0 DE Bigg,
100,

y - UNIVERSIDADE ESTADUAL PAULISTA $
u n e s AY “JULIO DE MESQUITA FILHO” ’
p INSTITUTO DE BIOCIENCIAS - RIO CLARO

PROGRAMA DE POS-GRADUACAO EM CIENCIAS BIOLOGICAS
(BIOLOGIA CELULAR E MOLECULAR)

MECANISMOS DE DIFERENCIACAO CROMOSSOMICA EM BESOUROS
DA SUBFAMILIA CASSIDINAE S.L. (POLYPHAGA, CHRYSOMELIDAE)

AMALIA TORREZAN LOPES

Tese apresentada ao Instituto de
Biociéncias do Campus de Rio Claro,
Universidade Estadual Paulista, como
parte dos requisitos para obtenc¢do do
titulo de Doutora em Ciéncias Bioldgicas

(Biologia Celular e Molecular)

Rio Claro, Sao Paulo, Brasil

Margo de 2016



AMALIA TORREZAN LOPES

MECANISMOS DE DIFERENCIACAO CROMOSSOMICA EM BESOUROS
DA SUBFAMILIA CASSIDINAE S.L. (POLYPHAGA, CHRYSOMELIDAE)

Orientadora: Profa. Dra. Marielle Cristina Schneider

Tese apresentada ao Instituto de
Biociéncias do Campus de Rio Claro,
Universidade Estadual Paulista, como
parte dos requisitos para obtencao do titulo
de Doutora em Ciéncias Biologicas

(Biologia Celular e Molecular)

Rio Claro, Sao Paulo, Brasil

Margo de 2016



591.15
L864m

Lopes, Amalia Torrezan

Mecanismos de diferenciagdo cromossomica em besouros
da subfamilia Cassidinae s.l. (Polyphaga, Chrysomelidae) /
Amalia Torrezan Lopes. - Rio Claro, 2016

145 f. : il., figs., tabs.

Tese (doutorado) - Universidade Estadual Paulista,
Instituto de Biociéncias de Rio Claro
Orientadora: Marielle Cristina Schneider

1. Genética animal. 2. Cariotipo. 3. Genes ribossomais. 4.
Heterocromatina constitutiva. 5. Meiose. 6. Sistema
cromossomico sexual. I. Titulo.

Ficha Catalografica elaborada pela STATI - Biblioteca da UNESP Campus
de Rio Claro/SP




Dedido este trabalho a familia Lopes, Edison,
Iriana ¢ Ramon, a minha avo Dulce, e a meu
marido Henrique, que sempre apoiaram e

incentivaram as minhas escolhas.



AGRADECIMENTOS

Aos meus pais, Edison Lopes e Iriana Lopes, por todo amor, carinho e compreensao.
Por estarem sempre ao meu lado torcendo por mim e ajudando a passar mais esta etapa da vida.

Ao melhor irmao do mundo, Ramon Lopes, por todo amor, carinho, incentivo e pelas
gargalhadas nos momentos mais dificeis. Por ser meu melhor amigo e por trocar o jogo do
Brasil para fazer minha mudanga.

A minha av6 Dulce Torrezan, mulher guerreira que sempre esteve ao meu lado. Que me
incentivou e rezou muito o ter¢o para que minha FISH desse certo!

Ao meu marido, Henrique Coelho, que sempre torceu muito por mim, por todo amor,
carinho e muita paciéncia. Pelo incentivo e calma nos momentos mais desesperadores.

A minha orientadora, Profa. Marielle Cristina Schneider, a Mari, pela confiancga, pela
paciéncia, pelos puxdes de orelha, e pela excelente orientagdo, que foram imprescindiveis para
o desenvolvimento deste trabalho. E acima de tudo pela amizade e pela preocupagdo com o
meu futuro profissional.

A Fundagio de Amparo a Pesquisa do Estado de Sdo Paulo, FAPESP, pelo apoio
financeiro para a realizagdo deste projeto de pesquisa.

As minha amigas e companheiras Juliete Costa, Tatiana Gimenez-Pinheiro e as
escorpionetes, Crislaine Ubinski, Juliana de Lima, Renata Bueno, Viviane Mattos, por tudo!! E
quando falo tudo, ¢ tudo mesmo! Pelo apoio, pelo incentivo, pelas risadas, por fazerem a hora
voar. Pelas palavras de conforto quando aquela lagrima teimosa escorria. Por ouvir Sydney
Magal. E ¢ claro, por todo o conhecimento que aprendi com vocés nas nossas discussdes no lab
23!

Aos amigos do laboratério 23, Crislaine, Juliana, Renata, Vivi, Tati, professora Katia

Pellegrino, André Justino, Marcel Fernandes, Jodo Vicente Malvezzi (Jovi) e Alexandre Paes,



pela 6tima convivéncia, pela ajuda, principalmente na hora de correr a eletroforese, pelas
discussoes, pelos cafés e pelas boas risadas.

Aos meus amigos da UNESP/Rio Claro, Ana Marcato (Matraca), Rafael Borba (Mao),
Allison Anjos, Jorge Correia, Octavio Palacios e Simone Gruber, por sempre me receberem tao
bem. E mesmo distante, mantem uma amizade verdadeira. Obrigada pelos almocos, e por todos
os momentos de diversdo que passamos.

As meninas da republica, Caroline de Paula, Tamires Barros e Lidia Durco, que me
receberam tdo bem quando cheguei em Diadema. Pelas nossas conversas até tarde da noite,
pelas pizzas de hot dog, e por sempre me ouvirem quando eu mais precisava.

Aos Sr. José Luiz Barrichello, Sr. Antonio Bressan e Sr. Vinicius que permitiram a

realizagdo das coletas dos “bichinhos” em seus cultivos.



“So se vé bem com o coracgado, o essencial é invisivel aos olhos ™

Antoine de Saint-Exupéry



RESUMO

Os besouros da subfamilia Cassidinae s./. sdo popularmente conhecidos como “tortoise beetles”
devido ao formado peculiar dos élitros que se assemelham ao casco de tartaruga. Esta
subfamilia inclui mais de 6000 espécies descritas taxonomicamente, das quais menos de 2%
foram estudadas sob o ponto de vista citogenético, e evidenciaram numero diploide variando
entre 2n=16 a 2n=51 e sistemas cromossdmicos sexuais dos tipos Xyp, X0, Xy, Xyc, XVr,
neoXY, Xyyp, XpneoXneoY), entre outros sistemas multiplos. No entanto, cerca de 85% das
espécies apresentaram predominancia do caridtipo 2n=16+Xyy, € esta caracteristica cariotipica
pode estar relacionada ao baixo numero de espécies examinadas, a predominancia de analises
em espécies pertencentes a um mesmo género e/ou tribo, bem como a escassez ou até¢ mesmo a
inexisténcia de estudos que utilizaram marca¢do de regides cromossomicas especificas. O
objetivo deste trabalho ¢ discutir sobre os mecanismos de evolucdo cromossdmica em espécies
de Cassidinae. As analises cromossdmicas foram realizadas em 19 espécies de cassidineos da
fauna brasileira, através de colora¢do convencional, bandeamento C ¢ hibridacdo in situ
fluorescente (FISH) com sondas dos genes ribossomais 28S, 5S, dos clusters teloméricos
(TTAGG)n e (TCAGG)n, e do pequeno RNA nuclear (snRNA) U2. O estudo citogenético de
19 espécies de Cassidinae revelou uma grande diversidade em relagdo ao niimero diploide -
Cassidini: 2n=38+Xy, em Agroiconota inedita, 2n=20+Xy, em Charidotella immaculata,
Charidotella sexpunctata e Microctenochira stigmatica, 2n=16+Xy, em Deloyala cruciata,
Microctenochira aciculata, Microctenochira optata e Microctenochira quadrata, 2n=18 em
Microctenochira gnata; Goniocheniini: 2n=16+Xy, em Chlamydocassis cribripennis;
Ischyrosonychini: 2n=16+Xy, em Cistudinella obducta; Mesomphaliini: 2n=34+Xy, em
Botanochara tesselata, 2n=20+Xyp/Xy: em Chelymorpha cribraria, 2n=20+Xy, em
Chelymorpha inflata, 2n=20 em Cteisella magica, 2n=38+Xy, em Cyrtonota cyanea,
2n=40+Xy, em Paraselenis flava, 2n=22 em Stolas areolata, e 2n=24+Xy, em Stolas
redtembacheri. O caridtipo 2n=16+Xy, ocorreu em 26% das espécies analisadas pertencentes
as tribos Cassidini, Goniocheniini e Ischyrosonychini. O sistema cromossomico sexual (SCS)
Xyp foi 0 mais frequente, sendo registrado inclusive em espécies da tribo Mesomphaliini, que
caracteristicamente possui uma grande diversidade de SCS. Em relagdo ao padriao de
heterocromatina constitutiva, 12 espécies exibiram cromossomos com marcacdes
pericentroméricas, as quais estavam presentes em alguns ou até mesmo todos os elementos do
conjunto diploide. Adicionalmente, quatro espécies revelaram blocos heterocromaticos nas
regides intersticial e terminal de alguns cromossomos autossdmicos e/ou sexuais. O gene de

rDNA 28S exibiu um padrao similar quanto ao nimero de clusters no caridtipo, uma vez que



10 das 11 espécies examinadas, tanto com caridtipos semelhantes quanto diferentes, exibiram
dois sitios ribossomais. Entretanto, houve diferencas quanto a localizagao dos sitios de rDNA,
especialmente em representantes de Cassidini, os quais exibiram a maior homogeneidade
cariotipica. Entre as 12 espécies investigadas quanto a presenga dos clusters teloméricos
(TTAGG)n e (TCAGG)n, apenas nove mostraram marcagdes positivas para a sequéncia
(TTAGG)n, porém com variagdes no numero de cromossomos portadores do sitio telomérico.
Este resultado demonstra que, provavelmente, esta sequéncia telomérica estd sendo
repetidamente perdida ao longo da evolugao cromossdmica desta subfamilia. A FISH com
sonda de rDNA 58S ndo revelou sinais de hibridagao positivos em todas as espécies investigadas,
com exce¢do de Cha. immaculata, que exibiu um sinal ténue de marcagdo em nucleos
interfasicos. O gene do snRNA U2 foi visualizado apenas em um par autossdmico, mas com

variacdo quanto a localizagdo entre as espécies.

Palavras-chave: caridtipo, genes ribossomais, heterocromatina constitutiva, meiose, sistema

cromossomico sexual, telomero.



ABSTRACT
The beetles of the subfamily Cassidinae s./. are commonly known as tortoise beetles, due to the
peculiar shape of the elytra. This subfamily possesses more than 6000 taxonomically described
species, of which less than 2% were cytogenetically studied. The cassidines showed diploid
number ranged from 2n=16 to 2n=51, and sex chromosome systems of the Xy,, X0, Xy, Xyc,
Xyr, neoXY, Xyyp, XpneoXneoY, types, in addition to other multiple systems. Despite the
occurrence of this karyotype diversity, about 85% of the species presented the karyotype
2n=16+Xy,. However, this karyotype homogeneity may be related to the low number of species
examined, the analyses with species included in the same genus and/or tribe, as well as the
scarcity or lack of studies with techniques that identify specific chromosomal regions. The aim
of this work is to discuss about the mechanism of chromosome evolution in species of
Cassidinae. The chromosomal analysis were performed in 19 species of Cassidinae from
Brazilian fauna, using standard staining, C-banding and fluorescent in situ hybridization (FISH)
with probes of 28S rDNA, 5S rDNA, (TTAGG)n and (TCAGG)n telomeric clusters, and U2
small nuclear RNA (snRNA). The cytogenetic studies in 19 cassidine beetles revealed a high
diversity of diploid number - Cassidini: 2n=38+Xy, in Agroiconota inedita, 2n=20+Xy, in
Charidotella immaculata, Charidotella sexpunctata and Microctenochira stigmatica,
2n=16+Xy, in Deloyala cruciata, Microctenochira aciculata, Microctenochira optata and
Microctenochira quadrata, 2n=18 in Microctenochira gnata; Goniocheniini: 2n=16+Xy, in
Chlamydocassis cribripennis;, Ischyrosonychini: 2n=16+Xy, in Cistudinella obducta;
Mesomphaliini: 2n=34+Xy, in Botanochara tesselata, 2n=20+Xyp/Xy: in Chelymorpha
cribraria, 2n=20+Xy, in Chelymorpha inflata, 2n=20 in Cteisella magica, 2n=38+Xy, in
Cyrtonota cyanea, 2n=40+Xy, in Paraselenis flava, 2n=22 in Stolas areolata, and 2n=24+Xy,
in Stolas redtembacheri. The karyotype 2n=16+Xy, ocurred in 26% of the analyzed species,
belonging to the tribes Cassidini, Goniocheniini and Ischyrosonychini. The Xy, sex
chromosome system (SCS) was the most frequent, occurring also in Mesomphaliini that exhibit
the highest diversity of SCS within the Cassidinae. In relation to the pattern of constitutive
heterochromatin, 12 species showed chromosomes with pericentromeric bands, which were
present in some or all elements of the diploid set. Additionally, four species revealed
heterochromatic blocks in the interstitial and terminal regions of some autosomal and/or sex
chromosomes. In 10 of the 11 species investigated, the 28S ribosomal gene showed a similar
pattern, occurring in only one autosomal pair. However, differences regarding the localization
of the 28S rDNA sites were observed among the species, mainly in representatives of Cassidini,

which showed the highest karyotype homogeneity. Among the 12 species studied for the



presence of the (TTAGG)n and (TCAGG)n telomere clusters, only nine showed (TTAGG)n
positive signals, but with variations regarding the number of chromosomes with the telomere
sites. This result probably indicates that the TTAGG telomere sequence have repeatedly been
lost during the chromosome evolution of this subfamily. The FISH with 5S rDNA probes did
not revealed positive sites in all investigated species, with the exception of Cha. immaculata
that exhibited a tenuous signal in interphase nuclei. The U2 snRNA gene was visualized in only

one autosomal pair, but with variation in chromosomal location among the species.

Key words: karyotype, ribosomal genes, constitutive heterochromatin, meiosis, sex

chromosome system, telomere.
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13

1. INTRODUCAO E REVISAO BIBLIOGRAFICA

A ordem Coleoptera, possui aproximadamente 360.000 espécies descritas, as quais estao
distribuidas por todo o mundo. Esta ordem corresponde ao mais rico e variado grupo da classe
Insecta, incluindo cerca de 40% de todos os insetos e 30% dos animais existentes (Lawrence &
Britton 1994; Costa 2003). Na regido Neotropical, sdo conhecidas mais de 72.000 espécies de
besouros, distribuidas em 127 familias e 6.703 géneros; no entanto, este nimero certamente &
subestimado, uma vez que a maioria dos dados sobre a diversidade de espécies ¢ de meados de
1950 (Costa 2003). A alta diversidade dos coleopteros usualmente ¢ atribuida ao aparecimento
dos ¢élitros, o que resultou em uma maior protecdo das asas. Além disso, algumas outras
mudangas morfologicas no corpo dos besouros, acompanhadas pela redu¢do de membranas
expostas na superficie corpérea foram importantes para a protecdo contra predadores e
exploragdo de diversos nichos (Lawrence & Britton 1994).

De acordo com caracteristicas morfologicas, os coledpteros podem ser agrupados em
quatro subordens: Archostemata, Myxophaga, Adephaga e Polyphaga (Lawrence 1982;
Lawrence & Britton 1991). A subordem Polyphaga inclui mais de 90% dos besouros
conhecidos e exibe a maior diversidade estrutural e biologica de espécies, quando comparada
as outras trés subordens (Lawrence & Newton 1995; Costa 2003). Entre as 148 familias
conhecidas de Polyphaga, encontra-se Chrysomelidae, que corresponde a segunda maior quanto
ao numero de espécies, com cerca de 37.000 representantes, subdivididos em 19 subfamilias
(Reid 1995; Chaboo 2007).

Os crisomelideos apresentam coloragdo vistosa e brilhante e sdo popularmente
conhecidos como joaninhas. Os adultos alimentam-se principalmente de flores e folhas e as
larvas geralmente sao fitéfagas, sendo que algumas se alimentam de folhas e vivem em suas
superficies, enquanto outras cavam galerias nas folhas, raizes e caules. Este habito alimentar
dos besouros crisomelideos faz com que muitas espécies sejam consideradas importantes pragas
agricolas (Borror 1988).

A subfamilia Cassidinae, com aproximadamente 6.000 espécies descritas e distribuidas
em 43 tribos (Figura 1), engloba 16% da diversidade dos crisomelideos (Chaboo 2007). As
espécies de Cassidinae passaram por um amplo histérico taxondmico quanto a sua classificagao,
tendo sido agrupadas em tribos (Clytrini, Cassidini e Hispini), subfamilias (Cassidinae e
Hispinae), familias (Cassididae e Hispidae) e até mesmo em uma superfamilia (Cassidoidea).
Finalmente, considerando caracteres morfologicos, Chaboo (2007) propds que as subfamilias
Cassidinae e Hispinae formavam um grupo monofilético e englobou estes dois clados em uma

unica subfamilia, Cassidinae sensu lato. Os antigos grupos Cassidinae e Hispinae sdo
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atualmente designados como Cassidinae sensu stricto (s. str.) e Hispinae sensu stricto (s. str.)

(Figura 2)

Spilophorini Anisoderini
Physonotini —1 Aproscini
Omocerini Arsscirs

Botryonopini
Notosacanthini e

Alumini Callispini
Cephaloleiini

Ischyrosonychini

Imatidiini

Stolaini Chalepini

Callohispini

Hemisphaerotini

Goniocheniini Coelaenomenoderini

Eugenysini Cryptonychini

Dorynotini

Delocraniini

urispini
xothispini
Hispini
Charidotini Hispoleptini

Hybosispini

Leptispini

Cassidini \_
\ Gonophorini
Basiptin
P / Oediopalpini
Basiprionotini Uroplatini
Oncocephalini
Epistictini
Promecothecini
Asterizini
Prosopodontini

Aspidimorphini Sceloenoplini

Figura 1 — Tribos da subfamilia Cassidinae s.1. (extraido de Chaboo 2007), mostrando a diversidade de

espécies.

Os representantes de Cassidinae tém uma distribuicdo quase que global, embora haja
uma maior diversidade nos tropicos, especialmente na América do Sul, e sejam menos
frequentes em regides temperadas da América do Norte e Australia (Borowiec 2007). Os
cassidineos possuem corpo com formato variavel, podendo ser alongado e estreito ou curto e

arredondado. Certas espécies apresentam o élitro coberto por espinhos, com coloragdo metalica,
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e sdo capazes de mudar rapidamente de cor quando perturbadas. O élitro ¢ protuberante,
semelhante ao casco de tartaruga, motivo pelo qual esses besouros sdo denominados “tortoise-
beetles” e ndo sdo bons voadores. Muitas espécies sao importantes pragas de graos e outras tém
sido usadas para controle bioldgico de ervas daninhas. Os coledpteros representantes da
subfamilia Cassidinae geralmente vivem em plantas das familias Boraginaceae, Bignoniaceae,
Asteraceae, Convolvulaceae, Solanaceae, além de associarem-se com outras plantas,
provavelmente nao hospedeiras (Booth et al. 1990).

Do ponto de vista citogenético, os estudos na ordem Coleoptera ainda sdo escassos, pois
somente cerca de 1,5% dos representantes, a maioria pertencente a subordem Polyphaga, foram
analisados, principalmente através de técnicas de coloragdo convencional dos cromossomos
(Blackmon & Demuth 2015). A férmula cariotipica 2n=18+Xy, com cromossomos
meta/submetacéntricos foi observada com maior frequéncia no grupo e proposto por Smith &
Virkki (1978) como o cariotipo ancestral para os Polyphaga.

Na subfamilia Cassidinae, somente 117 espécies, pertencentes a 13 tribos (Figura 2) foram
caracterizadas citogeneticamente. Os Cassidinae sdo considerados como um grupo portador de
um cariotipo conservado, pois aproximadamente 52% das espécies apresentaram 2n=16+Xyy,
com cromossomos metacéntricos ou submetacéntricos (De Julio et al. 2010). No entanto, esta
homogeneidade cariotipica pode ser aparente e estar relacionada ao pequeno nimero de
espécies examinadas, a predominancia de andlises em espécies pertencentes a um mesmo
género e/ou tribo, bem como a escassez ou até mesmo a inexisténcia de estudos que utilizam
marcacdo de regides cromossomicas especificas.

Apesar da predominancia do 2n=16+Xyp, os registros citogenéticos nos Cassidinae
mostram que o numero diploide varia entre 2n=16 a 2n=51, e os sistemas cromossdmicos
sexuais podem ser dos tipos Xyp, X0, Xy, Xy, Xyr, neoXY, Xyyp, XpneoXneoY, entre outros
sistemas sexuais multiplos (De Julio et al. 2010), em que a variagdo pode ser mais ou menos
frequente de acordo com a tribo analisada.

O sistema cromossomico sexual do tipo Xyp, exclusivo entre os animais, ¢ também
considerado ancestral nos coledpteros, pois ocorre em representantes tanto de familias basais
quanto derivadas (Smith & Virkki 1978; Kukalova-Peck & Lawrence 1993). O X e o y
representam os cromossomos sexuais € a letra “p” indica a forma de associacdo dos
cromossomos durante a meiose, a qual foi originalmente comparada a um para-quedas por
Stevens, em 1906. Assim, o cromossomo sexual X representa o para-quedas € 0 cromossomo
y, conectado ao X por estruturas semelhantes a dois fios ténues, representa a carga (Stevens

1906). Neste sistema, nao ha a formag¢do de quiasmas, mas acredita-se que o contato dos
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cromossomos X ¢y através do “para-quedas” seja um vestigio de um pareamento quiasmatico
(Smith & Virkki 1978). Adicionalmente, a presenga de outros sistemas cromossomicos sexuais
nos coleopteros tem sido considerada uma caracteristica derivada, que se originou a partir de
alteragdes envolvendo apenas 0s cromossomos sexuais, como, por exemplo, nos sistemas X0 e
Xyyp, Ou a partir de rearranjos entre cromossomos sexuais € autossomos, originando outros

sistemas simples, como o neoXY, ou multiplos, como o X,neoXneoYp (Smith & Virkki 1978).



Arescus sp. 1
Alurnus bipunctatus
Prosopodonta dorsalis
Promecotheca papuana
Lasiochila gestroi
Anisodera guerini* — 18=16+neoXY
Estigmena chinensis — 18=16+Xys
Cephaloleia sp.
—— pediopaipa guerini
Sceloenopla mantecada —— 18=16+Xy;
Botryonopa foveicollis
Callistola sp. fasciata
Cyperispa sp.kolombangara
Iitispa opacicollis
Trichispa sp.
Dactylispa sp.*
samangulia cuspidata
Dorcathispa sp.

Anoplites inaequalis

Anisostena perspicua
Cephalodonta sp.

Xenochalepus sp.
Chalepus acuticornis*®
Uroplata girardi — 20
Eurispa vittata

Aproida balyi

Exothispa reimeri

Stenispa metallica

Leptispa denticulata* — 32=30+XY
Ceratispa palmicola

Palmispa parellela
Plautyauchenia sp.

Callispa bowringi -
Hispodonta chapuisi
Calliaspis rubra
Demoatispa sp.

| Terpsis quadrivittata

16=14+Xy,

Baliosus californicus — 18=16+Xy,;

Microrhopala vittata — 32=30+Xy,
Octotoma marginicollis* — 20=18+Xy;

Odontota dorsalis — 16=14+Xy,

16=14+Xy,/18=16+Xy,
=18+Xys

Imatidium capense
Notosacantha (H.) badia*
Delocrania panamensis
Hemisphaerota cyanea
Spaethiella sp.1
alyptocephala nigricans

Spilophora aequatoriensis
Isquyrosonyx oblonga

16=14+Xy,

Physonota helianthi

Chelymorpha cassidea — 22=20+Xy,

Phytodectoidea 14-punctata
Elytrogona quatuordecimaculata

Stoiba swartzii

Eun'BepIa Jjamaicensis — 18=16+Xy,
orynota pugionota
Paratrikona terouxii
steriza flavicornis
Aspidimorpha miliaris 18=16+Xy,

Conchylotenia hibrida* — 18=16+Xy.
atrephina sexlunata

Poecilaspis impressa

Stolas illustris*

Stolas (A.) fuscata*

Stolas (N.) thalassina®

24=22+Xy;, | 30=28+Xy,

Basiprionota chinensis* — 18=16+Xy;
Epistictina viridimaculata —  18=16+Xy
renea strigala
Polychalca (P.) pucntatissima
Canistra plagosa
Oxynodera biplagiata

Laccoptera cicatrosa® — 18=16+Xy;
_1: Psalidonota dorsoplagiata
Jonthonota maculata
Charidotella bicolor* — 22=20+Xy. /| 24=22+Xy:

Orexita picta
Metrionella bilimeki
Amythra valida
Anepsiomorpha deplanata
Hilarocassis exclamationis — 34=32+Xy,
|__  Ogdoecosta biannularis

=

Omaspisdes (O.) clathrata
Omaspisdes (Q.) pallidipennis
Omaspisdes (P.) semilineata
Echoma marginata

Echoma quadrivittata
Paraselenis (S.) flava

Acromis sparsa

Agenysa caedemadens
Miocalaspis gentilis
Eugenysa columbiana
Eugenysa coscaroni

17

Arescini
AIUrnir

Prosopodontini

Promecothecini

Anisoderini

C‘)ec*iopalpini
Botryonoini

Coelaenomenoderini
Gonophorini

Hispini

Eurispini
Aproidini
Exothispini

Leptiépini

Notosacanthini
Delocraniini
Hemisphaerotini

Spilophorini
Ischyrosonychini

Dorynotini
Asterini

Basiprionotini
Epispictini

Omocerini

Cassidini

Eugenysini

Figura 2 — Relacdo filogenética da subfamilia Cassidinae s./. (Chaboo 2007) com informagdes

cariotipicas das espécies ou representantes do mesmo gé€nero (*) caracterizadas citogeneticamente

(extraido de De Julio et al. 2010).
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Nos cassidineos, os dados na literatura sobre a distribuicdo de regides cromossdmicas
especificas, como a heterocromatina constitutiva e cistrons ribosomais sdo inexistentes, e
apenas duas espécies tiveram a regido organizadora do nucléolo estudada (Yadav & Pillai 1975;
Postiglioni et al. 1990). No entanto, ¢ sabido que o emprego de metodologias que identificam
regides cromossOmicas especificas fornece informagdes relevantes para o entendimento sobre
a organizagao e evolugdo cromossdmica que tem ocorrido entre grupos de animais relacionados
(Almeida et al. 2000; Rozek et al 2004; Cabral de Mello et al. 2011a).

A heterocromatina constitutiva ¢ formada por muitas sequencias de DNA repetitivo em
tandem nos cromossomos dos eucariotos, e esta frequentemente localizada nas regides
centroméricas e teloméricas (Sumner 1990). O estabelecimento do padrao de distribui¢ao da
heterocromatina constitutiva € realizado, principalmente, através da técnica de bandamento C
ou por coloracdo com fluorocromos base-especificos. Essas metodologias tém permitido uma
melhor diferenciacdo longitudinal dos cromossomos, possibilitando a identificagdo dos
homologos, como observado nos coledpteros, que possuem cromossomos geralmente pequenos
e dificeis de serem identificados por técnicas citogenéticas convencionais, € ndo respondem aos
tratamentos para obtencao de bandas eucromaticas (Juan et al. 1990; Petitpierre 1996). Além
disso, o emprego desta metodologia tem sido util para identificar heteromorfismos
cromossOmicos e esclarecer os processos envolvidos com a evolugdo dos cromossomos sexuais
(Schneider et al. 2006), considerando que, em diversos organismos, o acimulo desigual de
heterocromatina constitutiva geralmente esta associado com a diferenciagdo dos cromossomos
sexuais (Steinemann & Steinemann 1998; Cioffi et al. 2012).

De modo geral, a heterocromatina constitutiva nos coledpteros localiza-se na regido
centromérica dos autossomos e do cromossomo sexual X, podendo estar presente também nas
regides intersticiais e teloméricas, porém com menor frequéncia. No cromossomo sexual y, a
heterocromatina constitutiva tem ocorréncia varidvel, aparecendo somente na regido
pericentromérica ou ao longo de todo o comprimento cromossomico, variando de acordo com
o grau de diferenciacdo deste cromossomo na espécie (Almeida et al. 2000; Rozek et al. 2004).

Os elementos de DNA repetitivo representam uma grande por¢ao do genoma eucarioto e
compreendem sequencias repetidas em tandem (satélites, microssatélites, minissatélites e as
familias multigénicas) e sequéncias dispersas (transposons e retrotransposons) (Charlesworth
et al. 1994; Nielsen 2003). As familias multigénicas sdo formadas por um grupo de genes com
sequencias de DNA e fung¢des semelhantes que se originaram de um gene ancestral comum
(Ney & Rooney 2005), e incluem os genes ribossomais, as histonas e os pequenos RNAs

nucleares (snRNA) (Charlesworth et al. 1994; Nielsen 2003). Estes genes estdo envolvidos em
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importantes processos celulares, como formagdo dos ribossomos, organiza¢do da cromatina e
expressao génica (Long & Dawid 1980; Nei & Rooney 2005; Sashital et al. 2007).

Os genes ribossomais (rDNA) 45S e 5S representam duas familias multigénicas, em que
o maior cluster, o rDNA 458, codifica os genes de RNA (rRNA) 28S, 18S e 5.8S através da
RNA polimerase I, enquanto que o menor cluster, o rDNA 58S, ¢ responsavel pela transcrigao
dos genes rRNA 58S por meio da RNA polimerase I11. Estruturalmente, o rDNA 45S é composto
por uma unidade de transcri¢cao e um espacador intergénico ndo-transcrito (NTS). Assim, cada
unidade de transcri¢do ¢ formada pelos genes que codificam o RNA ribossomico (rRNA) 18S,
5.8S e 28S, dois espacadores transcritos internos, ITS1 e ITS2, e um espagador transcrito
externo (ETS) (Long & Dawid 1980; Pisano & Ghigliotti 2009).

A regido organizadora do nucléolo (RON) corresponde aos sitios cromossomicos
responsaveis pela formacao do nucléolo, que ¢ onde ocorre a transcrigdo dos genes de rDNA
288, 18S e 5.8S, e montagem dos ribossomos. No genoma de todos os organismos eucariontes,
estas trés classes de genes ribosomais estao repetidas em tandem, e podem estar localizadas em
um nuamero variavel de loci, em apenas um cromossomo ou distribuida sobre diversos
elementos (Long & David 1980; Cabrero & Camacho 2008).

A impregnag¢do com o ion prata (Ag-RON) ¢ a metodologia mais utilizada para a
localiza¢dao das RONSs, devido, principalmente, ao baixo custo e rapida aplicagdo. Esta técnica
se baseia no fato de proteinas argentofilicas se associarem com as RONs, permitindo a
visualizacdo dos sitios ribossomais a partir da impregnacdo pelo ion prata (Goodpasture &
Bloom 1975). No entanto, esta técnica revela apenas os sitios de rDNA que tiveram atividade
génica durante a intérfase (Cabrero & Camacho 2008). Por outro lado, técnicas citogenéticas
moleculares, como a hibridacdo in situ fluorescente (FISH) tem sido uma ferramenta
importante, pois permite o acesso a todos os genes de rDNA independente de sua ativagdo
(Datson & Murray 2006; Nguyen et al. 2008).

As RONs em Coleoptera podem ser encontradas em pares autossOmicos €/ou nos
cromossomos sexuais (Tabela 1); porém, de acordo com a literatura, o padrdo de distribuicao
mais frequente ¢ a presenga de duas RONs autossomicas (Schneider et al. 2007). Em
Chrysomelidae, das 23 espécies cujos cromossomos foram submetidos a impregnacao pelo ion
prata e/ou técnica de FISH com sonda de rDNA, 16 espécies mostraram RONs autossomicas,
uma espécie exibiu RON sobre o cromossomo sexual neoX, e trés outras revelaram um padrao
inespecifico de marcacdo (ver Tabela 1). Nas duas tUnicas espécies de Cassidinae s./. que
tiveram o padrdo de RON estabelecido, verificou-se que em Chelymorpha variabilis, com

2n=20+Xy,, essa regido encontra-se no braco curto do quinto par autossomico, portador de
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constri¢do secundaria, e em Botanochara angulata, com 2n=51=48+X,neoXneoY,, a RON esta
presente em alguns cromossomos autossomicos, os quais nao foram determinados (Postiglioni
et al. 1990; Yadav & Pillai 1975).

A identificagdo das RONs ou sitios ribosomais ¢ de grande importancia para comparagoes
cariotipicas de espécies relacionadas, em estudos taxondmicos e evolutivos, no estabelecimento
da arquitetura molecular dos cromossomos, ¢ para a elucidacio do modo de associagdo de
alguns cromossomos sexuais durante a meiose, especialmente daqueles pertencentes ao sistema
de determinacao sexual do tipo Xyp, cuja associacdo frequentemente esta relacionada a presenca
de material nucleolar (Petitpierre 1996; Schneider et al. 2007)

Viarios eventos tém sido propostos como responsaveis pela variagdo no numero e
localizagdo das RONs que ocorrem de forma intra ou interespecifica, como alteracao
cromossOmica estrutural, recombinagdo ectopica entre regides cromossOmicas terminais e
transposicdo do rDNA (Cabrero & Camacho 2008). No entanto, somente com analises
citogenéticas comparativas entre espécies relacionadas € possivel inferir sobre os mecanismos
que ocorrem de forma predominante em certo grupo de espécies.

O rDNA 5S ¢ constituido por multiplas sequéncias nucleotidicas, separadas por
espacadores intergénicos nao-transcritos (ITS) e repetidas em tandem, formando clusters que
se encontram localizados em um ou mais cromossomos (Long & David 1980; Martins & Wasko
2004). Ao contrario do rDNA 45S, o rRNA 58S encontra-se localizado fora do nucléolo e liga-
se as proteinas ribossomais antes de incorporar-se ao ribossomo (Martins & Wasko 2004). O
rRNA 58S ¢ altamente conservado mesmo em espécies ndo relacionadas, e assim como os genes
de rDNA 458, o estudo do seu padrao de distribuicao pode contribuir para a compreensao da
estrutura, organizagao e evolucao gendmica.

A localizagdo e o nimero de sitios do rDNA 5S vem sendo examinada em alguns grupos
de animais, como mamiferos, peixes e insetos (Benes & Cave 1985; Martins & Wasko 2004;
Cabral-de-Mello et al. 2011b, 2011c; Goll et al. 2015). Nos coledpteros, 37 espécies incluidas
na familia Scarabaeidae e uma espécie da familia Tenebrionidae foram analisadas com relacao
a distribuicdo do gene 5S. Em Scarabaeinae, cerca de 78% das espécies apresentaram dois sitios
de rDNA 58S localizados, principalmente, em um par de cromossomos autossdmicos. Além
disso, em Eurysternus caribaeus os sitios estavam localizados no cromossomo X, em
Coprophanaeus ensifer nos cromossomos sexuais X e Y, € em Diabroctis mimas ocorreram
cinco sitios de rRNA 5S em dois pares autossOmicos € um sitio no cromossomo X. No

tenebrionideo Lagria villosa foram observados dois sitios do rDNA 5S no brago curto do quarto
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par cromossomico, o qual estd co-localizado com o rDNA 18S (Cabral-de-Mello et al. 2011b,
2011c; Oliveira et al. 2012; Arcanjo et al. 2013; Goll et al. 2015).

Marcadores moleculares associados a técnicas FISH vem sendo utilizados na
identificacao de outros sitios cromossomicos, como os pequenos RNA nucleolares (snRNA) e
as sequencias teloméricas, que assim como os genes ribossomais, podem exibir informagdes
relevantes sobre os processos de evolucdo cromossdmica dos organismos. Nos eucariotos, a
garantia de sucesso da expressao génica depende da remogao dos introns do RNA mensageiro
(mRNA), num processo chamado de splicing do RNA. O splicing ¢ executado por uma
macromolécula chamada de spliceossomo, que possui atividade catalitica, e consiste em um
complexo de mais de 200 proteinas e de uma familia multigénica de RNA nao-codificadores,
os snRNA, que sdo formados por cinco unidades, U1, U2, U4, U5 e U6 (Sashital et al. 2007).

Os componentes do spliceossomo, incluindo o snRNA, s3o altamente conservados nos
eucariotos (Mount & Slaz 2000; Barbosa-Morais et al. 2006), e ja foram mapeados nos
cromossomos de alguns organismos, como humanos (Lund et al. 1983) camundongos (Lund &
Nesbitt 1988) e peixes (Manchado et al. 2006; Cabral-de-Mello et al. 2012). Nos insetos, apenas
sete espécies de gafanhotos (Bueno et al. 2013; Palacios-Gimenez et al. 2013) e uma espécie
de lepidoptera (Serra-Montes et al. 2005) foram analisadas. Os genes snRNA podem apresentar-
se como multiplas copias dispersas no genoma, como observado em humanos e camundongos
(Manser & Gesteland 1982; Marzluff et al. 1983), podem estar organizados em tandem, como
encontrado em peixes (Marz et al. 2008), bem como co-localizado com outras familias
multigénicas (rDNA 5S) (Ebel et al. 1999; Machado et al. 2006) ou alocado no cromossomo
sexual ou supernumerario em artropodos (Bueno et al. 2013; Palacios-Gimenez et al. 2013).

Dentre a familia do snRNA, o U2 tem fun¢do muito importante no splicing do mRNA,
identificando o ponto de ramificacdo da adenosina, e interagindo com o snRNA U6 para a
formacao do sitio de ativagao do spliceossomo (Valadkhan & Manley 2001, 2003). A sequéncia
codificadora do snRNA U2 ¢ uma das maiores sequéncias da familia multigénica snRNA, e
embora tenha se mostrado conservada nos eucariotos, difere entre as espécies quanto a
localizagdo nos cromossomos e numero de repeticdes (Hernanez et al. 2001; Guthrie &
Patterson, 1988). Através da técnica de FISH em peixes, o snRNA U2 foi observado em apenas
um par cromossdmico, disperso no genoma, ou co-localizado com genes ribossomais
(Manchado et al. 2006; Ubeda-Manzaro et al. 2010). Em insetos, somente uma espécie de
gafanhoto foi analisada, Abractis flavolineata, que exibiu apenas um par cromossomico

portando o cluster do gene snRNA U2 (Bueno et al. 2013).
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Os telomeros sdo estruturas formadas por DNA e proteinas, que estdo localizados na
porc¢do final dos cromossomos, € tem como principais fungdes prevenir a ligacdo entre as
extremidades cromossomicas ¢ a degradacao do DNA durante a replicacao (Blackburn 1991).
Em muitos organismos, o DNA telomérico ¢ constituido por copias de sequéncias simples
repetidas em tandem e mantidos ao final da fita de DNA por uma transcriptase reversa, a
telomerase (Blackburn 1991; Zakian 1995). Usualmente, qualquer alteracdo na localiza¢ao
telomérica pode representar a ocorréncia de rearranjos cromossomicos.

As sequencias teloméricas sdo bastante conservadas em grandes grupos taxonomicos,
como o cluster TTTAGGG em plantas (Zellinger & Riha 2007), o hexdmetro TTAGGG nos
vertebrados (Zakian 1995), e a sequéncia pentamérica TTAGG nos insetos (Okazaki et al. 1993;
Sahara et al. 1999). O cluster TTAGG foi descrito pela primeira vez em um representante da
ordem Lepidoptera, Bombyx mori (Okazaki et al. 1993), e depois observado em outros grupos
de insetos, além de espécies de crustaceos, miridpodes e quelicerados (Sahara et al. 1999;
Vitkova et al. 2005).

Entretanto, a sequéncia consenso dos insetos e artropodes TTAGG foi perdida em
algumas espécies da ordem Coleoptera, como da familia Tenebrionidae, onde houve a
substitui¢do para o cluster TCAGG (Mravinac et al. 2011). Além da variagdo na sequencia,
diferentes mecanismos de manutencao dos telomeros foram observados entre os insetos, como
nos dipteros Drosophila melanogaster, no qual os elementos transponiveis HeT-A e TART sao
adicionados e mantidos na porg¢do terminal do cromossomo através de transposicao (Biessmann
et al. 1990), e em espécies do género Chrironomus, onde ocorre a recombinacdo desigual entre
as sequencias repetitivas localizadas na por¢ao terminal dos cromossomos (Nielsen & Edstrom
1993). Nos coleopteros, algumas hipdteses surgiram sobre os mecanismos de manutengdo dos
telomeros em espécies TTAGG-negativas, tal como a formagdo de dominios localizados na
regido subtelomérica constituidos pelos retrotransposons TRAS1 e SARTI, que sdo ativamente

transcritos e ndo dependentes da telomerase (Pryde et al. 1997; Takahashi & Fujiwara 1999).
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Tabela 1 - Espécies de Coleoptera com dados sobre as regides organizadoras de nucléolo (atualizado de Schneider et al. 2007).

Espécies Formula cromossomica Numero de Cromossomo portador da RON Técnica Referéncia
(2n machos) RONs
ADEPHAGA
Carabidae
Carabinae

Carabini
Carabus cancellatus 1lliger, 1798 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus coarctatus Brulle, 1838 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus guadarramus La Ferté-Sénectére, 1846 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus granulatus Linnaeus, 1758 27=26+X0 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus lusitanicus Fabricius, 1801 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus macrocephalus Dejean, 1826 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus melancholicus Fabricius, 1798 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus morbillosus Fabricius, 1792 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus nemoralis Miiller, 1764 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus problematicus Herbst, 1786 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus rugosus Fabricius, 1775 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Carabus violaceus Linnaeus, 1758 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Calosoma maderae (Fabricius, 1775) 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996
Calosoma sycophanta (Linnaeus, 1758) 28=26+XY 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996

Ceroglossini
Ceroglossus chilensis Eschscholtz, 1829 30=28+XY/41=38+I1l/ 2 1 par autossomico de tamanho grande Ag RON e FISH De la Rua et al. 1996; Galian et al. 1996

42=40+XY

Cychrini

Cychrus caraboides (Linnaeus, 1758) 35=34+X0(Bs) 24 e Ag RON De la Rua et al. 1996
4 2 pares autossomicos de tamanho médio — FISH

regido distal

Cicindelinae
Cicindelini

Cephalota (Cassolaia) maura (Linnaeus 1758) 2n=18+XXXY 3 1 par autossdmico e cromossomo X Ag RON e FISH Proenca et al. 2011
Cephalota (Cephalota) hispanica (Gory 1833) 2n=18+XXY 2 1 par autossomico Ag ROIl\ISeS FISH - Proenca et al. 2011
Cephalota (Taenidia) circumdata imperialis (Klug 2n=18+XXXY 4 1 par autossdmico e cromossomos XY Ag ROTl\IgeS FISH - Proenga et al. 2011
1Cgei:;:)alota (Taenidia) deserticoloides (Codina 1931) 2n=18+XXXY 4 1 par autossomico e cromossomos XY Ag ROII\ISeS FISH - Proenca et al. 2011
Cicindela (Brasiella) argentata Fabricius, 1801 21=18+ X;XoY 2 2 cromossomos autoss_émicos de tamanho F]IZ?-I Proenga et al. 2004
Cicindela (Cosmodela) aurulenta Fabricius, 1801 22=18+ X, XuX3Y 4 1 par aut:;:g;r?ico e2X FISH Proenga et al. 2004
Cicindela campestris Linnaeus, 1758 22=18+X;XuX3Y 2 multivalente sexual Ag RON Serrano 1981; Serrano e Collares-Pereira

1992; Galian et al. 1995
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Cicindela cardinalba Sumlin 1876

Cicindela deserticoloides Codina, 1931
Cicindela duodecimguttata

Cicindela formosa generosa

Cicindela flexuosa Fabricius, 1787
Cicindela flexuosa Fabricius, 1787

Cicindela germanica Linnaeus, 1758
Cicindela gillesensis Hudson 0883

Cicindela littoralis Fabricius, 1792

Cicindela littorea Forsk, 1775

Cicindela maura Linnaeus, 1758
Cicindela melancholica Fabricius, 1798

Cicindela oregona
Cicindela (Cylindera) paludosa Dufour, 1820

Cicindela suturalis Fabricius, 1798
Cicindela pimeriana

Cicindela repanda
Cicindela (Rivacindela) cardinalba
Sumlin, 1987

Cicindela (Rivacindela) gillesensis Hudson, 1994
Cicindela (Rivacindela) sp. (saetigera Horn, 1893

group)

Cicindela sexguttata

Cicindela splendida

Cicindela sp. (saetigera group)
Cicindelidia aterrima

Cicindelidia flohri

Cicindelidia nebuligera

2nd =20 + X;X,X5Y

22=18+XXXY
2n=18+X; X X5Y

2n=18+X; X X5Y

22:18+X1X2X3Y
22=18+X, X X5Y

16=14+XY
2nd =22 + X;XoX5Y

22=18+ X, XuX3Y
22=18+X;X>X;3Y and
2n= 18+XXXY
22=18+XXXY
22=18+XXXY
2n=18+X; X X3Y
15=14+X0

23=18+ X XuXsX4sY
2n=1 8+X1X2X3Y

2n=1 8+X1 X2X3Y
24=20+X,XX3Y

26=22+ X, XoX5Y
26=22+ X, X5X3Y

2n=18+X;XoX3Y
2n=18+X;XoX3Y
2nd =22 + X X XY
2n=18+X;XoX3Y
2n=18+X;XoX3Y

2H:18+X1X2Y

2 cromossomos sexuais

multivalente sexual
1 par autossomico

1 par autossomico
multivalente sexual
1 par autossdmico ou 2 cromossomos
sexuais
autossomico
2 cromossomos sexuais
1 par autossomico e regido distal ou 1 par
autossOmico de tamanho pequeno — regido
distal

multivalente sexual
multivalente sexual
multivalente sexual

regido intersticial do X e regido distal do Y
1 par autossomico

1 par autossdmico

X; (S X4
1 par autossémico

1 par autossémico
2 cromossomos sexuais — regido distal

2 cromossomos sexuais — regido distal
2 cromossomos sexuais — regido distal

1 par autossémico
1 par autossémico
2 cromossomos sexuais
sexuais — 1 cromossomo X e Y
1 par autossémico

1 par autossdmico

Ag RON ¢ FISH
185/28S
AgRON
Ag RON e FISH
188
Ag RON e FISH
188
Ag RON
Ag RON e FISH

FISH
Ag RON e FISH
188/28S
Ag RON e FISH

Ag RON

Ag RON
Ag RON
FISH - 18S
Ag RON e FISH
18S
Ag RON e FISH -
18S
FISH
Ag RON e FISH
18S
Ag RON e FISH
18S
Ag RON e FISH

Ag RON e FISH
Ag RON e FISH

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH

18S/28S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Galian e Hudson 1999

Galian et al. 1995
Galian et al. 2007

Galian et al. 2007

Galian et al. 1995
Proenca e Galian 2003

Galian et al. 2002
Galian e Hudson, 1999

Proenca e Galian 2003

Serrano et al. 1986; Galian et al. 1995

Galian et al. 1995
Galian et al. 1995

Galian et al.2007

Serrano et al. 1986; Galian et al. 1990;

Galian et al. 1995
Proenga et al. 2004
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian e Hudson 1999

Galian e Hudson 1999
Galian e Hudson 1999

Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian ¢ Hudson, 1999
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007

Galian et al. 2007
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Cicindelidia nigrocoerulea

Cicindelidia obsoleta

Cicindelidia ocellata

Cicindelidia punctulata

Cicindelidia roseiventris mexicana
Cicindelidia rufiventris

Cicindelidia rugatilis

Cicindelidia sedecimpunctata

Cylindera hemichrysea

Cylindera lemniscata

Cylindera (Cylindera) paludosa (Dufour 1820)
Cylindera (Eugrapha) trisignata (Dejean 1822)
Ellipsoptera marginata

Ellipsoptera marutha
Habroscelimorpha dorsalis
Habroscelimorpha fulgores
Habroscelimorpha severa

Odontocheila confusa Dejean, 1825
Odontocheila nodicornis (Dejean, 1825)
Pachydela scutellaris

Prothymia sp.

Pentacomia sp.

Tribonia tranquebarica

Therates sp.

Ctenostomini
Ctenostoma (Procephalus) ornatum ornatum

2n=18+X;XoX3X4Y
2n=18+X,XX5Y
2n=18+X;X,Y
2n=18+X,XX5Y
2n=18+X; X X5Y
2n=18+X,X,X3Y
20=18+X,X,Y
2n=18+X;X,Y
2n=18+X;XoX3Y
2n=18+X;XoX3X4Y
2n=14+X0
2n=18+XXXXY
2n=18+X; X0 X3X4Y
2n=18+X;X>X3X4Y
2n=18+X;XoX3Y
2n=18+X;XX3Y
2n=18+X;XoX3Y
22=20+XY
35=34+X0
2n=18+X;XX3Y
24=20+XXXY
21=20+X0
2n=18+X;XoX3Y

23=20+XXY

2H:14+X1X2Y

sexuais — 1 cromossomo X e Y
1 par autossomico
1 par autossomico e 1 cromossomo X
Sexuais — 1 cromossomo X e Y
1 par autossomico e 1 cromossomo X
1 par autossomico
1 par autossomico e 1 cromossomo X
1 par autossomico
1 par autossomico
sexuais — 1 cromossomo X e Y
1 par autossomico
cromossomos XXY
cromossomos sexuais (X e Y)
cromossomos sexuais (X e Y)
1 par autossémico e 1 cromossomo X
1 par autossomico e 1 cromossomo X
1 par autossémico e 1 cromossomo X
1 par autossdmico de tamanho médio
1 par autossdmico de tamanho médio
1 par autossomico
XeY
autossomico

1 par autossémico e 1 cromossomo X

XeY

1 par autossdmico menor cromossomo

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH
18S

Ag RON e FISH

Ag RON e FISH

Ag RON e FISH -
18S
FISH
FISH

Ag RON e FISH -
18S
FISH

FISH - 18S

Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Proenga et al. 2011
Proenga et al. 2011
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007
Galian et al. 2007

Galian et al. 2007

Proenga et al. 2002a
Proenga et al. 2002a

Galian et al. 2007
Galian et al. 2002
Galian et al. 2002
Galian et al. 2007

Galian et al. 2002

Zacaro et al. 2004
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Manticorini
Mantichora mygaloides Thomson, 1857

Megacephalini
Amblycheila baroni Rivers, 1890
Megacephala brasiliensis Kirby, 1818

Megacephala (Phaeoxantha) cruciata Brulle, 1837
Megacephala euphratica Latreille & Dejean, 1822

Megacephala (Tetracha) sobrina Dejean, 1831
Megacephala (Tetracha) rutilans Thompson, 1857

Megacephala whelani Sumlin, 1992

Omus californicus Eschscholtz, 1829
Omus dejeani Reiche, 1838
Oxycheila (Oxycheila) tristis (Fabricius, 1775)

Collyrinae
Ctenostoma (Procephalus) ornatum ornatum Klug,
1834
Neocollyris sp.

Harpalinae
Harpalini
Acinopus picipes (Olivier, 1795)
Carterus fulvipes (Latreille, 1817)

Cryptophonus tenebrosus (Dejean, 1829)
Dicheirotrichus obsoletus (Dejean, 1829)
Ditomus tricuspidatus (Fabricius, 1792)

Dixus capito (Serville, 1821)

Dixus clypeatus (Rossi, 1790)

Dixus sphaerocephalus (Olivier, 1795)
Egadroma marginatum (Dejean, 1829)
Egadroma piceus (Guérin-Méneville, 1830)
Eocarterus amicorum Wrase, 1993

Harpalus affinis (Schrank, 1781)

Harpalus anxius (Duftschmid, 1812)

Harpalus contemptus Dejean, 1829

Harpalus decipiens Dejean, 1829

Harpalus distinguendus (Duftschmid, 1812)
Harpalus fuscipalpis Sturm, 1818

Harpalus honestus (Duftschmid, 1812)

Harpalus microthorax salinator Motschulsky, 1849
Harpalus nevadensis K. Daniel & J. Daniel, 1898

38=36+XY

44=42+XY
12=10+XY

31=30+X0
31=30+X0

29=28+X0
25=24+X0

26=24+XY

36=34+XY
36=34+XY
29=24+ X, X5X3 X4 Y

17=14+X,XoY

28=24+XXXY

37=36+X0
57=56+X0

37

37

59
69=68+X0
45=44+X0
55=54+X0
39=38+X0
37=36+X0
41?7=40+X0

38
37=36+X0
37=36+X0
37=36+X0
37=36+X0

38
37=36+X0

37=36+X0
?

NS}

&}
NENREAE2RNNONPDONANRERNDNNDND

14

2-3

[=)}

o

autossomico

autossomico
1 par autossomico de tamanho médio —
regido proximal
3 pares autossdmicos de tamanho grande e
pequeno — regido telomérica
3 pares autossdmicos de tamanho médio
6 pares autossOmicos - regido telomérica
2 pares autossomicos de tamanho médio —
regido proximal
3 pares autossomicos de tamanho médio e
pequeno — regido telomérica
autossémico
autossémico
3 pares autossdmicos

par 7 — regido proximal

XeY

1 par autossomico — regido distal
1 par autossomico — regido distal

1 par autossomico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
2 pares autossomicos — regido distal
2 bivalentes autossomicos
1 par autossomico — regido distal
2 pares autossomicos — regido distal
1 par autossémico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
1 par autossémico — regido distal
1 par autossémico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
1 ou 2 pares autossomicos
4 cromossomos
1 par autossomico — regido distal
1 ou 2 pares autossomicos
1 par autossémico — regido distal

FISH

FISH
FISH

FISH

Ag RON
FISH
FISH
FISH

FISH 18S/28S

FISH
FISH
FISH

FISH

FISH

FISH
FISH

FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH

Galian et al. 2002

Galian et al. 2002
Proenga et al. 2002b

Proenca et al. 2005

Serrano et al. 1986; Galian et al. 1995

Proenga et al. 2005
Proenga et al. 2005

Galian e Hudson 1999
Galian et al. 2002
Galian et al. 2002
Proenga et al. 2005

Zacaro et al. 2004

Galian et al. 2002

Martinez-Navarro et al.

2004

Serrano 1981; Martinez-Navarro et al.

2004

Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.

2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
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Harpalus rubripes (Duftschmid, 1812)

Harpalus rufipalpis Sturm, 1818

Harpalus sp.

Harpalus serripes (Quenzel, 1806)

Harpalus wagneri Schauberger, 1926
Lecanomerus sp.

Nesarpalus fortunatus (Wollaston, 1863)
Odontocarus cephalotes (Dejean, 1826)

Ophonus (Hesperophonus) azureus (Fabricius, 1775)
Ophonus (Hesperophonus) cribricollis (Dejean,
1829)

Ophonus (Hesperophonus) pumilio (Dejean, 1829)
Ophonus (Ophonus) ardosiancus (Lutshnik, 1922)
Ophonus (Ophonus) sabulicola hispanicus
(Schauberger, 1926)

Parophonus hespericus Jeanne, 1985

Parophonus hispanus (Rambur, 1838)
Pseudoophonus griseus (Panzer, 1797)
Pseudoophonus rufipes (DeGeer, 1774)
Pseudoophonus (Platus) calceatus (Duftschmid,
1812)

Stenolophus abdominalis Gene, 1836

Zabrini
Zabrus (Zabrus) ignavus Csiki, 1907
Zabrus (Platyzabrus) pecoudi Colas, 1942

Zabrus (Iberozabrus) ambiguus Rambur, 1838

Zabrus (Iberozabrus) angustatus Rambur, 1838

Zabrus (Iberozabrus) castroi Martinez & Saez, 1833
Zabrus (Iberozabrus) coiffaiti Jeanne, 1981

Zabrus (Iberozabrus) curtus arragonensis Heyden,
1883
Zabrus (Iberozabrus) curtus neglectus Schaum, 1864

Zabrus (Iberozabrus) eserensis Bolivar, 1918
Zabrus (Iberozabrus) marginicollis Dejean, 1828
Zabrus (Iberozabrus) obesus Audinet-Serville, 1821

Zabrus (Iberozabrus) rotundatus Rambur, 1838
Zabrus (Iberozabrus) seidlitzi gredosanus Jeanne,

1970
Zabrus (Iberozabrus) seidlitzi laurae Toribio, 1989

37=36+X0

30=28+XY
2

37=36+X0
30=28+XY

37=36+X0
37=36+X0
37
38
377
37
37=36+X0
?
37=36+X0
47?
49

59=58+X0

59

59=58+X0(Bs)
59=58+X0

59=58+X0
59=58+X0

[NON NS SO RN (O ST (O (TN NS I\ 1 9 )

[o 30 S0 )

[NSINNS TN NS I NS 5]

4
4

8 ou 8-10 ou
10-11 ou 9-
12
2

6 ou 6-8 oul2
8

4-6 ou 6
2
6
4
4
7-8
5ou5-6 ou6

5-6 ou 6-7 ou 8

1 par autossdmico — regido distal
1 par autossémico — regido distal
1 par autossdmico — regido distal
1 par autossdmico — regido distal
1 par autossémico — regido distal
1 par autossdmico — regido distal
1 par autossdmico — regido distal
1 par autossémico — regido distal
1 par autossdmico — regido distal
1 par autossdmico — regido distal

1 par autossomico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
6 cromossomos autossomicos

1 par autossomico — regido distal
1 par autossémico — regido distal
1 par autossémico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
1 par autossémico — regido distal

1 par autossomico — regido distal

4 cromossomos

2 pares autossomicos de tamanho médio —

regido distal

4 pares — todo o brago 8-12 cromossomos

1 par de tamanho médio

3-4 pares ou 6 pares

2 pares de tamanho grande — todo o brago e
2 pares de tamanho médio — regido distal

2 ou 3 pares autossomicos
1 par

3 pares

2 pares de tamanho médio — todo o brago
1 par de tamanho grande — regido distal e
par de tamanho médio — todo o brago
7-8 cromossomos; 1 cromossomo — regido

intersticial

FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH

FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH

FISH

FISH

FISH
FISH

FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH

FISH

Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.

Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.

Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.
Martinez-Navarro et al.

Martinez-Navarro et al.

2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004
2004

2004
2004
2004

2004
2004
2004
2004
2004

2004

Sanchez-Gea et al. 2000
Sanchez-Gea et al. 2000

Galian et al. 1991; Sanchez-Gea et al.

2000

Sanchez-Gea et al. 2000

Sanchez-Gea et al. 2000
Sanchez-Gea et al. 2000

Sanchez-Gea et al. 2000

Sanchez-Gea et al. 2000

Sanchez-Gea et al. 2000
Sanchez-Gea et al. 2000
Sanchez-Gea et al. 2000

Sanchez-Gea et al. 2000

Sanchez-Gea et al. 2000

Sanchez-Gea et al. 2000
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Zabrus (Iberozabrus) seidlitzi seidlitzi Schaum, 1864
Zabrus (Iberozabrus) silphoides Dejean, 1828
Zabrus (Iberozabrus) theveneti Chevrolat, 1874
Zabrus (Iberozabrus) urbionensis Jeanne, 1970

Zabrus (Iberozabrus) vasconicus Uhagon, 1904

Scaritinae
Distichus planus (Bonelli, 1813)
Scarites (Scallophorites) buparius (Forster, 1771)
(pyracmon Bonelli, 1813)
Scarites (Scallophorites) hespericus Dejean, 1831
(impressus Fabricius, 1801)
Scarites (Scallophorites) occidentalis Bedel, 1895
(cyclops Crotch, 1871)
Scarites (Scarites) eurytus (Fischer, 1825)
Scarites (Parallelomorphus) laevigatus Fabricius,
1792
Scarites (Parallelomorphus) terricola Bonelli, 1813

Trechinae
Bembidion lampros (Herbst, 1784)
Bembidion properans (Stephens, 1828)
Trechus latus Putzeys, 1847
Trechus pilisensis Csiki, 1907
Trechus pulchellus Putzeys, 1846
Trechus quadristriatus (Schrank, 1781)

POLYPHAGA
HYDROPHILOIDEA
Hydrophilidae
Helophorinae
Helophorus aequalis Thomson, 1868
Helophorus grandis 1lliger, 1798

SCARABAEOIDEA
Geotrupidae
Geotrupini
Thorectes intermedius (Costa, 1827)

Anoplotrupes stercorosus (Scriba, 1791)

57=56+X0

59=58+X0
597
60?

63=62+X0(Bs)
39=38+X0
39-37=34+X,X,Y(Bs)
53=52+X0
41=38+X,X,Y

45=44+X0
61=60+X0

57=56+X0

23=22+X0
23=22+X0
23=22+X0
23=22+X0
23=22+X0
23=22+X0

18=16+XY
18=16+XY

22=20+XY

22=20+XY

S5ou6

c

8
2
4

10 ou 8-12

[NSRN SN SR (SN ST )

4 and 1
specimen with
lor4

4 pares — todo o brago
1 par de tamafio médio
1 par de tamanho grande — regido distal e
1par de tamanho médio — todo o brago
S pares / /8-12 cromossomos

2 pares autossomicos e X
4 cromossomos autossémicos

4 cromossomos autossémicos
4 cromossomos autossomicos

3 pares autossOmicos de tamanho grande
4 cromossomos autossémicos

2 pares autossomicos de tamanho grande e
pequeno — regido distal

1 par autossémico — regido distal
1 par autossémico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
1 par autossomico — regido distal
1 par autossomico — regido distal

par 6
par 6

coincidente com HC
pares 1 e 3 — regido distal

par 6 autossomico - acrocéntrico
XY e coincidente com HC

2 cromossomos de tamanho médio-grande
par 6 autossomico - acrocéntrico

FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH
FISH

FISH
FISH

FISH

Ag RON
Ag RON
Ag RON
Ag RON
Ag RON
Ag RON

Ag RON
Ag RON

Ag RON e FISH

Ag RON

Ag RON e FISH —
18S

Ag RON

Sanchez-Gea et al. 2000
Sanchez-Gea et al. 2000
Sanchez-Gea et al. 2000
Sanchez-Gea et al. 2000

Sanchez-Gea et al.2000

Galian et al. 1999

Serrano 1980; Galian et al. 1999
Galian et al. 1999

Serrano 1984; Galian et al. 1999

Galian et al. 1999
Galian et al. 1999

Galian et al. 1999

Rozek 1998a
Rozek 1998a
Rozek 1998b
Rozek 1998b
Rozek 1998b
Rozek 1998b

Angus 1982
Angus 1983

Vitturi et al. 1999

Colomba et al. 2004
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Lucanidae
Lucaninae
Lucanini
Dorcus parallelopipedus (Linnaeus, 1758)

Dorcus titanus Boisduval 1835
Lucanus cervus Linnaeus 1758

Passalidae
Passalinae
Passalini
Passalus unicornis S. Fargeau, Serville 1825

Lamprimini
Lamprima adolphinae Gestro 1875

Melyridae
Astylus antis (Perty, 1830)

Scarabaeidae
Cetoniinae
Cetoniini
Cetonia aurata Linnaeus 1758

Cetonia aurataeformis Curti 1913

Oxythyrea funesta Poda 1761

Protaetia aeruginosa Linnaeus 1767
Protaetia angustata Germar 1817
Protaetia aurichalcea Fabricius 1779
Protaetia cuprea metallica Herbst 1782
Protaetia cuprea obscura Andersch 1797
Protaetia fieberi Kraatz 1880

Protaetia lugubris Herbst 1786
Protaetia mirifica Mulsant 1842
Protaetia morio Fabricius 1782
Protaetia opaca Fabricius 1787
Protaetia speciosa Adams 1817
Protaecia (Potosia) opaca Fabricius 1787

Tropinota hirta Poda 1761

18=16+XY

18=16+neoXY
2n=14
2n=22

2n=25/26
25=24+X0

2n=18

18=16+ Xy,

20=18+ Xy,
2n=20

2n=20
2n=20
2n=20
2n=20
2n=20
2n=20
2n=20
2n=20
2n=20
2n=20
2n=20
2n=20
20=18+ Xy,

2n=20

[NSJN NSNS RN (O RN (ST (O N (I (S N (O (ST (O ) S I S )

[\S)

coincidente com HC Ag RON e FISH
par 2- regido distal
par 5 autossdmico — acrocéntrico
1 par autossdmico — pequeno acrocéntrico
par 5 autossdmico — acrocéntrico Ag RON
cromossomo X Ag RON
pares 11 e 12 — acrocéntrico Ag RON
1 par cromossdmico — pequeno
acrocéntrico
par 6 autossdmico - metacéntrico Ag RON
1 bivalente autossémico FISH - 18S
1 par cromossomico — pequeno Ag RON
acrocéntrico
par 6 autossomico - acrocéntrico Ag RON
par 8 autossomicol -submetacéntrico Ag RON
par 6 autossomico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossdmico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossomico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossémico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossdmico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossomico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossémico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossdmico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossomico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossémico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossdmico - submetacéntrico Ag RON
par 6 autossomico — intersticial em um Ag RON
submetacéntrico

par 9 autossdmico - acrocéntrico Ag RON

Colomba et al. 2000a; Dutrillaux et al.
2007a

Abe and Kudoh 2005
Dutrillaux and Dutrillaux 2012

Dutrillaux et al. 2007a

Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Mendes-Neto et al. 2010

Dutrillaux et al. 2007a
Dutrillaux et al. 2008

Virkki 1951; Dutrillaux et al. 2008
Dutrillaux et al. 2008

Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Virkki 1954a; Dutrillaux et al. 2008
Dutrillaux et al. 2008

Dutrillaux et al. 2008

Dutrillaux et al. 2008

Dutrillaux et al. 2008

Virkki 1954a; Dutrillaux et al. 2008
Dutrillaux et al. 2008

Dutrillaux et al. 2008

Dutrillaux et al. 2007a

Virkki 1951




Goliathini

Amaurodes passerini Westwood 1844 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Chlorocala africana Drury 1773 2n=14 5 pares 5 e 6 e cromossomo X - acrocéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Cyprolais hornimani Bates 1877 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dichranocephalus wallichii Hope 1831 2n=20 2 par 8 autossdmico - acrocéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dicronorhina micans Drury 1773 2n=20 2 par 8 autossdmico - acrocéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dicronorhina derbyana Westwood 1844 2n=20 2 par 7 autossOmico - submetacéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dicronorhina derbyana oberthuri Deyrolle 1876 2n=20 2 par 7 autossdmico - submetacéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Eudicella aethiopica Miiller 1941 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Eudicella gralli Buquet 1836 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Eudicella smithi MacLeay 1838 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Goliathus goliathus Drury 1770 2n=20 2 par 7 autossdmico - acrocéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Jumnos ruckeri (Saunders) 14=12+XY 2 cromossomos X ¢ Y Ag RON Macaisne et al. 2006
Mecynorrhina torquata Drury 1782 2n=20 2 par 6 autossdmico - submetacéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Mecynorrhina polyphemus confluens Kraatz 1870 2n=20 2 par 3 autossOmico - submetacéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Megalorrhina harrisi Westwood 1847 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Plaesiorrhinella watkinsiana Lewis 1879 2n=20 2 pair 6 autosomal - acrocentric Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Rhamphorrhina bertolonii Lucas 1879 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Stephanorrhina guttata Olivier 1789 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Stephanorrhina princeps Allard 1984 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Gymnetini
Gymnetis pantherina Burmeister 1842 2n=20 2 par 7 autossdmico - acrocéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Trichiini
Gnorimus nobilis Linnaeus 1758 2n=20 2 par 6 autossémico - submetacéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Osmoderma eremita Scopoli 1763 2n=18+B 2 par 3 autossdmico - acrocéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Osmoderma lassallei Baraud & Tauzin 1991 2n=18 2 par 3 autossdmico - acrocéntrico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Osmoderma scabra P. de Beauvois 1805 2n=18+B 1 cromossomo neoX Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2009a
Trichiotinus assimilis Kirby 1837 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Smith 1953
Trichius fasciatus Linnaeus 1758 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Trichius rosaceus zonatus Germar 1829 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Virkki 1954a
Trichius sexualis Bedel 1906 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dynastinae
Cyclocephalini
Cyclocephala insulicola Arrow 1937 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux et al. 2007b
Cyclocephala mafaffa Burmeister 1847 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux et al. 2007b
Cyclocephala melanocephala rubiginosa Burmeister 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012
1847
Cyclocephala tridentata Fabricius 1801 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux et al. 2007b
Cyclocephala tridentata dominicensis Cartwright & 2n=20 1 cromossomo X Ag RON Dutrillaux and Dutrillaux 2012
Chalumeau 1977
Dynastini
Augosoma centaurus Fabricius, 1775 18=16+neoXY 2 1 par autossdomico - pequeno Ag RON Dutrillaux et al. 2013
Chalcosoma atlas Linnaeus 1758 2n=20 2 Par 3 autossomico Ag RON Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Dynastes hercules Linnaeus 1758 2n=18 1 Cromossomo neoX Ag RON Dutrillaux et al. 2007¢




31

Dpynastes tityus Linnaeus 1758
Megasoma actaeon Linnaeus 1758
Xylotrupes gideon G-Méneville 1830

Pentodontini
Ligyrus cuniculus Fabricius 1801
Ligyrus ebenus De Geer, 1774
Pentodon bidens punctatum Villers, 1899

Pentodon idiota Herbst 1789

Oryctini
Oryctes nasicornis Linnaeus 1758

Strategus surinamensis hirtus Sternberg, 1910
Strategus syphax Fabricius 1775

Phyleurini
Phileurus didymus Linnaeus 1758
Phileurus valgus antillarum Prell 1912

Melolonthinae
Melolonthini
Amphimallon majale Razoumowski 1789
Haplidia transversa Fabricius 1801
Lyogenys fuscus Blanchard, 1850

Melolontha melolontha Linnaeus 1758
Melolontha pectoralis Megerle 1812
Phyllophaga pleei Blanchard 1850

Phyllophaga sandersoniella Chalumeau & Gruner

1976

Phyllophaga (Phyllophaga) aff capillata Blanchard,

1850

Phyllophaga (Phytalus) vestita Moser, 1918
Hopliini

Hoplia uniformis Reitter 1885

Euchirini
Propomacrus bimucronatus Pallas 1781

Rutelinae
Pelidnota pallidipennis Bates, 1904

2n=18
2n=20
2n=20

2n=20
20=18+Xy,
19=18+X0

2n=20

2n=18
20=18+Xy,
2n=20

2n=16
2n=20

2n=20
2n=20
20=18+Xy,
2n=20
2n=20
2n=20
2n=20

20=18+XY,

20=18+Xy,

2n=20

2n=20

20=18+Xy,

cromossomo neoX
cromossomo X
cromossomo X - submetacéntrico

cromossomo X
par 9 autossdmico - metacéntrico
X- regido distal e coincidente com HC
X- regido distal
cromossomo X

par 6 autossdmico - acrocéntrico

Xyp
cromossomo X

cromossomo neo X
cromossomo X

par 6 autossomico - submetacéntrico

cromossomo X
Xy, € coincidente com HC
X

par 6 autossdmico - submetacéntrico

par 6 autossomico - submetacéntrico
cromossomo X

par 6 autossdmico - submetacéntrico

1 bivalente autossomico e coincidente com
HC
1 bivalente autossomico de tamanho
pequeno
Xy, coincidente com HC
X

cromossomo X

par 9 autossémico - submetacéntrico

Xyp
X

Ag RON
Ag RON
AgRON

Ag RON
Ag RON
Ag RON

FISH — 18S
Ag RON

AgRON
Ag RON

Ag RON

AgRON
Ag RON

Ag RON
Ag RON
Ag RON e FISH
Ag RON
Ag RON
Ag RON
Ag RON
Ag RON
FISH

Ag RON e FISH

Ag RON

Ag RON

Ag RON FISH

Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dutrillaux et al. 2007b
Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Dutrillaux et al. 2007b
Bione et al. 2005b
Vitturi et al. 2003

Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Virkki 1954b; Dutrillaux e Dutrillaux

2009a
Bione et al. 2005b
Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Moura et al. 2003
Giannoulis et al. 2011
Giannoulis et al. 2011
Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Moura et al. 2003

Moura et al. 2003

Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Bione et al. 2005b
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Anomalini
Anomala dubia Scopoli 1763
Anomala luciae Blanchard 1850
Exomala hirtella Brullé 1832

Leucothyreini
Leucothyreus guadulpiensis Burmeister 1844
Leucothyreus nolleti Paulian 1947

Rutelini
Macraspis festiva Burmeister, 1844

Macraspis tristis Castelneau 1850
Rutela striata Olivier 1789

Geniates borelli Camerano, 1894
Scarabaeinae
Glyphoderus sterquilinus (Westwood, 1837)
Gymnopleurus sturmi MacLeay, 1821
Ateuchini

Atheuchus sp.

Cantonini
Canthon staigi

Deltochilum (Deltohyboma) calcaratum (Laporte,

1840)

Deltochilum elevatum
Deltochilum (Deltohyboma) aff morbillosum
Burmeister, 1848

Deltochilum verruciferum

Coprini
Dichotomius affinis

2n=20
2n=20
2n=20

2n=20
2n=20

18=16+Xy,

2n=18
2n=20

20=18+Xy,

18=16+XY

20=18+XY

16=14+Xy

18=16+Xy,

14=12-+neoXY

20=18+Xy,

14=12+neoXY

20=18+Xy,

18=16+Xy,

(=)}

cromossomo X
cromossomo X
cromossomo X

par 1 autossdmico - metacéntrico
par 1 autossdmico - metacéntrico

Xyp
X
pares 5 e 7 autossdmico - submetacéntrico
cromossomo X

Xyp
X

coincidente com HC
coincidente com HC
4 ou 5 cromossomos de tamanho médio

2 pares autossomicos — regido
pericéntromérica

1 par autossomico — regido
pericéntromérica
coincidente com HC em 4 pares
autossomicos; pares 1 e 2 e cromossomo
X- regido terminal
pares autossdmicos, 2 X e Y — regido
pericentromérica e cromossomos difasicos

1 par autossomico
coincidente com HC em 4 pares
autossémicos
pares 1, 2 e cromossomo X na regiao
terminal
pares autossémicos € cromossomo y —
regido pericentromérica e Cromossomos
difasicos

1 par autossémico

AgRON
AgRON
Ag RON

Ag RON
Ag RON
Ag RON e FISH

Ag RON
Ag RON

Ag RON e FISH

Ag RON
Ag RON e FISH

FISH - 45S

FISH - 45S

Ag RON e FISH —
458

FISH - 45S
Ag RON e FISH —
458

FISH — 45S

FISH - 45S

Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Dutrillaux e Dutrillaux 2012
Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Bione et al. 2005b

Dutrillaux e Dutrillaux 2009b
Dutrillaux e Dutrillaux 2012

Bione et al. 2005b

Colomba et al. 1996

Colomba et al. 2000b

Cabral de Mello et al. 2011b

Cabral de Mello et al 2011b

Cabral de Mello et al. 2010; Cabral de
Mello et al. 2011b

Cabral de Mello et al. 2011b

Cabral de Mello et al. 2010

Cabral de Mello et al. 2011b

Cabral de Mello et al. 2011c
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Dichotomius bos
Dichotomius crinicollis
Dichotomius depresicollis

Dichotomius geminatus

Dichotomius laevicollis

Dichotomius mérmon
Dichotomius aff mundus
Dichotomius nisus

Dichotomius semianeus
Dichotomius semisquamosus

Dichotomius sericeus

Dichotomius aff sericeus
Dichotomius sp.
Ontherus appendiculatus

Ontherus sulcator

Gymnopleurini
Gymnopleurus sturmi

Oniticellini
Eurysternus caribaeus

Onitini
Bubas bison (Linnaeus, 1767)

Onthophagini
Digitonthophagus gazella

Phanaenini
Coprophanaeus (Coprophanaeus) acrisius
(MacLeay, 1819)
Coprophanaeus (Coprophanaeus) cyanescens
(Olivier, 1789)

18=16+Xy,
18=16+Xy,
18=16+Xy,

18=16+Xy,
20=18+ Xy,

18=16+Xy,
18=16+Xy,
18=16+Xy,
18=16+Xy,

18=16+Xy,
18=16+Xy,
18=16+Xy,
18=16+Xy;
18=16+Xy,
18=16+Xy,
20=18+Xy,

20=18+Xy,

2n=18+Xy

8=6+tneoXY

20=18+XY

20=18+Xy,/Xy/Xy;

20=18+XY

20=18+Xy,

1 par autossdmico — regido

pericentromérica
1 par autossdmico e cromossomo X —
regido pericentromérica

1 par autossémico — regido
pericentromérica

1 par autossdmico — regido

pericentromérica e terminal

Pares 3 e 4 — brago pequeno

1 par autossdmico — regido
pericentromérica

2 pares autossomicos € 2 cromossomos X

1 par autossomico

cromossomo X e y — regido
pericentromérica

cromossomo X
1 par autossdmico e cromossomo X —
regido pericentromérica

1 par autossomico — regido
pericentromérica
1 par autossémico
1 par autossomico

1 par autossémico — regido

pericentromérica e terminal

4 pares autossomicos

2 autossOmicos + 1 cromossomo — regides
pericentromérica e subterminal

cromossomo X eY — regido
pericentromérica

coincidente com HC e 8 cromossomo

1 par autossémico — regido
pericentromérica

3 pares autossomicos - terminal
2 pares autossomicos € cromossomo X —

cromossomos difasicos
4 pares autossomicoss + 1 cromossomo

FISH - 45S
FISH - 45S
FISH - 45S
FISH - 45S

FISH - 18S
FISH - 45S

FISH - 45S
FISH - 45S
FISH - 45S

FISH - 45S
FISH - 45S

FISH - 45S
FISH - 45S
FISH - 45S
FISH - 45S

FISH - 45S

FISH - 45S

FISH - 45S

Ag RON
FISH - 458

FISH - 45S

FISH - 18S
FISH - 45S

FISH - 18S

Cabral de Mello et al. 2011¢c
Cabral de Mello et al. 2011¢c
Cabral de Mello et al. 2011c

Cabral de Mello et al. 2010; Cabral de
Mello et al. 2011c¢

Cabral de Mello et al. 2011¢c

Cabral de Mello et al. 2011¢c

Cabral de Mello et al. 2011¢c

Silva et al. 2009; Cabral de Mello et al.
2011c

Cabral de Mello et al. 2011¢c

Silva et al. 2009; Cabral de Mello et al.
2011c

Silva et al. 2009; Cabral de Mello et al.
2011c

Cabral de Mello et al. 2011c

Cabral de Mello et al. 2011¢c

Cabral de Mello et al. 2011b

Cabral de Mello et al. 2011b

Colomba et al. 2000

Arcanjo et al. 2009; Cabral de Mello et
al. 2011b

Colomba et al. 1996, 2006

Cabral de Mello et al. 2011b

Oliveira et al. 2012b

Oliveira et al. 2010; Cabral de Mello et
al. 2011b
Oliveira et al. 2012a
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Coprophanaeus (Coprophanaeus) dardanus (Mac-
Leay, 1819)

Coprophanaeus (Megaphanaeus) bellicosus (Olivier,
1789)

Coprophanaeus (Megaphanaeus) ensifer (Germar,
1824)

Coprophanaeus (Metallophanaeus) pertyi
(Olsoufieff, 1924)

Coprophanaeus (Metallophanaeus) horus
(Waterhouse, 1891)

Diabroctis mimas (Linnaeus, 1767)

Isocopris inhiata (Germar, 1824)
Phanaeus (Notiophanaeus) chalcomelas

Phanaeus splendidulus

BUPRESTOIDEA
Buprestidae
Buprestinae
Chrysobothrini
Sphaerobothris aghababiani

Polycestinae
Acmaeoderella boryi (Brulle, 1832)
Acmaeoderella flavofasciata (Piller & Mitterpacher,
1783)
Acmaeoderella gibbulosa (Menetries, 1832)
Acmaeoderella vetusta (Menetries, 1832)

Acmaeoderini
Acmaeodera pilosellae pérsica

Chrysochroinae
Euchroma gigantea L. 1735

20=18+Xy
20=18+Xy

20=18+XY

20=18+ Xy,
20=18+ Xy,

20=18+Xy,

18=16+Xy,
12=10+neoXY

20=18+Xy,

16=14+ Xy,

18=16+Xy,
18=16+Xy,

18=16+Xy,
18=16+Xy,

203=18+neoXY

36 =30+ XiXoX5Y Y, Y3
34 =28+XXoX3Y1Y,Y3;
32= 26+X1X2X3Y1Y2Y3;

2n=33

2 pares autossOmicos - pericentromérico
8 pares autossdmicos - pericentromérico

regido pericentromérica de todos os
Cromossomos
7 bivalentes autossdmicos € cromossomo
X

1 par autossomico - terminal

par autossdmico - terminal / cromossomo
X - pericentromérico
6 pares autossomicos e 2 cromossomos X s
— regido pericentromérica e cromossomos
diféasicos
Xy, € coincidente com HC
1 par autossémico de tamanho médio
1 par autossomico

3 pares autossomicos + 1 cromossomo
5 pares autossdmicos

alguns bivalentes autossdmicos —
telomérico e perto do telémero e no sexual

alguns bivalentes e y
Y
Xyr
Y

1 bivalente autossdmico

cromossomos X; € X,

FISH - 18S

FISH - 18S

Ag RON and FISH -

458

FISH - 18S
FISH - 18S

Ag RON
FISH - 458

Ag RON
FISH - 458

Ag RON and FISH -

18S
FISH - 45S

Ag RON and FISH -

18S

Ag RON

Ag RON
Ag RON

Ag RON
AgRON

Ag RON

FISH - 45S

Oliveira et al. 2012b
Oliveira et al. 2012b

Oliveira et al. 2010; Cabral de Mello et
al. 2011b

Oliveira et al.2012b
Oliveira et al. 2012b

Bione et al. 2005a; Cabral de Mello et al.
2011b

Bione et al. 2005a
Arcanjo et al.2013

Cabral de Mello et al. 2011b: Arcanjo et
al. 2013

Karagyan 2001

Karagyan 2001
Karagyan 2001

Karagyan 2001
Karagyan 2001

Karagyan et al. 2012

Moura et al. 2008
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Dicercini

Dicerca aenea validiuscula 20=18+ Xy, 2 1 bivalente autossdmico — coincidente com Ag RON Karagyan et al. 2012
CMA3
Sphenopterini
Sphenoptera mesopotamica Marseul, 1865 24=22+Xy, 2 1 bivalente de tamanho grande Ag RON Karagyan 2001
Sphenoptera scovitzi Faldermann, 1835 46? 40u6 2 ou 3 bivalentes de tamanho grande Ag RON Karagyan 2001;
6 3 bivalentes - coincidente com CMA3 Karagyan et al. 2012
Stigmodera (Stigmodera) goryi Hope, 1836 22=20+Xy, 2 pares 7 ou 8- regido distal provavelmente Ag Gardner 1988
RON
Stigmodera (Stigmodera) porosa Carter, 1916 22=20+Xy, 2 pares 7 ou 8- regido distal provavelmente Ag Gardner 1988
RON
Stigmodera (Themognatha) alternata Lumholtz, 1889 20=18+Xy, 2 par 8- regido distal provavelmente Ag Gardner 1988
RON
Stigmodera (Themognatha) donovani Castelnau & 22=20+Xy, 2 pares 6, 7 e 8- regido distal provavelmente Ag Gardner 1988
Gory, 1838 RON
Stigmodera (Themognatha) nickerli Obenberger, 20=18+Xy, 2 par 8- regido distal provavelmente Ag Gardner 1988
1922 RON
Stigmodera (Themognatha) tricolorata Waterhouse, 22=20+Xy, 2 pares 7 ou 8- regido distal provavelmente Ag Gardner 1988
1874 RON
Stigmodera (Themognatha) variabilis (Donovan, 22=20+Xy, 2 pares 7, 8 ou 9 - regido distal provavelmente Ag Gardner 1988
1805) RON
ELATEROIDEA
Elateridae
Agrypninae
Conoderini
Conoderus malleatus (Germar, 1824) 17=16+X0 2 par 4 regido distal Ag RON Schneider et al. 2007
Conoderus dimidiatus Germar, 1839 17=16+X0 4 pares 2 e 4 - regido distal Ag RON Schneider et al. 2006
Conoderus scalaris (Germar, 1824) 17=16+X0 4 pares 2 e 4 - regido distal Ag RON Schneider et al. 2006
Conoderus stigmosus Germar, 1839 16=14+neoXY 2 par | - regido distal Ag RON Schneider et al. 2006
Conoderus ternarius Germar, 1839 17=16+X0 2 par 2 - regido distal Ag RON Schneider et al. 2006
Pyrophorini
Ignelater luminosus Costa, 1975 (under Pyrophorus 17=14+XneoXneoy, 2 1 bivalente de tamanho grande Ag RON Virkki et al. 1984
Iuminosus Illiger, 1807)
Pyrearinus candelarius (Germar, 1841) 15=14+X0 2 par 2 - regido distal Ag RON Schneider et al. 2007
Pyrophorus divergens Eschscholtz, 1829 15=14+X0 2 par 2 - regido distal Ag RON Schneider et al. 2007
Pyrophorus punctatissimus Blanchard, 1843 15=14+X0 2 par 2 - regido distal Ag RON Schneider et al. 2007
CUCUIOIDEA
Coccinellidae
Coccinellinae
Cycloneda sanguinea (Linnaeus, 1763) 20=18+Xy, 2 1 par autossémico Ag RON e FISH Maffei et al. 2001c
3 1 par autossdmico Maffei et al. 2004
e Xy
Eriopis connexa (Germar, 1824) 20=18+Xy, 2 1 par autossémico (9)/ Ag RON Maffei et al. 2001a
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Olla v-nigrum (Mulsant, 1866)

Epilachninae
Epilachna paenulata (Germar, 1824)

TENEBRIONOIDEA
Meloidae
Meloinae
Epicauta atomaria (Germar, 1821)

Tenebrionidae
Lagriinae
Laena reitteri Weise, 1877

Tenebrioninae
Blaps gibba Castelnau, 1840

Blaps gigas (Linnaeus, 1767)
Lagria villosa

Misolampus goudoti Guérin-Méneville, 1834

Nyctobates gigas

Palembus dermestoides (Fairmaire, 1893)

Tenebrio molitor Linnaeus, 1758

Zophobas aff. confusus

CHRYSOMELOIDEA
Chrysomelidae
Chrysomelinae
Chrysolina americana (Linnaeus, 1758)
Chrysolina bankii (Fabricius, 1775)
Timarcha aurichalcea Bechyné, 1948
Timarcha espanoli Bechyné, 1948

Timarcha fallax Pérez, 1865

Timarcha granadensis Bechyné, 1948
Timarcha lugens Rosenhauer, 1856

20=18+Xy,

18=16+Xy,

20=18+Xy,

18=16+Xy,

38=3 0+X| X2X3X4X5X5X7
Y
3 5:30+X1X2X3X4Y
18=16+ Xy,

20=18+Xy,

18=16+neoXY
20=18+Xy,

20=18+Xy,

20=18+ Xy,

24=22+Xy,

23=22+X0
18=16+neoXY

26=24+Xy,

20=18+Xy,

22=20+Xy,
20=18+Xy,

N — NN

1 bivalente e Xy,(3)
Xyp

autossomico

ndo especifico
bivalente 7 e Xy,

multivalente sexual

multivalente sexual
par 4 autossomico

1 bivalente e Xy,

1 bivalente autossémico de tamanho médio

1 par autossémico
e coincidente com HC
nao especifico
bivalente 3, 7 e Xy,
XY,

2 pares autossomicos de tamanho médio,

X, e y- regido distal

bivalente sexual e coincidente com HC

par 1
par 1
neoX
1 par autossémico

par 4- regido distal

1 bivalente
1 par autossdmico

Ag RON e FISH

Ag RON

Ag RON ¢ SC

Ag RON

Ag RON
Ag RON
Ag RON e FISH
18S
Ag RON e FISH
Ag RON
AgRONe SC

Ag RON e FISH

Ag RON

FISH

FISH
Ag RON and FISH
Ag RON and FISH

FISH

Ag RON
FISH

Maffei et al. 2001b

Drets et al. 1983

Almeida et al. 2000; Zacaro et al. 2003

Helecova et al. 2008

Vitturi et al. 1996

Vitturi et al. 1996
Lira-Neto et al. 2012; Goll et al. 2012

Juan et al. 1993

Lira-Neto et al. 2012
Almeida et al. 2000; Zacaro et al. 2003

Juan et al. 1993

Lira-Neto et al. 2012

Petitpierre 1975, 1996

Petitpierre 1975, 1996
Goémez-Zurita et al. 2004

Petitpierre 1970; Gomez-Zurita et al.
2004

Petitpierre 1970; Gémez-Zurita et al.
2004

Gomez-Zurita et al. 2004

Petitpierre 1976; Gomez-Zurita et al.
2004
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Timarcha marginicollis Rosenhauer, 1856
Timarcha perezi Fairmaire, 1884

Timarcha punctella Marseul, 1870
Zygogramma bicolorata Pallister, 1953

Alticinae
Alagoasa bicolor (Linnaeus, 1767)
Alagoasa januaria Bechyné, 1955

Diabrotica speciosa (Germar, 1824)
Omophoita albicollis (Fabricius, 1787)
Omophoita annularis (Illiger, 1807)
Omophoita cyanipennis (Fabricius, 1798)
Omophoita magniguttis

Omophoita octoguttata (Fabricius, 1775)

Omophoita personata (Illiger, 1807)
Paranaita opima (Germar, 1824)

Cassidinae
Botanochara angulata (Germar, 1824)
Chelymorpha variabilis Boheman, 1854

CURCULIONOIDEA
Curculionidae
Entiminae
Eustylini
Diaprepes abbreviatus (Linnaeus, 1764)

Sciaphilini
Barypeithes chevrolati (Boheman 1843)
Barypeithes formaneki (Fremuth 1971)
Barypeithes interpositus (Roubal 1920)
Barypeithes pellucidus (Boheman 1834)

Otiorhynchini
Cirrorhynchus kelecsenyi Frivaldszky, 1892

Dodecastichus inflatus (Gyllenhal, 1834)
Otiorhynchus (s. str.) coecus Germar, 1824

Otiorhynchus (s. str.) cornicinus Stierlin, 1861
Otiorhynchus (s. str.) multipunctatus (Fabricius, 1792)

20=18+Xy,
20=18+Xy,

28=26+Xy,
24=22+Xy,

22=20+X+y
22=20+X+Y

21=20+X0(Bs)
22=20+X+y
22=20+X+Y
22=20+X+y
22=20+Xy
22=20+X+Y

22=20+X+Y
22=20+XY

51=48+X;neoXneoY,
22=20+Xy,

22=20+Xy,

22=20+Xy,
22=20+Xy,
22=20+Xy,
22=20+Xy,

32=30+Xy,

22=20+Xy,
22=20+Xy,
22=20+Xy,
22=20+Xy,

NS} [NSTN NN NS S}

EENN SR N S

1 bivalente
par 4- regido distal

1 bivalente
4 cromossomos — regides proximal e distal

ndo especifico
autossOmico — regido proximal e
cromossomo Y — intesrticial e proximal
par 9 — regido distal
ndo especifico
autossdmico — regido proximal
nao especifico
pares 2 e 6 - autossdmico
autossdmico - regido proximal
par 6 - autossomico
autossOmico — regido proximal
pequefio par autossomico
par 6 — regido intersticial

alguns bivalentes
par 5 — regido distal

Xy, e coincidente com HC

bivalente sexual
bivalente sexual
bivalente sexual
bivalente sexual

Cromossomos sexuais

Cromossomos sexuais
par 4 autossOmico € cromossomos sexuais

1 par cromossémico e cromossomos
sexuais

Ag RON
FISH

Ag RON
AgRON

Ag RON
Ag RON

AgRON
AgRON
Ag RON
Ag RON
FISH- 18S
Ag RON e FISH-
188
Ag RON e FISH-
188
Ag RON

SC
AgRONe SC

Ag RON

Ag RON
Ag RON
Ag RON
Ag RON

Ag RON

Ag RON
Ag RON
Ag RON
Ag RON

Petitpierre 1976; Gomez-Zurita et al.
2004

Petitpierre 1970; Gomez-Zurita et al.
2004

Gomez-Zurita et al. 2004

Yadav et al. 1992

Virkki e Denton 1987b
Virkki 1983

Schneider et al. 2002

Virkki e Denton 1987b

Virkki 1983

Virkki e Denton 1987b

Almeida et al. 2010

Virkki 1983; Almeida et al. 2010

Virkki 1983; Almeida et al. 2010

Almeida et al. 2006

Postiglioni et al. 1990
Postiglioni e Brum-Zorrilla 1988;
Postiglioni et al. 1990, 1991

Virkki e Septlveda 1990; Virkki et al.
1990

Dorota et al. 2012
Dorota et al. 2012
Dorota et al. 2012
Dorota et al. 2012

Lachowska et al. 2008

Lachowska et al. 2008
Lachowska et al. 2008
Lachowska et al. 2008
Lachowska et al. 2008
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Otiorhynchus (Phalantorrhynchus) morio (Fabricius, 22=20+Xy, 4 1 par cromossdmico e cromossomos Ag RON Lachowska et al. 2008
1781) sexuais

Otiorhynchus bisulcatus (Fabricius, 1781) 22=20+Xy, 2 Cromossomos sexuais Ag RON Helecova et al. 2013
Otiorhynchus (Zadrehus) atroapterus (De Geer, 1775) 22=20+Xy, 2 Cromossomos sexuais Ag RON Helecova et al. 2013

Peritelini
Centricnemus leucogrammus 22=20+ Xy, 4 1 par cromossdmico e cromossomos X € y Ag RON Lachowska et al. 2006
Peritelus familiaris 24=22+ Xy, 4 1 par cromossdmico e cromossomos X e y Ag RON Lachowska et al. 2006
Cryptorhynchinae

Acalles echinatus 30=28+Xy, 4 1 par autossdmico e cromossomos X e y Ag RON Lachowska et al. 2009
Acalles fallax 30=28+Xy, 4 1 par autossomico e cromossomos X e y Ag RON Lachowska et al.2009
Acalles petryszaki 30=28+Xy, 6 2 pares autossomicos e cromossomos X e y Ag RON Lachowska et al. 2009

B- cromossomo supranumerario; M- metacéntico; Sm- submetacéntrico; St- subtelocéntrico; A- acrocéntrico; Sa- subacrocéntrico, HC- heterocromatina constitutiva; AgRON-

RON impregnada por nitrato de prata; FISH- hibridagdo in situ fluorescente utilizando a sonda rDNA; SC- espalhando celular para visualizagdo complexo sinaptonémico.
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2. OBJETIVOS

O objetivo deste trabalho ¢ discutir sobre os mecanismos de diferenciacdo
cromossdmica em espécies da subfamilia Cassidinae s./., levando-se em conta as caracteristicas
cariotipicas, o padrao de distribuicao das regidoes heterocromaticas e das familias multigénicas
rDNA 28S, rDNA 58S, snRNA U2 e DNA telomérico, bem como as informagdes disponiveis na
literatura sobre a filogenia deste grupo. Para tal, os cromossomos de 19 espécies foram
estudados, visando estabelecer:

- o numero diploide, tipo de sistema cromossdmico sexual, morfologia dos
cromossomos € comportamento dos cromossomos durante a meiose quanto ao
emparelhamento, nimero e localiza¢do de quiasmas, e associacdo dos cromossomos sexuais;

- 0 padrao de distribuicao das regides de heterocromatina constitutiva através da técnica
de bandamento C;

- a localizag@o dos genes ribossomais 28S, 5S e do pequeno RNA nuclear U2 com a
técnica de FISH;

- a presenca e localizacdo das sequencias teloméricas pentanucleotidicas (TTAGG)n e

(TACGG)n com FISH.



40

3. MATERIAL E METODOS
3.1. MATERIAL

Um total de 427 individuos foram coletados e dissecados para as analises citogenéticas.
Na tabela 2, estdo mencionados os 120 individuos pertencentes as 19 espécies que apresentaram
células em divisdo. Os exemplares machos e fémeas adultos foram coletados manualmente
durante os periodos de Outubro/2012 a Fevereiro/2013, Outubro/2013 a Feveriro/2014 e
Outubro/2014 a Fevereiro/2015 em cultivos de batata-doce e em vegetagdo rasteira. A
identificacao taxonomica dos espécimes foi realizada pela Dra. Flavia Rodrigues Fernandes, do

Museu de Paraense Emilio Goeldi, Belém, Para.

3.2. METODOS
3.2.1. Obtencao das preparacdes citologicas

As preparagdes citoldgicas, para estudo dos cromossomos mitoticos € meidticos, foram
obtidas a partir de gonadas de individuos adultos e de embrides, de acordo com a técnica
descrita a seguir (Schneider et al. 2007), com algumas modificagdes:
1 - Remover a gonada em solugdo fisioldgica (7,5g de NaCl, 2,38g de NaHPOs, 2,72¢g de
KH>PO4, em 1 litro de agua destilada);
2 - Imergir o material em solug¢do de colchicina a 0,05%, preparada com solugao fisiologica,
durante 2 horas, para que ocorra o acimulo de metéafases;
3 - Adicionar um volume de dgua de torneira igual ao de colchicina, para atuar como solucdo
hipotdnica, deixando agir durante 15 minutos;
4 - Fixar em Carnoy I (metanol-acido acético, na propor¢ao de 3:1), durante 30 minutos, no
minimo;
5 —Macerar por¢des do material em uma lamina de vidro, juntamente com uma gota de solucao
de 4cido acético a 60% para obter de uma suspensdo celular;
6 - Secar a lamina em uma placa de metal, a temperatura de 35 a 40° C.
Obs: O passo 2 ndo foi realizado em todos os exemplares, pois observou-se que algumas
técnicas citogenéticas moleculares respondiam melhor as preparagdes cromossomicas sem o

uso da colchicina.

3.2.2. Coloracao convencional (Giemsa)
As laminas com as preparagdes cromossomicas foram coradas em solucdo de Giemsa
3% (47 mL de agua destilada, 1,5 mL de solu¢do comercial de Giemsa, 1,5 mL de tampao

fosfato pH 6.8) durante 15 minutos, e em seguida, lavadas em agua destilada e secas ao ar.



Tabela 2 - Espécies de Cassidinae analisadas no presente estudo, incluindo o numero de individuos

¢ a localidade de coleta. PR=Paran4; RS=Rio Grande do Sul; SP= Sao Paulo.

Espécie Nuimero de Locais de
individuos coleta
Tribo Cassidini
Agroiconota inedita (Boheman, 1855) 1 macho Piracicaba
5 machos Saltinho
2 machos Séo Pedro
Charidotella immaculata (Oliver, 1790) 1 macho Piracicaba
1 macho Rio Claro
17 machos Saltinho
3 machos Sao Pedro
Charidotella sexpunctata (Fabricius, 1781) 5 machos Saltinho
1 macho Sao Pedro
Deloyala cruciata (Linnaeus, 1758) 1 macho Rio Claro
12 machos Saltinho
2 machos Sdo Pedro
Microctenochira aciculata (Boheman, 1855) 1 macho/ 1 embrido Rio Claro
fémea
Microctenochira gnata (Spaeth, 1926) 1 macho Séo Pedro
Microctenochira optata (Boheman, 1855) 1 macho Rio Claro
4 machos Saltinho
Microctenochira quadrata (Degeer, 1775) 1 macho Rio Claro
3 machos Saltinho
Microctenochira stigmatica (Boheman, 1855) 1 macho Saltinho
Tribo Goniocheniini
Chlamydocassis cribripennis (Boheman, 1850) 1 macho Nonoai
Tribo Ischyrosonychini
Cistudinella obducta (Boheman, 1854) 1 macho Nonoai
Tribo Mesomphaliini
Botanochara tesselata (Burmeister, 1870) 1 macho Saltinho
Chelymorpha cribraria (Fabricius, 1775) 1 macho Avaré
1 macho Ponta Grossa
5 machos Rio Claro
7 machos Saltinho
5 machos Sdo Pedro
Chelymorpha inflata (Boheman, 1854) 3 machos Jundiai
1 macho Sdo Pedro
Cteisella magica (Boheman, 1855) 2 machos Jundiai
Cyrtonota cyanea (Linnaeus, 1758) 3 machos Sao Pedro
Paraselenis flava (Linnaeus, 1758) 22 machos Saltinho
1 macho Sdo Pedro
Stolas areolata (Germar, 1824) 2 machos Jundiai
Stolas redtenbacheri (Boheman, 1850) 1 macho Rio Claro

Coordenadas geograficas: Avaré (23°24°S, 48°56°’W), SP; Jundiai (23°8’S, 46°53’W), SP; Piracicaba
(22°50°S, 47°38°W), SP; Rio Claro (22°24°S, 47°3’W), SP; Saltinho (22°50°S, 47°40°W), SP; Sao Pedro

(22°3°S, 47°57°W), SP; Nonoai (27°21°S, 52°45°W), RS; Ponta Grossa (25°5’S, 50°9°W), PR.

3.2.3. Técnica de obtencio de bandas C
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A metodologia utilizada foi aquela descrita por Sumner (1972), com algumas

modificagdes:
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1 - Incubar as laminas em solugdo de acido cloridrico 0.1N, durante 5 minutos a temperatura
ambiente;

2 - Tratar as preparagdes cromossdmicas com solu¢ao de hidroxido de bario octahidratado a
5%, durante 15 segundos, a temperatura de 60°C;

3 - Lavar as laminas, duas vezes, em solucao de acido cloridrico 0.1N, a temperatura ambiente;
4 - Lavar as laminas varias vezes em dgua destilada;

5 - Lavar as laminas em tampao 2xSSC (pH 7,0), a temperatura ambiente;

6 - Incubar as laminas em tampao 2xSSC (pH 7,0), por 30 minutos, a temperatura de 60°C;

7 - Lavar as laminas vdrias vezes com agua destilada e secar ao ar;

8 — Colocar sobre cada lamina 30 ul com solu¢do de do fluorocromo 4’,6-diamidino-2-

fenilindol (DAPI) e cobrir com laminula.

3.2.4. Hibridizacao in situ fluorescente (FISH)

3.2.4.1. Extracio do DNA e amplificaciio dos genes

O DNA foi extraido da por¢do abdominal dos besouros das espécies Charidotella
immaculata e Paraselenis flava, de acordo com a metodologia descrita no Kit Comercial
Qiagen Dneasy Blood and Tissue.

Apos a extragdo, uma amostra de DNA total foi colocada em um gel de agarose 1%
corado com Gel Red, e submetido a eletroforese para verificacao da qualidade do DNA.

Para a amplificacdo do DNA foram utilizados primers para os genes nucleares 28S, 18S,

5S e o snRNA U2. As sequencias dos primers estio mencionados na Tabela 3.

Tabela 3 - Sequéncia dos primers utilizados na amplificagdo do DNA.

Nome da sequéncia Sequéncia 5’ - 3’ Referéncia
28S-F GACCCGTCTTGAAACACGGA Dados pessoais
28S-R TCGGAAGGAACCAGCTACTA
18S-F TTGTCTCAAAGATTAAGCCA Almeida et al. 2010
18S - R TGGGCCGCCCTTGCGAGCTA
58-F TAGCGGTCGCGCATCGATGTACTAACCGCGCCCA  Almeida,MC.
ACACTGCCTGACTGCGGTGATC (Comunicagdo
58§-R GGACGAGAACCGGTATATCCAGCGTGCTATGGCC  pessoal)
GTTA
Artro 5SS -F ACTTAGATGGGGGACCGCTT Dados pessoais
Artro 5S-R TTCAGCGTGGTATGGTCGTT
U2 Artro - F TCTCGGCCTATATTGGCTAA Colgan et al. 1998
U2 Artro-R GACGGTAGCTGCAATACCGG

F- Foward; R- Reverse
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Cada reacdo de PCR foi realizada com variagdo no volume do produto e no programa
do termociclador Applied Biosystem de acordo com o gene:

a- Genes de rDNA 18S e 28S: 3 min a 94 °C para desnaturacao inicial; 35 ciclos: a 30
segundos a 94 °C para desnaturagdo, 30 segundos a 50 °C para anelamento, 1 min a
72 °C para extensdo; 10 min a 72 °C para extensao final.

b- Gene de rDNA 5S: 3 min a 94 °C para desnaturagdo inicial; 35 ciclos: a 30 segundos
a 94 °C para desnaturagdo, 30 segundos a 54 °C para anelamento, 1 min a 72 °C para
extensao; 10 min a 72 °C para extensao final.

c- Gene snRNA U2: 3 min a 94 °C para desnatura¢ao inicial; 35 ciclos: a 30 segundos
a 94 °C para desnaturagao, 30 segundos a 48 °C para anelamento, 1 min a 72 °C para

extensdao; 10 min a 72 °C para extensao final.

Para verifica¢dao da amplificagdo e da qualidade dos produtos de PCR, uma aliquota da
reacdo foi submetida a eletroforese em gel de agarose 2%, corado com Gel Red e visualizados

em transluminador de luz ultravioleta. Os géis foram fotografados e digitalizados.

3.2.4.2. Marcacao das sondas

a-) Sonda de rDNA 18S e 28S

Para a detecg@o do gene ribossomal maior foram testadas duas sondas: 1-) o rDNA 18S
extraido de Omophoita octoguttata (Coleoptera, Alticinae) (Almeida et al. 2010), que foi
marcada com biotina por Nick Translation Mix - Roche®; 2-) o rDNA 28S extraido de
Charidotella immaculata marcado com digoxigenina por DIG-Nick Translation Mix - Roche®,

na concentracao de 10,0ul de DNA, 6,0ul de dgua estéril e 4,0ul de DIG-Nick.

b-) Sonda de rRNA 58S

A marcacgao da sonda de rDNA 35S foi realizada por PCR em um termociclador Applied
Biosystems para um volume total de reagdo de 50ul: 25,7uL de H»0, SuL de tampao 10X, 2uLlL
de MgCL (50mM), 2,5uL dATP (2mM), 2,5uL. dGTP (2mM), 2,5uL dCTP (2mM), 1,7uL.
dTTP (2mM), 1,5uL biotina 16dUTP (ImM), 2,0uL. Artro 5S F (10mM), 2,5uL. Artro 5S R
(10mM), 2,0 ul do DNA, e 0,6uL Taq Polymerase. Os ciclos de reagao para marcacao da sonda
seguiram os seguintes parametros: 3 min a 94 °C para desnaturacdo inicial; 40 ciclos: a 30
segundos a 94°C para desnaturagdo, 30 segundos a 54 °C para anelamento, 1 min a 72 °C para

extensdo; 10 min a 72 °C para extensao final.
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¢-) Sonda de snRNA U2

A marcac¢do da sonda U2 Artro foi realizada por PCR em um termociclador Applied
Biosystems para um volume total de reagdo de 50ul: 25,7uL de H»0, SuL de tampao 10X, 2uL
de MgCl> (50mM), 2,5uL dATP (2mM), 2,5uL dGTP (2mM), 2,5uL dCTP (2mM), 1,7uL
dTTP (2mM), 1,5uL biotina 16dUTP (ImM), 2,0uL U2 Artro F (10mM), 2,5uL. U2 Artro R
(10mM), 2,0 ul do DNA, e 0,6 L. Taq Polymerase. Os ciclos de reagdo para marcacdo da sonda
seguiram os seguintes parametros: 3 min a 94 °C para desnaturagao inicial; 40 ciclos: a 30
segundos a 94 °C para desnaturagdo, 30 segundos a 48 °C para anelamento, 1 min a 72 °C para

extensao; 10 min a 72 °C para extensao final.

d-) Sonda de DNA telomérico

Para a detec¢ao das sequéncias teloméricas foram utilizados como sondas os primers
Tel F 5’-TAGGTTAGGTTAGGTTAGG e Tel R 5’-AACCTAACCTAACCTAACC para a
sequéncia (TTAGG)n e, os primers Tel F 5°- CAGGTCAGGTCAGGTCAGGTCAGGT e Tel
R 5’- CTGACCTGACCTGACCTGACCTGAC para a sequéncia (TCAGG)n (Osanai et al.
2006). A marcagao da sonda foi realizada por PCR em um termociclador Applied Biosystems,
para um volume total de 50 pL de reagdo: 31,2uL de H20, SpuL de tampao 10X, 8uL de MgCl,
(25mM), 1uL dATP 2mM), 1uL dGTP (2mM), 1uL dCTP (2mM), 0,7uL dTTP (2mM), 0,6puL
biotina 16dUTP (1mM), 0,5uL Tel F (10mM), 0,5uL Tel R (10mM), 0,5uL Taq Polymerase.
Os ciclos de reagdo para marcacdo da sonda seguiram os seguintes parametros: 5 min a 94 °C
para desnaturagdo inicial; 20 ciclos: a 1 min a 95 °C para desnaturag¢do, 1 min a 50 °C para

anelamento, 1,3 min a 72 °C para extensao; 7 min a 72 °C para extensao final.

Apds a marcagdo das sondas, a FISH foi realizada utilizando a metodologia descrita por

Pinkel et al. (1986) com modificagdes, que variaram de acordo com o gene considerado.

1-) DNA ribossomico 18S € DNA telomérico da sequéncia (TTAGG)n

1 - Tratar as laminas com RNAase (10ul/mL em 2xSSC) a 37°C por 60 minutos em camera
umida;

2 - Desidratar as laminas em série alcodlica 70%, 90% e 100% a temperatura ambiente durante
cinco minutos cada e secar;

3 - Desnaturar as ldminas em solu¢@o de formamida 70%/2xSSC a 70°C por dois minutos;

4 - Desidratar as laminas em série alcoolica gelada 70%, 90% e 100% por cinco minutos e

secar;
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5 - Desnaturar a solu¢do de hibridizagdo (6ul da sonda marcada e 24 ul do tampdo de
hibridiza¢do) em termociclador a 95°C por 10 minutos;

6 - Colocar sobre cada lamina 30ul da solugdo de hibridizagao, cobrir com laminula de parafilm
e deixar os cromossomos hibridizando overnight a 37°C em caméra umida;

7 - Retirar a laminula e enxaguar as laminas em 0,4xSSC + 0,3% de Triton a 70°C por exatos
dois minutos, agitando;

8 - Enxaguar as laminas em 2xSSC + 0,1% de Triton a temperatura ambiente por dois minutos,
agitando;

9 - Colocar sobre cada lamina 30ul de tampao bloqueio (1000ul 2xSSC, 10ul de Triton 100x,
0,05¢g de leite em p6 desnatado), cobrir com parafilm e incubar por cinco minutos;

10 - Retirar o parafilm e enxaguar as laminas brevemente em 2xSSC a temperatura ambiente;
11 - Incubar a lamina com 4pl de conjugado streptavidina Alexa Fluor 488 (200png/mL) e 26l
de tampao bloqueio por uma hora a 37°C em camera imida;

12 - Lavar as laminas com 2xSSC a 43°C por dois minutos, agitando;

13 - Lavar as laminas duas vezes com 2xSSC + 0,1% de Triton a 43°C, agitando;

14 - Colocar sobre as 1aminas 20ul do fluorocromo DAPI com Vectashield, cobrir com laminula

e retirar o excesso do corante com papel filtro e vedar a [amina com esmalte.

2-) DNA ribossomico 18S

1- Desidratar as ldminas em série alcoolica 70%, 90% e 100% a temperatura ambiente durante
cinco minutos cada e secar;

2 - Tratar a 1aminas com RNAase (10ul/mL em 2xSSC) a 37°C por 60 minutos em camera
umida;

3 - Fixar o material em formaldeido 1% por cinco minutos a temperatura ambiente;

4 - Desidratar as laminas em séria alcodlica 70%, 90% e 100% a temperatura ambiente por
cinco minutos cada e secar;

5 - Desnaturar as laminas em solu¢do de formamida 70%/2xSSC a 70°C por cinco minutos;

6 - Desidratar as laminas em séria alcodlica gelada 70%, 90% e 100% durante cinco minutos
cada e secar;

7 - Desnaturar a solugdo de hibridizagao (50% formamida, 2xSSC, 10% sulfato dextrano e da
sonda desnaturada (6ng/pL)) em termocilador a 95°C por 10 minutos;

8 - Colocar sobre cada lamina 30ul de solugdo de hibridizagdo, cobrir com laminula e deixar os

cromossomos hibridizando overnight a 37°C;
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9 - Lavar as laminas duas vezes em solu¢do de formamida 15% a 35°C por 10 minutos,
agitando;

10 - Lavar as laminas em solucdo de Tween 0,5% a temperatura ambiente por cinco minutos,
agitando;

11 - Incubar as laminas em tampao bloqueio (1000ul 2xSSC, 10ul de Triton 100x, 0,05g de
leite em p6 desnatado) por 10 minutos;

12 - Enxaguar as laminas em PBS 1X a temperatura ambiente por cinco minutos;

13 - Incubar a lamina com 2l de conjugado streptavidina Alexa Fluor 488 (200pug/mL) e 28ul
de tampao bloqueio por uma hora a 37°C em camera imida;

14 - Lavar as laminas em Tween 0,5% a temperatura ambiente duas vezes por cinco minutos,
agitando;

15 - Desidratar as ldminas novamente em séria alcodlica 70%, 90% e 100% a temperatura
ambiente durante cinco minutos e secar;

16 - Colocar sobre as laminas 20ul de DAPIcom Vectashield.

3-) DNA telomérico da sequéncia (TTAGG),

1 - Repetir os passos 1 — 6 do protocolo mencionados no item 1;

2 - Retirar a laminula e enxaguar as ldminas em formamida 50%/2xSSC a 35°C por cinco
minutos;

3 - Enxaguar as 1aminas em 1xSSC a 35°C por cinco minutos;

4 - Colocar sobre cada 1dmina 30ul de tampao bloqueio (ImL de 4xT (100mL de 20xSSC +
400mL de agua +250uL de Triton 100x) +0,01g de leite em p6 desnatado), cobrir com parafilm
e incubar por cinco minutos;

5 - Repetir os passos 10 - 11 do protocolo mencionados no item 1;

6 - Lavar as laminas duas vezes em 4xT a 45°C por cinco minutos;

7 - Colocar sobre as laminas 20ul de DAPI) com Vectashield.

4-) DNA ribossomico 28S

1 - Deixar as 1dminas de um dia para o outro banhadas em solucdo de acido acético 70%;

2 - Deixar as laminas por 60 minutos em solu¢ao de pepsina em camera umida a 37°C;

3 - Lavar as laminas em tampao de PBS 1x durante 5 minutos em temperatura ambiente,
agitando;

4 - Desidratar as laminas em série alcoolica 70, 90 e 100% por 5 minutos e secar;
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5 - Incubar as laminas em 100ul de RNAse (10ul/mL em 2xSSC) a 37°C por 60 minutos em
camera umida;

6 - Lavar as laminas trés vezes por 5 minutos em solu¢ao de 2xSSC;

7 - Lavar as laminas durante 5 minutos em solucdo de PBS 1x;

8 - Fixar o material em formaldeido 1% em PBS 1X/50mM MgCl> durante 10 minutos em
temperatura ambiente;

9 - Lavar as laminas em PBS 1x por 5 minutos, agitando;

10 - Desidratar as 1aminas em série alcoolica 70, 90 e 100% por 5 minutos cada e deixar secar;
11 - Denaturar o DNA cromossdmico em formamida 70% em 2xSSC a 70°C por 5 minutos;
12 - Desidratar o material em série alcolica gelada 70, 90 e 100% por 5 minutos cada e secar
rapidamente as laminas;

13 - Usar 6l de sonda e 24ul de tampao de hibridagao;

14 - Denaturar a sonda em termociclador 95°C por 10 minutos e depois manter em gelo;

15 - Colocar 30ul da solugao de hibridacdo em cada lamina, cobrir com laminula. Manter o
material voltado para baixo em cdmera imida a 37°C overnight;

16 - Lavar as laminas duas vezes em solu¢do de formamida 15% durante 10 minutos cada;

17 - Lavar as laminas durante 5 minutos em solu¢do de Tween 0,5% em temperatura ambiente,
agitando;

18 - Incubar as laminas em tampao NFDM (20mL 20xSSC, 5g leite em p6 desnatado, 80mL
agua destilada) por 15 minutos;

19 - Lavar duas vezes com solucdo de Tween 0,5% a temperatura ambiente por 5 minutos,
agitando;

20 - Incubar as laminas com 2 pl de anti-digoxigenina e 28ul de tampao bloqueio por 60
minutos em camera umida a 37°C;

21 - Lavar as laminas duas vezes em solu¢do de Tween 0,5% a temperatura ambiente por 5
minutos, agitando;

22 - Desidratar as laminas em série alcoodlica 70, 90 e 100% e deixar secar;

23 - Colocar sobre as laminas 30ul do fluorocromo DAPI com Vectashield.

5-) DNA ribossomico 5S e snRNA U2
1 - Repetir os passos 1 — 15 do protocolo mencionados no item 4;
2 - Lavar as laminas em solucdo de formamida 15% a 42°C por 5 minutos;

3 - Repetir os passos 17- 19 mencionado no item 4;
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4 - Incubar cada lamina com 6l de Avidina-FITC e 24ul de tampao bloqueio (NFDM) por 30
minutos em camera umida a 37°C;

5 - Lavar as laminas 3 vezes por 5 minutos em solucdo de Tween 0,5% em temperatura
ambiente, agitando;

6 - Incubar cada lamina com 2l de anti-avidina biotinilada e 38l de tampao bloqueio (NFDM)
por 30 minutos em camera umida a 37°C;

7 - Lavar as laminas 3 vezes por 5 minutos em solugdo de Tween 0,5% em temperatura
ambiente (shaker);

8 - Repetir os passos 4 - 7 deste protocolo;

9 - Repetir os passos 4 - 5 deste protocolo;

10 - Desidratar o material em série alcoolica 70, 90 ¢ 100% por 5 minutos cada e deixar secar;

11 - Colocar sobre as laminas 30ul de DAPI com Vectashield.

3.2.5. Analises cromossomicas

As andlises dos cromossomos foram realizadas em microscopia de luz. As imagens das
c¢lulas mitdticas e meidticas foram capturadas em um fotomicroscopio optico Olympus BX51
e Zeiss A2, com objetiva 100x de imersdo, optovar 1.6, com filtros especificos para os
fluorocromos DAPI, Rodamina e FITC, utilizando os softwares DP Controller ¢ Axion Vision,
respectivamente. A classificagdo morfologica dos cromossomos foi feita de acordo com a

nomenclatura proposta de Levan et al. (1964).
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4. RESULTADOS
Os resultados obtidos com a analise citogenética de 19 espécies de Cassidinae estdo

organizados no formato de capitulos, os quais estdo mencionados a seguir:

Capitulo I — COMPARATIVE CYTOGENETIC ANALYSIS IN 13 TORTOISE
BEETLES (CASSIDINAE, COLEOPTERA) FROM BRAZILIAN FAUNA

Capitulo I - MAPEAMENTO CROMOSSOMICO DO GENE RIBOSSOMAL 28S
EM 11 ESPECIES DE CASSIDINAE S.L. (COLEOPTERA, CHRYSOMELIDAE)

Capitulo III — IDENTIFICACAO DE SEQUENCIAS TELOMERICAS
PENTANUCLEOTIDICAS (TTAGG): e (TCAGG). EM CASSIDINAE S.L.
(COLEOPTERA, CHRYSOMELIDAE)

Capitulo IV — EMPREGO DOS GENES rDNA 5S E snRNA U2 COMO
MARCADORES  CITOGENETICOS EM CASSIDINAE s/ (COLEOPTERA,
CHRYSOMELIDAE)



CAPITULO I
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ABSTRACT

In this work, we performed the chromosome characterization of 13 Cassidinae beetles,
belonging to four tribes, aiming to increase the cytogenetic data and establish the mechanisms
involved in chromosome evolution of this subfamily, which seemed to be a conserved
karyotype constitution of 2n=16+Xy,. The analysis of mitotic and meiotic cells revealed a high
diversity of diploid numbers (2n=18, 2n=22, 2n=26, 2n=32, 2n=36, 2n=40, 2n=42), and the
presence of sex chromosome system of the Xy, type in most species, with the exception of two
representatives that exhibited the Xy: and XY systems. C-banding showed constitutive
heterochromatin predominantly localized in the pericentromeric region of the chromosomes,
but differences regarding the number of chromosomes with positive C-bands, intensity of the
blocks, and presence of additional bands in autosomes and/or sex chromosomes were observed
among these species. Our data revealed that the karyotype 2n=16+Xy, did not occur in all 13
tribes of Cassidinae cytogenetically characterized, seeming to be only a shared feature among
the species of the Cassidini. Variations in the C-band pattern, mainly in closely related species,
suggested that the interspecific karyotype diversification occurred by change in quantity and
distribution of constitutive heterochromatin. The occurrence of the Xy, sex chromosome
system in the tribe Mesomphaliini, which revealed the high diversity of simple and multiple
systems among the coleopteran as a whole, reinforced the idea that derived systems were

originated by chromosome rearrangements involving the Xy, ancestral system.

Keywords: C-band, Chrysomelidae, chromosome, karyotype, meiosis, sex chromosome

system.
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INTRODUCTION

Chrysomelidae is the second largest beetle family of the suborder Polyphaga, including
around 37.000 species grouped into 19 subfamilies (Reid, 1995; Chaboo, 2007). Tortoise
beetles are members of one these subfamilies, the Cassidinae (Borowiec & Swietojanska,
2015), which is the second most numerous clade after Galerucinae, comprising approximately
6000 species distributed into 43 tribes around the world (Chaboo, 2007). The taxonomic status
of the cassidines has been changed by many researches. They have been ranked as tribes,
subfamilies, families, and even in a superfamily (Stephens, 1829; Westwood, 1920; Chen,
1964, 1973; Seeno & Wilcox, 1982; Suzuki, 1988). Finally, taking into account morphological
characters, Chaboo (2007) proposed that the subfamilies Cassidinae sensu stricto (s. str.) and
Hispinae s. str. constituted a monophyletic group and incorporated these two clades in a single
subfamily, the Cassidinae sensu lato. This finding was corroborated by a phylogenetic study
using molecular data (Gomez-Zurita et al. 2008).

Cytogenetically, only 117 Cassidinae species belonging to 13 tribes were investigated.
The tortoise beetles are considered as a group with conserved karyotype, in which
approximately 52% of the analyzed species showed 2n=16+Xy, with metacentric and/or
submetacentric chromosomes (De Julio et al. 2010). However, cytogenetic records
demonstrated that the diploid numbers can range from 2n=16 to 2n=51, as well the sex
chromosomal systems, which can be of the simple type - Xy, X0, Xy, Xy., Xyr, neoXY, or
multiple type - Xyyp, XpneoXneoY,, XpneoXneoyp, neoXpneoyyp, neoXpineoXpneoXneoyp,
neoXpineoXpneoXneoy, XpiXpzneoXneoy (to review see De Julio et al. 2010). These
variations in the diploid number and sex chromosome systems are more or less frequent
according to the tribe considered. In Cassidini and Mesomphaliini, 44% and 100% of the
species, respectively exhibited chromosome number higher than 2n=18, but in Cassidini, the
sex chromosome system of the Xy, type was conserved in 96% of the species. Contrasting, in
Mesomphaliini occurred a differentiation of the sex chromosome system, giving rise to multiple
X and/or Y chromosomes. In the tribe Hispini, all nine analyzed species exhibited a reduction
in the diploid number and the maintenance of the Xy, sex chromosome system (Saha & Manna,
1971; Saha, 1973; Kacker, 1976; Sharma & Sood, 1978; Sood, 1978; Alegre & Petitpierre,
1984; Petitpierre, 1988)

In Cassidinae, there are no data regarding the identification of specific chromosomal
sites, such as the constitutive heterochromatin, that is constituted by multiple copies of
repetitive DNA sequences, which are commonly transcriptionally inactive and have importance

to the chromosome structure and evolution. The heterochromatin can be localized in any part
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of the chromosome, but it is often found in the centromeric region (Charlesworth et al. 1994).
The most simple technique to visualize the chromosomal distribution of the constitutive
heterochromatin is the C-banding, which provides data about the location, amount and
variations that were resulted from chromosome rearrangements. In Chrysomelidae beetles,
differences in the C-band pattern were registered in species with similar karyotype features,
such as observed in the genus Omophoita (Mello et al. 2014) as well as between individuals of
the same species, as occurred in one specimen of the three populations of Diabrotica speciosa
(Schneider et al. 2002). Therefore, this specific chromosome region has been useful as
cytogenetic marker in studies on chromosome evolution (Sumner, 1972, 1992; Charlesworth et
al. 1994; Mello et al. 2014).

In Chrysomelidae, the constitutive heterochromatin occurs predominantly in the
pericentromeric region (Almeida et al. 2006, 2009; Mello et al. 2014). This same pattern was
also observed in the autosomal chromosomes of Coleoptera as a whole (Virkki, 1983, Schneider
et al. 2006; Mello et al. 2014). In the sex chromosomes, the heterochromatin can be extended
to all chromosomes arm or exclusively in the pericentromeric region (Almeida et al. 2000;
Rozek et al. 2004).

With the aim of adding cytogenetic data to the subfamily Cassidinae (Cassidini,
Goniocheniini, Ischyrosonychini and Mesomphaliini) and try to understand the mechanisms
involved in the chromosomal evolution of these groups, 13 species, belonging to four tribes
were analyzed. Specifically, the diploid number, chromosomal morphology, sex chromosome
system, behavior of the chromosomes during meiosis and the distribution of constitutive
heterochromatin were determined for seven species of Cassidini, one of Goniocheniini, one of
Ischyrosonychini and four of Mesomphaliini. It is important to note that this is the first
cytogenetic description of species belonging to the genera Microctenochira (Cassidini) and to

the tribe Ischyrosonychini.

MATERIALS AND METHODS

A sample of 52 individuals, belonging to 13 species, collected in the states of Parana,
Sao Paulo and Rio Grande do Sul — Brazil, was analyzed in this work (Table 1). The vouchers
were deposited in the entomological collection of the Museu Paraense Emilio Goeldi (MPEG -
curator Orlando Tobias Silveira), Belém, state of Para, Brazil.

Chromosomal preparations were obtained from embryos and testes of adult individuals,
according to the technique described by Schneider et al. (2007), with modifications in the time

of hypotonization for 15 min and concentration of the acetic acid solution for 60%. The slides
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were stained with 3% Giemsa solution (3% commercial Giemsa and 3% phosphate buffer pH
6.8 in distilled water). Constitutive heterochromatin was detected by C-banding technique
(Sumner, 1972) with modifications. To obtain a better resolution of the C-banding pattern,
chromosomes were stained with the 4', 6-diamidino-2-phenylindole (DAPI) fluorochrome.
Chromosomal morphology was determined according to the nomenclature proposed by Levan
et al. (1964). The images of the cells were captured using an Olympus BX51 light microscope
coupled to an Olympus DP71 digital camera with DP Controler software.

Table 1. Cassidinae species analyzed in this study, including the number of individuals and the

collection locality in the Brazilian states. PR=Parané; RS=Rio Grande do Sul; SP= Sao Paulo.

Species Number of specimens Collection locality
Cassidini
Agroiconota inedita (Boheman, 1855) 1 male Piracicaba
1 male Saltinho
Charidotella immaculata (Oliver, 1790) 8 males Saltinho
1 male Rio Claro
Imale Piracicaba
Charidotella sexpunctata Fabricius, 1781) 1 male Saltinho
Deloyala cruciata (Linnaeus,1758) 6 males Saltinho
1 male Rio Claro
Microctenochira aciculata (Boheman, 1855) 1 male/1 female embryo  Rio Claro
Microctenochira optata (Boheman, 1855) 1 male Saltinho
1 male Rio Claro
Microctenochira quadrata (Degeer, 1775) 1 male Saltinho
1 male Rio Claro
Goniocheniini
Chlamydocassis cribripennis (Boheman, 1850) 1 male Nonoai
Ischyrosonychini
Cistudinella obducta (Boheman, 1854) 1 male Nonoai
Mesomphaliini
Botanochara tesselata (Burmeister, 1870) 1 male Saltinho
Chelymorpha cribraria (Fabricius, 1775) 1 male Ponta Grossa
5 males Rio Claro
2 males Saltinho
Paraselenis flava (Linnaeus, 1758) 13 males Saltinho
Stolas redtenbacheri (Boheman, 1850) 1 male Rio Claro

Geographical coordinates: Avaré (23°24°S, 48°56°W), SP; Piracicaba (22°50’S, 47°38°W), SP; Rio Claro
(22°24°S,47°3°W), SP; Saltinho (22°50°’S, 47°40°W), SP; Nonoai (27°21°S, 52°45’W), RS; Ponta Grossa (25°5°S,
50°9°W), PR

RESULTS

The analysis of mitotic cells of seven Cassidini species revealed the diploid numbers:
2n=40 in Agroiconota inedita, 2n=22 in both species of Charidotella, Cha. immaculata and
Cha. sexpunctata, and 2n=18 in Deloyala cruciata, Microctenochira aciculata, M. optata and
M. quadrata (Fig. 1) (Table 2). Despite the variation in the diploid number, all species exhibited

the same sex chromosome system of the Xy, type. Additionally, the karyotype analysis showed
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the following chromosomal morphology in Cassidini species: 4. inedita possesses the majority
of chromosomes submetacentric, except the pairs 7, 10, 12, 14, 17 and 18, which were
metacentric, and the pair 19 and X chromosome, which were subtelocentrics (Fig. 1a). In two
Charidotella species, the chromosomes were metacentrics, with exception of pair 7 of Cha.
immaculata (Fig. 1b) and pair 10 of Cha. sexpunctata that were submetacentrics (Fig. 1¢). In
D. cruciata and in three Michroctenochira species, a predominance of metacentric
chromosomes was observed (Figs. 1d — g). However, in these species, some autosomes were
submetacentrics, such as the pairs 6 and 8 of D. cruciata, pairs 1, 2 and 3 of M. aciculata, and
pairs 1 and 2 of M. optata and M. quadrata (Table 2). The autosomal chromosomes of the seven
Cassidini species gradually decreased in size, with the exception of A. inedita (Fig. 1a), in which
the last autosomal pair was small, and M. aciculata (Fig. 1e), in which the first autosomal pair
was large and the other pairs ranged in size from medium to small (Table 2). Regarding to the
sex chromosomes, only Cha. immaculata exhibited the X chromosome with medium size,
located between the pairs 9 and 10 (Fig. 1b). In the other species, the sex chromosomes were
the smallest elements of the diploid set, and the y chromosome was dot-like without defined
morphology.

Pachytene testicular cells of the Cassidini species (Fig. 2a) showed autosomal bivalents
synapsed along their entire chromosomal length, sex chromosomes highly condensed and with
positive heteropycnosis. Diplotene nuclei confirmed the chromosome number previously
observed in mitotic cells and revealed sex chromosomes associated in a typical parachute
configuration (Figs. 2b-g). Furthermore, most autosomal bivalents exhibited one interstitial or
terminal chiasma, except in D. cruciata, that presented in the majority of diplotene nuclei up to
five bivalents with two chiasmata (Fig. 2e). Spermatocytes in metaphase II showed
chromosomes with morphology predominantly meta/submetacentric and exhibited the haploid
sets n=19 + X or n=19 + y in A4. inedita, n=10 + X or n=10 + y in Cha. immaculata and Cha.
sexpunctata, and n=8 + X or n=8 + y in D. cruciata, M. aciculata, M. optata and M. quadrata
(Figs. 2h - 1).

One species of each tribe Goniocheniini and Ischyrosonychini was analyzed in this
work. In Chl. cribripennis (Goniocheniini), male meiotic cells allowed to establish the
karyotype formula 2n=30+Xy, with meta/submetacentric chromosomes (Figs. 3a — c) (Table
2). In the pachytene nuclei, the autosomal bivalents were totally synapsed and the sex
chromosomes appeared as a positive heteropycnotic block (Fig. 3a). In diplotene cells, the
occurrence of only one terminal or interstitial chiasma was observed in the autosomal bivalents

(Fig. 3b). Metaphase 11 cells confirmed the regular behavior and reductional segregation of all
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chromosomes (Fig. 3c). In the chromosomal preparations of Cistudinella obducta
(Ischyrosonychini), only mitotic metaphase cells were obtained, which exhibited the diploid
number 2n=18 (Fig. 3d). The karyotype analysis showed metacentric (pairs 1, 2, 3, 4, 7 and 8)
and submetacentric chromosomes (pairs 5, 6 and X chromosome), which gradually decreased
in size (Table 2). The sex chromosomes were the smallest elements of the set, and the y
chromosome was easily identified due to its extremely small size.

Among the four Mesomphaliini species studied here, only Stolas redtenbacheri
exhibited mitotic metaphase cells, in which the diploid number 2n=26 was observed. All
chromosomes presented metacentric morphology, except the pair 10 that was submetacentric
(Fig. 4a). In relation to the size, the chromosomes were classified as large (pair 1), medium
(pairs 2 — 12) and small (X and y chromosomes). In the other species, cells in meiosis I showed
2n=17I + Xyp in B. tesselata, 2n=1011 + Xy, in Che. cribraria, with exception of one
representative from the Ponta Grossa population that exhibited 2n=101II + Xy, and 2n=201I +
Xyp in Paraselenis flava (Figs. 4d — g) (Table 2). Pachytene cells revealed sex chromosomes
highly condensed and positively heteropycnotic (Figs. 4b — ¢). In the diplotene nuclei of only
one representative of Che. cribraria from Ponta Grossa, the sex chromosomes were associated
in a typical rod configuration, being classified as Xy:. In B. tesselata, the others Che. cribraria
specimens and P. flava, the sex chromosomes exhibited a parachute association. Additionally,
the analysis of diplotene cells showed more than two bivalents with two chiasmata in B.
tesselata, one bivalent with two chiasmata in Che. cribraria and P. flava (Figs. 4d, 4f -g), and
bivalents with one chiasma in the specimen of Che. cribraria from Ponta Grossa (Fig. 4e)
Metaphase 11 cells of B. tesselata, Che. cribraria and P. flava revealed haploid sets in agreement
with the meioformula verified in meiosis I and exhibited meta/submetacentric chromosome
morphology (Figs. 4h —j) (Table 2).

Cells of the 13 Cassidinae species investigated here were submitted to the C-banding
technique and subsequently stained with DAPI. In Cassidini, the chromosome of all species
exhibited positive C-bands (Table 2). In A. inedita, D. cruciata and M. optata, heterochromatic
blocks were observed in the pericentromeric region of all chromosomes, with exception of the
y chromosome of the three species that was totally heterochromatic (Figs. 5a —b; 5g — h; 5k —
). In Cha. sexpunctata, the pericentromeric region of pairs 1, 3, 4 and 6 showed constitutive
heterochromatin, but in the 6th pair the C-band was tenuous; additionally the y chromosome
was totally heterochromatic (Figs. 5e - f). In the three other Cassidini species, the
heterochromatic bands were very tenuous. In Cha. immaculata, the positive C-bands were

localized in the pericentromeric region of pairs 2, 4, 6, 7, 8, terminal region of six autosomal
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pairs, and interstitial region of the short arm of pair 9 and long arm of pair 10. The X
chromosome showed interstitial C-band in both arms and y chromosome was totally
heterochromatic (Figs. 5¢c — d). In M. aciculata, the constitutive heterochromatin occurred in
the pericentromeric regions of pairs 1, 2, 3, 4, 7 and y chromosome; an additional band was
also verified in the long arm terminal region of pair 1 (Figs. 51 — j). In M. quadrata, the
heterochromatic bands were localized in the pericentromeric region of five autosomal pairs and
X chromosome, terminal region of four autosomal pairs, and the y chromosome was
heterochromatic (Figs. 5Sm —n).

Chlamydocassis cribripennis and Cis. obducta, belonging to the tribes Goniocheniini
and Ischryrosonochini, respectively, showed C-bands in the pericentromeric region of all
chromosomes, except the y chromosome of both species, that was totally euchromatic (Figs. 6a
—d) (Table 2). Additionally, most chromosomes of Mesomphaliini species, B. fesselata, Che.
cribraria and S. redtenbacheri, exhibited constitutive heterochromatin in the pericentromeric
region. The C-bands were absent in three autosomal bivalents and X chromosome of Che.
cribraria (Figs. 61 —j). Furthermore, the y chromosome of all specimens of Che. cribraria was
totally heterochromatic. In P. flava, the constitutive heterochromatin was localized only in the

short arm of the last autosomal pair (Figs. 6k —1).
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Table 2. Cytogenetic information of Cassidinae species analyzed in the present work: diploid number in males (2n), sex chromosome system (SCS),

chromosome morphology, size of the autosomes and distribution of constitutive heterochromatin.

Species Karyotype Constitutive heterochromatin
2n and SCS Chromosomal morphology  Autosomal size Chromosome Localization
Cassidini
Agroiconota inedita 40 = 38+Xy, 12M+24SM+2ST+XST Pairs 1-18GD; pair 19S Pairs 1-18, X and y P
Charidotella immaculata 22 = 20+Xy, 18M+2SM+XM GD Pairs 2,4 ,6,7, 8,9 and 10 P/T/1
Charidotella sexpunctata 22 =20+Xyy, 18M+2SM+XM GD Pairs 1,3,4,6 and y P
Deloyala cruciata 18 = 16+Xy, 12M+4SM+XM GD Pairs 1 -8, X and y P
Microctenochira aciculata 18 = 16+Xy, 10M+6SM+XM Pair 1L; pairs 2-7 GD Pairs 1,2,3,4,7and y P/T
Microctenochira optata 18 = 16+Xy, 12M+4SM+XM GD Pairs 1 -8, X and y P
Microctenochira quadrata 18 = 16+ Xy, 12M+4SM+XM GD Pairs 1, 2-8, X and y P/T
Goniocheniini
Chlamydocassis cribripennis 32 =30+Xy, 26M+2SM GD 15 bivalents and X P
Ischyrosonychini
Cistudinella obducta 18 = 16+Xy* 12M+4SM+XM+yM GD Pairs 1 — 8 and X P
Mesomphaliini
Botanochara tesselata 36 = 34+Xy, 10M+6SM Pair 1-3L/ 4-7M/ 8-16S 17 bivalents, X and y P
Chelymorpha cribraria 22 =20+Xy, TM+3SM+XM GD 7 bivalents and y P
Chelymorpha cribraria 22 =20+Xy: - - 7 bivalents and y P
Paraselenis flava 42 = 40+Xyp 14M+6SM+XM GD Pair 20 I
Stolas redtenbacheri 26 = 24+Xy 22M+2SM+XM Pairs 1L; pairs 2-12M Pairs 1 — 12, X and y P

M= metacentric; SM= submetacentric; ST= subtelocentric; GD= gradually decreased in size; S= small; L = large; M = medium; P= pericentromeric region; I= interstitial region;
T= telomeric region. *Probably Xy, sex chromosome system.
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Figure 1. Karyotypes of seven Cassidini species stained with Giemsa. a. Agroiconota inedita with 2n & = 38 +
Xyp. b-c. Charidotella immaculata and Charidotella sexpunctata, respectively, with 2n & = 20 + Xy,. d. Deloyala
cruciata, 2n & = 16 + Xy, e. Microctenochira aciculata, 2n @ = 16 + XX. f-g. Microctenochira optata and
Microctenochira quadrata, respectively, with 2n & = 16 + Xy,. Scale bar = 10um.



a b ' c
B X e
SOZMIEER RE T SN
 AAw T X ' Rl
4#{‘ﬁ‘ *. ’ : ! . ¥
S4U | LN | Cwo

L2 ofy " k.ou
NEA I A F
1% |«

T At | o '\ My
=

Q¢

x\\xvp

e

-+

* |
* 1 '
- X e
a

Figure 2. Testicular cells of Cassidini species after Giemsa staining. a. b, h. Agroiconota inedita. c, 1.
Charidotella immaculata. d. Charidotella sexpunctata. e, j. Deloyala cruciata. f. Microctenochira
aciculata. g, k. Microctenochira optata. 1. Microctenochira quadrata. a. Pachytene. b — g. Diplotene
nuclei with 2n = 1911 + Xy, (b), 2n = 1011 + Xy, (c, d), 2n = 8II + Xy, (e, f, g). Large arrow=interstitial
chiasma. Small arrow= terminal chiasma. h — 1. Metaphase II cells withn =19 +y(h),n=10+y (i), n

=8+ X (j,k),n=8+y (I). Scale bar = 10pm.
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Figure 3. Testicular cells of Chlamydocassis cribripennis (a-c) and Cistudinella obducta (d), standard
stained with Giemsa. a. Pachytene. b. Diplotene with 2n = 1511 + Xy, Large arrow= interstitial chiasma.
Small arrow= terminal chiasma. c. Metaphase II with n = 15 + y. d. Karyotype with 2n & = 16 + Xy.

Scale bar 10 = um.
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Figure 4. Karyotype of Stolas redtenbacheri (a) and prophase I cells of Chelymorpha cribraria
(2n=10I1 + Xy) (b, e), Chelymorpha cribraria (2n= 1011 + Xyy) (c, f, 1), Botanochara tesselata (d, h),
and Paraselenis flava (g, j), stained with Giemsa. a. Karyotype with 2n & = 24 + Xy. b, c. Pachytene.
d — g. Diplotene nuclei with 2n = 1711 + Xy, (d), 2n = 10II + Xy; (e), 2n = 1011 + Xy, (f), 2n = 2011 +
Xyp (g). h — j. Metaphase cells Il withn=17 +y (h), n =10 + X (i) n =20 + y (j). Large arrow =
interstitial chiasma. Small arrow = terminal chiasma. Scale bar = 10um.
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Figure 5. Distribution of constitutive
heterochromatin  in  mitotic and
meiotic cells of seven Cassidini
species, submitted to the Giemsa
staining (a, ¢, ¢, g, i, k, m) and C-
banding technique (b, d, f, h, i, 1, n). a,
b. Agroiconota inedita. c, d.
Charidotella  immaculata. e, f.
Charidotella  sexpunctata. g, h.
Deloyala cruciata. i, J-
Microctenochira aciculata. 'k, 1.
Microctenochira  optata. m, n.
Microctenochira quadrata.
Arrowhead = pericentromeric C-band.
Small arrow = interstitial C-band.
Dotted arrow = terminal C-band. Scale
bar = 10um.
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Figure 6. Distribution of constitutive
heterochromatin in testicular cells of
Goniocheniini  Ischyrosonochini  and
Mesomphaliini species, stained with
Giemsa (a, c, e, g, 1, k, m) and submitted
to the C-banding technique (b, d, f, h, 1, 1,
n). a, b. Chlamydocassis cribripennis. c,
d. Cistudinella obducta. e, f. Botanochara
tesselata. g, h. Chelymorpha cribraria
2n= 10l + Xy 1, j. Chelymorpha
cribraria 2n= 1011 + Xy,. k, 1. Paraselenis
flava. m, n. Stolas redtenbacheri.
Arrowhead = pericentromeric C-band.
Small arrow = interstitial C-band. Dotted
arrow = terminal C-band. Scale bar =
10pm.
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DISCUSSION

Cassidinae is known as a subfamily with conserved karyotype, however, among the nine
species herein analyzed for the first time, five exhibited karyotype formula different from
2n=16+Xyp. The tribe Cassidini, which was considered as a monophyletic group by Chaboo
(2007), includes 16% of the diversity of species of the subfamily (around 1000 species), but
only 55 species, belonging to 16 genera, were cytogenetically studied (De Julio et al. 2010).
Although this number is small when compared to the total of known species, Cassidini is the
tribe with the majority of cytogenetic information for the subfamily. Among these species, 36
exhibited the diploid number 2n=18 and the sex chromosome system of the Xy, type (This
work; De Julio et al. 2010). Additionally, in Cassidini, approximately 60% of the studied
species are included in the genus Cassida, however, the karyotype 2n=16+Xy, also occurs in
other 12 genera, including Microctenochira (present work). This data reveals that these
karyotype characteristics are shared among the species of Cassidini and may correspond to an
ancestral condition for the tribe. However, this idea will be only confirmed after a
phylogenetically reconstruction for the Cassidini. The karyotype changes, when occur, are
related to the increase in diploid number, as observed in 18 species of eight distinct genera.
Among these genera, three had only one species investigated (Chirida, Hypocassida and
Oocassida), and among the other, only Agroiconota and Charidotella presented karyotype with
diploid number higher than 2n=18 for all species (present work; for review see De Julio et al.
2010).

The tribe Goniocheniini, with five genera and 30 species taxonomically recognized, has
not had its monophyly tested (Chaboo, 2007). The available results for two species of this tribe,
Chlamydocassis metallica (Vidal, 1984) and Chl. cribripennis, revealed similarities in the
diploid number 2n=32 and Xy, sex chromosome system. However, investigation of
representatives of other genera not yet analyzed is of utmost importance to verify if the high
diploid number is a characteristic of this tribe or if it is restricted to representatives of the genus
Chlamydocassis.

The tribe Ischyrosonychini, with seven genera and 68 species (Borowiec &
Swietojanska, 2015), did not have representatives cytogenetically studied. Data found for Cis.
obducta n this work showed karyotype characteristics similar to the majority of Cassidini
species and to other related tribes which were also considered by Chaboo (2007) as
monophyletic.

Mesomphaliini is the third largest tribe of Cassidinae in relation to diversity, including

25 genera distributed in 526 species. Nevertheless, Chaboo (2007) did not recover the



67

monophyly of this tribe; this result seems to be consistent with chromosomal information, once
Mesomphaliini evidences the highest karyotype heterogeneity among the Cassidinae beetles.
This heterogeneity includes different sex chromosome system, as observed in this work in one
representative of Che. cribraria from a population of Ponta Grossa, state of Parana, Brazil, that
exhibited the system Xy; different from that observed in the representatives from Rio Claro and
Saltinho, that was Xyp. This difference was also observerd in the genus Botanochara, where
the systems can vary inside one species, e.g. B. bonariensis with XpneoXneoyp, neoXpneoyyp,
neoXpineoXpzaneoXneoYyp, XpiXp2neoXneoY (Mazzella & Panzera, 1983; Panzera et al. 1983;
Postiglioni et al. 1990; Stolar & Bidau, 1997). The simple sex chromosome system of the Xy,
type is being described here in B. tesselata for the first time for the genus, corroborating the
hypothesis that the multiple systems were originated from the original sex chromosomes of the
Xyp system by centric fission and/or translocation between sex chromosomes and autosomes
(Smith & Virkki, 1978).

The Xy: sex chromosome system observed in one representative of Che. cribraria had
not been registered for the tribe Mesomphaliini, occurring in only one species of Cassidinae,
Laccoptera (Laccopteroidea) nepalensis (tribe Aspidimorphini). In Che. cribraria as well L.
(L.) nepalensis the Xy: system occurred as an interpopulational variation of the Xy, system
(Dey, 1986). In Coleoptera as a whole, the Xy: sex chromosome system is rare, having been
observed in last than 2% of the species chromosomally described of the families Carabidae,
Buprestidae, Chrysomelidae, Coccinelidae, Hydrophilidae, Lucanidae, Meloidae, Scarabaeidae
and Tenebrionidae (Blackmon & Demuth, 2015). The origin of the Xy, systems seems to be
related to processes of heterochromatization and inversions of the sex chromosomes of the
neoXY system (Smith, 1952; Smith & Virkki, 1978). Nevertheless, in Che. cribraria the y;
chromosome can have a different origin, from the Xy, system, considering that there are no
registers of the neoXY system for the genus, as well as for other species of Mesomphaliini. One
hypothesis is that the y. chromosome was originated from the y, through the adding of
heterochromatic material, what led to the increase in size and modification in the association
with the X chromosome during meiosis L.

Additionally, the results found in P. flava and S. redtenbacheri increase even more the
diversity of karyotypes in Mesomphaliini, once 2n=40+Xy, and 2n=24+Xy, had not been
verified for this tribe. The five species of the tribe Cassidini (4. inedita, Cha. immaculata, Cha.
sexpunctata, D. cruciata) that had already been cytogenetically studied and are being analyzed
in this work, exhibited karyotype characteristics similar to those previously described (Vidal,

1984; Virkki et al. 1992; De Julio et al. 2010). The exception was A. inedita which presented
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2n=38+Xyp, differing from the 2n=40+Xy, recorded by De Julio et al. (2010) for a population
from Rio Claro, state of Sao Paulo, Brazil. Intraspecific variations involving one autosomal pair
are not rare among the cassidines, being registered for two species of the tribe Aspidimorphini
and three of the tribe Cassidini (Nowlin, 1906; Geitler, 1940; Smith, 1960; Yadav, 1973; Yadav
& Pillai, 1975; Petitpierre, 1977, 1985, 1988; Yadav et al. 1987, 1995; Gill et al. 1987; Virkki
et al. 1992). In 4. inedita, this variation in diploid number can have occurred by chromosomal
fissions or fusions, which did not involve the last autosomal pair; this last pair remains small-
sized and similar in the population analyzed by De Julio et al. (2010) and in this work.

The study of meiotic cells in Coleoptera is very important to determine the type of sex
chromosome system, considering that the association of the chromosomes in the meiosis can
vary, allowing, for example, to differentiate systems of the Xy, and Xy: types. Due to the
absence of cells in prophase I of Cis. obducta (Ischyrosonychini) and S. redtenbacheri
(Mesomphaliini), the sex chromosome system was classified only as of the Xy type. However,
it is probable that these species have different systems, because in Cis. obducta the y
chromosome was extremely small, such as of a Xy, system, and in S. redtenbacheri, the y had
a small size in relation to the other elements of the karyotype, but similar to the X chromosome.
This last result reinforces the great diversity of sex chromosome systems for Mesomphaliini
species.

In Cassidinae, the behavior of the bivalents during meiosis was similar to that observed
in most species of Coleoptera (Smith & Virkki, 1978), i.e., autosomal bivalents totally synapsed
and with one terminal or interstitial chiasma, and sex chromosomes highly condensed and with
positive heteropycnosis in early prophase I. However, four species, D. cruciata (Cassidini), B.
tesselata, Che. cribraria and P. flava (Mesomphaliini) exhibited variable number of bivalents
with two chiasmata. Bichiasmatic bivalents have already been observed in two species of
Cassidinae, which belong to the genus Chalepus (Chalepini) and Octotoma (Uroplatini) and
have distinct diploid number, 2n=16+Xy, and 2n=18+Xy,, respectively (Yadav & Pillai, 1974;
Virkki et al. 1992). It is interesting to outline that in the cassidines here examined, differences
regarding the presence of bivalents with one or two chiasmata were observed in species with
very similar karyotypes (D. cruciata and M. optata), indicating that this characteristic can be
an additional criteria to distinguish species. Additionally, this result demonstrated that although
the macro karyotype structure is similar, the organization of the genome and/or the controlling
factors of the genetic recombination can differ among these species, which could constitute a
selective factor and/or a genetic barrier. Pinho & Hey (2010) suggested that the efficiency of

the genetic isolation among different populations can be related to the suppression of
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recombination. Among the species of Mesomphaliini, bichiasmatic bivalents appeared in
species with very distinct diploid numbers, such as B. tesselata with 2n=36, Che. cribaria
2n=22, and P. flava with 2n=42. This data shows that at least among the representatives of this
tribe, the presence of bivalents with two chiasmata is not more frequent in species with lower
diploid number, whose karyotypes were originated by chromosomal fusions, as suggested by
Schneider et al. (2007) for other families of beetles (Elateridae, Lampyridae and Melyridae).

The distribution of constitutive heterochromatin has been described for different
families and subfamilies of Coleoptera, in which the C-bands are generally located in the
pericentromeric region of the autosomal chromosomes (Vidal et al. 1977; Virkki, 1983; Juan &
Petitpierre, 1989; Rozek & Lachouwska, 2001; Zacaro et al. 2004; Bione et al. 2005; Almeida
et al. 2009). The chromosomes of Chrysomelidae also exhibited this pattern (Virkki, 1983;
Almeida et al. 2006, 2009; Mello et al. 2014), but with low amount of heterochromatin when
compared to other groups, as Elateridae and Tenebrionidae (Juan & Petitpierre, 1989; Rozek et
al. 2004; Schneider et al. 2006). In the subfamily Cassidinae, this is the first study on the
distribution of constitutive heterochromatin. The 13 species analyzed showed similar pattern of
pericentromeric bands, but with variations related to the number of autosomes with constitutive
heterochromatin, the intensity of the bands, the presence in telomeric and interstitial regions,
and the occurrence in the sex chromosomes. These C-bands variations occurred even in species
of the same genus and with similar karyotypes, such as Cha. immaculata and Cha. sexpunctata,
M. optata and M. quadrata. In Cassidinae, changes in the distribution of constitutive
heterochromatin may have been responsible for the karyotype differentiation, considering that
the heterochromatin can act in the gene regulation and control of the functioning of certain
chromosomal regions (Henikoff, 2000). Furthermore, it is still possible that species that showed
the same C-band pattern, as D. cruciata and M. optata, may differ in the molecular constitution
of the heterochromatin, such as verified in three species of Omophoita (Alticinae) and in two
species of Deltochilum (Scarabaeidae) (Cabral-de-Mello et al. 2010; Mello et al. 2014)

The data obtained in this work and those available in the literature revealed that the
diploid number 2n=18 is not conserved in all tribes of Cassidinae, occurring only with high
frequency in Cassidini. The karyotype uniformity previously reported in some species and/or
tribes is challenged by the almost species-specific pattern of constitutive heterochromatin found
in this study. The Xy, sex chromosome system is present in most species and could be a shared
characteristic among all tribes, including Mesomphaliini, in which a variety of derived sex

chromosomes systems has been observed.
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MAPEAMENTO CROMOSSOMICO DO GENE RIBOSSOMAL 28S EM 11 ESPECIES
DE CASSIDINAE S.L. (COLEOPTERA, CHRYSOMELIDAE)

INTRODUCAO

As sequencias de DNA repetitivo constituem uma grande por¢do do genoma eucarioto
e incluem as regides satélites, microssatélites, minissatélites, as familias multigénicas e os
elementos transponiveis (Charlesworth et al. 1994). O gene ribossomal 45S representa uma
destas familias multigénicas e ¢ formado por uma unidade de transcri¢ao que codifica os genes
de RNA (rRNA) 18S, 5.8S e 28S. No genoma, este gene ocorre como multiplas copias
organizadas em tandem, as quais estdo localizadas em um ou mais loci (Long e Dawid 1980;
Cabrero e Camacho 2008; Nguyen et al. 2008). O rDNA ¢ considerado um importante marcador
cromossomico em estudos citogenéticos, pois pode fornecer informagdes sobre os mecanismos
de diferencia¢do cromossdmica em certos grupos de espécies (Bombarova et al. 2007; Cabrero
e Camacho 2008).

A localizacdo dos genes rDNA ¢ amplamente utilizada nos estudos citogenéticos de
diferentes grupos de animais, principalmente através da impregnacao pelo ion prata (Ag-RON)
(Howell e Black 1980), por ser uma técnica simples e pouco custosa (Rufas et al. 1982).
Entretanto, a técnica de Ag-RON evidéncia apenas sitios ativos de rDNA. Por outro lado,
marcadores citogenéticos associados a técnicas de hibridizagao in situ fluorescente (FISH) tem
sido empregado em estudos sobre a organizacdo e evolugdo cromossOmica de grupos
taxonomicamente relacionados, pois permite a localizagdo precisa dos genes de rDNA,
independente da sua atividade, bem como pode revelar variagdes no tamanho das repeti¢des
(Datson e Murray 2006; Nguyen et al. 2008).

A ordem Coleoptera possui cerca de 360.000 espécies descritas taxonomicamente
(Costa 2003), sendo que 4.797 foram analisadas sob o ponto de vista citogenético (Blackmon e
Demuth 2015). Dentre estas espécies, apenas 372 pertencentes as subordens Adephaga
(Carabidae) e Polygapha (Geotrupidae, Lucanidae, Passalidae, Melyridae, Scarabaeidae,
Buprestidae, FElateridae, Coccinelidae, Meloidea, Tenebrionidae, Chrysomelidae e
Curculionidae) tiveram a localizagdo dos genes de rDNA determinados. Destas espécies, 158
foram analisadas através da técnica de Ag-RON, 126 espécies através da FISH com sonda de
rDNA, e 88 espécies foram analisadas com ambas as técnicas. Neste tltimo grupo, 16 espécies
exibiram diferente localizagdo do rDNA quando analisado com o ion prata e a FISH (Schneider
et al. 2007; Dutrillaux et al. 2008; Helecova et al. 2008, 2013; Lachowska et al. 2008; Moura
et al. 2008; Arcanjo et al. 2009, 2013; Dutrillaux e Dutrillaux 2009, 2012; Silva et al. 2009;
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Almeida et al. 2010; Cabral de Mello et al. 2010, 2011a, 2011b; Mendes-Neto et al. 2010;
Oliveira et al. 2010, 2012a, 2012b; Giannoulis et al. 2011; Proenga et al. 2011; Goll et al. 2012;
Lira-Neto et al. 2012; Karagyan et al. 2012).

A maioria das espécies de Coleoptera mostrou a presenca de dois clusters de rDNA, os
quais estdo localizados em um par autossomico (82% das espécies de Adephaga e 63% das
espécies de Polyphaga). Este padrdo ocorre tanto em espécies que apresentam o caridtipo basal
2n=18+Xy, (Smith e Virkki 1978) quanto naquelas que exibem numero diploide e/ou sistema
cromossomico sexual derivado, indicando que dois sitios de rDNA autossomicos pode
representar uma condi¢do ancestral para os besouros (Schneider et al. 2007). Adicionalmente,
apesar de alguns grupos, como a subfamilia Scarabaeinae, exibirem homogeneidade quanto a
distribuicdo de rDNA, foram identificadas variacdes entre as espécies, em que algumas
exibiram mais de um cluster ribossomal no conjunto autossémico bem como a ocorréncia do
rDNA em cromossomos sexuais (Colomba et al. 2006; Silva et al. 2009; Cabral-de-Mello et al.
2010, 2011a, 2011b; Oliveira et al. 2010, 2012b).

Em Chrysomelidae, as analises sobre a regido organizadora do nucléolo (RON) foram
realizadas em 23 espécies das subfamilias Alticinae, Cassidinae e Chrysomelinae. Entre as 17
espécies que tiveram o numero de RONSs caracterizadas, mais de 80% exibiu apenas um sitio
de rDNA localizado em um par autossomico (Petitpierre 1970, 1976, 1996; Virkki 1983; Virkki
e Denton 1987; Postiglioni et al. 1990, 1991; Yadav et al. 1992; Schneider et al. 2002; Gémez-
Zurita et al. 2004; Almeida et al. 2006, 2010).

A subfamilia Cassidinae s./. compreende aproximadamente 6.000 espécies distribuidas
em 43 tribos (Chaboo 2007), das quais apenas 117 espécies, pertencentes a 13 tribos, foram
estudadas citogeneticamente. Através da analise cariotipica, 52% dos cassidineos apresentaram
2n=16+Xyp, com cromossomos metacéntricos ou submetacéntricos (De Julio et al. 2010).
Dentre as 13 tribos de Cassidinae caracterizadas citogeneticamente, Cassidini e Mesomphaliini
exibiram as maiores frequéncias de homogeneidade e diversidade cariotipica da subfamilia,
respectivamente (Lopes et al. In press). Em Cassidinae, apenas duas espécies foram
caracterizadas quanto a localizacdo dos genes ribossomais através da impregnacdo com o ion
prata. Em Chelymorpha variabilis (2n=20+Xy,), a RON esta localizada no braco curto do
quinto par autossomico, portador de constricdo secundaria. Em Botanochara angulata
(2n=51=48+X,neoXneoYy), os sitios de Ag-RON foram visualizados em alguns cromossomos
autossdmicos, os quais nao foram determinados (Postiglioni et al. 1990; Yadav e Pillai 1975).

Neste trabalho, o estudo do ntimero e localizagdo do gene de rDNA 28S foi realizado

em 11 espécies da subfamilia Cassidinae, visando entender o papel deste gene na evolucao
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cromossOmica das tribos Cassidini e Mesomphaliini, as quais apresentam, respectivamente, a

maior homogeneidade e variabilidade cariotipica dentro do grupo.

MATERIAL E METODOS

Uma amostra de 31 individuos, pertencentes a 11 espécies, coletadas no estado de Sao
Paulo — Brasil, foi analisada neste trabalho (Tabela 1). A identificacdo taxondmica dos
espécimes foi realizada pela Dra. Flavia R. Fernandes, do Museu Paraense Emilio Goeldi

(MPEG), UFPA, Belém, Para. Os espécimes foram depositados na cole¢dao entomolodgica do

MPEG.

Obtengdo das preparagoes citologicas
As preparagdes cromossomicas foram obtidas a partir de testiculos de individuos
adultos, de acordo com a técnica descrita por Schneider et al. (2007), com modificagdo no

tempo de hipotonizacao, que foi de 15 minutos.

Extragdo do DNA de Charidotella immaculata e amplificacdo dos genes

O DNA nuclear de C. immaculata foi extraido do abdome total, de acordo com a
metodologia descrita no Kit Comercial Qiagen Dneasy Blood and Tissue. Apos a extracdo, a
qualidade do DNA foi avaliada através de eletroforese em um gel de agarose 1% corado com
Gel Red.

As amplificagdes das regides do rDNA 28S foram realizadas utilizando os
oligonucleotideos: 28S F 5 — GACCCGTCTTGAAACACGGA e 28S R 5 -
TCGGAAGGAACCAGCTACTA. A reacdo de cadeia da polimerase (PCR) foi realizada em
um termociclador Applied Biosystems para um volume total de reagdo de 25ul: 2,5ul de
Tampao 10X, 5,0ul de ANTP mix (2mM), 1,0ul de primer 28S F (10mM), 1,0ul de primer 28S
R (10mM), 1,0ul de MgCl (50mM), 0,3ul de Taq Polymerase, 1,0ul de DNA, 13,2ul de H>O,
com o programa: 3 min a 94 °C para desnaturacao inicial; 35 ciclos: a 30 segundos a 94 °C para
desnaturagdo, 30 segundos a 50 °C para anelamento, 1 min a 72 °C para extensdo; 10 min a 72

°C para extensao final.
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Tabela 1 — Representantes de Cassidinae s./. analisados no presente estudo, incluindo o numero de
individuos e a localidade da coleta no estado de Sdao Paulo.

Espécie Numero de Locais de coleta
individuos
Cassidini
Agroiconota inedita (Boheman 1855) 1 macho Saltinho
1 macho Sao Pedro
Charidotella immaculata (Oliver 1790) 3 machos Saltinho
3 machos Sao Pedro
Charidotella sexpunctata (Fabricius 1781) 2 machos Saltinho
1 macho Sao Pedro
Deloyala cruciata (Linnaeus 1758) 3 machos Saltinho
Microctenochira gnata (Spaeth 1926) 1 macho Sao Pedro
Microctenochira optata (Boheman 1855) 1 macho Saltinho
Microctenochira stigmatica (Boheman 1855) 1 macho Saltinho
Mesomphaliini
Chelymorpha cribraria (Fabricius 1775) 1 macho Saltinho
4 machos Sao Pedro
Chelymorpha inflata (Boheman 1854) 1 macho Jundiai
1 macho Sao Pedro
Cyrtonota cyanea (Linnaeus 1758) 2 machos Sdo Pedro
Paraselenis flava (Linnaeus 1758) 3 machos Saltinho
1 macho Sdo Pedro

Coordenadas geograficas: Jundiai (23°8’S, 46°53°W); Saltinho (22°50’S, 47°40°W); Sdo Pedro
(22°3°S, 47°57°W).

Hibridacdo in situ fluorescente (FISH)

Para a localizag¢@o cromossdmica dos genes de rDNA, as preparagdes citologicas foram
submetidas a técnica de FISH, utilizando como sonda o rDNA 28S extraido de Charidotella
immaculata e marcado por DIG-Nick Translation Mix - Roche®.

Apo6s a marcagdo das sondas, a hibridizacdo foi realizada utilizando a metodologia
descrita por Pinkel et al. (1986) com modificagdes: a-) Deixar as ldminas de um dia para o outro
banhadas em solucdo de acido acético 70%; b-) Colocar sob as ldminas 150ul de solucao de
pepsina e deixar por 60 minutos em camera imida a 37°C; c-) Lavar as laminas em tampao de

PBS 1X durante 5 minutos em temperatura ambiente (shaker); d-) Desidratar as laminas em
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série alcodlica 70, 90 e 100% por 5 minutos e secar; e-) Incubar as 1aminas em 100ul de RNAse
(10ul/mL em 2xSSC) a 37°C por 60 minutos em camera Umida; f-) Lavar as laminas trés vezes
por 5 minutos em solucdo de 2xSSC; g-) Lavar as laminas durante 5 minutos em solugdo de
PBS 1X; h-) Fixar o material em formaldeido 1% em PBS 1X/50mM MgCl durante 10 minutos
em temperatura ambiente; i-) Lavar as laminas em PBS 1X por 5 minutos (shaker); j-)
Desidratar as laminas em série alcoolica 70, 90 e 100% por 5 minutos cada e deixar secar; k-)
Desnaturar o DNA cromossomico em formamida 70% em 2xSSC a 70°C por 5 minutos; 1-)
Desidratar o material em série alcoolica gelada 70, 90 e 100% por 5 minutos cada e secar
rapidamente as laminas; m-) Usar 6ul de sonda e 24ul de tampao de hibridacao; n-) Desnaturar
a sonda em termociclador 95°C por 10 minutos e depois manter em gelo; 0-) Colocar 30ul da
solucao de hibrida¢ao em cada lamina, cobrir com laminula. Manter o material voltado para
baixo em camera imida a 37°C overnight; p-) Lavar as laminas duas vezes em solucdo de
formamida 15% durante 10 minutos cada; q-) Lavar as laminas durante 5 minutos em solucao
de Tween 0,5% em temperatura ambiente (shaker); r-) Incubar as ldminas em tampao NFDM
por 15 minutos; s-) Lavar duas vezes com solucao de Tween 0,5% a temperatura ambiente por
5 minutos (shaker); t-) Incubar as laminas com 2 pl de anti-digoxigenina e 28ul de tampao
bloqueio por 60 minutos em cdmera umida a 37°C; u-) Lavar as laminas duas vezes em solugdo
de Tween 0,5% a temperatura ambiente por 5 minutos (shaker); v-) Desidratar as laminas em
série alcodlica 70, 90 e 100% e deixar secar; x-) Colocar sobre as 1aminas 30ul do fluorocromo
4’ 6-diamidino-2-fenilindol (DAPI) com Vectashield, cobrir com laminulas e retirar o excesso
com papel filtro.

Cerca de 30 células foram analisadas por espécie. As imagens dos cromossomos foram
capturadas em fotomicroscopio optico Zeiss A2, com objetiva 100X de imersao, optovar 1.6,

utilizando o software Axion Vision.

RESULTADOS

As analises citogenéticas de cinco espécies de Cassidini: 4. inedita - 2n=38+Xy,, Cha.
immaculata e Cha. sexpunctata - 2n=20+Xy, , D. cruciata e M. optata - 2n=16+Xyp, e de duas
espécies de Mesomphaliini: Che. cribraria - 2n=20+Xy,, e P. flava 2n=40+Xy, confirmaram
o numero diploide e sistema cromossomico sexual. Adicionalmente, foi descrito pela primeira
vez neste trabalho o cariotipo de duas espécies de Cassidini: 2n=18 em M. gnata e 2n=20+Xy,
em M. stigmatica, e duas espécies de Mesomphaliini: 2n=20+Xy, em C. inflata e 2n=38+Xy,

em C. cyanea.
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Células meioticas de quatro das sete espécies de Cassidini submetidas a técnica de FISH
com a sonda ribossomal 28S revelaram um padrio conservado de distribui¢do dos clusters de
rDNA na regido terminal de um bivalente autossomico. Em A. inedita, Cha. immaculata e M.
stigmatica, o TDNA estava localizado em um bivalente com morfologia metacéntrica e tamanho
médio (Figura 1la — b, 1h - i), e em Cha. sexpuctata os sitios ribossomais também estavam
presentes em um bivalente metacéntrico, porém de tamanho grande (Figura 1¢). Em D. cruciata
e M. gnata, marcagdes brilhantes foram observadas na regido intersticial de um bivalente com
morfologia metacéntrica e tamanho médio (Figura 1d — f). Adicionalmente, embora em M.
gnata ndo tenha sido possivel identificar os cromossomos sexuais, células profésicas revelaram
que o sitio de rDNA estava localizado em um bivalente autossémico. Ao contrario dos
resultados encontrados nas demais espécies de Cassidini analisadas neste trabalho, M. optata
exibiu trés clusters de rDNA 28S localizados na regido terminal de dois bivalentes
metacéntricos de tamanho médio, e intersticial de um bivalente também com morfologia
metacéntrica e tamanho médio (Figura 1g).

Na tribo Mesomphaliini, células testiculares mitoticas de Che. cribraria, € meioticas de
Che. inflata, Cyr. cyanea e P. flava submetidas a FISH com sonda de rDNA 28S mostraram
que o cistron ribossomal estava localizado na regido terminal de um par e /ou bivalente
autossdmico nas quatro espécies analisadas. Entretanto, em Che. cribraria e Che. inflata o
cluster estava alocado em um par cromossomico submetacéntrico de tamanho grande e em um
bivalente submetacéntrico de tamanho médio, respectivamente (Figura 2a — b), e em Cyr.
cyanea € P. flava em um bivalente com morfologia metacéntrica e tamanho pequeno (Figura

2c - d).
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Figura 1 — Localizagdo do gene ribossomal 28S em células meidticas de Cassidini. a. Agroiconota inedita,
2n=2011+Xy,. b. Charidotella immaculata, n=1011+X. c. Charidotella sexpuctata, n=10ll+y,. d. Deloyala
cruciata, n=81I+X ou y,. e-f. Microctenochira gnata, 2n=9Il. g. Microctenochira optata, n=811+y,. h-i.
Microctenochira stigmatica, n=1011+y,. As regides vermelhas nos cromossomos (seta) correspondem aos sitios de
rDNA 28S. Escala= 10pum.
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Figura 2 — Distribui¢@o dos cistrons ribossomais 28S em Mesomphaliini. a. Chelymorpha cribraria, 2n1=20+Xy,
b. Chelymorpha inflata, 2n=1011+Xy,. ¢. Cyrtonota cyanea, 20=1911+ Xy,. d. Paraselenis flava, 2n=2011+Xy,.
As setas indicam os sinais fluorescentes relacionados aos sitios de rDNA 28S. Escala= 10um.
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DISCUSSAO

A andlise das células meidticas de cinco representantes de Cassidini — A. inedita, Cha.
immaculata, Cha. sexpunctata, D. cruciata e M. optata, e mitdticas e meidticas de duas espécies
de Mesomphaliini — Che. cribraria ¢ P. flava confirmaram o numero diploide e sistema
cromossOmico sexual previamente descritos para as mesmas populagdes destas espécies (Lopes
et al. In press). Adicionalmente, foram caracterizadas citogeneticamente duas espécies de
Cassidini pertencentes ao género Microctenochira, que exibiram 2n=18 em M. gnata, na qual
ndo foi possivel identificar o sistema cromossdmico sexual, e 2n=20+Xy, em M. stigmatica.
Nesta ultima espécie, o numero diploide encontrado foi maior do que aquele observado em M.
gnata, e em trés outras espécies anteriormente analisadas pertencentes ao mesmo género, M.
aciculata, M. optata e M. quadrata, que possuem o caridtipo 2n=16+ Xy, (Lopes et al. In press),
em que o aumento no numero diploide pode estar relacionado a eventos de rearranjos
cromossomicos, como fissoes.

Na tribo Mesomphiliini, os caridtipos de duas espécies, Che. inflata e Cyr. cyanea,
também estdo sendo descritos pela primeira vez neste trabalho. Chelymorpha inflata exibiu
2n=22 e sistema cromossomico sexual Xyp, os quais sdo semelhantes aqueles observado em
sete outras espécies deste mesmo género — Che. cassidea (Stevens 1906), Che. cinctipennis
(Vidal 1984), Che. cribraria (Lopes et al. In press), Che. indigesta (De Vaio e Postiglioni
1974), Che. multipunctata (Virkki et al. 1992), Che. nigricolis (Vidal 1984), e Che. variabilis
(De Vaio e Postiglioni 1974; Postiglioni et al. 1990; Postiglioni et al. 1991). Por outro lado,
Cyr. cyanea revelou o cariotipo 2n=38+Xy,. Dentre as espécies de Mesomphiliini, nimeros
diploides proximos ou maiores que 2n=40 ocorrem predominantemente no genero
Botanochara, cujas espécies invariavelmente também apresentaram sistema cromossomico
sexual multiplo (para revisdao ver De Julio et al. 2010). A tinica exce¢do em toda a tribo foi P.
flava, que exibiu 2n=40+Xy,. No entanto, somente ap6s um estudo filogenético dos
representantes de Mesomphiliini sera possivel afirmar se namero diploide alto € um carater
compartilhado ou surgiu de forma independente em alguns géneros.

O mapeamento do gene de rDNA 28S em representantes da subfamilia Cassidinae
mostrou que 10 das 11 espécies estudadas exibiram um padrao conservado quanto ao numero
de sitios ribossomais, sendo um par autossomico. Esta condigdo manteve-se constante nos sete
géneros examinados e em espécies de ambas as tribos Cassidini e Mesomphaliini, que apesar
de apresentarem o sistema cromossomico sexual do tipo Xy, e heterocromatina constitutiva
predominantemente pericentromérica, diferiram quanto ao numero diploide, tamanho

cromossdmico, € numero de pares cromossomicos portadores da heterocromatina constitutiva
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(para detalhes ver Lopes et al. In press). Estes resultados corroboram os dados obtidos nos
Coleoptera, nos quais, de maneira geral, a presenga de dois sitios de rDNA em cromossomos
autossOmicos parece ser a condi¢cdo mais frequente. Além disso, a conservacao no nimero de
RONSs e/ou rDNA autossomais nos besouros se mantem inalterada tanto entre espécies com
nimero diploide e sistema cromossomico sexual conservado, bem como naqueles que
apresentam variacao cariotipica (Schneider et al. 2007).

A ocorréncia de duas RONSs ou sitios de rDNA foi também observada em 82% das
espécies de Chrysomelidae que tiveram esta caracteristica determinada, como Chrysolina
americana (2n=22+Xyy), Chr. bankii (2n=22+X0), Timarcha espanoli 2n=24+Xyy), T. fallax,
T. lugens, T. marginicollis, T. perezi (2n=18+Xyp), T. granadensis (2n=20+Xyy,), T. punctella
(2n=26+XYyyp), Diabrotica speciosa (2n=20+X0), O. octoguttata, O. personata (2n=20+X+Y) e
Paranaita opima (2n=20+XY) (Petitpierre 1970, 1976, 1996; Virkki 1983; Schneider et al.
2002; Gémez-Zurita et al. 2004; Almeida et al. 2006, 2010). Somente em quatro espécies, 0s
genes de rDNA estavam presentes em dois pares autossomicos, como em Zigogramma
bicolorata (2n=22+Xy,) e Omophoita magniguttis (2n=20+Xy), apenas no cromossomo sexual,
como o neoX em Timarcha aurichalcea (2n=16+neoXY), ou em cromossomos autossémicos e
no cromossomo Y, como em Alagoasa januaria (2n=20+X+Y) (Virkki 1983; Yadav et al. 1992;
Gomez-Zurita et al. 2004; Almeida et al. 2010).

Em Cha. immaculata, embora os cistrons ribossomais apareceram somente em um par
autossomico, estes estavam co-localizados com a heterocromatina constitutiva presente na
regido terminal dos cromossomos. A co-localizagdo destes dois marcadores cromossomicos ja
foi observada em outras familias de Coleoptera, como Curculionidae, Elateridae, Geotrupidae,
Lucanidae, Scarabaeidae e Tenebrionidae (Virkki e Sepulveda 1990; Virkki et al. 1990;
Colomba et al. 1996, 2000a, 2000b, 2004; Vitturi et al. 1999, 2003; Moura et al. 2003; Bione
etal. 2005; Schneider et al. 2006; Dutrillaux et al. 2007; Cabral-de-Mello et al. 2010; Lira-Neto
et al. 2012). Cabral-de-Mello e colaboradores (2011a), investigando 13 representantes da
subfamilia Scarabaeinae, verificaram que nas espécies onde a heterocromatina constitutiva ¢
predominantemente centromérica/pericentromérica ha uma estabilidade no numero de sitios de
rDNA (um bivalente autossdmico), € naquelas espécies em que a heterocromatina estava
dispersa ocorreu um aumento no nimero de sitios ribossomais. Desta forma, os autores
sugeriram que 0 mesmo mecanismo de alteragdo cromossdmica poderia estar relacionado com
a dispersdo destes dois sitios cromossdmicos. Entretanto, Cha. immaculata revelou apenas
variagdo da heterocromatina constitutiva quando comparado com a maioria das espécies de

Cassidinae (blocos pericentroméricos, na regido terminal de seis pares autossOmicos e
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intersticial de um par autossomico) (Lopes et al. In press), mantendo constante o nimero e
localizag¢do do cluster de rDNA. Contrariamente, D. cruciata € M. optata, que apresentaram
heterocromatina constitutiva na regido pericentromérica dos cromossomos, exibiram uma
mudanga no ntimero e/ou localizagdo dos sitios ribossomais. Este resultado indica que nos
cassidineos parece ndo existir uma correlagdo direta entre a dispersdo da heterocromatina e do
gene de tDNA 28S e que outros tipos de rearranjos cromossdmicos, como inversdes ou
translocagdes, podem estar envolvidos com o reposicionamento € aumento no numero dos sitios
de rDNA.

Na maioria das espécies aqui estudadas, o rDNA 28S estava localizado na regido
terminal, com exce¢do de D. cruciata, M. gnata e M. optata, que mostraram sinais de hibridagao
na regido intersticial dos cromossomos. E importante enfatizar que estas trés espécies exibiram
o numero diploide e o sistema cromossomico sexual mais fequente para os Cassidini, ou seja,
2n=16+Xy,. Em Coleoptera, a localizacdo da RON foi estabelecida em apenas 30% das
espécies investigadas, das quais 22% apresentaram RON terminal, 1,6% intersticial e 6,4%
centromérica. Este grupo de espécies estudadas em que a RON foi intersticial e centromérica
pertencem, principalmente, as familias Scarabaeidae e Chrysomelidae (subfamilia Alticinae).
Assim como observado no presente trabalho, as mudangas na localizagdo dos sitios de rDNA
foram observadas em espécies com caracteristicas cariotipicas semelhantes (Virkki 1983;
Yadav et al. 1992; Arcanjo et al. 2009; Silva et al. 2009; Bione et al. 2005; Almeida et al. 2006,
2010; Cabral de Mello et al. 2010, 2011b; Oliveira et al. 2010, 2012b). Estas alteragdes na
localizagdo do rDNA, principalmente, entre espécies proximas e com caracteristicas
cromossomicas similarespodem ser resultado de pequenos rearranjos cromossomicos, do tipo
inversao, translocagdo ou até mesmo transposicao, os quais promoverama dispersao dos sitios
ribossomais e manteviram preservada a morfologia cromossomica metacéntrica.

Em resumo, os dados obtidos neste trabalho demonstraram que as mudangas envolvendo
o rDNA 28S foram mais acentuadas na tribo Cassidini, a qual apresenta a maior homogeneidade
cariotipica dentro da subfamilia Cassidinae. Além disso, as alteragcdes no numero e localizacao
do rDNA 28S ocorreram entre espécies com caracteristicas cariotipicas conservadas, indicando
que alteragdes em genes especificos podem ser as responsaveis pela evolucdo cromossdmica
deste grupo. Na tribo Mesomphaliini, 0 aumento do nimero diploide ndo foi acompanhado pelo
aumento do numero de genes ribossomais. Finalmente, este estudo mostrou que a técnica de
FISH com gene de rDNA pode ser bastante util para revelar diferengas entre espécies com

cariotipos muito similares.
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IDENTIFICACAO DE SEQUENCIAS TELOMERICAS PENTANUCLEOTIDICAS
(TTAGG)n ¢ (TCAGG), EM CASSIDINAE S.L. (COLEOPTERA, CHRYSOMELIDAE)

INTRODUCAO

Os telomeros sdo complexos de DNA e proteinas presentes nas extremidades
cromossOmicas, essenciais para a manutencao da integridade e estabilidade da estrutura. Os
telomeros participam também da organizagdo dos cromossomos dentro do nucleo e do
emparelhamento durante a meiose (Blackburn 1991; Zakian 1995; Cech 2004). Estes sitios
cromossOmicos sdao constituidos por copias de sequéncias simples repetidas em tandem e
mantidas no final da fita de DNA por uma transcriptase reversa, a telomerase (Blackburn 1991;
Zakian 1995). Citogeneticamente, a identificagdo de qualquer alteracdo na localizacdo dos
telomeros pode representar a ocorréncia de rearranjos cromossdmicos, como fusdes, inversoes
e translocacdes (Ruiz-Herrera et al. 2008).

Algumas sequéncias teloméricas sdo altamente conservadas em grandes grupos
taxonomicos, como o hexdmero (TTAGGG)n nos vertebrados (Zakian 1995; Sahara et al. 1999)
e a sequéncia (TTTAGGG)n nas plantas (Zellinger & Riha 2007). Os insetos, no entanto,
representam um grupo heterogéneo quanto a organizagao telomérica, pois, embora a sequéncia
(TTAGG)n encontre-se amplamente distribuida em varios grupos e seja considerada padrio,
esta ndo ¢ a Unica (Okazaki et al. 1993; Sahara et al. 1999; Vitkova et al. 2005). Entre os insetos,
j& foram identificadas algumas espécies (TTAGG)n-negativas (Frydrychova et al. 2004) e
mecanismos de manutengdo do telomero independentes da telomerase, tais como aqueles
observados em Diptera: elementos transponiveis HeT-A e TART em Drosophila melanogaster
que sdo adicionados na porg¢ao terminal do cromossomo através de transposi¢ao (Biessmann et
al. 1990), e recombinacdo desigual entre as sequéncias repetitivas observadas no género
Chrironomus (Nielsen & Edstrom 1993).

Em Coleoptera, 51 espécies alocadas em 16 familias — Adephaga: Carabidae, Dytiscidae
e Gyrinidae; e Polyphaga: Anobiidae, Buprestidae, Cerambycidae, Chrysomelidae, Cleridae,
Cucujidae, Curculionidae, Elateridae, Geotrupidae, Meloidae, Mycetophagidae, Silphidae e
Tenebrionidae - foram estudadas, visando observar a ocorréncia e a distribuicao do cluster de
DNA telomérico (TTAGG)n, através de diferentes metodologias, como Southern Blot,
Exonuclease BAL-31 e hibridagao in situ fluorescente (Okazaki et al. 1993; Sahara et al. 1999;
Frydrychova & Marec 2002; Mravinac et al. 2011). Espécies de 13 destas familias, Anobiidae
(Stegobium  paniceum), Buprestidae (Agrilus  viridis), Carabidae (Pterostichus

oblongopunctatus), Chrysomelidae (Chrysolina americana e Lepnotarsa decemlineata),
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Cleridae (Thanasimus formicarius), Cucujidae (Oryzaephilus surinamensis), Curculionidae
(Ips typographus e Sitophilus granarius), Dytiscidae (Graphoderus cinereus), Elateridae
(Ampedus sanguineus), Geotrupidae (Geotrupes stercorarius), Gyrinidae (Orectochilus
villosus), Silphidae (Silpha obsucura), Tenebrionidae (Tenebrio molitor e Tribolium
castaneum) foram analisadas com a técnica de FISH, das quais Buprestidae, Chrysomelidae,
Cucujidae, Curculionidae Dytiscidae, Geotrupidae e Silphidae responderam positivamente a
presenca do cluster (TTAGG)n, e a familia Tenebrionidae a ocorréncia de uma sequéncia
alternativa (TCAGG)n (Okazaki et al. 1993; Sahara et al. 1999; Frydrychova & Marec 2002;
Mravinac et al. 2011).

Adicionalmente, os resultados obtidos pela metodologia de FISH e pelas técnicas de
Southern Blot e Exonuclease BAL-31 revelaram que além do clusters teloméricos (TTAGG)n
e (TCAGG)n, variagdes ocorreram em algumas espécies. Em Curculionidae, por exemplo,
foram observadas tanto espécies TTAGG-positivas quanto TTAGG-negativas (Okazaki et al.
1993; Sahara et al. 1999; Frydrychova & Marec 2002). Nestas espécies TTAGG/TCAGG-
negativas sugere-se a existéncia de outros tipos de sequéncias (Mravinac et al. 2011) ou
mecanismos de manuten¢ao do teldmero, os quais ainda permanecem desconhecidos.

Neste trabalho, nés estudamos pela primeira vez a distribuicdo e localizagdo dos
pentanucleotideos teloméricos (TTAGG), e (TACGG), em besouros da subfamilia Cassidinae
s.l., com o objetivo de identificar a presenca de algum destes clusters teloméricos, bem como

tentar entender o mecanismo de evolucdo da sequéncia telomérica do grupo.

MATERIAL E METODOS

Uma amostra de 30 individuos, pertencentes a 12 espécies, coletadas no estado de Sao
Paulo — Brasil, foi analisada neste trabalho (Tabela 1). A identificacdo taxondmica dos
espécimes foi realizada pela Dra. Flavia R. Fernandes, do Museu Paraense Emilio Goeldi
(MPEGQG), UFPA, Belém, Para. Os espécimes foram depositados na colegao entomolodgica do
MPEG (curador Orlando Tobias Silveira).

As preparagdes cromossomicas foram obtidas a partir de testiculos de individuos adultos
de acordo com a metodologia descrita por Schneider et al. (2007), com modifica¢do no tempo
de hipotonizagdo, que foi de 15 minutos.

Para a localizagdo cromossomica dos clusters teloméricos, as preparacdes citologicas
foram submetidas a técnica de FISH, utilizando como sonda os primers Tel F 5°-
TAGGTTAGGTTAGGTTAGG e Tel R 5’-AACCTAACCTAACCTAACC para a sequéncia
(TTAGG)n e, os primers Tel F 5°- CAGGTCAGGTCAGGTCAGGTCAGGT e Tel R 5°-
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CTGACCTGACCTGACCTGACCTGAC para a sequéncia (TCAGG)n (Osanai et al. 2006). A
marcacao das sondas foi realizada através de reagdo em cadeia da polimerase (PCR) em um
termociclador Applied Biosystems para um volume total de 50 pL de reagao: 31,2uL de H»0,
SuL de tampao 10X, 8uL de MgCl (25mM), 1uL dATP (2mM), 1uL dGTP (2mM), 1uL dCTP
(2mM), 0,7uL dTTP (2mM), 0,6puL biotina 16-dUTP (ImM), 0,5uL Tel F (10mM), 0,5uL Tel
R (10mM), 0,5uL Taq Polymerase. A sonda do cluster (TCAGG), foi marcada com
digoxigenina 11-dUTP (1mM) na quantidade de 0,6uL. Os ciclos de reagao para marcagdo da
sonda seguiram os seguintes parametros: 5 min a 94 °C para desnaturacao inicial; 20 ciclos: a
1 min a 95 °C para desnaturacdo, 1 min a 50 °C para anelamento, 1,3 min a 72 °C para extensao;
7 min a 72 °C para extensao final.

ApoOs a marcagao das sondas, a hibridizacao foi realizada utilizando o protocolo descrito
por Pinkel et al. (1986) com modificagdes:
a-) Tratar as laminas com RNAase (10pl/mL em 2xSSC) a 37°C por 60 minutos em camera
umida; b-) Desidratar as laminas em série alcodlica 70%, 90% e 100% a temperatura ambiente
durante cinco minutos cada e secar; c-) Desnaturar as laminas em solucdo de formamida
70%/2xSSC a 70°C por dois minutos; d-) Desidratar as 1aminas em série alcodlica gelada 70%,
90% e 100% por cinco minutos e secar; e-) Desnaturar a solugdo de hibridizagdo (15ul de
formamida, 6ul da sonda marcada, 6pul de sulfato dextrano e 3ul de 2xSSC) em termociclador
a 95°C por 10 minutos; f-) Colocar sobre cada lamina 30ul da solugdo de hibridiza¢do, cobrir
com laminula e deixar os cromossomos hibridizando overnight a 37°C; g-) Retirar a laminula
e enxaguar as laminas em 0,4xSSC + 0,3% de Triton a 70°C por exatos dois minutos, agitando
h-) Enxaguar as 1aminas em 2xSSC + 0,1% de Triton a temperatura ambiente por dois minutos,
agitando; i-) Colocar sobre cada lamina 30ul de tampao bloqueio (1000ul 2xSSC, 10ul de
Triton 100x, 0,05¢g de leite em pd desnatado), cobrir com parafilm e incubar por cinco minutos;
j-) Retirar o parafilm e enxaguar as laminas brevemente em 2xSSC a temperatura ambiente; k-
) Incubar a lamina com 4pul de anti-biotina conjugada com streptavidina Alexa Fluor 488
(200pg/mL) e 26l de tampao bloqueio por uma hora a 37°C em camera imida; 1-) Lavar as
laminas com 2xSSC a 43°C por dois minutos, agitando; m-) Lavar as laminas duas vezes com
2xSSC + 0,1% de Triton a 43°C agitando; n-) Colocar sobre as laminas 20ul do fluorocromo
4’ ,6-diamidino-2-fenilindol (DAPI) com Vectashield, cobrir com laminulas e retirar o excesso
com papel filtro. As sondas marcadas com digoxinenina foram detectadas com anti-
digoxigenina, com a mesma concentragdo e metodologia utilizada para a anti-biotina.

As andlises cromossomicas foram realizadas em microscopio de fluorescéncia Zeiss

Imager A2 e as imagens capturadas com objetiva de 100X, utilizando o software Axion Vision.
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Tabela 1 — Representantes de Cassidinae s./. analisados no presente estudo, incluindo o nimero

de individuos, tipo de sequéncia examinada e a localidade de coleta.

Espécie Nimero de Sequéncia Locais de coleta
individuos analisada

Cassidini
Agroiconota inedita (Boheman 1855) 3 machos TTAGG Saltinho
Charidotella immaculata (Oliver 1790) 4 machos TTAGG/TCAGG Saltinho
Charidotella sexpunctata (Fabricius 1781) 1 macho TTAGG Saltinho
Deloyala cruciata (Linnaeus 1758) 3 machos TTAGG/TCAGG Saltinho

2 machos Séo Pedro

Microctenochira optata (Boheman 1855) 2 machos TTAGG Saltinho
Microctenochira quadrata (Degeer 1775) 2 machos TTAGG Saltinho

Mesomphaliini
Botanochara tesselata (Burmeister, 1870) 1 macho TTAGG Saltinho
Chelymorpha cribraria (Fabricius 1775) 4 machos TTAGG Saltinho
Chelymorpha inflata (Boheman 1854) 2 machos TTAGG Jundiai
Cteisella magica (Boheman 1855) 2 machos TTAGG Jundiai
Paraselenis flava (Linnacus 1758) 5 machos TTAGG/TCAGG Saltinho
Stolas areolata (Germar 1824) 2 machos TTAGG Jundiai

Coordenadas geograficas: Jundiai (23°8’S, 46°53°W), SP; Saltinho (22°50°S, 47°40°W), SP; Sao Pedro
(22°3°S, 47°57°W), SP

RESULTADOS

Neste trabalho, 12 espécies de cassidineos foram estudadas com sonda da sequéncia
telomérica (TTAGG)n e trés espécies com sonda (TCAGG)n. Deste total, sete espécies (cinco
de Cassidini e duas de Mesomphaliini) apresentaram marcagdes positivas para a sequéncia
telomérica (TTAGG)n. Para o clusters (TCAGG)n, nenhuma das trés espécies analisadas exibiu
sinais positivos.

Hibridizagdes com sonda de DNA telomérico (TTAGG)n em células meidticas de
espécies da tribo Cassidini mostraram que Cha. immaculata (2n=20+Xy,), Cha. sexpunctata
(2n=20+Xyp), M. optata (2n=16+Xyp) € M. quadrata (2n=16+Xyp) possuem clusters de
sequéncias teloméricas na regido terminal dos bivalentes autossomicos (Figura la —c, le — f).
No entanto, estas marcagdes positivas ndo estavam presentes em todos os cromossomos do
complemento. Em Cha. immaculata foi possivel observar sinais fluorescentes em seis pares
autossomicos, € em Cha. sexpunctata € M. optata em trés pares autossomicos (Figura 1b — c,
le). Nos paquitenos de M. quadrata, marcagdes terminais foram observadas em alguns
bivalentes autossomicos, os quais ndo foram identificados (Figura 1f). Além disso, Cha.
immaculata exibiu um sinal intersticial em um par de cromossomos autossdmicos € uma
marcacao terminal em uma das extremidades do cromossomo X e em ambas as extremidades
do y (Figuras la-b). Charidotella sexpunctata apresentou uma regido brilhante em uma das

extremidades do cromossomo X (Figura 1¢) e M. quadrata exibiu marcacao no bivalente sexual
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(Figura 1f), ndo sendo possivel determinar a sua localizacdo precisa. Deloyala cruciata
(2n=16+Xyp) ndao mostrou sinais teloméricos em cromossomos autossdmicos, porém,
apresentou marcagao em uma das extremidades do cromossomo sexual X (Figura 1d).

Na tribo Mesomphaliini, a analise de cé¢lulas diploténicas submetidas a técnica de FISH
com sonda telomérica mostrou clusters da sequéncia (TTAGG)n na regido final de trés
bivalentes autossomicos, além de uma marcagdo em apenas uma das extremidades do
cromossomo sexual X em Che. cribraria (2n=20+Xyp) (Figura 1g), e na regido terminal de
todos os cromossomos em P. flava (2n=40+Xy,) (Figura 1h).

Para confirmar os resultados bem como verificar se 4. inedita, B. tesselata, Che. inflata,
Cte. magica ¢ S. areolata eram realmente (TTAGG)n-negativas, alteragdes na técnica de FISH
foram realizadas com diferentes tratamentos nas laminas na pré-hibridagao, como banho
overnight em acido acético 70%, o uso da pepsina e da RNAse, assim como a diminui¢dao da
estringéncia pos-hibridagdo. Porém, em todos estes experimentos, os resultados obtidos foram

similares.



Figura 1 - Localizagdo da sequéncia telomérica (TTAGG)n em células meidticas de espécies das tribos
Cassidini (a — f) e Mesomphaliini (g — h). a-b. Charidotella immaculata, paquiteno e diploteno,
respectivamente. c¢. Charidotella sexpunctata, diploteno. d. Deloyala cruciata, diploteno. e.
Microctenochyra optata, metafase 1. f. Microctenochyra quadrata, paquiteno. g. Chelymorpha
cribraria, diploteno. h. Paraselenis flava, diploteno. Escala= 10pm.
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DISCUSSAO

O estudo sobre a localizagdo e presenga do DNA telomérico tem sido realizado em
diferentes organismos, como vertebrados, leveduras, flagelados, nematoides e plantas (Brown
et al. 1990), e trata-se de uma importante ferramenta que pode revelar a diferenciacdo e a
evolucdo dos cromossomos. Apesar do pequeno numero de representante analisados,
Coleoptera ¢ uma das ordens mais conhecidas entre os insetos (Kuznetsova et al. 2012),
revelando uma heterogeneidade quanto a presenga do motivo (TTAGG)n entre as espécies
(Sahara et al. 1999; Frydrychova & Marec 2002; Mravinac et al. 2011).

Embora o cluster telomérico (TTAGG)n tenha sido observado em sete das 12 espécies
estudadas neste trabalho, somente P. flava (tribo Mesompabhliini) exibiu marcagdes terminais
tipicas em todos os cromossomos do complemento. Nas outras seis espécies, apesar da
ocorréncia de sinais de hibridacdo na regido terminal dos cromossomos, estas ndo estavam
presentes em todos os elementos do conjunto diploide. Tal variagdo no nimero de cromossomos
(TTAGG)n-positivos foi observada em espécies de um mesmo género e com numero diploide
semelhante, como em Charidotella e Microctenochira, demonstrando que a diferenca nao esta
relacionada ao fato das espécies estudadas apresentarem ou ndo caridtipos distintos, tampouco
pertencerem a clados filogeneticamente nao-relacionados.

A presenga de sitios (TTAGG)n na regido terminal de apenas alguns cromossomos de
Cha. immaculata, Cha. sexpunctata, D. cruciata, M. optata, M. quadrata e Che. cribraria, ¢
intersticial em um par autossomico de Cha. immaculata pode indicar que as marcagdes nao
evidenciaram apenas sitios teloméricos, mas regidoes cromossdmicas com sequencias de DNA
repetitivo, como as de heterocromatina constitutiva. Resultados similares e, principalmente a
ocorréncia de sitios teloméricos intersticiais coincidentes com regidoes de heterocromatina
constitutiva, foram encontrados em diferentes grupos de vertebrados, indicando que a repeti¢ao
(TTAGGG)n pode ser um componente do DNA satélite (Meyne et al. 1990; Pagnozzi et al.
2002). No entanto, nos Cassidinae nao existe uma correlacao clara entre as marcacdoes TTAGG
com as regides de heterocromatina evidenciada pela técnica de bandamento C (Lopes et al. In
press). Isso poderia ser explicado pelo fato de que em Cassidinae a quantidade de
heterocromatina constitutiva é pequena quando comparado com outras familias de Coleoptera,
como Elateridae e Tenebrionidae (Lopes et al. In Press). Alternativamente, pode ser que a
técnica de bandamento C nao tenha revelado todos os tipos de heterocromatina presente nos
cromossomos destas espécies. Isso pode ser comprovado pelo fato de que o cromossomo y de
Cha. immaculata parece ser inteiramente constituido por sequencias TTAGG mas com o

bandamento C ele apareceu totalmente eucromatico (ver Lopes et al. In press).
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De maneira geral, variagdes entre as espécies quanto a presenca do cluster telomérico
(TTAGG)n ¢ frequente na ordem Coleoptera. Em uma analise realizada em 12 espécies de
besouros com as metodologias da FISH e southern hibridization, Frydrychova & Marec (2002)
verificaram que seis espécies de Polyphaga e uma espécie de Adephaga eram (TTAGG)n-
positivas, enquanto que outras trés polifagas e duas adefagas foram (TTAGG)n-negativas. Em
Tenebrionidae, a ocorréncia de um pentanucleotideo alternativo, o (TCAGG)n, foi observado
em diversas espécies analisadas, além daquelas que possuem o cluster (TTAGG)n
(Frydrychova & Marec 2002; Mravinac et al. 2011), indicando mudangas recentes na
composi¢ao do teldmero em espécies filogeneticamente proximas. Em crisomelideos, Mravinac
e colaboradores (2011) observaram em quatro espécies (Timarcha balearica, Chrysolina
americana, Chrysolina herbacea e Chrysolina polita), através da técnica de FISH e pela
utilizacao da exonuclease BAL-31, que houve variagao no tamanho e localizacao dos clusters
teloméricos: em C. americana, C. herbacea e C. polita. A FISH revelou a sequéncia (TTAGG)n
na regido final dos cromossomos, enquanto que em C. americana, a analise do BAL-31 mostrou
que o cluster telomérico ¢ pequeno. Em 7. balearica, verificou-se que a sequéncia (TTAGG)n
teve o nimero de copias reduzido e que clusters (TTAGG)n também ocorrem em sitios nao-
teloméricos. Assim como registrado em C. americana, em todas as espécies de Cassidinae
examinadas aqui, como exce¢do de P. flava, a auséncia de sinais fluorescentes na regido
terminal de todos os cromossomos poderia estar relacionada a pequena quantidade de repeticoes
do pentanucleotideo TTAGG ou, como observado em diversas familias de Coleoptera, a perda
total desta sequéncia em espécies filogeneticamente proximas.

A auséncia de uma sequéncia telomérica esta relacionada a perda ou inatividade da
enzima telomerase, que tem como funcdo a manutencdo dos telomeros. Por isso, para que
ocorram mudangas nos clusters de DNA telomérico ¢ também necessario que ocorram mutagdes
na enzima telomerase ou a substitui¢do por algum outro mecanismo que compense esta perda
(Sasaki & Fujiwara, 2000; Frydrychova & Marec 2002). Pryde e colaboradores (1997)
observaram que regides subteloméricas sdo similares em estrutura em um grupo variado de
organismos, como nas leveduras e no homem, e contém dominios que podem ser utilizados
para a evolugdo e/ou manutencao dos teldmeros sem a presenca da telomerase, pois sdo capazes
de se auto transcrever. No bicho-da-seda Bombyx mori, que ¢ (TTAGG)n-positivo, foram
descritos os dominios conhecidos por retrotransposons TRAS1 e SART 1 (Takahashi &
Fujiwara 1999), que se misturam com as repeticdes (TTAGG)n. Adicionalmente, Osanai-

Futahashi & Fujiwara (2011) relataram que a sequéncia (TCAGG)n, encontrada
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exclusivamente em representantes da familia Tenebrionidae, ¢ mantida por retrotransposons
similares aqueles observados em B. mori.

Em Cassidinae, a heterogeneidade de marcagdo dos clusters teloméricos em diferentes
cromossomos € a presenga de espécies com cromossomos (TTAGG)n-positivos ou negativos,
indica que este grupo possui a sequéncia ancestral dos insetos, mas que ela estd passando por
um processo evolutivo, sendo repetidamente perdida, atingindo um limite em que ndo sdo mais
identificadas em qualquer elemento do conjunto cromossomico. Estas constantes perdas do
pentanucleotideo podem ser consequéncia da inatividade da telomerase, o que significa que
embora a sequéncia (TTAGG)n esteja presente em alguns cromossomos, ela ndo esta mais
relacionada ao teldmero. Neste caso, a manutencdo telomérica pode estar sendo realizada por
dominios subteloméricos, como aqueles observados no lepidoptero B. mori. No entanto, a
ocorréncia destes dominios, bem como a presenca ou nao da enzima telomerase nos cassidineos

ainda precisam ser investigados.
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EMPREGO DOS GENES rDNA 58S E snRNA U2 COMO MARCADORES
CITOGENETICOS EM CASSIDINAE s./. (COLEOPTERA, CHRYSOMELIDAE)

INTRODUCAO

Os elementos de DNA repetitivo representam uma grande por¢ao do genoma eucarioto
e incluem as regides satélites, minissatélites, microssatélites, os elementos transponiveis e as
familias multigénicas (Charlesworth et al. 1994). Dentre as familias multigénicas, os genes
ribossomais (rDNA), acompanhado pelo pequeno RNA nuclear (snRNA) tém sido utilizados
como marcadores em diversos estudos citogenéticos, revelando clusters que podem ser
encontrados no genoma como sequencias dispersas, repetidas em tandem ou co-localizadas com
outros genes (Zaller et al. 1984; Manchado et al. 2006, Cabral-de-Mello et al. 2010).

O gene ribossomal 5S consiste de sequencias conservadas, repetidas em tandem e
separadas por espagadores intergénicos, que formam clusters em um ou mais cromossomos. Ao
contrario do rDNA 458, o gene 5S localiza-se fora do nucléolo e junta-se ao 28S e 5.8S para
formar a subunidade maior dos ribossomos (Long & David 1980; Moscone et al. 1999). Entre
os insetos, a presenc¢a do gene de rDNA 58S foi estudada em gafanhotos e besouros (Cabral-de-
Mello et al. 2010, 2011a, 2011b, 2011c, 2011d; Oliveira et al. 2011; Oliveira et al. 2012;
Arcanjo et al. 2013; Goll et al. 2015). Nos besouros, o mapeamento foi realizado em 37 espécies
da familia Scarabaeidae, que exibiu em 62% dos representantes dois sitios ribossomais
localizados em um par autossdmico, e nas demais espécies ocorreram co-localizag¢do entre o
rDNA 5S e o gene da histona H3. E em uma espécie de Tenebrionidae, Lagria villosa, que
exibiu dois clusters de rDNA 58S localizados no brago curto do quarto par autossomico € co-
localizados com o gene ribossomal rDNA 18S (Cabral-de-Mello et al. 2011a, Oliveira et al.
2012; Arcanjo et al. 2013; Goll et al. 2015).

O snRNA ¢ formado por cinco unidades, U1, U2, U4, U5 e U6, que exercem um papel
fundamental no splicing do RNA, realizando a remoc¢do dos introns e jun¢do dos éxons na
maturacdo do RNA mensageiro (mRNA) (Nielsen 2003; Vladkhan 2005). Os snRNA sdo
altamente conservados nos eucariotos; no entanto, podem ocorrer como multiplas copias
dispersas no genoma, organizados em tandem, co-localizados com outras familias multigénicas,
ou alocados no cromossomo sexual ou supernumerario em artrépodos (Manser & Gesteland
1982; Marzluff et al. 1983; Ebel et al. 1999; Manchado et al. 2006; Marz et al. 2008; Bueno et
al. 2013; Palacios-Gimenez et al. 2013). Dentre as cinco unidades do snRNA, o U2 € o segundo
mais abundante (Adams et al. 1985; Guthrie & Patterson 1988; Yu et al. 1999) e vem sendo

utilizado como marcador citogenético, principalmente nos peixes (Manchado et al. 2006;
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Ubeda-Manzanaro et al. 2010). Nos insetos, somente uma espécie de gafanhoto, Abracris
flavolineata, foi caracterizada quanto a presenca e localizacdo do gene snRNA U2, que foi
reconhecido em apenas um par cromossdmico (Bueno et al. 2013).

A subfamilia Cassidinae s./. inclui mais de 6.000 espécies, das quais apenas 130 foram
estudadas sob o ponto de vista citogenético (Chaboo 2007; De Julio et al. 2010; Lopes et al. In
press), o que representa 2,1% da diversidade de espécies deste grupo. Os resultados obtidos a
partir de analise cromossdmica convencional demonstraram em 52% das espécies o nimero
diploide 2n=18 e sistema cromossomico sexual do tipo Xy, (De Vaio & Postiglioni 1974; De
Julio et al. 2010). Entretanto, esta uniformidade cariotipica ¢ aparente, pois o cariotipo
2n=16+Xy, ocorre com maior frequéncia apenas em representantes da tribo Cassidini (Lopes
et al. In press). Assim, com o objetivo de acrecentar dados que possam contribuir sobre os
mecanismos envolvidos na organizacdo das familias multigénicas, assim como avaliar a
eficiéncia dos genes de rDNA 5S e snRNA U2 como marcadores citogenéticos na subfamilia

Cassidinae, o mapeamento fisico de ambos os genes, através da hibridagao in sifu fluorescente,

foi realizado pela primeira vez neste trabalho.

MATERIAL E METODOS

Um total de 14 individuos pertencentes a sete espécies foram estudadas neste trabalho
(Tabela 1). Os espécimes foram coletados manualmente, nas cidades de Saltinho e Sao Pedro,
estado de Sao Paulo, Brasil. A identificacdo taxondmica dos exemplares foi realizada pela Dra.
Flavia R. Fernandes, do Museu Paraense Emilio Goeldi (MPEG), UFPA, Belém, Para. Os
espécimes foram depositados na cole¢ao entomologica do MPEG (curador: Orlando Tobias

Silveira).

Tabela 1 — Representantes de Cassidinae s./. analisados no presente estudo, incluindo o nimero
de individuos, a sequéncia examinada e a localidade da coleta no estado de Sdo Paulo.

Espécie Numero de Sequéncia Locais de
individuos analisada coleta

Cassidini

Agroiconota inedita (Boheman 1855) 2 machos U2/58 Sdo Pedro

Charidotella immaculata (Oliver 1790) 3 machos U2/58 Saltinho

Charidotella sexpunctata (Fabricius 1781) 2 machos U2/58 Saltinho

Deloyala cruciata (Linnaeus 1758) 1 macho 58 Séo Pedro
Mesomphaliini

Chelymorpha cribraria (Fabricius 1775) 2 machos U2/58 Sao Pedro

Cyrtonota cyanea (Linnaeus 1758) 2 machos U2/58 Sao Pedro

Paraselenis flava (Linnaeus 1758) 2 machos U2/58 Saltinho

Coordenadas geograficas: Saltinho (22°50°S, 47°40°W); Sao Pedro (22°3°S, 47°57°W).
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As preparagdes cromossomicas foram obtidas a partir de testiculos de individuos adultos
de acordo com a técnica descrita por Schneider et al. (2007), com modificacdo no tempo de
hipotonizagdo, que foi de 15 minutos.

O DNA gendmico do abdome total de besouros da espécie Cha. immaculata foi extraido
de acordo com a metodologia descrita no Kit Comercial Qiagen Dneasy Blood and Tissue. A
qualidade do DNA extraido foi avaliada através de eletroforese, utilizando gel de agarose 1%
corado com Gel Red.

A amplificagdo de regides dos genes snRNA U2 e rDNA 5S foi realizada por uma reagao
de polimerase em cadeia (PCR) para um volume de 25ul, utilizando oligonucleotideos
especificos  descritos por Colgan et al. (1998) para snRNA U2-F-5° -
TCTCGGCCTATATTGGCTAA e U2-R-5° - GACGGTAGCTGCAATACCGG e para o
rDNA  5S-F5> -  ACTTAGATGGGGGACCGCTT e rDNA  5S-R-5° -
TTCAGCGTGGTATGGTCGTT, com variagdes nos programas de acordo com o gene:

a-) Gene snRNA U2: Programa: 3 min a 94 °C para desnaturacio inicial; 35 ciclos: a 30
segundos a 94 °C para desnaturacdo, 30 segundos a 48 °C para anelamento, 1 min a 72 °C para
extensdo; 10 min a 72 °C para extensdo final.

b-) Gene rDNA 5S: Programa: 3 min a 94 °C para desnaturacao inicial; 35 ciclos: a 30
segundos a 94 °C para desnaturacdo, 30 segundos a 54 °C para anelamento, 1 min a 72 °C para
extensao; 10 min a 72 °C para extensao final.

As sondas do snRNA U2 e do rDNA 58S foram marcadas por PCR com biotina 16-dUTP.
Adicionalmente, foi utilizado uma sonda rDNA 5S pTZ Ooct 5S (Almeida et al. In press)
marcada por DIG-Nick Translation Mix - Roche®.

A hibridizagao foi realizada utilizando a metodologia descrita por Pinkel et al. (1986)
com modificagdes:

1-) Deixar as laminas de um dia para o outro banhadas em solu¢do de acido acético 70%; 2-)
Deixar as laminas por 60 minutos em solu¢do de pepsina em camera iimida a 37°C; 3-) Lavar
as laminas em tampao de PBS 1X durante 5 minutos em temperatura ambiente (shaker); 4-)
Desidratar as laminas em série alcodlica 70, 90 e 100% por 5 minutos e secar; 5-) Incubar as
laminas em 100ul de RNAse (10ul/mL em 2xSSC) a 37°C por 60 minutos em camera imida;
6-) Lavar as laminas trés vezes por 5 minutos em solugdo de 2xSSC; 7-) Lavar as laminas
durante 5 minutos em solu¢do de PBS 1X; 8-) Fixar o material em formaldeido 1% em PBS
1X/50mM MgCl, durante 10 minutos em temperatura ambiente; 9-) Lavar as laminas em PBS
1X por 5 minutos (shaker); 10-) Desidratar as laminas em série alcodlica 70, 90 e 100% por 5

minutos cada e deixar secar; 11-) Desnaturar o DNA cromossdmico em formamida 70% em
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2xSSC a 70°C por 5 minutos; 12-) Desidratar o material em série alcoolica gelada 70, 90 e
100% por 5 minutos cada e secar rapidamente as ldminas; 13-) Usar 6ul de sonda e 24pul de
tampao de hibridagdo; 14-) Desnaturar a sonda em termociclador 95°C por 10 minutos e depois
manter em gelo; 15-) Colocar 30ul da solugdo de hibridagdo em cada lamina, cobrir com
laminula. 16-) Lavar as laminas em solu¢do de formamida 15% a 42°C por 5 minutos; 17-)
Lavar as laminas durante 5 minutos em solucdo de Tween 0,5% em temperatura ambiente
(shaker); 18-) Incubar as laminas em tampao NFDM por 15 minutos; 19-) Lavar duas vezes
com solu¢do de Tween 0,5% a temperatura ambiente por 5 minutos (shaker); 20-) Incubar cada
lamina com 6ul de Avidina-FITC e 24ul de tampao bloqueio (NFDM) por 30 minutos em
camera umida a 37°C; 21-) Lavar as laminas 3 vezes por 5 minutos em solugdo de Tween 0,5%
em temperatura ambiente (shaker); 22-) Incubar cada lamina com 2ul de anti-avidina
biotinilada e 38ul de tampao bloqueio (NFDM) por 30 minutos em camera umida a 37°C; 23-)
Lavar as laminas 3 vezes por 5 minutos em solu¢do de Tween 0,5% em temperatura ambiente
(shaker); 24-) Repetir os passos 20-23 deste protocolo; 25-) Repetir os passos 20 e 21 deste
protocolo; 26-) Desidratar o material em série alcoolica 70, 90 e 100% por 5 minutos cada e
deixar secar; 27-) Colocar sobre as laminas 30ul do fluorocromo 4’,6-diamidino-2-fenilindol
(DAPI) com Vectashield, cobrir com laminulas e retirar o excesso com papel filtro.

Para a hibridag¢ao do gene rDNA 5S marcado por Dig-Nick, a metodologia de hibridacao
foi a mesma até o passo 18, onde entdo as laminas foram incubadas por 60 minutos em camera
umida a 37°C com 2pl de anti-digoxigenina e 28l de tampao bloqueio e entdo lavadas duas
vezes em solu¢do de Tween 0,5% a temperatura ambiente por 5 minutos (shaker). A seguir
foram mantidos os passos 26 € 27 do protocolo acima mencionado.

As imagens dos cromossomos foram capturadas em fotomicroscopio Optico Zeiss A2,

com objetiva 100x de imersdo, optovar 1.6, utilizando o software Axion Vision.

RESULTADOS

A amplificacdo do gene de rDNA 5S de Cha. immaculata foi avaliada em um gel de
eletroforese a 2%, revelando uma banda forte, conforme mostra a Figura 1. No entanto, ap6s o
emprego da técnica de FISH, somente Cha. immaculata exibiu uma marcagao positiva para o
gene tDNA 58S, quando utilizada a sonda pTZ Ooct 5S (Almeida et al. In press) em nucleo
interfasico (Figura 2a).

Das seis espécies pertencentes as tribos Cassidini e Mesomphaliini examinadas com
relacdo a distribui¢do do gene de snRNA U2, cinco exibiram resultados positivos, revelando

marcacoes ténues em um par autossomico (Figura 2b-f). Em Cassidini, 4. inedita ¢ Cha.
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sexpunctata apresentaram sitios de snRNA U2 localizados na regido intersticial de um bivalente
com tamanho grande (Figura 2b e 2d), enquanto que Cha. immaculata exibiu a marcacao na
regido terminal de um bivalente de tamanho grande (Figura 2¢). Em Mesomphaliini, Che.
cribraria (Figura 2e) e P. flava (Figura 2f) mostraram marcacdes na regido intersticial de um
par cromossOmico com tamanho pequeno e terminal de um bivalente também de tamanho

pequeno, respectivamente.

Figura 1 - Eletroforese em gel de agarose do produto de amplificagdo do primer de
rDNA 5S no DNA de Charidotella immaculata.
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Figura 2 — Mapeamento dos genes de rDNA 5S (vermelho) e snRNA U2 (verde) em células testiculares de
Cassidini (a-d) e Mesomphaliini (e-f). a, ¢. Charidotella immaculata (2n=1011+Xy,). b. Agroiconota inedita
(2n=2011+Xyp). d. Charidotella sexpunctata (2n=1011+Xy,). e. Chelymorpha cribraria (2n=20+Xy,). f.
Paraselenis flava (2n=2011+Xy,). As setas indicam os sinais de hibrida¢do. Escala= 10pm.
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DISCUSSAO

Uma quantidade significativa de informagdes sobre a distribui¢do do gene de rDNA 5S
tem sido registrada para diversos organismos, como mamiferos (Leah et al. 1990), plantas
(Adacchi et al. 1997), peixes (Carrera et al. 2000, Martins & Wasko 2004) e insetos das ordens
Orthoptera (Cabral-de-Mello et al. 2011c, 2011d) e Coleoptera (Cabral-de-Mello et al. 2011a,
2011b; Oliveira et al. 2012; Arcanjo et al. 2013; Goll et al. 2015), revelando variagdes quanto
a localizacao e numero de clusters entre as espécies. Dentre os gafanhotos, duas familias foram
estudadas, Proscopiidaec e Acrididae, sendo que na primeira foi encontrado um padrdo
conservado de distribuicdo e nimero do rDNA 5S, e na ultima houve uma intensa variagdo
(Cabral-de-Mello et al. 2011c, 2011d). Nos besouros, as 37 espécies da subfamilia Scarabaeinae
e uma de Tenebrionidae exibiram padrao conservado de localizacdo da sequéncia de rtDNA 58S,
que foi dois clusters em um par autossomico (Cabral -de-Mello et al. 2010, 2011a, 2011b;
Oliveira et al. 2012; Arcanjo et al. 2013; Goll et al. 2015). Adicionalmente, o grupo dos peixes
foi um dos mais estudados quanto a organizagdo e estrutura do rDNA 5S (Martins & Wasko
2004), onde os resultados podem ser utilizados na diferenciacdo de espécies, assim como na
diferenciagdo sexual, como observado em Oncorhynchus mykiss, na qual a fémea se distingue
do macho por exibir maior nimero de clusters do rDNA 5S (Pendas et al. 1995; Moran et al.
1996; Carrera et al. 2000; Martins & Wasko 2004).

Este foi o primeiro estudo sobre a localizagdo dos sitios de rDNA 5S em Cassidinae,
sendo que apenas em Cha. immaculata, submetida a FISH com a sonda pTZ Ooct_5S (Almeida
et al. In press) revelou sinal ténue de hibridacdo em nucleos interfasicos. Em relagdo a sonda
com DNA extraido de Cha. immaculata, apesar da evidéncia de amplificacao do gene de rDNA
5S por PCR, a hibridagdo nos cromossomos nao ocorreu, mesmo apds diversas alteracoes na
metodologia da FISH, quer seja nas lavagens ou na amplificacdo do sinal. O gene de rDNA 5S
¢ uma sequéncia, que embora conservada, € bastante pequena, compreendendo cerca de 120 pb,
(Pendas et al. 1995), o que pode ter dificultado a hibridagdo, principalmente se 0 cromossomo
esta muito condensado e € pequeno, caracteristicas que condizem com os cassidineos.

Por outro lado, embora o snRNA U2 seja uma sequéncia conservada, tem sido pouco
mapeada entre os animais, nos quais foram observadas varia¢des na localizacdo. Em peixes,
por exemplo, os clusters apareceram localizados em apenas um par autossdmico, como
observado em Halobatrachus didactylus e Plectorhinchus mediterraneus, de forma dispersa
nos cromossomos, exibindo-se em praticamente todos os cromossomos do conjunto, como em
Amphichthys cryptocentrus, e co-localizados com genes ribossomais 18S, como em

Thalassophryne maculosa (Manchado et al. 2006; Ubeda-Manzanaro et al. 2010; Merlo et al.
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2012). Neste trabalho, o cluster de snRNA U2 foi observado em cinco das seis espécies
analisadas, as quais estdo alocadas em duas tribos e quatro géneros distintos, e exibiram o
mesmo padrdo do gafanhoto A. flavolineata (Bueno et al. 2013), que foram dois sitios
localizados em um par autossomico. No entanto, ocorreram variagdes na localizagdo
cromossOmica dos clusters entre as espécies, inclusive naquelas pertencentes a um mesmo
género e com caridtipo semelhante, como no caso de Cha. immaculata e Cha. sexpunctata, o
que permitiu diferencia-las cariotipicamente. Adicionalmente, a ocorréncia de um cluster do
gene snRNA U2 em cromossomos autossomicos ocorreu com maior frequencia na maioria das
espécies tanto de invertebrados quanto vertebrados até agora analisados. Porém, somente com
informagdes para um maior numero de espécies sera possivel relacionar esta alta frequéncia de
um sitio de snRNA U2 autossdmico como uma caracteristica ancestral de ambos os grupos.

Assim como o gene rDNA 5S, o snRNA U2 também possui uma sequéncia pequena
(Busch et al. 1982), e aliado ao fato dos cassidineos apresentarem cromossomos com tamanho
pequeno, os sinais fluorescentes exibiram-se como pontos diminutos e fracos; este padrao foi
mantido mesmo na auséncia da utilizagdo da colchicina, que garante que os cromossomos
figuem mais descondensados, favorecendo a hibridagdao. Além disso, somente apds a
amplificacdo do sinal de hibridacao foi possivel observar as marcagdes de snRNA U2 positivas.
Porém, essa alteragdo na metodologia da FISH gerou muito backgroud nas preparagdes
cromossomicas, o que dificultou visualizagao dos sinais de hibridagao.

Embora a sequéncia dos genes de rDNA 58S e snRNA U2 sejam conservadas no genoma,
e no caso do RNA nuclear U2 tenha sido possivel observar a hibridacdo, a dificuldade em se
obter repetitibilidade dos resultados tornam a utilizagdo de ambos os genes pouco viavel em
espécies de Cassidinae, visto que outros marcadores, como o gene ribossomal rDNA 28S,

fornecem melhores resultados e informagdes relevantes quanto a organizagdo cromossomica do

grupo.
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5. CONSIDERACOES FINAIS

Os resultados obtidos com a andlise citogenética de 19 espécies de cassidineos estudadas

no presente trabalho permitiram constatar que:

O ntimero diploide 2n=18 ndo ¢ conservado entre todos os Cassidinae, mas ocorre com
maior frequéncia em representantes da tribo Cassidini;

A tribo Mesomphaliini exibe a maior heterogeneidade quanto ao numero diploide e tipo
de sistemas cromossomicos sexuais dentre os Cassidinae;

O sistema cromossomico sexual Xy, estd presente na maioria das tribos e pode
representar uma caracteristica compartilhada entre as espécies de Cassidinae como um
todo;

Embora a distribuicdo da heterocromatina constitutiva tenha sido predominantemente
pericentromérica nas 13 espécies estudadas, um padrao quase que espécie-especifico foi
encontrado. Este resultado indica que mudangas na distribuicdo da heterocromatina
constitutiva podem ter sido responsaveis pela diferenciagdo cariotipica dos cassidineos;
O gene ribossomal 28S estava localizado em apenas um par autossomico em 10 das 11
espécies examinadas. Contudo, diferencas quanto a localizacdo cromossdmica dos
clusters de rDNA ocorreram entre as espécies, especialmente na tribo Cassidini que
possui a maior uniformidade de ntimero diploide e tipo de sistema cromossomico
sexual;

A utilizacdo do gene rDNA 28S como marcador cromossomico mostrou ser eficiente
nos estudos de Cassidinae, pois permitiu revelar diferencas entre espécies com
cariotipos semelhantes;

Marcagoes teloméricas tipicas do cluster (TTAGG)n foram observadas apenas nos
cromossomos de P. flava (Mesomphaliini). Nas demais espécies estudadas, ocorreram
variagcdes no numero de cromossomos portadores dos sitios teloméricos, o que pode
indicar que a sequéncia (TTAGG)n vem sendo repetidamente perdida ao longo da
evolucdo deste grupo;

Embora diferencas quanto a localizacao do gene snRNA U2 tenham sido observadas
em espécies pertencentes a um mesmo género e com cariotipo semelhante, a dificuldade
em se obter resultados torna a utilizacdo deste gene pouco vidvel nos estudos

citogenéticos de Cassidinae.
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