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RESUMO 

 

Ctenomys, popularmente conhecido como tuco-tucos, é o gênero mais especioso 

entre os roedores subterrâneos, cerca de 65 espécies. Entre os mamíferos, Ctenomys 

é o grupo com a maior variação cromossômica, com números diploides variando de 

2n=10 para C. steinbachi, à 2n=70 para C. pearsoni e C. dorbignyi, além de variações 

intraespecíficas, C. minutus (2n=42 à 50) e C. lami (2n=54 à 58). No Brasil, são 

descritas oito espécies de Ctenomys: Ctenomys bicolor (Rondônia), Ctenomys 

rondoni (Mato Grosso), Ctenomys nattereri (Mato Grosso), Ctenomys flamarioni (Rio 

Grande do Sul), Ctenomys lami (Rio Grande do Sul), Ctenomys minutus (Santa 

Catarina e Rio Grande do Sul), Ctenomys ibicuiensi (Rio Grande do Sul) e Ctenomys 

torquatus (Rio Grande do Sul). Todas as espécies do Sul do Brasil possuem descrição 

cariotípica e padrão de bandeamento, sendo C. minutus e C. lami, espécies irmãs e 

que possuem a maior variação cariotípica intraespecífica. Apesar de muitos trabalhos 

descrevendo os diferentes cariótipos, estudos utilizando citogenética molecular são 

incipientes e ainda não se tem claro como os mecanismos de especiação 

cromossômica podem influenciar a diferenciação destas espécies. Enquanto as 

espécies do Centro-oeste e Norte, apenas C. bicolor possui a descrição do seu 

cariótipo (2n=40), assim carecem de informações e comparações entre as espécies 

destas regiões. Sabendo-se destas lacunas o objetivo desta tese foi contribuir no 

desenvolvimento do conhecimento sobre mecanismos de evolução cromossômica, 

por meio de diferentes abordagens de análise, aprofundando o conhecimento sobre a 

organização genômica e cromossômica nas espécies do gênero Ctenomys presentes 

no Brasil. Para isso, além de uma revisão dos dados citogenéticos do gênero, foram 

utilizadas métodos de citogenética clássica (NORs, Banda-C e G) e citogenética 

molecular (FISH – hibridização in situ fluorescente), com diferentes conjuntos de 

sondas de DNA (de cromossomos inteiros, microssatélites e elemento transponível) 

em espécies com ocorrência no Brasil. Empregando a técnica de FISH utilizando 

sondas de microssatélites e elemento transponível (L1) em diferentes citótipos de C. 

minutus, identificamos o papel das sequências repetitivas na variação cariótipica desta 

espécie, mostramos que diferentes citótipos apresentam diferenças no padrão de 

distribuição e na quantidade de sinais para as diferentes sondas. E utilizando sondas 

de cromossomos inteiros de C. flamarioni, realizamos a pintura cromossômica em 

diferentes citótipos de C. minutus e C. lami, identificamos os rearranjos 
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intracromossômicos que ocorrerem entre os diferentes citótipos da mesma espécie e 

as homeologias entre as três espécies. Utilizando estas abordagens de citogenética 

clássica descremos dois cariótipos para espécies do centro-oeste, além dos padrões 

de heterocromatina, NORs e bandeamento G para C. bicolor, C. nattereri e C.sp. 

“xingu” e C. sp “central”. Assim, descrevemos os possíveis rearranjos ocorridos para 

diferenciação dos cariótipos destas espécies. Essas evidências encontradas 

demonstram como o gênero Ctenomys é um ótimo modelo para entender evolução 

cromossômica e os mecanismos de especiação cromossômicas. 

 

Palavras-chaves: Citogenética; Ctenomiydae; Pintura cromossômica; FISH; 

Rodentia 
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ABSTRACT 

 

Ctenomys, popularly known as tuco-tucos, is the most specious genus among 

subterranean rodents, with about 65 described species. Among mammals, Ctenomys 

is the current group that has the greatest chromosomal variation, with diploid numbers 

ranging from 2n=10 for C. steinbachi, to 2n=70 for C. pearsoni and C. dorbignyi, in 

addition to intraspecific variations, as in C. minutus (2n=42 to 50) and C. lami (2n=54 

to 58). In Brazil, eight species of Ctenomys were described, namely: Ctenomys bicolor 

(Rondônia), Ctenomys rondoni (Mato Grosso), Ctenomys nattereri (Mato Grosso), 

Ctenomys flamarioni (Rio Grande do Sul), Ctenomys lami (Rio Grande do Sul), 

Ctenomys minutus (Rio Grande do Sul and Santa Catarina), Ctenomys ibicuiensi (Rio 

Grande do Sul) and Ctenomys torquatus (Rio Grande do Sul). All species from 

southern Brazil have a karyotype description and banding pattern, with C. minutus and 

C. lami, sister species that have the greatest karyotype variation. Despite many works 

describing the different karyotypes, studies using molecular cytogenetic are incipient 

and it is still unclear how chromosomal speciation can influence the differentiation of 

these species. While the species from Midwest and North, only C. bicolor has the 

description of its karyotype (2n=40), thus, information and comparisons between the 

species of these regions are lacking. Knowing these gaps, the objective of this thesis 

was to contribute to the development of knowledge about the mechanisms of 

chromosomal evolution through different analysis approaches, deepening the 

knowledge about the genomic and chromosomal organization in species of the genus 

Ctenomys present in Brazil. For this, in addition to a review of the cytogenetic data of 

the genus, methods of classical cytogenetic (NORs, C-Band, and G) and molecular 

cytogenetic (FISH - fluorescent in situ hybridization) were used, with different sets of 

DNA probes (from chromosomes integers, microsatellites, and transposable element) 

in species occurring in Brazil. Employing the FISH technique using microsatellite 

probes and transposable element (L1) in different cytotypes of C. minutus, we identified 

the role of repetitive sequences in the karyotype variation of this species, we showed 

that different cytotypes present differences in the distribution pattern and the number 

of signals for the different probes. In addition, using probes of whole chromosomes of 

C. flamarioni, we performed the chromosome painting in different cytotypes of C. 

minutus and C. lami, we identified the intrachromosomal rearrangements that occur 

between the different cytotypes of the same species and the homeologies between the 
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three species. Using these classical cytogenetic approaches, we describe two 

karyotypes for Midwestern species: heterochromatin, NORs, and G-banding patterns 

for C. bicolor, C. nattereri, and C.sp. "xingu". Thus, we describe the possible 

rearrangements that occurred to differentiate the karyotypes of these species. This 

evidence demonstrates how the genus Ctenomys is a great model for understanding 

chromosomal evolution and the mechanisms of chromosomal speciation. 

Keywords: Cytogenetics; Ctenomiydae; Chromosomal painting; FISH; Rodentia 
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CAPÍTULO 1  

 

Neste capítulo será apresentado uma introdução geral e os objetivos, geral e 

específicos, desta tese. 

 

1 INTRODUÇÃO GERAL 

1.1 Aspectos gerais do gênero Ctenomys 

 

A ordem Rodentia é a mais diversificada dentre as linhagens dos mamíferos, 

possui mais de 2200 espécies, o que corresponde a cerca de 42% das espécies da 

classe Mammalia (Carleton and Musser 2005). A taxonomia moderna reconhece 5 

subordens (Anomaluromorpha, Castorimorpha, Hystricomorpha, Myomorpha e 

Sciuromorpha) e 33 famílias (Figura 1) (Fabre et al. 2012). Ocorre em praticamente 

todos os continentes, com exceção da Antártida, ocupando uma grande variedade de 

hábitats, além de ser capaz de explorar diferentes hábitos, como terrestre, arborícola 

e semiaquática (Patton et al. 2015). Dentre os roedores terrestres, os grupos que 

conduzem a maioria de suas atividades vitais em galerias abaixo da superfície 

terrestre são nomeados de subterrâneos (Lacey et al. 2000). Os roedores 

subterrâneos são representados pelas famílias: Bathyergidae (Hystricomorpha), 

Geomyidae (Castorimorpha), Muridae (Myomorpha), Octodontidae (Hystricomorpha) 

e Ctenomyidae (Hystricomorpha) (Wilson and Reeder 2005).  

A família Ctenomyidae é formada apenas pelo gênero Ctenomys, conhecido 

popularmente como tuco-tucos, este é o mais especioso entre os roedores 

subterrâneos, tendo cerca de 65 espécies (Teta and D’Elía 2020). Além disso, é 

amplamente distribuído desde o sul da Bolívia e Peru até a Argentina, na Terra do 

Fogo (Reig et al. 1990). A origem do gênero é datada em aproximadamente 3 MYA, 

com o surgimento de 8 grupos monofiléticos de espécies (Parada et al. 2011), porém 

alguns outros estudos têm demonstrado que podem ter se originado entre 10-6 MYA 

(Parada et al. 2011; Roratto et al. 2015; Upham and Patterson 2015; Caraballo and 

Rossi 2018). No entanto, um estudo recente usando calibrações fósseis dentro de 

Ctenomys situa a origem deste gênero em um período mais recente (1,32 MYA; 
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intervalo: 0,8–2,1) em relação ao relatado por outros autores, além disso propõe mais 

um clado formado por leucodon-tuconax + osvaldoreigi–viarapaensis, provisoriamente 

chamado de ‘leucodon group’ (Figura 2) (De Santi et al. 2021).  

 

Os Ctenomys são caracterizados por possuir uma baixa mobilidade e são 

territorialistas, possuem hábitos solitários, com exceção de C. sociabilis,  o que 

contribui para a formação de pequenas populações isoladas, com baixo fluxo gênico, 

o que pode contribuir para o efeito de deriva (Patton and Sherwood 1983; Reig 1989; 

Malizia et al. 1995; Freitas 1995). Tem-se observado em grande parte das linhagens 

de Ctenomys, altos níveis de subdivisão populacional, em conjunto com a dinâmica 

FIGURA 1 – Diversificação de roedores ao longo do tempo. Fonte: Adaptado de Fabre et al. 

2012 



17 
 

cariotípica, favorecendo fixação de rearranjos cromossômicos, e posteriormente, 

podendo levar à especiação (Reig and Kiblisky 1969; Ortells 1995; Freitas 2001; 

Freitas 2006). 

FIGURA 2 - Filogenia de Ctenomyidae. Fonte: Adaptado de De Santi et al. 2021  

Os tuco-tucos são marcadamente semelhantes entre si, exibindo adaptações 

morfológicas relacionadas ao seu hábito de vida como: redução da cauda e pavilhões 

auditivos; corpo robusto e cilíndrico; um maior desenvolvimento da musculatura 

(principalmente dos membros anteriores) e das unhas; e uma abertura bucal atrás dos 

incisivos, que ficam expostos para fora da boca (Figura 3) (Nevo 1979; Reig et al. 

1990). As espécies deste gênero também são herbívoros e se alimentam preferencial 
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de gramíneas, contudo são generalistas na maioria dos casos, consumindo de ervas, 

brotos, ou até mesmo os restos raízes de lavouras, pastos e pastagens (Del Valle et 

al. 2001). Além disso, podem influenciar diretamente a comunidade de plantas e por 

meio do revolvimento e aeração à alterações do solo na região onde habitam, devido 

aos seus hábitos de vida e alimentares (Zenuto and Busch 1995; Rosi et al. 2000).  

FIGURA 3 - Adaptações morfológicas em Ctenomys, relacionados ao modo de vida subterrâneo. 

Fonte: Imagens Thales R. O. de Freitas e Thays D. de Oliveira. 

No Brasil, encontram-se descritas oito espécies de Ctenomys. Uma espécie 

com distribuição no estado de Rondônia, Ctenomys bicolor Miranda Ribeiro, 1914 e 

duas no estado de Mato Grosso, Ctenomys rondoni Miranda Ribeiro, 1914 e Ctenomys 

nattereri Wagner, de 1848 (Figura 4). Informações sobre distribuição, ecologia, 

comportamento, genética e citogenética destas três espécies anteriormente citadas 

ainda são incipientes, além disso, a localização de Ctenomys rondoni nunca foi 

encontrada depois de sua descrição. As outras cinco espécies apresentam 

distribuição no estado do Rio Grande do Sul (Figura 4), sendo três endêmicas do 

estado: Ctenomys flamarioni Travi, 1981; Ctenomys lami Freitas, 2001 e Ctenomys 

ibicuiensi Freitas et al. 2012, as outras duas espécies (Ctenomys minutus Nehring, 

1887 e Ctenomys torquatus Lichtenstein, 1830) apresentam parte de sua distribuição 
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no Estado de Santa Catarina e no Uruguai, respectivamente (Freitas and Lessa 1984; 

Freitas 1995; Freitas 1997). 

 

FIGURA 4 - Distribuição das espécies de Ctenomys da região sul, centro-oeste e norte do brasil. 

Fonte: Adaptado da postagem da página do projeto tuco-tuco no Instagram. 

 

1.2 Mecanismos de especiação cromossômica 
 

Nos últimos 70 anos, muitos modelos de especiação cromossômica foram 

publicados, todos eles com a suposição de que diferenças cromossômicas 

acumuladas entre neoespécies e seus progenitores prejudicam a fertilidade ou 

viabilidade de híbridos interespecífico. Os modelos de especiação cromossômica que 

também tiveram grande impacto são: estasipátrico, cascata, transitoriedade 

cromossômica, fusão monobraquial, recombinação, quântico e saltacional (revisão em 

Rieseberg 2001) (Tabela 1). 

 Modelo estasipátrico: sugere que os rearranjos cromossômicos têm uma 

vantagem seletiva no estado homozigoto e defende que, para que esse mecanismo 
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ocorra, as espécies devem ter baixa vagilidade com capacidade de formar populações 

isoladas (White 1973; White 1978). 

 Modelo de cascata: assume que o isolamento reprodutivo aparece devido ao 

acúmulo de rearranjos cromossômicos, que são ligeiramente subdominantes 

individualmente (White 1978). 

 Modelo de transiliência cromossômica: sugere que um rearranjo cromossômico 

fortemente subdominante pode se tornar fixo por deriva e endogamia em uma 

população isolada (Templeton 1981). 

 Modelo de fusão monobranquial: estabelece a hipótese de que em 

subpopulações isoladas diferentes fusões cêntricas são fixadas independentemente 

com pouco efeito sobre a fertilidade, mas híbridos entre essas subpopulações podem 

apresentar grande redução na fertilidade ou mesmo serem estéreis (Baker and 

Bickham 1986). 

 Modelo de recombinação: descreve um processo em que a hibridização, entre 

populações que divergem cromossomicamente, leva à quebra cromossômica e à 

classificação dos rearranjos pré-existentes que diferenciam as espécies parentais. Um 

novo genótipo recombinante pode ser estabilizado se as diferenças cariotípicas em 

relação às espécies parentais forem suficientes e, portanto, ocorre o isolamento 

reprodutivo (Grant 1981). 

 Modelo quântico de especiação: sugere que os rearranjos cromossômicos 

podem se fixar rapidamente em uma população fundadora periférica por meio de 

deriva e endogamia, levando ao isolamento reprodutivo. Ao contrário do modelo de 

transitoriedade, os novos conjuntos de genes, formados como resultado da mudança 

cariotípica, são adaptativos (Grant 1981). 

 Modelo saltacional: propõe que a endogamia em uma população periférica 

fundadora pode induzir a quebra cromossômica. No entanto, como na maioria dos 

outros modelos, os rearranjos cromossômicos (que posteriormente servem como 

barreiras de isolamento) são fixados, por deriva, em pequenas populações 

endogâmicas (Lewis 1966).  

Modelos de especiação cromossômica têm sido muito discutidos e criticados 

por alguns pesquisadores que defendem causas genéticas de especiação (Coyne et 

al. 1993; Coyne and Allen Orr 1998). As razões mais amplamente citadas para duvidar 

do importante papel das mudanças cariotípicas na especiação incluem: 1) a 
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observação de que muitos rearranjos cromossômicos têm pouco efeito sobre a 

fertilidade (Dobzhansky 1933; Sites and Moritz 1987; Coyne et al. 1993); 2) as 

dificuldades teóricas associadas à fixação na população de rearranjos cromossômicos 

fortemente subdominantes (Walsh 1982; Lande 1985; Baker and Bickham 1986); 3) a 

alegada ineficácia das diferenças cromossômicas como barreiras ao fluxo gênico 

(Barton 1979; Futuyma and Mayer 1980); 4) a crença generalizada de que as barreiras 

pré-zigóticas e/ou ecológicas aparecem antes dos rearranjos cromossômicos nos 

processos de especiação e, portanto, são causas mais prováveis de especiação 

(Coyne and Allen Orr 1998; Schemske 2000). 

TABELA 1- Resumo com as principais diferenças entre os modelo de especiação 

cromossômicas. Fonte: Tabela adaptada de Rieseberg, 2001. 

 

Embora geralmente se assume que a importância dos rearranjos 

cromossômicos reside na sua eficácia como barreiras ao fluxo gênico atuando na 

fertilidade ou na viabilidade de híbridos, uma série de modelos surgiram recentemente 

argumentando que, na maioria dos casos, essas mutações reduzem o fluxo gênico 

mais por causa de uma diminuição na taxa de recombinação do que por causa de 

seus efeitos sobre a aptidão (Noor et al. 2001; Rieseberg 2001; Navarro and Barton 

2003a). Essa diminuição na recombinação facilitará a diferenciação da área do 

cromossomo afetada pelo rearranjo quando as populações divergentes estiverem em 

Modelo 
Isolamento 

geográfico? 

Origens 

mutacionais 

Aptidão de 

rearranjos 

individuais 

Meio de 

estabelecimento 

Repadronização 

cromossômica 

adaptativa? 

Cascata Sim 
Rearranjo 

Espontâneo 

Fraca 

Subdominância 
Deriva Não 

Transiliência 

cromossômica 
Sim 

Rearranjo 

Espontâneo 

Forte 

Subdominância 
Deriva Não 

Fusão 

monobraquial 
Sim 

Rearranjo 

Espontâneo 

Fraca ou sem 

Subdominância 
Deriva Não 

Recombinação Provável Hibridização 
Fraca ou sem 

Subdominância 

Seleção de 

fertilidade 
Talvez 

Quântico Sim 
Rearranjo 

Espontâneo 

Forte 

Subdominância 
Deriva Sim 

Saltacional Não 
Rearranjo 

Espontâneo 

Forte 

Subdominância 

Deriva/impulso 

meiótico 
Sim 

Estasipátrico Sim Endogamia 
Forte 

Subdominância 
Deriva Talvez 
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parapatriação. Se novos alelos favoráveis aparecerem ligados ao rearranjo 

cromossômico, a extensão destes, na área geográfica da espécie, será retardada no 

tempo. Isso permitirá que diferentes alelos se estabeleçam em diferentes áreas da 

espécie. Se esses alelos forem incompatíveis, ao entrarem em contato reforçarão o 

isolamento reprodutivo (Navarro and Barton 2003b). Esses modelos são baseados 

em: 1) rearranjos cromossômicos considerados subdominantes (translocações, 

fusões, fissões e inversões) são imprevisíveis em seus efeitos sobre a aptidão, devido 

a mecanismos que mitigam ou previnem a segregação errada durante a meiose, como 

a supressão parcial ou completa da recombinação (Coyne et al. 1993); 2) é 

extremamente difícil diferenciar o efeito de rearranjos cromossômicos daquele de 

genes na esterilidade híbrida (Shaw et al. 1986); 3) os efeitos de um certo tipo de 

rearranjo variam entre grupos de organismos (Stebbins 1958; Sites and Moritz 1987; 

Coyne et al. 1993); 4) os rearranjos cromossômicos muitas vezes suprimem a 

recombinação e, assim, diminuem o fluxo gênico através das regiões genéticas 

(Searle 1998; Navarro and Barton 2003a); 5) em alguns casos uma redução na 

recombinação pode resultar em seleção contra os gametas recombinantes, 

produzindo redução na fertilidade dos híbridos (Rieseberg 2001); 6) em cromossomos 

com rearranjos estruturais, foi detectada maior taxa de evolução de proteínas do que 

naqueles que não apresentam esse tipo de alteração (Navarro and Barton 2003b). 

Para o gênero Ctenomys existe uma ideia clássica de que o modelo de 

especiação cromossômica é responsável pelo aparecimento das várias espécies que 

constituem o gênero (Reig and Kiblisky 1969; Reig et al. 1990). Tal ideia ocorre porque 

as espécies de Ctenomys reúnem as condições esperadas para que isso ocorra, como 

alta variação cariotípica intra- e interespecífica, formação de pequenas populações 

isoladas e baixo fluxo gênico (Patton and Sherwood 1983; Reig 1989; Malizia et al. 

1995; Freitas 1995). A ocorrência de rearranjos cromossômicos em heterozigotos em 

pequenas populações isolados poderia gerar novos cariótipos por deriva genética, que 

seriam testados por seleção e baixo fluxo gênico (Freitas 2021). Um processo de 

especiação cromossômica provavelmente está ocorrendo em Ctenomys, na planície 

costeira do Rio Grande do Sul, onde ocorrem as espécies C. lami e C. minutus (Freitas 

2021).  

 

1.3 Citogenética comparativa em roedores 
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Os roedores são caracterizados pela variabilidade cariotípica, 2n= 9 ou 10 para 

Akodon sp. (Silva e Yonenaga-Yassuda 1998) a 102 para Tympanoctomys barrerae 

(Contreras et al. 1990), e em algumas espécies, também, têm a presença de 

cromossomos B (Thomson et al. 1984; Silva e Yonenaga-Yassuda 2004).  

 Com o desenvolvimento das técnicas de bandeamento cromossômico iniciaram 

os estudos de comparativos, observando homologias e altos níveis de conservação 

cromossômica em certos grupos de roedores. Com isso foi possível hipotetizar um 

cariótipo ancestral para a ordem Rodentia, e que as espécies de sciurídeos possuem 

cariótipos conservados semelhantes ao putativo cariótipo ancestral (Petit et al. 1984; 

Viegas-PÉquignot et al. 1986). Os grupos de roedores com cariótipos considerado 

mais conservados em relação ao ancestral são as espécies pertencentes às subordem 

Castorimorpha e Anomaluromorpha (Ward et al. 1991). Em contraste, as espécies da 

subordem Myomorpha possuem os cariótipos altamente reorganizados 

(Graphodatsky et al. 2011). Além disso, existem variações de heterocromatina (Patton 

e Sherwood 1982; Svartman et al. 2005; Graphodatsky et al. 2011), sistemas sexuais 

múltiplos (Fredga e Bulmer 1988) e presença de cromossomos B (Trifonov et al. 2002; 

Silva e Yonenaga-Yassuda 2004). 

Outro avanço no estudo sobre evolução cromossômica em mamíferos foi o 

desenvolvimento de técnicas de hibridização de cromossomos inteiros entre espécies, 

denominada pintura cromossômica. Com relação aos roedores o primeiro estudo com 

pintura cromossômica foi realizado por Scherthan et al. (1994). No entanto, poucas 

sondas de humanos hibridizaram em camundongo, provavelmente, devido ao alto 

grau de rearranjo do genoma de camundongo (Ferguson-Smith et al. 1998). Visto essa 

dificuldade fez-se necessário utilizar outros conjuntos de sondas, tanto de roedores 

que apresentam o cariótipo mais conservado, como os que apresentam cariótipos 

altamente rearranjados, assim em 1999 foram publicados os primeiros artigos com 

pintura cromossômica comparativa entre dois genomas de roedores: Mus musculus e 

Rattus norvegicus (Grützner et al. 1999; Guilly et al. 1999; Stanyon et al. 1999). Desde 

então, mais de 100 genomas de roedores foram analisados resultando na 

disponibilidade de mapas cromossômicos comparativos e um panorama da evolução 

cariotípica nos grupos taxonômicos de roedores (Romanenko et al. 2012). 
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Atualmente estão disponíveis mais de 20 sondas de roedores, porém são 

poucos os estudos com pintura recíproca (Romanenko et al. 2012). Entre os roedores 

a subordem Hystricomorpha, na qual estão inclusos os Ctenomys, são pouco 

estudados por citogenética comparativa, existem apenas cinco trabalhos envolvendo 

espécies de Hystricomorpha com pintura cromossômica com 4 conjuntos de sondas, 

Octodon degus, Heterocephalus glaber, Cavia porcellus e Ctenomys flamarioni 

(Svartman et al. 2005; Deuve et al. 2006; Deuve et al. 2008; Romanenko et al. 2015; 

Kubiak et al. 2020). 

Em 2020, Kubiak et al. (2020) publicaram o primeiro trabalho utilizando pintura 

cromossômica em Ctenomys e apresentaram o primeiro conjunto de sondas de 

cromossomos inteiros de uma espécie do gênero, Ctenomys flamarioni. O objetivo 

deste trabalho foi analisar as diferenças entre as espécies parentais C. flamarioni e C. 

minutus (2n=46) e os híbridos, além de investigar a origem dos híbridos (Kubiak et al. 

2020). Este trabalho apresenta uma ferramenta genômica chave para desvendar a 

biologia-evolutiva dos roedores, principalmente do gênero Ctenomys. 

 

1.4 DNA repetitivo 

 

O genoma dos eucariontes é composto por uma fração de DNA altamente 

repetitivo (Martins et al. 2010). As sequências repetitivas podem ser fonte de 

variabilidade genética entre espécies e até mesmo em indivíduos de uma mesma 

população, além de contribuir na replicação do DNA (Li et al. 2002), recombinação 

(Biet et al. 1999), expressão gênica (Liu et al. 2001), na diferenciação de 

cromossomos sexuais em plantas (Kubat et al. 2008), repteis (Pokorná et al. 2011) e 

peixes (Cioffi et al. 2010; Yano et al. 2014), ou seja, na organização estrutural e 

funcional do genoma em geral. Estas sequências repetidas podem também estar 

envolvidas em rearranjos cromossômicos, tais como deleções, duplicações, inversões 

e translocações recíprocas, sendo responsáveis por proporções significativas das 

variações cariotípicas observadas em muitos grupos (Kidwell 2002). Estas consistem 

de sequências idênticas ou semelhantes, dispostas em tandem (lado a lado) ou 

dispersas por todo o genoma (Figura 5) (López-Flores and Garrido-Ramos 2012).  
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As sequências repetitivas in tandem incluem os DNA satélites que são 

sequências nucleotídicas com cerca de 100 a 300 pb diversas e altamente repetidas, 

variam em seu número de cópias nos genomas eucariotos, estão organizadas 

principalmente nas regiões dos telômeros e dos centrômeros e são o principal 

componente da heterocromatina (Martins 2007). Os minissatélites são repetições com 

cerca de 10 – 100 pb agrupadas geralmente próximos aos telômeros, comum a todos 

os eucariotos. Os microssatélites ou SSRs (repetições de sequências simples) são 

pequenas repetições de 1-6pb dispostas em tandem intercaladas em todo o genoma 

dos eucariotos, podem estar associadas à heterocromatina ou em regiões 

eucromáticas (Martins 2007). Esta classe de DNA repetitivo é utilizada para o 

mapeamento físico do genoma, contribuindo para o desenvolvimento de marcadores 

genéticos de fundamental importância para o conhecimento da estrutura 

cromossômica e da evolução em muitas espécies (Azevedo et al. 2005). 

Enquanto que as sequências repetitivas dispersas englobam os elementos 

transponíveis (TEs) (Martins 2007; Wells and Feschotte 2020). Os TEs diferenciam 

dos outros tipos de sequências repetitivas devido sua capacidade intrínseca de se 

mobilizar no genoma hospedeiro (Wicker et al. 2007; Bourque et al. 2018; Wells and 

Feschotte 2020). Em mamíferos as sequências repetitivas podem constituir de 40% a 

50% dos genomas, como em Rattus norvegicus e humanos, respectivamente (Gibbs 

et al. 2004). Em geral os roedores, possuem cerca de 30% de TEs, sendo 

aproximadamente 23% dos seus genomas são constituídos de elementos de classe I 

e 7% de classe II (Gibbs et al. 2004). Desses elementos de classe I, são observados 

predominantemente elementos LINEs (Long Interspersed Nuclear Elements) e SINEs 

(Small Interspersed Nuclear Element). O elemento encontrado em maior abundância 

são os da superfamília LINE-1 (Long Interspersed Nuclear Element 1; L1) que está 

presente na classe Mammalia desde sua radiação há  aproximadamente 100 milhões 

de anos (Khan et al. 2006). 

Os elementos L1 de roedores possuem algumas particularidades como: das 

diferentes linhagens de L1-like existentes, apenas uma é ativa em roedores (Gibbs et 

al. 2004), e também diferentemente do que é observado no genoma dos outros 

mamíferos em algumas linhagens de roedores identificou-se inativação ou perda de 

L1 (Casavant et al. 2000; Erickson et al. 2011). Outra observação interessante é que 

nas espécies em que há essa perda ou inativação de L1 há também o aumento na 
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variabilidade de número de cromossomos detectados (Erickson et al. 2011). Se os L1 

desempenham uma função ou só são parasitas muito bem sucedidos ainda não está 

claro, mas a perda da sua atividade pode impactar profundamente na dinâmica de 

interações entre os elementos e o hospedeiro. 

 

 

 

  

FIGURA 5 - Classificação dos diferentes tipos de sequências de DNA repetitivo encontrados em 

genomas eucarióticos. Fonte: López-Flores e Garrido-Ramos (2012). 
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2 OBJETIVOS 

  

2.1 Objetivo Geral 

 

Contribuir no desenvolvimento do conhecimento sobre mecanismos de 

evolução cromossômica nas espécies eucarióticas, por meio de diferentes 

abordagens de análise, aprofundando o conhecimento sobre a organização genômica 

e cromossômica nas espécies de roedores do gênero Ctenomys presentes no Brasil. 

2.2 Objetivos Específicos 

 

1. Sumarizar os dados citogenéticos disponíveis para as espécies do gênero 

Ctenomys, além disso, entender o processo de evolução cromossômica durante a 

diversificação do grupo; 

 

2. Caracterizar os cariótipos de diferentes espécies e linhagens Ctenomys da 

região Centro-oeste e Norte do Brasil, por meio de citogenética clássica, determinar o 

número diploide, morfologia dos cromossomos, localização de heterocromatina 

constitutiva e regiões organizadoras de núcleo, além de compreender os rearranjos 

ocorridos entre as espécies. 

 

3. Compreender o papel das sequências repetitivas na formação dos diferentes 

citótipos de Ctenomys minutus, por meio de mapeamento cromossômico de diferentes 

classes de sequências repetitivas, microssatélites e L1;  

 

4. Compreender quais os rearranjos cromossômicos ocorreram entre Ctenomys 

minutus e Ctenomys lami e como os mecanismos de especiação cromossômica 

levaram à diversidade cariotípica nestas espécies; 
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CAPÍTULO 2 

 

Neste capítulo será apresentado parte dos resultados obtidos na presente tese, 

corresponde ao manuscrito em preparação a ser submetido para publicação à revista 

Genetics and Molecular Biology (ISSN: 0100-8455; Impact Factor: 1.771) intitulado: 

Karyotype evolution of Ctenomys: a chromosomal review of Tuco-tuco 
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CAPÍTULO 3 

 

Neste capítulo será apresentado parte dos resultados obtidos na presente tese, 

corresponde ao manuscrito em preparação a ser submetido para publicação à revista 

Journal of Mammalogy (ISSN: 1545-1542 (Online); Impact Factor: 2.416) intitulado: 

New Karyotypic Information for Ctenomys (Rodentia: Ctenomyidae) from 

Midwest and Northern Brazil
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CAPÍTULO 4 

 

Neste capítulo será apresentado parte dos resultados obtidos na presente tese, 

corresponde ao artigo publicado na revista Animals (ISSN: 2076-2615; Impact Factor: 

3.231) intitulado: 

Genomic organization of microsatellites and LINE-1-like retrotransposons: 

evolutionary implications for Ctenomys minutus (Rodentia: Ctenomyidae) 

cytotypes  

https://doi.org/10.3390/ani12162091 
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Simple Summary: In animals, several species contain substantial chromosomal and genomic varia- tion 

among their populations, but as to what could have driven such diversification is still a puzzle for 

most cases. Here, we used molecular cytogenetic analysis to expose the main genomic elements involved 

in the population variation observed in the Neotropical underground rodents of the genus Ctenomys 

(Rodentia: Ctenomyidae), which harbor the most significant chromosomal variation among mammals 

(2n = 10 to 2n = 70). These data provide evidence for a correlation between repeti- tive genomic content 

and localization of evolutionary breakpoint regions (EBRs) and highlight their direct impact in promoting 

chromosomal rearrangements. 

 

Abstract: The Neotropical underground rodents of the genus Ctenomys (Rodentia: Ctenomyidae) 

comprise about 65 species, which harbor the most significant chromosomal variation among mammals 

(2n = 10 to 2n = 70). Among them, C. minutus stands out with 45 different cytotypes already identified, 

among which, seven parental ones, named A to G, are parapatrically distributed in the coastal plains of 

Southern Brazil. Looking for possible causes that led to such extensive karyotype diversification, we 

performed chromosomal mapping of different repetitive DNAs, including microsatellites and long 

interspersed element-1 (LINE-1) retrotransposons in the seven parental cytotypes. Although 

microsatellites were found mainly in the centromeric and telomeric regions of the chromosomes, 

different patterns occur for each cytotype, thus revealing specific features. Likewise, the LINE-1-like 

retrotransposons also showed a differential distribution for each cytotype, which may be linked to 

stochastic loss of LINE-1 in some populations. Here, microsatellite motifs (A)30, (C)30, (CA)15, (CAC)10, 

(CAG)10, (CGG)10, (GA)15, and (GAG)10 could be mapped to fusion of chromosomes 20/17, fission and 

inversion in the short arm of chromosome 2, fusion of chromosomes 23/19, and different combinations 

of centric and tandem fusions of chromosomes 22/24/16. These data provide evidence for a correlation 

between repetitive genomic content and localization of evolutionary breakpoints and highlight their 

direct impact in promoting chromosomal rearrangements. 

 
Keywords: chromosomal rearrangements; FISH; LINE-1; simple sequence repeats; retrotransposons 
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1. Introduction 

Repetitive DNAs consist of identical or similar sequences arranged in tandem or dispersed 
throughout genomes, including transposable elements (TEs), multigene families, satellites, 

minisatellites, and microsatellites [1], representing 50% of the Homo sapiens [2] and 40% of 

the Rattus norvegicus genomes [3,4]. Even though it has been considered as “genomic junk” 

for a long time, it is now known that the repetitive fraction of the genome is composed of 
both functional and non-coding sequences. Its functionality is associated with gene 
expression regulation, recombination, sex chromosome differentiation, genomic instability, 
and chromosomal evolution [5–9]. 
Repetitive sequences can be distributed throughout the genome, but they are ubiqui- tously 

present in the heterochromatin [10], with a preferential location in the centromeric and 

pericentromeric regions in a wide variety of vertebrate groups such as fishes, reptiles, birds, 

and mammals including rodents [9,11–13]. However, TEs can be distributed in both 

euchromatic and heterochromatic regions of the chromosomes, depending on the 

characteristics of each TE group and independent of the host genome [14,15]. 

Retrotransposons can mobilize via RNA, and they are the most abundant TEs in verte- brate 
genomes, probably due to their “copy and paste” replication mechanism, resulting in new 

copies with each replication [16]. In mammals, the long interspersed element-1 (LINE-1) 

is the most abundant transposable element in the order of LINEs (Long INter- spersed 
Elements) [17,18], and is potentially autonomous, since it has the coding for the enzymes 

needed for replication [16]. Although found in vertebrate genomes, LINE-1 had a 

proliferative success in mammals, and is the only active LINE retrotransposon in hu- mans 

[18,19]. LINE-1 is believed to have harmful, neutral, and beneficial effects, as it is linked 

to heterochromatin formation, pseudogenes, chromosomal rearrangements, and hu- man 

diseases [14,20–23]. As a result, LINE-1 is generally associated with genome plasticity and 

chromosomal alterations [24]. 
Animal genomes present a great diversity in chromosomal number, size, and morphol- ogy. 
However, the diploid number (2n) is generally constant within a species and often 
variable among species [25]. Notably, the subterranean rodents of the Neotropical genus 

Ctenomys (Rodentia: Ctenomyidae) represent an exception to this general rule. This genus 
comprises approximately 65 species, showing the greatest chromosomal variation among 

mammals [26]. In fact, the 2n values varies from 10 in C. steinbachi to 70 in C. pearsoni [27,28]. 

In addition, variations are also found within the same species as, for example, in C. minutus 

(2n = 42 to 50), C. talarum (2n = 44 to 48), and C. lami (2n = 54 to 58) [29–33]. 

The species C. minutus is restricted to Southern Brazil, inhabiting the sandy fields and dunes 

of the coastal plains of the states of Santa Catarina and Rio Grande do Sul [34]. It presents 

a notable chromosomal variation, with 45 different karyotypes (cytotypes) already described, 
the largest variation detected for the genus so far [31,35–37]. Seven parapatric parental 

karyotypes, here designated as cytotypes A to G, have been identified [31,37,38], with six 
hybrid zones also documented [29,31,36–40]. The progressive decrease of 2n from 50 to 42 
chromosomes involved Robertsonian rearrangements, tandem fusions/fissions, and 

paracentric and pericentric inversions (Table 1 and Figure 1) [29,31,38,39], which were 
characterized by G-bands highlighting the chromosomal homologies among cyto- types 

[29,31,37]. Each cytotype is found in a particular geographic area, and the divergent 
populations can be separated by geographic barriers or have a contiguous distribution [29]. 
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Table 1. Karyotype data with respective cytotype, diploid number (2n), karyotype, Fundamental 

Number (NF), and the main rearrangements involved in their differentiation. 
 

Cytotype 2n Karyotype NF Fusion Fission 

Cytotype A 50 a 28 sm + 20 a; XY 76  Standard 
Cytotype B 46 a 32 sm + 12 a; XY 76 20/17; 23/19 - 
Cytotype C 48 a 30 sm + 16 a; XY 76 20/17; 23/19 2p; 2q 
Cytotype D 42 36 sm + 6 a; XY 78 20/17; 23/19; 22/24/16 - 
Cytotype E 46 b 32 sm + 12 a; XY 76 20/17; 23/19; 24/16 2p *; 2q 
Cytotype F 48 b 30 sm + 16 a; XY 76 20/17; 23/19 2p *; 2q 

Cytotype G 50 b 28 sm + 20 a; XY 76 20/17 2p *; 2q 

Cytotypes with the same 2n are described with “a” or “b”, due to the rearrangements in the different chromo- 
somes, allowing them to be differentiated. System “b” chromosome 2 is fissioned, giving rise to two chromo- 
somes (corresponding to 2p and 2q) and a pericentromeric inversion in the chromosome corresponds to 2p. sm 
= submetacentric; a = acrocentric; * denotes inversion. The karyotype data and the rearrangements involved in their 
differentiation are by Freitas, Freygang et al., and Lopes et al. [29,31,37]. 

 

Figure 1. Geographic origin and karyotype rearrangements of the specimens of Ctenomys min- utus 

analyzed in this study. Map of the coastal plain of Southern Brazil was obtained from 

https://earthobservatory.nasa.gov/map#6/−31.559/−48.011 (accessed on 12 June 2020), according 

to the NASA Image Use Policy (https://earthobservatory.nasa.gov/image-use-policy (accessed on 12 

June 2020)). 

What could have driven the extensive karyotype diversification observed in these 
populations? Although the mapping of repetitive sequences has been shown to be useful for 
detecting karyotypic changes during the chromosomal evolution [41,42], such analyses are 
still scarce among rodents. As an example, the main 96 repetitive DNA family responsible 

for rolling circle replication in Ctenomys was isolated and characterized [43,44]. The aim 

was to investigate the distribution of different repetitive DNAs in order to characterize 
 

 
  

https://earthobservatory.nasa.gov/map%236/%E2%88%9231.559/%E2%88%9248.011
https://earthobservatory.nasa.gov/image-use-policy
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evolutionary breakpoint regions (EBRs) and to highlight their involvement in promoting 
chromosomal rearrangements among the seven parapatric parental cytotypes A–G. Addi- 

tionally, chromosomal mapping of eight microsatellite sequence motifs and LINE-1-like 

retroelement was documented among the populations throughout their distribution area 
(coastal plains of Southern Brazil) here for the first time. Our results demonstrated that 
DNA satellites are tightly associated with mapped-in EBRs and most likely fostered the 
extensive karyotype diversification observed. 

2. Materials and Methods 

2.1. Sample Collection 

Thirteen individuals of C. minutus were collected in the states of Santa Catarina (SC) and 

Rio Grande do Sul (RS) (Table 2), using Oneida Victor® n◦0 weft traps. Animals were 

euthanized following the guidelines of the Animal Care Committee of the American Society 

of Mammalogists [45]. The experiments were conducted with the approval of the Ethics 

Committee for the Use of Animals (CEUA) n◦ 35,828 of the Universidade Federal do Rio 

Grande do Sul (Porto Alegre-Brazil), and all field procedures had appropriate permissions 

from Brazil’s Environmental Agency (IBAMA, Authorization n◦ 14690-1). 

Table 2. Collection sites for the analyzed C. minutus cytotypes, together with the respective sample sizes. 

Cytotype Individuals/Sex Locality Geographic Coordinate 

A 1 ♀ Jaguaruna (SC), Brazil 
28°41′53.02″ S  
49°01′33.86″ W 

B 2 ♀ Praia do Barro (RS), Brazil 
29°42′14.86″ S 
49°58′51.86″ W 

C 2 ♂♀ Bacupari (RS), Brazil 
30°28′41.01″ S 
50°27′13.92″ W 

D 2 ♀ Mostardas (RS), Brazil 
31°06′17″ S 
50°55′20″ W 

E 2 ♂♀ Tavares (RS), Brazil 
31°17′58.9″ S  

510 05′47.6″ W 

F 2 ♀ Bojuru (RS), Brazil 
31°39′10.7″ S 
51°26′14.8″ W 

G 2 ♀ 
São José do Norte (RS), 

Brazil 
32°04′34.47″ S 
52°02′31.47″ W 

SC = Santa Catarina and RS = Rio Grande do Sul, Brazilian States. 

 

2.2. Chromosomal Preparations 

Chromosomal preparations were obtained from short-term fibroblast cultures [46], with 

modifications. Tissues from the kidney and/or the lung were disaggregated in collagenase 

type IV, cultured at 37 ◦C in DMEM—Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium— high glucose 

(GIBCO™, Grand Island, NY, USA), enriched with 20% fetal bovine serum (GIBCO™, BRL), 

penicillin (100 units/mL), and streptomycin (100 mg/mL). Cells were grown to ~80–90% 

confluent. For further passages, cells were removed by adding Trypsin– EDTA (GIBCO™, 

USA), and up to five passages were performed. And at each passage, the chromosomes 

were obtained by standard protocols: cells were incubated for 3 h with colchicine, treated 

for 8 min in a hypotonic solution (0.075 M KCl), and fixed in a methanol and acetic acid (3:1) 

solution. To confirm the diploid number and check if there were no chromosomal 

alterations, approximately 30 metaphases of each individual were analyzed using 5% Giemsa 

staining in 0.07 M phosphate buffer (pH 6.8). 

2.3. Probe Preparation and Fluorescence In Situ Hybridization (FISH) 

The oligonucleotide probes containing the microsatellite motifs (A)30, (C)30, (CA)15, 
(CAC)10, (CAG)10, (CGG)10, (GA)15, and (GAG)10 were directly labeled with Cy3 during 

synthesis (Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA) and hybridized to C. minutus metaphases, 

according to Kubat et al. [47]. After denaturation, the probes were applied to the slides 

and incubated for 16 h at 37 ◦C in a humid chamber. The slides were washed twice in 2× 
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× 

 

 
SSC, twice in 1xSSC and in PBS (phosphate-buffered saline), and then dehydrated in an 

ascending ethanol series (70, 90, and 100%) at room temperature. The chromosomes were 

counterstained by Fluoroshield™ with DAPI (Sigma–Aldrich). 

The LINE-1-like retroelement was identified and amplified by the polymerase chain reaction 

(PCR) when using C. minutus (Cytotype A—50a) genomic DNA, which was iso- 
lated following [48] and with the set of primers as described by Casavant et al. [49]. The 

amplified product represented part of the TE reverse transcriptase. The amplicons of 
approximately 740 bp were purified with a GE Healthcare illustra™ GFX PCR DNA and Gel 
Band Purification Kit (GE Healthcare UK Ltd., Buckinghamshire, UK), following the 

manufacturer’s recommendations, and then sent for sequencing at Macrogen Inc. (Seoul,  
Korea). BLAST searches were conducted using the sequencing product against GenBank 

(https://www.ncbi.nlm.nih.gov/ (accessed on 8 June 2020)) to confirm the identity of the 
element. Additionally, ORF Finder (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/gorf/gorf.html (ac- 
cessed on 8 June 2020)) tools were utilized to verify the TE and the domains were identified 

using the Conserved Domain Database (CDD) platform https://www.ncbi.nlm.nih.gov/ 

Structure/cdd/wrpsb.cgi (accessed on 8 June 2020). The LINE-1-like retrotransposons 

(have been deposited in GenBank—OP068276) were used as a template for the PCR label- ing; 

the probe for FISH probe was labeled directly by PCR using Biotin-16-dUTP (Jena 
Bioscience, Jena, Germany). 

The slide preparations, LINE-1-like hybridization, and post-hybridization were per- 
formed according to Bertocchi et al. [15], with minor modifications. The hybridization was 

performed overnight at 37 ◦C in a humid chamber, and the post-hybridization washes 

were carried out at 37 ◦C in 50% formamide for 3 min, followed by two washes in 2 

SSC for 5 min each, at 37 ◦C. The signal was detected using streptavidin-Cy3, and the 
chromosomes were counterstained by Fluoroshield™ with DAPI (Sigma–Aldrich). For both 

microsatellites and LINE-1-like FISH experiments, at least 30 metaphases per individual 

were analyzed to confirm the FISH results and we built karyotypes for each cytotype to 
ensure correct identification of each chromosome. The slides were analyzed using a Zeiss 
Axiophot epifluorescence microscope (Zeiss Inc. Carl Zeiss, Heidelberg, Germany), coupled 
with ZEN BLUE software. Figures were organized using Adobe Photoshop CS6. 

3. Results 

The chromosomal mapping of the eight distinct microsatellite motifs revealed that 

distinct cytotype-specific patterns can occur, although they are generally accumulated in 

the centromeric and telomeric regions of the chromosomes (Table 3, Figures 2A–H, 3, 4 

and S1–S7). Only for the (CGG)10 probe, no signals of hybridization were observed in the 

sex chromosomes in any of the seven cytotypes; for the other seven microsatellite probes, 

signals were observed in the centromeric and terminal regions of the sex chromosomes in the 

seven cytotypes. 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/gorf/gorf.html
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Structure/cdd/wrpsb.cgi
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/Structure/cdd/wrpsb.cgi


 

Animals 2022, 12, 2091 6 of 15 

 
 
 

Cytotypes 

Table 3. Hybridization of eight microsatellites in seven cytotypes (A–G) of Ctenomys minutus. 

Motif Probes 

(A)30 (C)30 (CA)15 (CAC)10 (CAG)10 (CGG)10 (GA)15 (GAG)10 

 
Cyt A 

 
 
 
Cyt B 

 
 
 
Cyt C 

 
 
 
Cyt D 

 
 

 
Cyt E 

 
Terminal and centromeric 
blocks on all chromosomes 

 
Terminal and centromeric 
blocks on all chromosomes 

 
Terminal block on large 

chromosomes and 
centromeric block on all 

chromosomes 
 
Terminal and centromeric 

blocks on large 
chromosomes 

 
Terminal block on some 

chromosomes and 
centromeric block on some 

large 

Terminal blocks on all 
chromosomes and 

interstitial block on chr 1 
and 8 

Terminal blocks on 
most chromosomes and 
interstitial block on chr 

8 

Terminal blocks on ten 
chromosome pairs and 

interstitial block on chr 1 
and 8 

Terminal blocks on all 
chromosomes and 

interstitial block on chr 8 
 

Terminal blocks on all 
chromosomes and 

interstitial block on chr 8 

 
Terminal and 

centromeric blocks on 
large chromosomes 

 
Terminal and 

centromeric blocks on all 
chromosomes 

 

Large blocks on all 
chromosomes 

 
 

Large blocks on larges 
chromosomes 

 
 
Large blocks in the q arm 

on all chromosomes 

Terminal blocks on all 
chromosomes and 

centromeric blocks on 
large chromosomes 

 
Terminal blocks on some 

chromosomes 

 
 
Terminal blocks on some 

chromosomes 

 

Terminal and interstitial 
blocks on some 
chromosomes 

 

Terminal and proximal 
blocks on all 

chromosomes 

 
Terminal and 

centromeric blocks on 
most chromosomes 

 

Terminal blocks on some 
chromosomes 

 

Terminal and interstitial 
blocks on some 
chromosomes 

 
Terminal and interstitial 

blocks on some 
chromosomes 

 

Terminal and interstitial 
blocks on some 
chromosomes 

Terminal blocks on 
large chromosomes and 
interstitial block on chr 8 

Terminal blocks on two 
chromosome pairs and 
interstitial block on chr 

8 

Terminal blocks on 
some chromosomes and 
interstitial block on chr 8 

Terminal blocks on ten 
chromosome pairs and 

interstitial block on chr 8 
 
Terminal blocks on four 
chromosome pairs and 
interstitial block on chr 

8 

 
Terminal blocks on all 

chromosomes 

 

Terminal and interstitial 
blocks on all 

chromosomes 

 
Terminal and interstitial 

blocks on some 
chromosomes 

 
Terminal and interstitial 

blocks on all 
chromosomes 

 

Terminal and interstitial 
blocks on all 

chromosomes 

 
Terminal and 

centromeric blocks on all 
chromosomes 

 
Terminal and interstitial 

blocks on some 
chromosomes 

 
Terminal and interstitial 

blocks on some 
chromosomes 

 
Terminal and 

interstitial blocks on all 
chromosomes 

 

Terminal and interstitial 
blocks on some 
chromosomes 

 
 
 
 
 
 
Cyt G 

Terminal block on some 
chromosomes and 

centromeric block on some 
large chromosomes 

 
Terminal blocks on six 
chromosome pairs and 

interstitial block on chr 8 

 
Terminal and 

centromeric blocks on all 
chromosomes 

 
Terminal and proximal 

blocks on all 
chromosomes 

 
Terminal and proximal 

blocks on all 
chromosomes 

 
Terminal blocks on four 
chromosome pairs and 
interstitial block on chr 

8 

 
Terminal and proximal 

blocks on all 
chromosomes 

 
Terminal block on all 

chromosomes and 
centromeric blocks on 

chr 1 

 
 

Chr = chromosome. 

chromosome  

Terminal block on 

Cyt F some chromosomes 
Terminal blocks on eight 
chromosome 

 
Terminal blocks on 

 
Terminal blocks on all 

 
Terminal blocks on 

 
Interstitial block on 

 
Terminal blocks on 

 
Terminal blocks on 

and centromeric block on large 
chromosome 

pairs and interstitial 
block on chr 1 and 8 

some chromosomes chromosomes some chromosomes chr 8 some chromosomes some chromosomes 
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Figure 2. Fluorescence in situ hybridizations with varied microsatellites motifs in the different cytotypes 

(A–H) of Ctenomys minutus. The sex chromosomes are indicated for each metaphase. Bar = 10 µm. 

The (CA)15 microsatellite shows hybridization signals spread over the entire length of the 

chromosomes, mainly in the largest ones (Figure 2B,C). However, the signals varied 

according to cytotypes. Cytotypes from the north of the geographic distribution present a 

different distribution when compared to cytotypes from the southern distribution. This 

difference can be seen, for example, when the distribution of (CA)15 in the cytotype A (50a) is 

compared with the distribution in the cytotype G (50b). Cytotype A visibly presents more 

and larger (CA)15 blocks, in contrast to cytotype G (Table 3, Figure 2B and Figure 2C, 

respectively, and Figures S1–S7). 

On the other hand, the microsatellites (C)30, (GAG)10, (CAG)10, and (CAC)10 show a spread 

distribution, with a preferential accumulation in the telomeric, centromeric, and 

pericentromeric regions of almost all of the chromosomes, with no significative differences 

among cytotypes (Table 3, Figures 2 and S1–S7). Otherwise, the (CGG)10 microsatellite motif 

was found on chromosome pair 8 with secondary constrictions (i.e., nucleolus organizer 

region (NOR) carriers) in all cytotypes, and in a few additional chromosomal pairs other than 

in cytotype F. Additionally, (CGG)10 represents the only motif that did not accumulate in the 

sex chromosomes (Table 3, Figure 2). 

The motifs (GA)15 and (A)30 (Figures 2A, 3 and 4, respectively) are in the telomeric, 

centromeric, and pericentromeric regions of most of the chromosomes, with more exten- 

sive blocks in the largest chromosome pairs of karyotypes, in all cytotypes (Table 3 and 

Figures S1–S7). No cytotype-specific signals appear to occur for these motifs. In summary, at 

least six microsatellite motifs are accumulated in near all chromosomes involved in 

rearrangements previously described and directly involved in the origin of the different 

cytotypes, as shown in Figure 4. In the fusion points of chromosomes 20/17, we showed the 

motifs (A)30, (C)30, (CAC)10, (CAG)10, (GA)15, and (GAG)10 (Figure 4, line 1—blocks in red). 

In the fission of chromosome 2, the motifs involved are (A)30, (CAC)10, (CAG)10, (CA)15, 

(GA)15, and (GAG)10 (Figure 4, line 2—blocks in green) and in the inversion in the short arm of 

chromosome 2, the motifs involved are (A)30, (C)30, (CAC)10, (CAG)10, (CGG)10, (GA)15, and 

(GAG)10 (Figure 4, line 2—blocks in blue). In the fusion of chromosomes 23/19, the motifs 

involved are (A)30, (CAC)10, (CAG)10, (CA)15, (GA)15, and (GAG)10 (Figure 4, line 3— blocks 

in green). Furthermore, in different combinations of centric and tandem fusions of 

chromosomes 22/24/16, the motifs observed are (A)30, (CAC)10, (CAG)10, (CA)15, (GA)15, 

and (GAG)10 (Figure 4—blocks in green), and (A)30, (C)30, (CAC)10, (CAG)10, (GA)15, and 

(GAG)10 (Figure 4—blocks in red). 
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Figure 3. FISH karyotypes of the seven cytotypes (Cyt A–G) of Ctenomys minutus with the A30 motif 

probe. Bar = 10 µm. 
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Figure 4. Schematic representation of the hybridization pattern of the microsatellite motif probes 

on the chromosomes of Ctenomys minutus. Comparison of the chromosomal rearrangements found 

among the cytotypes (Cyt A–G). The cytotype A was used as a standard to compare the chromosomal 

rearrangements in the other cytotypes. Modified from Freitas, Freygang et al., and Lopes et al. [29,31,37]. 

In the fusion 20/17 (line 1), the motifs involved are (A)30, (C)30, (CAC)10, (CAG)10, (GA)15, and (GAG)10 

(blocks in red). In the fission of chromosome 2 (line 2), the motifs involved are (A)30, (CAC)10, (CAG)10, 

(CA)15, (GA)15, and (GAG)10 (blocks in green) and in the inversion in the short arm of chromosome 

2 (line 2), the motifs involved are (A)30, (C)30, (CAC)10, (CAG)10, (CGG)10, (GA)15, and (GAG)10 (blocks 

in blue). In the fusion 23/19 (line 3), the motifs involved are (A)30, (CAC)10, (CAG)10, (CA)15, (GA)15, and 

(GAG)10 (blocks in green). In different combinations of centric and tandem fusions 22/24/16, the motifs 

involved are (A)30, (CAC)10, (CAG)10, (CA)15, (GA)15, and (GAG)10 (blocks in green), and (A)30, (C)30, 

(CAC)10, (CAG)10, (GA)15, and (GAG)10 (blocks in red). 

Concerning LINE-1-like repeats, in general, few hybridization signals were observed, with a 

preferential location in one of the distal chromosomal regions: in five pairs in cytotypes 
A, F, and G, in four pairs in cytotype B, in three pairs in cytotypes C and E, and in only two 
pairs in cytotype D (Figure 5A–G). 
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Figure 5. Fluorescence in situ hybridization experiments with the LINE-1-like probes in the different 

cytotypes (A–G) of Ctenomys minutus. The arrows indicate the LINE-1-like hybridization signals. 

Bar = 10 µm. 

4. Discussion 

In mammals, chromosomal structural changes are usually related to repetitive and mobile 
sequences [50], especially in fragile sites [51], which consist of tandem sequences and TEs 
that can induce chromosomal breaks [52,53]. Indeed, in humans, primates, and mice, 
several EBRs have been found, evidencing that genomic reorganizations occur mainly in such 
regions where duplications/expansion of repetitive sequences occur [52,54–57]. Despite 
the importance of repetitive sequences in chromosomal evolution, the extensive 

karyotype variability found in C. minutus is still poorly investigated under a molecular 

cytogenetic approach. 

Our current data show that at least six microsatellite motifs are altered in the chromo- somes 

of C. minutus (Figure 4), principally in centromeric and telomeric regions, whose 

rearrangements were previously described [31]. The creation of loops and/or the mispair- ing 
of tandem repeats, which result in disruption-induced replication instability disorders 

primarily at telomeres, centromeres, and microsatellites, have been demonstrated to be 
associated with some neurological disorders in humans [58]. In addition, there are several 

examples and causes of instability of tandem repeats, owing to their intrinsic composition of 
sequences, secondary DNA structures, topological and physical aspects of tandem re- 
peats, and other characteristics that can influence cellular processes and repair pathways, 

promoting rapid mutagenesis of the tandem repeats (see review in [59]). It has been shown 
that tandem repeats can mainly affect the replication mechanism during DNA synthesis, 

causing instability in the genome [60]. Some genomic sequences/motifs temporarily slow 
or stop the replication fork, increasing the likelihood of a double-strand break [61]. 
It is known that common fragile sites are enriched with A/T sequences and they can form 
secondary structures that enable chromosomal instability [52,62,63]. The A/T pairing tends 
to be more fragile, not only because of the number of connections, but also because of the 
stacking of bases [64]. Although specific repetitive sequences have not yet been seen as 
uniquely responsible for karyotype instability, our results showed that different microsatellite 

DNA motifs are found at the breakpoints in C. minutus, as observed with the monomer (A)30, 

which is localized in all breakpoints of all cytotypes (Figures 2A–G, 3 and 4). 
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The distribution of the LINE-1-like retrotransposons does not have a preferential location in 

heterochromatic regions, as seen with other retrotransposons such as Rex1, Rex3, and Rex6 in 

fish genomes ([65], reviewed in [66]), CR1 in the woodpecker genome [15], and SINE-B1 in 

rodents of the genus Proechimys [67]. The dispersed chromosomal distribution of LINE-1 
may be a common characteristic for rodents, since this distribution has also been observed 

in other species such as Tatera gambiana (Muridae, Gerbillinae), Acomys sp. (Muridae, 

Deomyinae), Cricetomys sp. (Nesomyidae, Cricetomyinae), Microtus arvalis (Cricetidae, 

Arvicolinae), Phodopus roborovskii, and P. sungorus (Cricetidae, Cricetinae) [68]. The presence 

of LINE-1 in both eu- and heterochromatic chromosomal regions may be due to its 

involvement with the repetitive tandem DNA (satellites, microsatellites, and minisatellites). 

Furthermore, its distribution in the euchromatin may indicate the occurrence of active LINE-
1 copies [50,69]. 

A differential distribution of the LINE-1-like element was observed for each cytotype. 
It is more accumulated in cytotypes A, F, and G (larger 2n) than in others (Figure 5A–G), with 
cytotype D (smallest 2n) having the lowest number of signals. (Figure 5A–G). Thus, we 

observed that there is an association between the number of LINE-1-like signals and 2n, an 
association similar to the one that occurs between 2n and the geographic distribution of the 
species, where the extremities have higher numbers and there is a progressive decrease along 
the distribution and then a further progressive increase (Figure 5). Here, we suggest that such 

an uneven distribution may be linked to a vertical transmission of LINE-1-like signals to all 

populations of C. minutus, since the presence of this retroelement precedes the divergence of 

marsupials and eutherians [17]. Considering that the LINE-1 element was present in a 

Ctenomys ancestor, it is likely that it has mutated, progressively producing fewer active copies. 
As a result, the occurrence of retroelements is decreasing in the populations and, probably, 

undergoing an extinction process in Ctenomys. 

Our results also indicate that the number of LINE-1-like elements has an associa- tion 
with the diploid number of cytotypes (Figure 5A–G). Our results do not suggest that 

L1 hybridization regions on the chromosomes are breakpoints, but rather that the lack of 

L1 may have provided the ideal environment for such breaks. Considering the variation in 
the number of signals between the different cytotypes seen in our FISH experi- ments (Figure 

5A–G) and that LINE-1 plays an important role in the DNA repair [66], we raised the 
hypothesis: considering that the cytotype A is more similar to the ancestor of 

C. minutus [29], the LINE-1 sequences were possibly lost or are very degenerated in the other 
cytotypes, thus favoring chromosomal rearrangements and the emergence of other cytotypes. 

Previous studies have also reported that the loss or inactivation of LINE-1 increased the 

chromosomal diversity, as found in the rodents of the Muroid group [70], and Oryzomys 

and Holochilus [49]. In addition, species with large numbers of sequenced genomes, e.g., 

humans from different geographic origins, showed drastic variation in the activity of some L1-

like elements, contributing to human genetic variability [71]; all these observations 
corroborate our hypothesis. 

5. Conclusions 

This study provided evidence for a direct spatial correlation between the repetitive DNA and 
EBRs, highlighting their direct impact in promoting chromosomal rearrange- ments and the 
divergence of cytotypes of C. minutus. Recently, similar observations were made for songbirds 

of genus Senna [72]. However, although the first step towards un- derstanding the coevolution 

between LINE-1 and the host genome has also been taken, it is still necessary to deepen the 

knowledge about the structural characteristics of LINE-1 copies, such as Southern blot, ORF 
isolation, and the estimation of the age of the youngest elements, to better understand this 
question within the Ctenomys model. 

 
Supplementary Materials: The following supporting information can be downloaded at: https: 

//www.mdpi.com/article/10.3390/ani12162091/s1, Figure S1: Fluorescence in situ hybridization 

experiments with motif probes in cytotype A of Ctenomys minutus. Probes used are indicated in the 

lower right corner of the images and the cytotype in the lower left corner of the images. Figure S2: 

https://www.mdpi.com/article/10.3390/ani12162091/s1
https://www.mdpi.com/article/10.3390/ani12162091/s1


Animals 2022, 12, 2091 12 of 15 
 

 

Fluorescence in situ hybridization experiments with motif probes in cytotype B of Ctenomys minutus. 

Probes used are indicated in the lower right corner of the images and the cytotype in the lower left 

corner of the images. Figure S3: Fluorescence in situ hybridization experiments with motif probes in 

cytotype C of Ctenomys minutus. Probes used are indicated in the lower right corner of the images 

and the cytotype in the lower left corner of the images. Figure S4: Fluorescence in situ hybridization 

experiments with motif probes in cytotype D of Ctenomys minutus. Probes used are indicated in the 

lower right corner of the images and the cytotype in the lower left corner of the images. Figure S5: 

Fluorescence in situ hybridization experiments with motif probes in cytotype E of Ctenomys minutus. 

Probes used are indicated in the lower right corner of the images and the cytotype in the lower left 

corner of the images. Figure S6: Fluorescence in situ hybridization experiments with motif probes in 

cytotype F of Ctenomys minutus. Probes used are indicated in the lower right corner of the images 

and the cytotype in the lower left corner of the images. Figure S7: Fluorescence in situ hybridization 

experiments with motif probes in cytotype G of Ctenomys minutus. Probes used are indicated in the 

lower right corner of the images and the cytotype in the lower left corner of the images. 
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CAPÍTULO 6 

 

Neste capítulo será apresentada as conclusões obtidas a partir dos resultados 

apresentados nos capítulos 2, 3, 4 e 5 desta tese. 

 

CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 A proposta dessa tese foi ponderar a diferenciação cromossômica do gênero 

Ctenomys, com enfoque para as espécies com distribuição no Brasil. Procurando 

investigar o caminho evolutivo e os processos que dão origem a grande variação 

cromossômica inter- e intraespecífica para o gênero, utilizando tanto técnicas de 

citogenética clássica, como de citogenética molecular. Para tanto, foi realizada uma 

revisão sobre os dados citogenéticas, além das análises cromossômicas clássicas 

para espécies com distribuição no centro-oeste e norte do Brasil; foi realizado o 

mapeamento citogenético de seqüências de DNAs repetitivos em diferentes citótipos 

de Ctenomys minutus, espécie endêmica do sul do Brasil; assim como a hibridização 

fluorescente in situ (FISH) nos cromossomos de C. minutus e C. lami, espécies com 

uma das maiores variações cariotípicas para o gênero com a utilização de um novo 

conjunto de sondas cromossômicas derivadas de C. flamarioni. 

 Os recentes avanços na citogenética, especialmente na citogenética molecular, 

têm proporcionado resultados importantes no estudo da evolução cromossômica, 

onde a localização de sequências repetitivas de DNA e o mapeamento cromossômico 

são técnicas importantes para atingir esse objetivo. Portanto, usando esses métodos, 

esta tese, permitiu avançar significativamente no conhecimento dos processos que 

levam à diferenciação do diferentes citótipos tanto em C. minutus como em C. lami. 

 No capítulo 2, foi possível sintetizar os estudos citogenéticos disponíveis para 

o gênero Ctenomys, além de associar a evolução cromossômica com diversificação 

do grupo, concluindo assim que a evolução cromossômica é independente da filogenia 

das espécies. Além disso, realizamos uma reconstrução ancestral, onde foi possível 

identificar os passos para a evolução dos cromossomos no grupo. Ademais, 

observamos uma lacuna nos estudos citogenéticos deste grupo, havendo poucos 

estudos utilizando citogenética molecular e citogenômica, e sobre a relação 
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filogenética e cromossômica dessas espécies, não havendo ainda a discussão sobre 

um possível cariótipo ancestral para o gênero. 

 No capítulo 3, foram descritos novos cariótipos para o centro-oeste do Brasil, 

encontramos o cariótipo 2n=34 cromossomos para a linhagem denominada C. sp. 

“xingu”, para a linhagem C. sp. “central” com 2n=34 e 36, confirmamos o número 

diploide de C. nattereri, 2n=36 cromossomos e para C. bicolor, com 2n=40 

cromossomos. Além do cariótipo apresentamos informações sobre a distribuição da 

heterocromatina constitutiva nos diferentes cariótipos, e da região organizadora de 

nucléolo (NORs) em um par nas duas espécies e nas duas linhagens. Ademais 

identificamos por bandeamento G, os rearranjos que ocorreram durante a evolução 

cromossômica destas espécies e firmando duas possíveis explicações para a 

evolução cromossômica das espécies brasileiras do grupo boliviensis: I) todos os 

cariótipos apareceram independentemente; e II) o 2n=40 apareceu inicialmente e duas 

fusões produzidas deram origem ao 2n=36 e uma fusão independente deu origem ao 

2n=34. 

No capítulo 4, discutimos sobre a importância do DNA repetitivo (em tandem e 

dispersos) e seu impacto nos genomas. Evidenciamos, com os experimentos de FISH 

com sondas de sete motifs microssatélites e do elemento transponível, L1, a 

correlação entre as sequências repetitivas e os pontos de quebras e rearranjos 

cromossômicos que dão origem aos diferentes citótipos de C. minutus. Além disso, 

identificamos a perna de L1-like nos diferentes citótipos de C. minutus, o que pode ser 

uma das causas da instabilidade cromossômica que acarreta o grande número de 

rearranjos e diferentes citótipos para a espécie. 

 No capítulo 5, utilizamos o conjunto de sondas cromossômicas de C. flamarioni, 

na aplicação da técnica de FISH em duas espécies com alto grau de variação 

cariotípica, C. minutus e C. lami. Comparamos os 7 citótipos parentais de C. minutus 

e os 4 citótipos parentais de C. lami onde corraboramos os rearranjos anteriormente 

propostos por Freitas (1997, 2006) utilizando dados de citogenética clássica. A partir 

dos mapas comparativos entre as duas espécies, analisamos os mecanismos de 

especiação cromossômica que agem na diversificação destas espécies, visto que são 

espécies irmãs e que estas diferenças cariotípicas não são suficientes para agirem 
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como barreira efetiva para a reprodução entre as duas espécies. Além disso este é o 

segundo trabalho de pintura cromossômica em espécies de Ctenomys.  

 Além disso, foi possível testar e reforçar o grande potencial do gênero, 

Ctenomys, como organismo modelo para o estudo da evolução cromossômica, como 

havia sido sugerido por (Bidau et al. 2003), abrindo portas para novos estudos em 

Ctenomys, principalmente, utilizando citogenética molecular e relacionando dados 

citogenéticos e filogenias. 

 Ademais durante o período do doutorado foram realizadas colaborações em 

com outros pesquisadores resultando em duas publicações que podem ser vistas na 

sessão apêndices desta tese. 
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