ag-RON. Diferenças também foram 

encontradas na espécie C. vittata, coletada no lago Catalão (Amazonas), onde no presente 

estudo foi evidenciada RON múltipla, enquanto Feldberg et al. (1992) encontraram RON 

simples evidenciada somente em um dos homólogos, para indivíduos da mesma localidade. 

Estas variações no número de RONs detectadas em espécies de Curimata nos leva a sugerir 

diferenças na atividade transcricional dos cístrons de DNAr 45S que, dependendo da atividade 

proteica da célula, permite a ativação de mais de um par de cromossomos, uma vez que Ag-

RON evidencia apenas sítios que estavam ativos na intérfase anterior (Hsu et al. 1975; Miller 

et al. 1976).  
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Variações também foram evidenciadas nas espécies Curimatella dorsalis e C. meyeri, 

que apresentaram RON simples nos braços longos de cromossomos metacêntricos (par 2 e par 

9, respectivamente) no presente estudo, corroborando Brassesco et al. (2004) e Feldberg et al. 

(1992). Entretanto, Navarrete e Júlio Jr (1997) encontraram para C. dorsalis a Ag-RON no par 

metacêntrico 13 localizada em braços curtos. E, em Psectrogaster rutiloides foi observada uma 

variação na localização da Ag-RON, que foi evidente nos braços curtos dos indivíduos do 

presente estudo, enquanto Feldberg et al. (1992) encontraram marcações nos braços longos 

desta espécie. Vários autores relatam que a relação entre Ag-RON e grandes blocos de 

heterocromatina, que é uma característica encontrada em todas as espécies de curimatídeos 

analisadas até o momento, exceto Potamorhina pristigaster (Pinheiro et al. 2016), pode facilitar 

a ocorrência de rearranjos cromossômicos, envolvendo esse DNA ribossômico, ocasionando 

diversificação cariotípica nas espécies (Moreira-Filho et al. 1984; Galetti et al. 1994; Schneider 

et al. 2013; Pinheiro et al. 2016).  

A localização da sequência do DNAr 18S foi correspondente com a marcação indireta 

Ag-RON em todas as espécies analisadas neste estudo, no entanto em Curimatella meyeri foi 

evidenciado um sítio adicional em região terminal no braço curto do par nº 7, que não foi 

detectado pelo nitrato de prata. Na família Curimatidae, tal evidência também já foi relatada na 

espécie Steindachnerina biornata (Sampaio et al. 2016). O fato deste sítio não ter sido detectado 

na Ag-RON pode ser atribuído à ausência de atividade transcricional (Vidal et al. 2017) e, 

dependendo da atividade da célula o número de marcações pode ser variável. Além disso, 

devido este sítio ribossomal estar localizado em região telomérica e coincidente com 

heterocromatina há uma maior facilidade de transferência de material genético por sua 

proximidade no núcleo interfásico, segundo o modelo de Rabl (Schweizer e Loidl 1987). A 

localização do DNAr 18S em posição terminal é uma característica de 16 espécies de 

curimatídeos até o momento (Oliveira 2010; Pinheiro et al. 2016; Sampaio et al. 2016), sendo 

que variação deste padrão é encontrada apenas em Cyphocharax spilotus, uma linhagem 

derivada, com marcação em região cromossômica intersticial, sugerindo a ocorrência de 

rearranjos dos tipos translocações ou inversões, mudando a localização deste gene ribossomal, 

(Sampaio et al. 2016). 

Com relação ao DNAr 5S, este foi mapeado em 16 espécies de curimatídeos e destas 14 

apresentam cístrons em posição intersticial, em um único par de cromossomos (De Rosa et al. 

2006; Oliveira 2010; Pinheiro et al. 2016; Sampaio et al. 2016; presente estudo). Esta 

localização em um par de cromossomos é conservada em muitos grupos de peixes, sendo 

relatada de forma predominante em Characiformes, podendo representar uma condição 
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ancestral e conferir alguma vantagem para proteção deste gene no genoma das espécies 

(Martins e Galetti Jr 2001; Martins e Wasko 2004; Cioffi e Bertollo 2012). Apesar disso, 

variação deste padrão em curimatídeos já foi relatada em Potamorhina latior, P. pristigaster, 

que apresentaram cístrons 5S localizados em porção terminal dos cromossomos (Pinheiro et al. 

2016). E, no presente estudo, em Psectrogaster rutiloides foi evidenciado sítios múltiplos em 

dois pares cromossômicos, sendo um em posição terminal e outro em posição intersticial, 

evidenciando a ocorrência de rearranjos não-robertsonianos, como translocações e inversões. 

A presença de sítio ribossomal 5S em regiões terminais e/ou sítios múltiplos pode ser 

considerado um caráter derivado e homoplástico em curimatídeos (Oliveira 2010; Sampaio et 

al. 2016; Pinheiro et al. 2016; presente estudo). Condições semelhantes também são relatadas 

em várias espécies da superfamília Anostomoidea (Anostomidae, Chilodontidae, 

Prochilodontidae e Curimatidae) (Martins e Galetti Jr 1999 e 2000; Hatanaka e Galetti Jr 2004; 

Dulz et al. 2019 e 2020). 

A análise dos DNAr 18S e 5S, por double-FISH, no presente estudo, mostrou os 

primeiros resultados para espécies de Curimata, Curimatella e Psectrogaster e evidenciamos 

que estes DNAs repetitivos estão em pares cromossômicos diferentes nestas espécies, com 

exceção de Curimatella dorsalis. Tal característica é relatada nas espécies de curimatídeos 

estudadas até o momento, sugerindo que seja um caráter plesiomórfico nesta família (Oliveira 

2010; Sampaio et al. 2016; Pinheiro et al. 2016; presente estudo), sendo também relatado para 

várias espécies de peixes de água doce (p. ex.: Martins e Galetti Jr. 2001; Cioffi e Bertollo 2012; 

Marajó et al. 2018; Quadros et al. 2020; Campos et al. 2020). O fato de estarem em pares 

cromossômicos diferentes é tido como uma vantagem evolutiva, pois evita a ocorrência de 

possíveis rearranjos desvantajosos entre as regiões de DNAs ribossômicos, além de evitar 

quebras cromossômicas que seriam facilitadas pela sintenia destas regiões (Martins e Galetti Jr. 

1999; 2001; Martins 2007). 

Entretanto, em Curimatella dorsalis evidenciamos o primeiro relato de sintenia entre 

18S e 5S na família Curimatidae, mapeados no 2º par cromossômico, sendo o DNAr 18S 

localizado na porção terminal do braço longo, enquanto que o 5S está localizado em região 

intersticial do mesmo braço. Este caráter derivado pode ter surgido de forma independente em 

C. dorsalis e estes genes podem ter sido carreados por rearranjos cromossômicos, como 

translocações e/ou por elementos de transposição (Symonová et al. 2013; Barros et al. 2017). 

A sintenia de 18S e 5S é uma característica atípica em peixes, sendo que na superfamília 

Anostomoidea (Anostomidae, Chilodontidae, Prochilodontidae e Curimatidae) foi relatada 

somente em linhagens derivadas, em três espécies da família Anostomidae (De Barros et al. 
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2017; Dulz et al. 2019), seis espécies da família Prochilodontidae (Martins e Galetti Jr 1999; 

Jesus e Moreira-Filho 2003; Hatanaka e Galetti Jr 2004; Vicari et al. 2006; Terencio et al. 2012; 

Voltolin et al. 2013) e, agora, em uma única espécie de Curimatidae (presente estudo). E em 

outras famílias de Characiformes, sintenia entre 18S e 5S foram identificadas em espécies de 

Characidae (Mantovani et al. 2005; Castro et al. 2014), Erythirinidae (Cioffi et al. 2009; 

Martins et al. 2013), Serrasalmidae (Favarato 2019) e Triportheidae (Diniz et al. 2009). Este 

fato evidencia alto nível de mudanças cromossômicas envolvendo os sítios de 18S e 5S de 

forma independente nos táxons, corroborando com a hipótese de que os DNAs ribossomais 

geralmente sofrem muitos rearranjos (Symonová et al. 2013). 

Outro marcador, utilizado no presente estudo, que revelou alta variação cariotípica na 

família Curimatidae, foi o mapeamento cromossômico de sequências teloméricas (TTAGGG)n. 

Conhecidos como telômeros, são sequências geralmente localizadas nas extremidades do 

cromossomos, compostos de DNA altamente repetitivo in tandem, que possuem extrema 

importância para a estabilidade e integridade cromossômica (Nanda et al. 2002; Multani et al. 

2006; Monagham 2010), além de serem sequências amplamente conservadas no genoma dos 

vertebrados (Meyne et al. 1990; Guerra 2004). 

No presente estudo foi realizado o primeiro mapeamento físico cromossômico destes 

DNAs repetitivos em espécies de Curimata, Curimatella e Psectrogaster, e estas sequências 

foram observadas nas extremidades de todos os cromossomos das seis espécies analisadas. Nas 

espécies do gênero Curimata (C. inornata e C. vittata) sinais teloméricos foram evidentes 

apenas nas extremidades dos cromossomos, sem nenhuma marcação adicional, e este padrão é 

o esperado (p. ex. Yano et al. 2014; Pucci et al. 2016; Sousa et al. 2017). No entanto, as espécies 

de Curimatella e Psectrogaster (Curimatella dorsalis, C. meyeri, Psectrogaster falcata e P. 

rutiloides) apresentaram blocos conspícuos de sequências teloméricas localizados em região 

pericentromérica de vários pares cromossômicos. 

A localização de sequências teloméricas (TTAGGG)n em regiões não terminais, 

conhecidas como sequências teloméricas intersticiais (ITS), já foram encontradas em várias 

espécies de vertebrados (Wells et al. 1990; Ruiz-Herrera et al. 2008; Ocalewicz 2013; Bolzán 

2017) e podem nos fornecer uma visão sobre a diversificação cariotípica das espécies, pela 

presença de rearranjos cromossômicos, tais como fusões, inversões e translocações (Meyne et 

al. 1990) ou que sequências de DNA telomérico foram inseridas durante o mecanismo de reparo 

de quebra de fita dupla do DNA (Azzalin et al. 2001).  

Na família Curimatidae, o primeiro relato de ITS foi em dois pares metacêntricos de 

Cyphocharax naegelli (2n=54) (Oliveira 2010), que foram relacionados com possíveis eventos 
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de fissão cromossômica, sendo corroborada pela hipótese proposta por Venere et al. (2008). Os 

autores relatam, que blocos conspícuos de heterocromatina foram encontrados no par 2 da 

maioria das espécies de Cyphocharax (2n=54), inclusive em C. naegelli, no entanto, tal 

evidência estava ausente no claro irmão, Cyphocharax platanus (2n=58), e que o aumento do 

número diploide encontrado nesta espécie pode ser resultado da ruptura cromossômica 

viabilizada por estes blocos heterocromáticos e ITS (Venere et al. 2008; Oliveira 2010). 

As ITSs evidenciadas em espécies de Potamorhina (Pinheiro et al. 2016) também estão 

relacionadas com possíveis eventos de fissão cêntrica. Um único par (metacêntrico) com ITS 

foi encontrado em P. pristigaster (2n=54), seguido de 18 pares cromossômicos com blocos 

conspícuos de ITS pericentroméricas encontradas na espécie P. latior (2n=56), que 

provavelmente deram origem à múltiplas fissões cêntricas, encontradas nas espécies derivadas 

P. altamazonica (2n=102) e P. squamoralevis (2n=102), como sugerido na filogenia molecular 

proposta por Dorini et al. (2020). 

Estes relatos corroboram a hipótese de que sequências teloméricas intersticiais, as vezes 

se co-localizam com locais de ruptura cromossômica, evidenciando “pontos-quentes” para 

ocorrência de recombinação, desempenhando um papel significativo na instabilidade do 

genoma e na evolução cromossômica destas espécies (Ashley e Ward 1993; Ruiz-Herrera et al. 

2008; Ocalewicz 2013; Bolzán 2017). 

Geralmente, em vertebrados, podem ser identificados dois tipos de ITS: curtas (s-ITS, 

visto com sinais fluorescentes fracos) e heterocromáticas (het-ITS, visto com sinais fortes 

fluorescentes, relacionados com heterocromatina) (Bolzán 2017). Aqui, consideramos as ITS 

encontradas em espécies de Curimatella e Psectrogaster como Het-ITS, tendo em vista que 

coincidem com grandes blocos heterocromáticos. 

Muitos autores relacionam o surgimento de Het-ITS com eventos de fusões de 

cromossomos ancestrais (Meyne et al. 1990; Ruíz-Herrera et al. 2008), no entanto, tais fusões 

robertsonianas geralmente são acompanhadas de variação na macroestrutura cariotípica, 

evidenciando redução no número diploide (p. ex.: Rosa et al. 2012; Schneider et al. 2013; 

Favarato et al. 2016), porém, as espécies aqui analisadas apresentam número diploide 

conservado de 54 cromossomos, e considerando que este diploide também é compartilhado por 

espécies da superfamília Anostomoidea, é provável que as ITSs encontradas nas espécies de 

curimatídeos não representem resquícios de telômeros ancestrais, como também já foi relatado 

em outros grupos de vertebrados (Pagnozzi et al. 2000 e 2002; Nanda et al. 2008; Schneider et 

al. 2013; Scacchetti et al. 2015; Viana et al. 2020). 
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O surgimento de Het-ITS na família Curimatidae pode estar relacionado com outros 

mecanismos, como por exemplo: (1) ocorrência de inversões pericêntricas, com a inserção de 

ITSs curtas (s-ITS), seguido de várias amplificações destas regiões e posterior 

heterocromatinização (Meyne et al. 1990; Paço et al. 2012); (2) por transposições, 

intermediadas por elementos transponíveis (TEs), que são inseridos internamente nos 

cromossomos e passam por processos de amplificação (Garrido-Ramos et al. 1998). Como 

encontrado no gênero Potamorhina (Pinheiro et al. 2016), onde elementos transponíveis foram 

evidenciados em regiões pericentroméricas e relacionados com heterocromatina em P. latior; 

(3) inserção de sequências (TTAGGG)n por mecanismo de reparo de fita dupla, com ou sem 

ação da telomerase, podendo resultar em s-ITS, seguido de amplificação e 

heterocromatinização destas sequências, levando a grandes blocos heterocromáticos (Ruíz-

Herrera et al. 2008). 

Independente do mecanismo que tenha dado origem às Het-ITSs encontradas na família 

Curimatidae, tais sequências constituem parte da diversificação cariotípica deste grupo de 

peixes. E segundo a literatura, Het-ITS estão envolvidas em vários rearranjos estruturais, 

incluindo quebras cromossômicas, podendo levar ao desenvolvimento de novos cariótipos e 

novas espécies, favorecendo a evolução cromossômica (Bolzán et al. 2017). E, de forma geral, 

as espécies da família Curimatidae apresentam uma macroestrutura cariotípica conservada em 

relação ao número diploide, entretanto, quando marcadores citogenéticos são aplicados é 

possível evidenciar altos níveis de polimorfismo na microestrutura cromossômica, 

principalmente envolvendo DNAs ribossomais e repetitivos (distribuição da heterocromatina, 

RON, DNAr 18S, DNAr 5S e sequências teloméricas). 

 

6. Conclusões 

A caracterização citogenética molecular de mais seis espécies de Curimatidae 

permitiram algumas considerações: 

 As seis espécies de curimatídeos estudadas sugerem uma tedência à conservação da 

macroestrutura cariotípica, envolvendo o número diploide (2n = 54) e cromossomos dos 

tipos meta e submetacêntricos, entretanto as fórmulas cariotípicas diferenciadas permitem 

sugerir que os principais mecanismos evolutivos ocorreram por meio de rearranjos não 

robertsonianos, dos tipos duplicações, inversões e/ou translocações. 

 A análise do padrão da distribuição de heterocromatina sugere que a diversificação 

cromossômica encontrada nesta família tem origem recente mantendo um padrão 

semelhante entre as espécies, entretanto foi possível evidenciar que espécies de clados 
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derivados apresentam uma heterocromatinização, mostrando-se um bom marcador para 

diferenciar os táxons. 

 A região organizadora de nucléolo (Ag-RON), bem como o mapeamento do DNAr 18S, 

apresentam alto polimorfismo cromossômico, demonstrando variações tanto entre 

espécies, como entre populações. O que sugere altas taxas de rearranjos cariotípicos, 

envolvendo estas regiões em linhagens evolutivas. 

 A localização cromossômica do gene ribossomal 5S também diferencia os curimatídeos, 

com pares cromossômicos espécie-específicos, em consequência de rearranjos não-

robertsonianos. 

 ITS heterocromáticas conspícuas, associadas à heterocromatina pericentromérica, 

encontradas em vários cromossomos das espécies de Curimatella e Psectrogaster, 

levantam hipóteses de vários mecanismos responsáveis pela origem destas Het-ITS, 

evidenciando diversificação cariotípica, envolvendo estes DNAs repetitivos. Além da 

possibilidade de causar instabilidade no genoma, favorecendo a evolução cromossômica. 

 Estes resultados permitem inferir que a evolução cromossômica desta família vem sendo 

acompanhada por muitos rearranjos não-robertsonianos, levando à diversificação deste 

grupo de peixes. 
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