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Resumo 

Nos últimos anos, alguns estudos de mapeamento cromossômico foram realizados 
em gafanhotos do grupo Acridomorpha, preferencialmente através do uso de 
sondas de sequências repetitivas. Este trabalho tem como objetivo contribuir para 
uma melhor compreensão dos aspectos cromossômicos evolutivos em gafanhotos 
acridomorfos e da diversidade genética de Ommexecha virens. Os genes de cópia 
única Hsp83, Hsp70, Hsp27, Ubi, Lys foram localizados nos cromossomos 
meióticos de Ommexecha virens, Xyleus discoideus angulatus, Tropidacris collaris 
e Stiphra robusta e Lys em Schistocerca pallens através de Hibridização in situ 
permanente (PISH). Sequências repetitivas de rDNA 45S, rDNA 5S e Histona H3 
foram localizadas em O virens através de Hibridização in situ fluorescente (FISH). 
Em O. virens também foi analisado o cromossomo B por técnicas convencionais, 
diferenciais e moleculares, bem como a estrutura genética de oito populações 
naturais (seis de Pernambuco, uma da Bahia e uma do Ceará) do Nordeste 
brasileiro com o marcador ISSR (regiões entre sequências de repetições simples). 
Os genes de cópia única apresentaram um padrão conservado de localização em 
pares cromossômicos grandes, preferencialmente o L1, exceto para Hsp70 e Ubi, 
localizados no L2. Sinais secundários foram observados em cromossomos médios. 
A conservação apresentada deve-se a ausência ou pequena ocorrência de 
rearranjos nos cromossomos destes cariótipos, o que reduz o risco de eventos 
deletérios, bem como pela localização coincidente com regiões ricas em 
heterocromatina constitutiva. A conservação da localização destes genes indicou 
os cromossomos portadores dos locus gênicos ancestrais para os genes 
mapeados. O estudo do cromossomo B em O. virens revelou similaridade de 
tamanho e marcação CMA3 positiva com o cromossomo 9, sugerindo a possível 
origem deste cromossomo. Contudo, a presença de sítios de rDNA 45S e Histona 
H3 no cromossomo 9 e ausência no B, provavelmente pela deleção dessas 
sequências neste cromossomo, não permitem descartar a possibilidade do B ter se 
originado de outro cromossomo. A análise genética populacional em O. virens 
mostrou três cluster, os quais exibiram relação com aspectos da biologia da 
espécie, a paisagem dos ambientes amostrados e com as modificações geológicas 
ocorridas no Nordeste brasileiro, em particular a formação do complexo da 
Borborema e a Chapada do Araripe. 
 
Palavras-chave: Gafanhoto; Mapeamento cromossômico; Genes de cópia única; 
Cromossomo B; Diversidade molecular. 



 
 

 

Abstract 

In recent years, some chromosomal mapping studies were performed in 
Acridomorpha group grasshoppers, preferably through the use of repetitive 
sequence probes. In this work in order to contribute to a better understanding of 
evolutionary chromosomal aspects of acridomorphs and genetic diversity of 
Ommexecha virens. The single copy genes Hsp83, Hsp70, Hsp27, Ubi, Lys were 
located in meiotic chromosomes of Ommexecha virens, Xyleus discoideus 
angulatus, Tropidacris collaris and Stiphra robusta, and Lys in Schistocerca pallens 
through permanent situ hybridization (PISH). Repetitive sequences of 45S rDNA, 
5S rDNA and H3 histone were located in the O. virens via fluorescent in situ 
hybridization (FISH). In O. virens was also analyzed the B chromosome by 
conventional, differential and molecular techniques and genetic structure of eight 
natural populations (six of Pernambuco, one of Bahia and one of Ceará) of the 
Northeast of Brazil with ISSR marker (inter simple sequence repeat). Single copy 
genes showed a conserved pattern of location in large chromosomal pairs, 
preferably L1, except for Hsp70 and Ubi, located in L2. Secondary signals were 
observed on medium chromosomes. The presented conservation due to absence 
or occurrence of small rearrangements in these karyotypes, which reduces the risk 
of deleterious events as well as for matching location with regions rich in 
heterochromatin. The conservation of the location of these genes indicated the 
chromosomes carrying the genic locus ancestors to the mapped genes. The study 
of B chromosome of O. virens revealed similarity in size and CMA3 positive marking 
to chromosome 9, suggesting the possible origin of this chromosome. However, the 
presence of 45S rDNA  sites and H3 histone on chromosome 9 and the absence on 
B, probably due to deletion of these sequences in this chromosome, do not allow to 
rule out the possibility of B have originated from another chromosome. Population 
genetic analysis O. virens showed three clusters, which exhibited relationship with 
aspects of the biology of the species, the landscape of the study sites and the 
geological changes occurred in northeastern of Brazil, in particular the formation of 
the Borborema and Araripe plateaus. 
 
Keywords: Grasshopper; Chromosomal mapping; Single copy genes; B 
chromosome; Molecular diversity. 
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1. Introdução 

Os gafanhotos (Orthoptera: Caelifera) são insetos que apresentam 

metamorfose incompleta (fases de ovo, ninfa e adulto), possuem formato, tamanho 

e coloração do corpo variável. Caelifera consiste em duas infraordens, das quais 

Acrididea possui oito superfamílias, e em sete delas (Acridoidea, Eumastacoidea, 

Proscopioidea, Pneumoroidea, Pyrgomorphoidea, Tanaoceroidea e 

Trigonopterygoidea) ocorrem os gafanhotos propriamente ditos e que compõem um 

grupo monofilético, denominado Acridomorpha. Os gafanhotos compreendem um 

grupo diverso com cerca de 9712 espécies, ampla distribuição e possuem interesse 

econômico e ecológico, sendo ainda modelo para estudos de sistemas biológicos.  

Os estudos genéticos em gafanhotos foram realizados predominantemente 

com abordagem citogenética, com aproximadamente 330 espécies cariotipadas, 

sendo 76 destas sido analisadas por técnicas diferenciais e / ou moleculares.  Do 

ponto de vista macrocromossômico observa-se um considerável grau de 

conservação, cariótipo 2n=23,X0 e cromossomos acrocêntricos, sendo o mais 

frequente. Entretanto, cariótipos derivados que apresentam variação de número 

diploide, alteração de mecanismo sexual e de morfologia cromossômica foram 

registrados nas famílias Acrididae, Romaleidae, Proscopiidae, Ommexechidae, 

Pamphagidae, Tristiridae e Pyrgomorphidae entre outras. A análise convencional 

também permitiu a observação de polimorfismos, por exemplo, ocorrência de 

cromossomos supernumerários ou Bs. Por outro lado, os resultados de localização 

de bandas C e de sua composição, e de Regiões Organizadoras de Nucleolos 

(RONs) demonstraram variabilidade.  

Nos últimos 20 anos têm sido realizados estudos de mapeamento 

cromossômico com sequências repetitivas (rDNA 45S e 5S, Histona H3/H4) através 
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de hibridização in situ fluorescente (FISH). A partir dos anos 2000 houve um 

considerável aumento no número de espécies analisadas, com o mapeamento das 

sequências citadas e o acréscimo de outras sequências (snDNA U1, fração C0t-1 

do DNA, retroelementos RTE, sequência de DNA satélite e telomérica) nas 

análises. De modo geral, os dados de mapeamento têm sido úteis na compreensão 

da organização do genoma e da evolução cromossômica em gafanhotos e 

demonstraram uma variação microgenômica, cuja ocorrência tem sido atribuída em 

particular, a eventos do tipo recombinação ectópica e transposição. Quanto ao 

mapeamento de genes de cópia única (da família Hsp, Ubiquitina e Period) apenas 

dois estudos foram realizados através de hibridização in situ permanente (PISH) 

em apenas cinco espécies de gafanhotos, os dados demonstraram conservação 

quanto a localização das sequências. 

Marcadores moleculares têm contribuído significativamente para a 

compreensão da base genética da diversidade dos gafanhotos. Acerca destes 

marcadores, podemos citar marcadores dominantes (fingerprinting de DNA, tais 

como RAPD, AFLP, DAMD e ISSR) e codominates (DNA mitocondrial, sendo mais 

comumente usada sequências de COI). 

Considerando a necessidade da melhor compreensão de aspectos 

evolutivos cromossômicos em gafanhotos acridomorfos, o presente trabalho propôs 

realizar o mapeamento de genes de cópia única (choque térmico e imunidade 

primária) nas espécies Xyleus discoideus angulatus, Tropidacris collaris, Stiphra 

robusta, Schistocerca pallens e Ommexecha virens. Nesta última, analisar o 

cromossomo B e a estrutura genética populacional através de citogenética clássica 

e molecular e do marcador dominante ISSR, respectivamente.  
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2. Revisão da Literatura 

2.1 Considerações gerais sobre gafanhotos acridomorfos neotropicais 

Orthoptera é a ordem mais diversificada entre insetos da divisão 

Polyneoptera, que inclui todos os insetos ortopteróides, e apresenta mais de 25700 

espécies descritas (Gillot, 2005; Song et al., 2015). A ordem inclui insetos tais como 

grilos e gafanhotos, conhecidos como insetos-cantores; assim chamados por 

produzir sons através do mecanismo de estridulação onde ocorre o atrito das patas 

posteriores com o segundo par de asas.  

Os gafanhotos são, constantemente, considerados pragas de cultivares e de 

pastagens, causando danos anuais consideráveis (Gallo et al., 2002; Buzzi, 2005). 

Embora os Orthoptera sejam conhecidos por sua herbivoria, Micheneau et al. 

(2010) documentaram que espécies da família Gryllacrididae são potenciais 

polinizadores de espécies de orquídeas do gênero Angraecum (Vandeae, 

Epidendroideae). Os Orthoptera se diversificaram em numerosas linhagens e 

ocupam o habitat terrestre fora das regiões polares, os mesmos desempenham um 

papel fundamental no ecossistema, servindo como base na alimentação de outros 

organismos da cadeia trófica, tais como aves, pequenos mamíferos e artrópodes, 

além de apresentar um papel relevante na fertilização do solo através da deposição 

de excrementos (Kevan, 1982; Buzzi, 2005). Esta diversidade tem atraído os 

pesquisadores que usam esses insetos como modelo para estudar sistemas 

biológicos em anatomia, fisiologia, genética e ecologia evolutiva (Chapman and 

Joern, 1990; Gangwere et al., 1997; Pener e Simpson, 2009; Cabral-de-Mello et al., 

2011a; Song et al., 2015). 

A ordem Orthoptera está dividida em duas subordens: Ensifera (grilos) e 

Caelifera (gafanhotos). A principal característica que distingue estas subordens são 
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os órgãos de produção e percepção de sons que se encontram em diferentes partes 

do corpo (Alexander, 1960). Na subordem Caelifera, os tímpanos (órgãos auditivos) 

estão situados no primeiro segmento abdominal e na subordem Ensifera estes 

órgãos se encontram no protórax (Pfadt, 1994). A subordem Caelifera consiste em 

duas infraordens: Tridactylidea e Acrididea (Kevan, 1982). Acrididea compreende 

oito superfamílias: Acridoidea, Eumastacoidea, Proscopioidea, Pneumoroidea, 

Pyrgomorphoidea, Tanaoceroidea, Trigonopterygoidea e Tetrigoidea. As primeiras 

sete superfamílias são os gafanhotos propriamente ditos e, portanto, agrupados 

nos Acridomorpha, que corresponde a um grupo monofilético (Flook et al., 1999; 

2000; Song et al., 2015). 

Acridoidea é a maior superfamília dentro de Orthoptera e contém 11 famílias 

(Acrididae, Romaleidae, Ommexechidae, Tristiridae, Derycorythidae, Lathiceridae, 

Lentulidae, Lithidiidae, Pamphagidae, Pamphagodidae e Pyrgacrididae) e mais de 

7900 espécies descritas a partir da análise da morfologia do complexo fálico 

masculino e da fenda basioccipital, entre outras características (Amédégnato, 1974; 

Kevan, 1982; Eades, 2000; Song, 2010; Song et al., 2015). As relações 

filogenéticas entre as famílias pertencentes a Acridoidea têm sido alvo de 

discussões e reformulações. A maioria das hipóteses são baseadas em análises 

pré-cladísticas e há considerável quantidade de desacordos entre elas, mesmo 

para aquelas baseadas no mesmo conjunto de caracteres morfológicos (Song et 

al., 2015).  

Em 1975, a classificação taxonômica em Orthoptera sofreu modificações 

extremas quando Dirsh (1975) propôs a superordem Orthopteroidea com 10 novas 

ordens, gerando como consequências a instabilidade taxonômica que ainda 

perdura e a descrição de muitas espécies novas sob conflitantes padrões de 
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classificação (Song, 2010). Em relação às propostas taxonômicas mais recentes 

para Orthoptera, Leavitt et al. (2013) realizaram uma análise baseada em dados de 

genoma mitocondrial em representantes de superfamílias pertencentes à Caelifera, 

entretanto sua amostragem foi enviesada para Acrididae em comparação as 

análises para as outras linhagens. Song et al. (2015) baseados em genomas 

mitocondriais completos e quatro loci nucleares estabeleceram uma consistente 

filogenia para Orthoptera, incluindo 36 de 40 famílias, que representam todas as 15 

superfamílias atualmente reconhecidas. Apresentaram ainda um agrupamento 

taxonômico para as famílias pertencentes a subordem Caelifera (Tabela 1).  

Das 11 famílias de Acridoidea, Ommexechidae, Romaleidae e Tristiridae são 

endêmicas da região Neotropical com provável origem na América do Sul 

(Carbonell, 1977). Ommexechidae juntamente com Romaleidae formam um grupo 

monofilético, que divergiu a aproximadamente 76,74 milhões de anos, e que 

constitui o grupo irmão de Acrididae, o qual divergiu do ancestral de Ommexechidae 

e Romaleidae a aproximadamente 84,60 milhões de anos. Estas três famílias são, 

por sua vez, grupo irmão de Tristiridae, família que divergiu do ancestral comum 

das famílias Ommexechidae, Romaleidae e Acrididae a aproximadamente 94,09 

milhões de anos (Leavitt et al., 2013; Song et al., 2015).   

Acrididae é a maior família dentro de Acridoidea contendo aproximadamente 

6.639 espécies de ocorrência mundial (Song et al., 2015). As subfamílias do Velho 

Mundo (Calliptaminae, Cyrtacantharidinae, Oxyinae e Catantopinae) apresentam 

as características taxonômicas mais basais encontradas na descrição de Acrididae 

(Leavitt et al. 2013), o que sugere a origem da família no Velho Mundo, como 

proposto por Amédégnato (1974). 
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Tabela 1. Agrupamento taxonômico para as famílias pertencentes à subordem 
Caelifera baseado em Song et al. (2015). 

   
neo: Famílias de ocorrência exclusiva neotropical; gaf: grupo de superfamilias 
considerando os gafanhotos strictu sensu (Song, 2010).   
 

Para Ommexechidae, o gênero Ommexecha é o que possui maior 

distribuição geográfica, sendo encontrado do Leste da Cordilheira dos Andes desde 

o Caribe até os 38 ° de latitude Sul, aproximadamente. Das seis espécies 

conhecidas, apenas Ommexecha virens apresenta grande variabilidade fenotípica, 

tanto morfológica quanto cromática, e ocupa praticamente a metade oriental da 

área de dispersão deste gênero. Os demais representantes, com exceção de O. 

macropterum, ocupam territórios ao largo do flanco oriental dos Andes. Este gênero 

é fileticamente próximo de Descampsacris e Pachyossa, é notadamente geofílico, 

associado à ambientes xerófilos (Ronderos, 1979; 1978). Segundo Ronderos 
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(1978) O. servillei e O. germani são sinônimos de O. virens; O. caerulans de O. 

macropterum e O. walkeri de O. gracilis.  

A família Romaleidae, com mais de 80 gêneros, é considerada uma das mais 

representativas da região Neotropical, ocupando habitats que vão desde florestas 

úmidas até a caatinga (Amédégnato, 1974; Carbonell, 1977). No Nordeste do Brasil 

estão amplamente distribuídos, com registro de ocorrência de diversos gêneros 

como, Abila, Agriacris, Brasilacris, Chromacris, Colpolopha, Helionotus, 

Phaeoparia, Radacridium, Xestotrachelus, Xyleus e Tropidacris (Rocha, 2002). O 

gênero Xyleus possui espécies que apresentam tamanho médio, com os maiores 

machos e fêmeas, respectivamente, de X. rosulentus, X. mexicanus, X. discoideus 

medindo de 44 a 49 mm e 62 a 70 mm, e os menores de X. guarani com 

aproximadamente de 31 a 32 mm e 37 a 40 mm em X.  moderatus e X. regularis 

(Carbonell, 2004). 

O gênero Xyleus é encontrado no Brasil, Paraguai, Bolívia e Argentina, 

geralmente os representantes do gênero são considerados simpátricos, embora 

alguns sejam alopátricos (Carbonell, 2004). Outro gênero de Romaleidae que 

merece destaque é o Tropidacris, o qual compreende os maiores gafanhotos, 

atingindo até 14 centímetros de comprimento (Carbonell, 1986). Eles possuem uma 

forte influência sobre a cadeia alimentar como presas e predadores, contribuindo 

para a equilíbrio natural das populações (Nunes, 1996). É atribuído a T. collaris 

ataques especialmente a árvores como coqueiro, abacateiro, bananeira, limoeiro, 

mangueira, seringueira e, às vezes, a plantas ornamentais e cultivares de cana-de-

açúcar, mandioca, algodoeiro e arroz (Poderoso et al., 2013).  

Acrididae possui cerca de 25 subfamílias, segundo Eades et al. (2015), das 

quais quatro (Melanoplinae, Acridinae, Gomphocerinae e Oedipodinae) são 
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claramente de origem da região Neártica, com conexões com o resto do holoártico 

e da fauna do velho mundo em geral.  Cinco subfamílias (Proctolabinae, 

Copiocerinae, Leptysminae, Rhytidochrotinae e Ommatolampinae) são 

exclusivamente neotropicais. Dentre as suas subfamílias, Cyrtacanthacridinae é 

composta por cerca de trinta gêneros, que estão distribuídos nas regiões Tropical 

e Subtropical.  

O gênero Schistocerca (Cyrtacanthacridinae) apresenta um considerável 

número de espécies e subespécies distribuídas na América do Norte, Sul e Central 

(Dirsh, 1975), contudo sua origem é controversa. Há uma hipótese que considera 

que a origem de Schistocerca seja africana e que um ancestral comum da espécie, 

tenha migrado para as Américas (Carbonell, 1977). As espécies deste gênero, em 

especial S. pallens, são causadoras de sérios prejuízos à agricultura, devastando 

pastagens e plantações, principalmente de milho e feijão (Barrientos, 1995; 

Magalhães e Lecoq, 2006). As mais recentes aparições ocorreram no final do 

século passado, de 1986 a 1994. As principais zonas infestadas encontram-se nos 

estados da Paraíba, Rio Grande do Norte e Pernambuco no Nordeste Brasileiro 

(Magalhães e Lecoq, 2006).    

A superfamília Proscopioidea compreende uma única família, Proscopiidae 

de ocorrência neotropical exclusiva, originada a 183,82 milhões de anos, 

aproximadamente (Song et al., 2015), embora esta família, por vezes, tenha sido 

considerada como pertencente à Eumastacoidea (Eades, 2000). Matt et al. (2008), 

baseados em sequências de genes ribossomais mitocondriais (12S e 16S) e 

nucleares (18S e 28S) discutiram a posição de Proscopiidade, que se mostrou 

ambígua, onde nenhuma análise apresentou consenso de suporte para 

Proscopiidae dentro de qualquer dos ramos existentes em Eumastacoidea: parte 



21 
 

 

dos resultados colocaram Proscopiidade relacionada com Eumastacoidea e parte 

indicaram que eles estão em superfamílias separadas. Song et al. (2015) eleveram 

o status de Proscoiidade e consideraram Proscopioidea como uma superfamília 

separada com base em apomorfias únicas, tais como lobos ventrais apendiculados 

sobre os ápices dos fémures metatóraxicos, perda do órgão timpânico-auditivo e 

ausência do cryptopleuron (Heads, 2008), bem como a sua robusta posição basal 

em relação a outros Eumastacoidea.  

Os gafanhotos pertencentes à família Proscopiidae são conhecidos como 

manés-magros, taquarinhas, entre outros. Possuem corpo alongado, cabeça 

cônica alongada para a frente e asas ausentes ou curtas, as quais não capacitam 

o voo (Jago, 1989). A família possui 31 gêneros e 214 espécies (Eades et al. 2015; 

Song et al., 2015) e apresentam distribuição exclusivamente Neotropical, com 

ocorrência em lugares áridos a florestas (Domenico, 2007). O gênero Stiphra possui 

12 espécies e dentre elas S. robusta apresenta distribuição restrita ao Nordeste 

Brasileiro (Magalhães e Lecoq, 2006). Alguns representantes Proscopiidae são 

considerados pragas esporádicas, principalmente em regiões mais áridas, como a 

caatinga do nordeste do Brasil (Lima e Andrade, 2002). Sthipra robusta apresenta 

registros de comportamento de praga junto com outras espécies de Proscopiidae 

pertencentes aos gêneros Cephalocoema, Tetanorhynchus e Proscopia 

(Magalhães e Lecoq, 2006; Domenico, 2007). 

 

2.2 Mapeamento cromossômico de sequências repetitivas e únicas em 

cromossomos de gafanhotos 

Estudos citogenéticos em gafanhotos até o ano 2000, em geral, enfocaram 

a citogenética clássica (Rufas et al., 1985, Cabrero e Camacho 1986, Santos e Fox, 
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1988; Viseras et al., 1991; Souza e Kido, 1995; Rocha et al., 1997; Souza et al., 

1998; Pereira e Souza, 2000). Para Acridomorpha, foram realizados estudos 

cariológicos em aproximadamente 330 espécies, sendo 216 representantes de 

Acrididae, 47 de Romaleidae, 29 de Proscopiidae, 20 de Ommexechidae, nove de 

Pamphagidae, oito de Tristiridae e uma espécie de Pyrgomorphidae (White, 1973; 

Mesa e Ferreira, 1977; 1978; Hewitt, 1979; Mesa e Ferreira, 1981; Mesa et al., 

1982, Bugrov e Gozeva, 1998; Castillo et al., 2010), compreendendo cerca de 3,4% 

das espécies descritas para este grupo.  

Gafanhotos Acridoidea exibem uma estabilidade cariotípica aparente, com a 

maioria das espécies com o cariótipo modal (2n = 23♂;24♀) com cromossomos 

acrocêntricos e mecanismo de determinação sexual X0;XX. Apesar da 

conservação macrocromossômica existem diversas espécies com cariótipos 

derivados, sendo o exemplo clássico por apresentar o menor número 

cromossômico a espécie Dicroplus silveiraguidoi com 2n = 8, neo-XY (Cardoso e 

Dutra, 1979). Pyrgomorphidae e Pamphagidae apresentam um cariótipo básico de 

2n = 19♂;20♀, com todos os cromossomos acrocêntricos (Castillo et al., 2010). Em 

Ommexechidae, o maior par autossômico é submetacêntrico na maioria das 

espécies e é resultante de uma inversão pericentrica no par um ancestral (Mesa e 

Ferreira 1977). Para Procopiidae o número cromossômico varia de 2n = 15 a 2n = 

19, com cromossomos acrocêntricos na maioria das espécies, e mecanismo sexual 

X0 (Mesa e Ferreira 1978; Moura et al., 1996; Souza e Moura, 1999). 

Em relação à técnicas diferenciais como bandeamento C e impregnação 

com nitrato de prata, geralmente utilizadas para a caracterização cromossômica da 

heterocromatina constitutiva e regiões organizadoras de nucléolo (RONs), 

respectivamente, foram analisadas cerca de 59 espécies de Acrididae (Cabrero e 
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Camacho, 2008; Cabral-de-Mello et al., 2011a; Oliveira et al., 2011; Bueno et al., 

2013), 10 de Romaleidae (Souza e Kido, 1995; Rocha et al., 1997; Souza et al., 

1998;  Pereira e Souza, 2000; Souza et al., 2003; Loreto et al., 2005; Rocha et al., 

2015), quatro de Proscopiidade (Moura et al., 1996; Souza e Moura, 1999) e três 

de Ommexechidae (Carvalho et al., 2011).  

Em representantes de Acrididae, Romaleidae, Ommexechidae e 

Proscopiidade neotropicais, o padrão predominante de localização cromossômica 

dos blocos de heterocromatina constitutiva é pericentromérico (Souza e Kido 1995; 

Rocha et al., 1997; Loreto e Souza, 2000; Rocha et al., 2004; Loreto et al., 2005; 

Souza e Melo 2007; Carvalho et al., 2011; Rocha et al., 2015), embora ocorra 

variação na localização das bandas C. Quanto a localização das RONs, a maioria 

das espécies apresentaram marcações nas regiões proximais ou pericentroméricas 

de cromossomos autossômicos e sexuais (Cabrero e Camacho, 2008, Cabral-de-

Mello et al., 2011b; Carvalho et al., 2011; Neto et al., 2013). 

Em gafanhotos, os estudos de mapeamento através da Hibridização in situ 

fluorescente (FISH) foram predominantemente realizados com sondas de famílias 

multigênicas, de DNA ribossomal (rDNA) 45S em cerca de 69 espécies distribuídas 

em 53 representantes da família Acrididae (Cabrero e Camacho, 2008, Oliveira et 

al., 2011; Bueno et al., 2013; Silva-Neto et al., 2015); 10 de Romaleidae (Souza et 

al., 1998; Pereira e Souza, 2000; Souza et al., 2003; Loreto et al., 2005; Anjos et 

al., 2013; Neto et al., 2013; Rocha et al., 2015); quatro de Proscopiidae (Cabral-de-

Mello et al., 2011b) e duas de Ommexechidae (Carvalho et al., 2011); com sondas 

rDNA 5S em cerca de 48 espécies distribuídas em 36 espécies de Acrididae (Loreto 

et al., 2008; Cabral-de-Mello et al., 2011a; Oliveira et al., 2011; Bueno et al., 2013; 

Silva-Neto et al., 2015), sete de Romaleidae (Loreto et al., 2008; Anjos et al., 2013; 
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Neto et al., 2013); quatro de Proscopiidae (Cabral-de-Mello et al., 2011b) e uma de 

Ommexechidae (Souza et al., 2015); e com histona H3/H4 em cerca de 55 

espécies, sendo 41 de Acrididae (Cabrero et al, 2009; Oliveira et al., 2011; Bueno 

et al., 2013; Silva-Neto et al., 2015); nove de Romaleidade (Anjos et al., 2013; Neto 

et al., 2013; Machado et al., 2014; Rocha et al., 2015) quatro de Proscopiidae 

(Cabral-de-Mello et al., 2011b) e uma de Ommexechidae (Souza et al., 2015).  

Variação quanto a quantidade de sítios cromossômicos e localização tem 

sido observadas para os sítios de rDNA 45S em gafanhotos das famílias Acrididae, 

Romaleidae e Proscopiidae, com ocorrência de um a oito pares cromossômicos 

portadores de sítios de rDNA 45S (Cabral-de-Mello e Martins, 2010), com 

localização em autossomos e / ou no X, e presença desse tipo de sequência em 

cromossomos B (Cabrero e Camacho, 2008; Cabral-de-Mello et al., 2011b). Esta 

notável variação tem sido mais comum para Acrididae, que é a família com mais 

espécies estudadas, onde a variação de sítios cromossômicos foi em média 2,47 

(Cabrero e Camacho, 2008).  

Em quatro espécies neotropicais de gafanhotos Gomphocerinae (Acrididae) 

Amblytropidia sp, Cauratettix borelli, Compsacris pulcher e Orphulella punctata, 

Silva-Neto et al. (2015) identificaram um único sítio de rDNA 45S no cromossomo 

9 de Amblytropidia sp e Cauratettix borelli; no cromossomo 6 de Compsacris 

pulcher, e dois sítios nos cromossomos 1 e 2 de Orphulella punctata.  Duas 

espécies de Ommexechidade, Ommexecha virens e Descampsacris serrulatum 

apresentaram três e quatro sítios de rDNA 45S, respectivamente (Carvalho et al., 

2011). Nas quatro espécies de Proscopiidae analisadas foi observado um sítio no 

sétimo par cromossômico, indicando uma condição ancestral para este par como 

portador do cluster rDNA 45S primitivo e sítios adicionais presentes nas espécies 
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Stiphra robusta e Tetanorhynchus silvai (Cabral-de-Mello et al., 2011b). Em 

Romaleidae, foi observado um sítio cromossômico em Chromacris nuptialis, C. 

speciosa, Xestotrachelus robustus, Brasilacris gigas (Souza et al., 2003; Loreto et 

al., 2005; Neto et al., 2013), Xyleus discoideus angulatus (Souza et al., 1998) e 

Radacridium mariajoseae (Anjos et al., 2013); dois sítios em Tropidacris collaris e 

T. cristata grandis (Rocha et al., 2015) e três sítios em R. nordestinum (Anjos et al., 

2013).    

Em Acrididae, o número de sítios de rDNA 5S variou de apenas um sítio nas 

espécies (Pezotettix giornae, Heteracris adspersa, Chorthippus apicalis, 

Stauroderus scalaris, Oedipoda coerulescens e Tropidopola graeca) à sítios em 

todos os cromossomos do complemento (Chorthippus binotatus, Ch. jacobsi, Ch. 

nevadensis, Omocestus bolivari e Sphingonotus azurescens). Algumas espécies 

apresentaram variações da localização cromossômica dos sítios: 75% dos sítios 

proximais (próximo ao centrômero), 21,6% intersticiais (região entre o centrômero 

e telômero), e 3,4% distais (próximo ao telômero) (Cabral-de-Mello et al., 2011a). 

Além disso, verificou-se a presença de sítios rDNA 5S em cromossomo B (Cabrero 

et al., 2003; Oliveira et al., 2011).  

Uma dispersão dos sítios de rDNA 5S foi visto em quatro espécies 

Gomphocerinae, com variações intra-específica: Amblytropidia sp teve de seis a 

oito sítios em autossomos, enquanto C. pulcher exibiram um sinal apenas no 

cromossomo 5 (Silva-Neto et al., 2015). Em quatro representantes de Romaleidae 

(Chromacris nuptialis, C. speciosa, Xestotrachelus robustus e Brasilacris gigas) 

analisados por Neto et al. (2013), foram observados dois padrões de distribuição 

dos sítios de rRNA 5S, sítio restrito a um único par de cromossomos, e dois sítios 

são localizados em diferentes pares de cromossomos, sendo observados seis sítios 
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no total. Em duas espécies de Romaleidae foram vistos de dois a quatro sítios de 

rDNA 5S, distribuídos nos pares cromossômicos 1, 2 e X (Radacridium 

mariajoseae) e 2, 3, 4 e 5 (R. nordestinum). Nas espécies representantes de 

Proscopiidade analisadas, os sítios de rDNA 5S foram localizadas na região 

pericentromérica do quarto par cromossômico em Scleratoscopia protopeirae, S. 

spinosa, Stiphra robusta e Tetanorhynchus silvai (Cabral-de-Mello et al., 2011b). 

Em relação às localizações dos genes de histona H3 / H4, foi observada para 

Acrididae a presença de apenas um sítio cromossômico, que além disso, apresenta 

uma conservação notável em relação à posição cromossômica (Cabrero et al., 

2009). Nesta família, a maioria das espécies com 2n=23,X0 apresentaram o sítio 

na região intersticial do cromossomo 8. Por outro lado, a localização da histona H3 

no cromossomo 3 de espécies com 2n=17,X0, resultante de fusões cêntricas, foi 

observada em espécies de diferentes gêneros de Gomphocerinae (Cabrero et al., 

2009). Em quatro espécies de Gomphocerinae neotropicais, o gene histona H3 foi 

restrito a um único par autossômico nas espécies analisadas (Silva-Neto et al., 

2015). 

Para Romaleidae foi visto uma dispersão da histona H3, cuja localização do 

sítio foi observada no par cromossômico 2 em Chromacris nuptialis, C. speciosa e 

Xestotrachelus robustus e no par 9 em Brasilacris gigas (Neto et al., 2013); nos 

pares cromossômicos 2, 4 e X em Xyleus discoideus angulatus (Machado et al., 

2014); nos pares cromossômicos 6, 10 e 11 em Tropidacris collaris em 14 pares 

autossômicos e no cromossomo X em T. cristata grandis (Rocha et al., 2015). Em 

quatro espécies de Proscopiidae analisadas, o sítio foi observado no quarto par 

cromossômico, co-localizados com sítios de rDNA 5S (Cabral-de-Mello et al., 

2011b).  
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Alguns trabalhos de mapeamento de outras sequências repetidas foram 

realizados, por exemplo, com DNA satélite em Eyprepocnemis plorans (Cabrero et 

al., 2003); com sequências de microssatélites no gafanhoto Abracris flavolineata 

(Milani e Cabral-de-Mello, 2014); com sequências moderadamente e altamente 

repetitivas através da fração C0t-1 do DNA em seis espécies da subfamília 

Melanoplinae (Palacios-Gimenez et al., 2013) e acerca da distribuição 

intracromossômica de retroelementos RTE no gafanhoto E. plorans (Montiel et al., 

2015). De modo geral, os dados de mapeamento têm sido úteis na compreensão 

da organização do genoma e da evolução cromossômica em gafanhotos. 

Outra classe de genes localizada em cromossomos de gafanhotos é o DNA 

pequeno nuclear U1 (snDNA), relacionado com a maquinaria de maturação do pré-

RNA mensageiro, o spliceossomo (Bringmann e Lührmann, 1986; Valadkhan, 

2005). O gene U1 foi localizado cromossomicamente em espécies pertencentes às 

famílias Proscopiidae, Pyrgomorphidae, Ommexechidae, Romaleidae e Acrididae 

com uma considerável conservação nas quatro primeiras famílias, com a maioria 

das espécies portando único cluster gênico U1, frequentemente localizado no par 

autossômico 3 ou 4. Por outro lado, uma notável variação foi observada em 

Acrididae, onde foi observado a presença de um cluster em um único par 

cromossômico a todos os pares, com eventual ocorrência de dois ou mais clusters 

no mesmo cromossomo (Anjos et al., 2015).   

Trabalhos acerca da localização de genes de cópia única por hibridização in 

situ não-fluorescente permanente (PISH) em gafanhotos são escassos, sendo 

restritos ao mapeamento dos genes de cópia única Hsp83, Hsp70, Hsp27 e Ubi 

(Rieger et al., 2007) e Period (Souza et al., 2014). 
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Os genes Hsp sintetizam um grupo de proteínas chamadas proteínas de 

choque térmico (HSP) que foram primeiramente caracterizadas durante respostas 

à elevação de temperatura entretanto agentes químicos e físicos podem também 

gerar um rápido aumento na síntese desse conjunto de polipeptídios conservados 

(Feder and Hofmann, 1999; Zhao e Jones, 2012); o gene de ubiquitina (Ubi) (Rieger 

et al., 2007), que além de apresentar comportamento de HSP (Lindquist, 1986) 

também participa dos processos de reparação de danos ao DNA e de sinalização 

para endocitose (Zhang e Matunis, 2005); o gene de lisozima (Lys) (Souza et al., 

2014), o qual é importante para a imunidade em Orthoptera, em particular a defesa 

primária (Adamo, 2004; 2010); e o gene Period (Per), importante gene do ciclo 

circadiano (Souza et al., 2014). Em ambos os estudos (Rieger et al., 2007; Souza 

et al., 2014) realizados nas espécies Ommexecha virens, Xyleus discoideus 

angulatus, Tropidacris collaris, Schistocerca pallens e Stiphra robusta, foi 

observado uma predominância da localização desses genes em cromossomos de 

tamanho grande (pares cromossômicos 1 e 2), embora marcas adicionais tenham 

sido vistas em cromossomos médios (pares cromossômicos 4, 5 e 8). 

 

2.3 Cromossomos B 

Cromossomos B são cromossomos extras adicionados ao complemento 

cromossômico padrão da espécie, que corresponde aos cromossomos A. Ocorrem 

em diferentes grupos de animais e plantas e podem se originar de diferentes 

maneiras, incluindo derivação de autossomos (Jamilena et al., 1995), 

cromossomos sexuais (López-León et al., 1994) e cruzamentos intra (Houben et 

al., 1996) e interespecíficos (Mcallister e Werren, 1997). A sua evolução molecular 

assemelha-se à de cromossomos sexuais univalentes, que envolvem o 
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silenciamento de genes, a heterocromatinização e acumulação de DNAs 

repetitivos, dentre eles os transposons (Camacho et al., 2000).  

Cromossomos B foram considerados geneticamente inertes, uma vez que 

experimentos com uridina tritiada revelaram escassa incorporação da mesma em 

cromossomo B nos gafanhotos Myrmeleotettix maculatus e Chorthippus parallelus 

(Fox et al., 1974) e no camundongo Apodemus peninsulae (Ishak et al., 1991). Em 

geral, os cromossomos B ocorrem em alguns indivíduos de uma espécie e 

tipicamente têm mecanismos de acumulação, que aumentam a sua transmissão 

antes, durante, ou após a gametogênese (Nur, 1962; 1977; Perfectti e Werren, 

2001). No que diz respeito a manutenção do cromossomo B no genoma da espécie, 

sabe-se que o mesmo possui a capacidade de transmissão a partir de uma 

variedade de mecanismos e uma alta frequência de mutação, expandindo assim a 

sua variabilidade e promovendo a sua evolução (Jones, 1991).  

A principal estratégia de cromossomos A para minimizar o acúmulo de Bs é 

a expressão de genes supressores que exercem controle destes cromossomos 

(Perfectti et al., 2004). Por exemplo, no gafanhoto Myrmeleotettix maculatus, um 

gene que altera a taxa de transmissão de cromossomo B apresenta polimorfismo 

nas populações analisadas (Shaw e Hewitt, 1985) e na cochonilha, Pseudococcus 

affinis, Nur e Brett (1987) demostraram que as linhagens de transmissão dos 

cromossomos B, que eles haviam anteriormente obtido por seleção artificial, diferia 

em dois loci não ligados com efeitos aditivos sobre a taxa de transmissão de 

cromossomo B.  

O acúmulo de elementos repetitivos nos cromossomos B está diretamente 

associado a sua natureza heterocromática e ausência de recombinação com os 

cromossomos A (Beukeboom, 1994; Camacho et al., 2000).  A presença de 
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elementos transponíveis do genoma está sendo detectada em vários cromossomos 

B (Camacho, 2005), podendo, além de causar a inativação de genes, modificar a 

ordem e estrutura gênica e ocasionar a degeneração gradual deste cromossomo 

(Camacho et al., 2000), bem como estar relacionado com sua origem e evolução.  

A prevalência de cromossomos B em 1601 espécies cariotipadas de 

ortópteros foi analisada por Palestis et al. (2010). Cromossomos B foram relatados 

em 191 destas espécies e apresentam distribuídas entre as superfamílias de 

Orthoptera, com 32,3% de espécies com B em Pyrgomorphoidea, 14,9% em 

Grylloidea, 14,3% em Tetrigoidea e 14,6% em Acridoidea. Foi observado ainda 

predominância de Bs em cariótipos com número cromossômico de 2n=24 e com 

cromossomos acrocêntricos. Embora a presença de cromossomos B nos 

gafanhotos seja frequente, análises mais aprimoradas em relação à composição 

são basicamente restritas às espécies Eyprepocnemis plorans (López-León  et  al.,  

1993; Bakkali  et  al.,  2001; Cabrero et al., 2003) Locusta migratoria (Teruel  et  al.,  

2010) e espécies do gênero Podisma (Bugrov  et  al., 2007),  além de alguns 

estudos em gafanhotos sul-americanos, tais como Rhammatocerus brasiliensis 

(Loreto et al., 2008; Oliveira et al., 2011) e Xyleus discoideus  angulatus (Loreto et 

al., 2008), Dichroplus  pratensis (Bidau et al., 2004) e Abracris  flavolineata (Bueno  

et  al.,  2013).  

Dentre as espécies de gafanhotos que possuem cromossomo B, 

Eyprepocnemis plorans (Acrididae) destaca-se por apresentar mais de 50 tipos de 

B nas populações do Velho Mundo, costas mediterrânicas e atlânticas da Península 

Ibérica e Norte da África (Camacho et al., 2003). Nesta espécie, foram realizados 

diversos estudos, por exemplo, a análise da origem dos Bs por dupla-FISH em 

diferentes populações por Cabrero et al. (1999); testada a possibilidade de origem 
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intraespecífica de cromossomos B em E. plorans, derivados do cromossomo X, 

baseada na correspondência de sequências de DNA ribossomal e DNA satélite, 

utilizando técnica de microdissecção e pintura cromossômica por Teruel et al. 

(2009); caracterizada uma região genômica de 1510 pb específica de indivíduos 

portadores de cromossomo B (SCAR) por Munoz-Pajares et al. (2011) e 

observaram que os nucléolos ligados a cromossomos B são formados por 

expressão do rDNA localizados nos  Bs por Ruiz-Estevez et al. (2012). 

Além de E.  plorans, outras  espécies de Acrididae do Velho Mundo têm sido 

utilizadas como modelo para análises de cromossomos B, tal como espécies 

Podisma kanoi, P. sapporensis (Bugrov et al., 2007) e Locusta migratoria (Teruel et 

al., 2010). Dentre estas análises realizadas destacam-se o mapeamento de genes 

repetitivos, tais como DNA ribossomal e genes de histona e pintura cromossômica 

dos B microdissecados, além do uso de clones contendo DNAs repetitivos. 

No que diz respeito ao estudo populacional de gafanhotos neotropicais 

portadores de cromossomos B, A. flavolineata (Acrididae), foi recentemente 

investigada por técnicas citogenéticas clássicas e moleculares, com sondas de 

rDNA 5S, 45S, histona H3, snDNA U1 e U2, sequências teloméricas e fração de 

C0t-1 do DNA por Bueno et al. (2013). Este estudo sugeriu a possível origem deste 

cromossomo a partir do par cromossômico 1 pela correspondência dos sítios de 

snDNA U2. Milani e Cabral-de-Mello (2014) utilizaram FISH para mapear a 

distribuição de 16 unidades repetitivas de microssatélites, com repetições mono, di, 

tri e tetranucleotídicas em A. flavolineata. Segundo os autores, os microssatélites 

compõem o cromossomo B e podem estar envolvidos na evolução deste elemento, 

embora nenhuma relação específica com qualquer cromossomo A foi observada.  
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Em populações de X. discoideus angulatus (Romaleidae) (Loreto et al., 

2008) e R. brasiliensis (Acrididae) (Loreto et al., 2008; Oliveira et al., 2011), o 

cromossomo B em ambas espécies mostrou-se semelhante ao cromossomo X em 

morfologia, porém os resultados de FISH de rDNA 5S e 45S apresentam uma 

origem autossômica desses cromossomos. Machado et al. (2014) analisaram nove 

populações do gafanhoto X. d. angulatus no Nordeste brasileiro portadoras de 

cromossomo B e não observou correspondência dos sítios de rDNA 45S e histona 

H4 nos cromossomos B, sugerindo que os cromossomos B desta espécie não se 

originou a partir de qualquer um dos quatro cromossomos portadores de genes de 

rDNA 45S (par cromossômico 3 e cromossomo X) e histona H4 (pares 

cromossômicos 2, 4 e X).  

 Em R. brasiliensis foi analisada à ocorrência de cromossomos B em nove 

populações do nordeste brasileiro (Loreto et al., 2008) e foi observado que os Bs 

são amplamente distribuídos nesta região, e que a pequena quantidade de variação 

interpopulacional encontrada para prevalência de B sugere a existência de alto 

fluxo gênico, provavelmente devida à abundância desta espécie de gafanhoto em 

vários tipos de vegetação e sua relativamente alta capacidade de voo. Oliveira et 

al. (2011) observou em R. brasiliensis sítios de rDNA 5S em todos os cromossomos 

do complemento padrão (exceto no par 11) e no cromossomo B. Além da dispersão 

do rDNA  5S também foi observado co-localização deste sítio com sítio de histona 

H3 em todos os cromossomos, inclusive o B.  

Na espécie de gafanhoto D. pratensis (Acrididae) dois tipos distintos de 

cromossomos B foram relatados (Bidau, 1987), dos quais um deles apresenta 

ocorrência de rDNA 45S compartilhado com o par cromossômico 8, em análise de 

nove populações argentinas (Bidau et al., 2004); no entanto, os resultados da FISH 
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não demostraram a existência de cístrons ribossômicos inativos no cromossomo X, 

como sugerido anteriormente, descartando, assim, qualquer apoio de origem do B 

a partir do cromossomo X. 

 

2.4 Marcadores moleculares aplicados ao estudo da estrutura genética 

populacional em insetos 

Os primeiros tipos de marcadores genéticos desenvolvidos foram baseados 

em fenótipo, inicialmente estudados em Drosophila, o que levou à criação da teoria 

de ligação genética; porém as limitações destes tipos de marcadores genéticos 

induziram o desenvolvimento de marcadores mais gerais e úteis, baseados em 

DNA, que ficaram conhecidos como marcadores moleculares (Schlötterer, 2004; 

Agarwal et al., 2008; Jonah et al., 2011). Um marcador molecular é definido como 

um segmento específico de DNA que é representativo acerca das diferenças ao 

nível de genoma (Agarwal et al., 2008).  

O marcador molecular ideal deve atender vários critérios dentre os quais: ser 

polimórfico e uniformemente distribuído pelo genoma (Navajas e Fenton, 2000); 

proporcionar uma resolução adequada das diferenças genéticas (Schlötterer, 

2004); possuir protocolos simplificados e com baixo custo financeiro (Wan et al., 

2004); necessitar de pequenas quantidades de DNA (Behura, 2006); apresentar 

herança codominante (Semagn et al., 2006); ter ligação com fenótipos distintos 

(Agarwal et al., 2008) e não necessitar de informação prévia sobre o genoma de 

um determinado organismo (Teneva, 2009). Nenhum marcador molecular 

conhecido até o presente abrange todos os critérios mencionados. Cada tipo de 

marcador difere uns dos outros com relação a fatores importantes, como 

abundância genômica, nível de polimorfismo detectado, especificidade, 
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reprodutibilidade, requisitos técnicos e de custo (Reddy et al., 2002; Anne, 2006; 

Hausdorf e Hennig, 2010). 

Numerosos marcadores à base de PCR (Polymerase Chain Reaction; 

Reação em Cadeia da Polimerase) foram descritos na literatura, podendo ser 

classificados em: marcadores multilocus (apresentando vários loci no genoma); 

marcadores single-locus (marcador que deriva a partir de um único lócus no 

genoma); marcadores dominantes (a análise é contabilizada como presença ou 

ausência, e assim, não permite a identificação de alelos homólogos) e marcadores 

codominantes (permite a identificação dos alelos homólogos, por conseguinte de 

homozigotos e heterozigotos) (Mueller e Wolfenbarger, 1999; Schlötterer, 2004; 

Agarwal et al., 2008). 

Em insetos, estudos de genética populacional são realizados a partir de 

vários tipos de marcadores moleculares baseados em PCR, tais como mtDNA 

(DNA mitocondrial) (Schutze et al., 2012; Chahbar et al., 2013; Ré et al., 2014; 

Wilson, 2015); marcadores SSR (Simple Sequence Repeat; sequência de repetição 

simples; microssatélites) (Phillipsen e Lytle, 2013; Schmid‐Hempel et al., 2014; 

Egizi e Fonseca, 2015) e marcadores fingerprinting de DNA, tais como RAPD 

(Random amplified polymorphic DNA; polimorfismo de sequência de DNA 

randomicamente amplificada) (Sesarini e Remis, 2008; Miño et al., 2011); AFLP 

(Amplified fragment length polymorphism; polimorfismo de comprimento dos 

fragmentos amplificados) (Lee et al., 2011; Sekar e Karanth, 2013; Gradish et al., 

2015) e ISSR (Inter simple sequence repeat; regiões entre sequências de 

repetições simples) (Mendki et al., 2011; Manrique-Poyato et al., 2013; 2015). Com 

exceção do RAPD, os marcadores citados anteriormente têm sido recentemente 

utilizados. Embora haja vantagens inerentes e desvantagens associadas com cada 
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tipo de marcador, a escolha de sua aplicação depende principalmente dos objetivos 

de um determinado estudo (Behura, 2006). 

Dentre os marcadores codominantes, o mtDNA é utilizado devido à alta taxa 

mutacional e considerável polimorfismo de determinadas regiões (Zhang e Hewitt, 

1997). Em insetos, uma outra vantagem da utilização do mtDNA é que diversos loci 

podem ser facilmente amplificados utilizando primers universais concebidos a partir 

de genes mitocondriais conservados (Kambhampati e Smith 1995; Lunt et al., 1996; 

Zhang e Hewitt 1997; Lanave et al., 2002). Por outro lado, em diversos estudos de 

genética populacional de insetos, os marcadores mtDNA são de difícil interpretação 

pois pode ocorrer inserções de sequências nucleotídicas do genoma de parasitas 

(Ex. Wolbachia sp.) em regiões do genoma mitocondrial (Behura et al., 2001; Hurst 

e Jiggins 2005) e inserções de sequências mitocondriais no genoma nuclear (Zhang 

e Hewitt, 1996; Bensasson et al., 2000; 2001).  

Em uma revisão de estudos biogeográficos em vertebrados (peixes, anfíbios, 

répteis, aves e mamíferos) e insetos que utilizaram marcadores mitocondriais e 

nucleares, Toews e Brelsford (2012) identificaram padrões biogeográficos 

conflitantes quando comparados os dados obtidos por marcadores mitocondriais e 

nucleares (discordância mito-nuclear). Estes autores sugeriram que as diferenças 

observadas devem ter como causa, principalmente, efeitos ligados ao mtDNA, tais 

como introgressão adaptativa, disparidades demográficas, assimetrias 

tendenciosas do sexo, migração de indivíduos em zonas híbridas, introduções 

humanas e infecção por Wolbachia em insetos. 

Outro marcador codominante amplamente utilizado na caracterização da 

estrutura genética populacional de insetos são os microssatélites (Behura, 2006). 

Um considerável número de microssatélites podem ser isolados através da geração 
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de biblioteca genômica, amplificados por PCR ou gerados pela digestão parcial de 

DNA genômico (Lunt et al., 1999) e “enriquecida” com sequências de repetições 

simples (Ostrander et al., 1992; Kandpal et al., 1994). Entretanto, o custo envolvido 

nas análises de microssatélites é consideravelmente elevado quando comparado a 

outros marcadores como os do tipo fingerprinting de DNA. Além disso é necessário 

um número de genótipos elevado para análises estatísticas significativas e, em 

alguns casos, não são marcadores genéticos neutros, sendo observado seu 

envolvimento na regulação gênica e na seleção diferencial dependente do sexo 

(Schlötterer, 2000; Li et al., 2002; 2004). 

 

2.4.1 Marcadores fingerprinting de DNA com ênfase em ISSR (Inter-simple 

Sequence Repeat) na caracterização da diversidade genética de insetos 

Dentre os marcadores dominantes, também classificados como marcadores 

fingerprinting, podemos exemplificar o RAPD (Kumar e Gurusubramanian, 2011) 

como um dos primeiros a ser desenvolvido, e ISSR (Wolfe, 2005) que se 

apresentam adjacentes e opostamente orientados aos microssatélites (Schlötterer, 

2004). Alternativamente, os fragmentos de restrição podem ser amplificados pela 

adição de ligantes e amplificação seletiva subsequente, no caso dos AFLP (Mueller 

e Wolfenbarger, 1999). Todos estes marcadores têm como produtos de 

amplificação múltiplos fragmentos de DNA que podem variar dentre presença / 

ausência entre diferentes indivíduos. Uma das principais vantagens de marcadores 

dominantes é que não exigem conhecimento a priori sobre o genoma das espécies 

alvo (Teneva, 2009). Por outro lado, a principal desvantagem da utilização destes 

marcadores é o padrão de herança dominante dos dados obtidos (Hollingsworth e 

Ennos, 2004). 
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Assim como outros marcadores fingerprinting de DNA, o ISSR também é 

fundamentado em PCR, especificamente a partir de primers únicos baseados em 

repetições di, tri ou tetra-nucleotídicas (Zietkiewicz et al., 1994; Wolfe e Liston, 

1998). O número de repetições varia, mas a sequência tem em geral o tamanho de 

pelo menos 14 nucleotídeos (Vijayan, 2005). O ISSR é baseado na amplificação de 

um segmento de DNA localizado entre duas regiões de sequência de repetições 

simples (simple sequence repeat; SSR; microssatélites). Esta técnica é 

considerada de baixo custo sendo usada na determinação da diversidade genética 

devido ao alto grau de polimorfismo gerado através de um perfil multilocus (Wolfe 

et al., 1998). Além disso, este marcador tem a vantagem de ser distribuído de forma 

não-ubíqua aos microssatélites no genoma eucariótico (Ratnaparkhe et al., 1998).  

A técnica de ISSR gera um número maior de polimorfismos por primer se 

comparada a outros marcadores dominantes como o RAPD. Teoricamente, esse 

aumento no índice de polimorfismo se deve aos primers ISSR serem direcionados 

às regiões com maior grau de variabilidade do genoma. Além disso, o ISSR 

apresenta outras vantagens como menor tempo para a aplicação do protocolo 

quando comparado a técnicas como o AFLP e também não demanda de um alto 

custo financeiro como para o desenvolvimento de marcadores microssatélites 

convencionais (McGregor et al., 2000; Luque et al., 2002). 

Inicialmente os marcadores ISSR foram desenvolvidos para estudos de 

plantas cultivadas (Gupta et al., 1994; Zietkiewicz et al., 1994). Contudo, dada a 

sua natureza polimórfica combinada aos requisitos mínimos de equipamentos e 

facilidade de uso, estes marcadores também se tornaram extremamente úteis para 

diversas inferências ecológicas e de genética populacional (Pazza et al., 2007; 
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Boylan et al., 2009; Machkour-M'Rabet et al., 2009; Zheng et al., 2010; Zou et al., 

2011; Mahar et al., 2013). 

Os marcadores ISSR têm sido usados para estudos da diversidade genética 

de distintos grupos de insetos pertencentes às ordens Lepdoptera, Diptera, 

Hemiptera, Hymenoptera e Orthoptera. Tais análises são abrangentes abordando 

temas como a caracterização da diversidade genética de populações naturais, 

inclusive espécies-praga (Mendki et al., 2011; Manrique-Poyato et al., 2013; Sun et 

al., 2015), estudo da diversidade genética de linhagens de insetos de interesse 

econômico (Velu et al., 2008), identificação de espécies (Hundsdoerfer et al., 2005; 

Zheng et al., 2010) além de estudos direcionados a conservação de espécies 

naturais através da análise das alterações genéticas ocasionadas pela 

fragmentação de habitats (Vandergast et al., 2009).  

Acerca dos estudos de diversidade genética com marcadores ISSR em 

populações naturais, De León e Jones (2005) estimaram a estrutura genética 

populacional de Gonatocerus ashmeadi (Hymenoptera: Mymaridae), o principal 

parasitóide de Homalodisca coagulata (Hemiptera: Cicadellidae). Seis populações 

de G. ashmeadi dos Estados Unidos e uma da Argentina foram analisadas. Todas 

as populações, exceto uma do Texas geraram bandas ISSR específicas paras as 

populações e os dados gerados mostraram que a população argentina se configura 

como uma espécie diferente. Os autores consideram que análises geradas pelo 

trabalho são fundamentais para um programa de controle biológico eficaz utilizando 

G. ashmeadi, por levar em consideração a análise da estrutura genética 

populacional de diferentes biótipos da espécie.  

Ren et al. (2008) examinaram a estrutura genética populacional do pulgão 

chinês Schlechtendalia chinensis (Hemiptera; Aphididae) em relação à sua 
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exclusiva planta hospedeira, Rhus chinensis, em uma província montanhosa no 

oeste da China, usando marcadores ISSR. Neste estudo foi observado que as 

populações de pulgões apresentam estruturação genética semelhante às 

populações da planta hospedeira, porém as distâncias genéticas entre as 

populações de pulgões e da planta hospedeira não foram correlacionadas, fato 

atribuído principalmente à eventos como efeito fundador e deriva genética.  

A estrutura genética de 13 populações do vetor Culex quinquefasciatus 

(Diptera; Culicidae) da Índia, representativas de diferentes regiões geoclimáticas, 

foi analisada (Mendki et al., 2011). Os autores demonstraram que as análises de 

agrupamento apontam para populações segregadas de acordo com sua respectiva 

condição geoclimática, sendo assim resultados úteis para a compreensão da 

variação populacional sob diferentes condições geográficas, podendo levar ao 

desenvolvimento de estratégias eficazes no manejo deste díptero vetor de doenças 

como filariose linfática, encefalite causada pelo vírus do Nilo Ocidental e encefalite 

japonesa.  

Eyprepocnemis plorans (Orthoptera; Acrididae) é uma espécie de gafanhoto 

modelo para estudos de caracterização citogenética de cromossomo B. Por 

apresentar um polimorfismo bastante difundido para cromossomos 

supranumerário, a espécie vem sendo caracterizada geneticamente através de 

marcadores ISSR. Manrique-Poyato et al. (2013) analisaram a estrutura genética 

populacional em 10 populações naturais deste gafanhoto ao longo de duas regiões 

(sul e leste) da Península Ibérica. A análise dos marcadores revelou diferenciação 

genética significativa entre as populações do sul e leste, sendo observado um 

considerável isolamento por distância (IBD) entre elas. Os autores concluíram que 

elevado fluxo gênico contribuiu para a dispersão de cromossomos B em E. plorans. 
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Adicionalmente, Manrique-Poyato et al. (2015) verificaram através de marcadores 

ISSR, o fluxo de cromossomos B em populações ibéricas nesta mesma espécie. 

Os autores encontraram uma estruturação populacional significativa, no que diz 

respeito à populações portadoras e não-portadoras de cromossomo B, separadas 

por barreiras ao fluxo gênico. 

Com relação à caracterização genética populacional em insetos de interesse 

econômico, Vijayan et al. (2006) estudaram seis populações de Samia cynthia ricini 

(Lepidoptera: Saturniidae), uma espécie de importância econômica conhecida 

como bicho-da-seda indiano, no intuito de auxiliar na conservação da espécie. 

Neste estudo foram usados 20 primers ISSR que produziram 87% de diversidade 

genética (índice Dg) entre as seis populações. Os resultados desse estudo 

mostraram correlação positiva entre as distâncias genética e geográfica das 

populações analisadas. Adicionalmente, o alto valor de Gst (0,657) entre as 

populações combinado ao baixo fluxo gênico indica diferenciação genética entre as 

populações de S. c. ricini. Baseados nestes dados, os autores sugeriram que as 

populações analisadas podem ser consideradas diferentes ecótipos e recomendam 

programas de conservação in situ para esta espécie.  

Um outro exemplo envolvendo espécies de interesse econômico foi 

realizado com o bicho-da-seda Bombyx mori (Lepidoptera; Bombycidae) que é um 

inseto domesticado para a produção de seda onde a seleção artificial tem sido 

amplamente utilizada em programas de melhoramento (Pradeep et al., 2005; Velu 

et al., 2008). Marcadores ISSR foram utilizados por Velu et al. (2008) para 

determinar a relação genética entre estirpes mutantes de B. mori tendo como 

resultado, a formação de um grande cluster contendo seis clusters menores 

segregando as 20 linhagens mutantes do bicho-da-seda. Os autores concluíram o 
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marcador ISSR foi válido para determinação da variabilidade genética entre 

estirpes mutantes do bicho-da-seda e que pode ser uma ferramenta útil para a 

caracterização de um número maior de estirpes mantidas em centros de 

germoplasma. 

 A diversidade genética em 20 populações de Kerria lacca (Hemiptera; 

Tachardiidae), um inseto indiano produtor de resina com interesse industrial 

agregado, foi analisada utilizando marcadores ISSR (Saha et al., 2011). Dezessete 

primers ISSR produziram 96,1% de polimorfismo genético e o dendrograma de 

agrupamento segregou as 20 populações em quatro grupos genéticos expressivos 

(clusters). Os resultados demostraram uma variabilidade genética significativa nas 

populações, argumento que os autores consideram válido para programas de 

melhoramento genético de insetos produtores de resina. 

Apis mellifera (Hymenoptera; Apidae) é um inseto social de considerável 

importância econômica e ecológica e tem sido analisado quanto à diversidade 

genética em distintas populações através da aplicação de marcadores ISSR. Desta 

forma, Al-Otaibi (2008) analisou a diversidade genética de 11 colônias que 

representam três raças de abelhas: tolerantes a ácaros, sensíveis a ácaros e 

moderadamente tolerantes. Os 10 primers ISSR utilizados geraram 34 fragmentos 

polimórficos e a heterozigosidade média para cada primer foi 0,244. Estes dados 

mostraram que a maior parte dos loci detectados foi polimórfica, refletindo o fato 

das 11 colônias do estudo serem originárias de uma ampla diversidade de raças, e 

demonstrando claramente que os marcadores ISSR são informativos para analisar 

a variabilidade genética entre e dentro das colônias de abelhas produtoras de mel. 

Recentemente espécies-praga de insetos também vêm sendo alvo de 

estudos para caracterização da diversidade genética baseada em ISSR. Palma et 
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al. (2015) inferiram acerca da estrutura genética populacional de Chrysodeixis 

includens (Lepidoptera; Noctuidae), uma importante espécie-praga de lavouras de 

soja, com amostras das principais regiões produtoras de soja no Brasil. Os autores 

observaram que o baixo nível de polimorfismo nas populações, os altos níveis de 

fluxo gênico e a baixa estruturação genética são indicativos do intercâmbio gênico 

entre as diferentes regiões amostradas. Entretanto se constatou a presença de dois 

grupos gênicos distintos na amostragem e foi sugerido um manejo de controle de 

praga diferenciado para os dois grupos observados.  

Em relação à ortópteros praga, a diversidade genética de 10 populações 

geograficamente distintas do gafanhoto Oedaleus infernalis (Acrididae) foi avaliada 

utilizando marcadores ISSR e sequências do gene COI (Citocromo Oxidase 

Subunidade I) por Sun et al. (2015). Um considerável nível de diversidade genética 

entre essas populações com base nos dois tipos de marcadores foi detectado, 

entretanto não houve correlação significativa entre as distâncias genéticas e 

geográficas sugerindo que a distribuição geográfica não é um fator limitante na 

conectividade genética entre populações de O. infernalis. 

A fragmentação, perda de habitat e as modificações da paisagem são 

consideradas as principais causas da diminuição ou perda de biodiversidade (Foley 

et al., 2005; Fischer e Lindenmayer, 2007; Swift e Hannon, 2010; Rösch et al., 

2013). Vandergast et al. (2009) analisaram a estrutura genética em populações do 

grilo-de-Jerusalém Stenopelmatus n. sp. "santa monica" das Montanhas de Santa 

Mônica e norte de Simi Hills (Los Angeles, Califórnia, EUA), para determinar os 

impactos da fragmentação ao longo dos últimos 70 anos com base em marcadores 

ISSR e sequências do gene COI (mtDNA). A diversidade genética baseada nos 

marcadores ISSR não estava correlacionada com o tamanho ou idade do 
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fragmento, diferentemente visto para mtDNA, onde a diversidade genética dentro 

dos fragmentos aumentou com o tamanho e diminuiu com a idade. Os resultados 

diferentes entre os marcadores podem ser devido à dispersão diferencial dos 

machos; aos diferentes tamanhos efetivos das populações; às taxas de triagem e / 

ou às taxas de mutação diferentes entre os marcadores utilizados. Entretanto a 

análise de ambos marcadores sugere que a conectividade genética entre as 

populações foi interrompida por rodovias e pelo desenvolvimento urbano, antes dos 

declínios nos tamanhos das populações amostradas. Os autores ressaltam que a 

conectividade genética pode ser perdida rapidamente em paisagens fragmentadas 

e artrópodes desprovidos da capacidade de voo podem servir como indicadores 

válidos para estes efeitos.  
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3. Objetivos 

3.1 Objetivo geral 

Analisar as relações cromossômico evolutivas em cinco espécies de 

gafanhotos neotropicais e a estruturação genética em populações da espécie 

Ommexecha virens. 

3.2 Objetivos específicos 

1. Mapear quatro genes de resposta à choque térmico e um de resposta 

imunológica em cromossomos meióticos das espécies Ommexecha virens, 

Xyleus discoideus angulatus, Tropidacris collaris, Sthipra robusta e 

Schistocerca pallens, e comparar os resultados com dados da literatura para 

sequências repetitivas, com a finalidade de subsidiar a elaboração de 

inferências cromossômico evolutivas; 

2. Verificar a distribuição, prevalência e origem do cromossomo B da espécie O. 

virens oriunda de cinco populações distribuídas nos Estados de Pernambuco e 

Bahia; 

3. Analisar a estrutura genética populacional em oito populações de O. virens 

distribuídas nos Estados de Pernambuco, Bahia e Ceará, e verificar se existe 

conectividade entre elas.  
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4. Capítulo I  

Comparative analysis of chromosomal localization of single copy 

genes and repetitive sequences in five species of neotropical 

grasshoppers (Orthoptera: Acrodomorpha).  

Manuscrito a ser submetido ao periódico Genetica (‘S-Gravenhage) 

ISSN 0016-6707 
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Comparative analysis of the chromosomal localization of single copy genes 

and repetitive sequences in five species of neotropical grasshoppers 

(Orthoptera: Acrodomorpha). 

Tyago Eufrásio de Souza1;2; Diego Leandro de Oliveira1; José Ferreira dos Santos1; 

Tania Tassinari Rieger1; Rita de Cássia de Moura2 

1Laboratório de Experimentação em Drosophila, Departamento de Genética, Centro de 

Ciências Biológicas, UFPE, Recife, PE 
2Laboratório de Biodiversidade e Genética de Insetos, Instituto de Ciências Biológicas, UPE, 

Recife, PE 

 

Abstract The grasshoppers species Ommexecha virens, Xyleus discoideus angulatus, 

Tropidacris collaris, Stiphra robusta and Schistocerca pallens occur in northeast region of 

Brazil. This paper aims to compare single copy genes Hsp83, Hsp70, Hsp27, Ubi, and Lys 

mapping in neotropical grasshoppers Ommexecha virens, Xyleus discoideus angulatus, 

Tropidacris collaris, and Sthipra robusta performed by permanent in situ hybridization, and 

location of single copy genes sites with repetitive sequences located in cited species. Our 

results have shown a preferential location of these genes on L1 chromosomal pair (except to 

Hsp70 and Ubi, located on L2 in most species) and have presented a variable position 

(pericentromeric, interstitial and distal). Secondary marks were visualized on medium 

chromosomes for majority of located genes. A considerable conservation was observed 

regarding chromosomal location of single copy genes, different from observed in repetitive 

sequences, which exhibited highly dynamic. This conservation is possibly due to the absence 

or low frequency of structural chromosomal rearrangements such as translocations and 

inversions. Regarding preferred gene location in pairs L1 and L2, it indicates that these 

chromosomes are carriers of the early gene locus, whereas they remains conserved in species 

from different families, being earliest St. robusta which belongs to Proscopiidae, considered 

basal family, originated approximately 183,82 millions of years ago. 

 

Keywords Genome conservation; Heat shock proteins; Lysozyme; Orthoptera; Permanent 

In Situ Hybridization  

 

Introduction 

 

Grasshoppers have revealed high chromosomal macroconservation, showing 

conserved number (23 for males and 24 for females), acrocentric morphology, X0 sex-

chromosome system and presenting symmetrical karyotypes (Mesa et al. 1982; Bugrov, 

1996; Pereira and Souza 2000; Souza et al. 2003; Loreto et al. 2005; Cabral-de-Mello and 

Martins 2010; Cabral-de-Mello et al. 2011a; Neto et al. 2013; Machado et al. 2014; Rocha 

et al. 2015). Besides, they present derived karyotypes on smaller scale (Moura et al. 1996; 

Souza and Moura 2000; Cabrero and Camacho 2008; Castillo et al. 2010; Cabral-de-Mello 
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et al. 2011a). This chromosomal pattern was observed in Xyleus discoideus angulatus 

(Romaleidae) and Schistocerca pallens (Acrididae) by Mesa et al. (1982), and Tropidacris 

collaris (Romaleidae) by Rocha et al. (2015). Exceptions to this rule may be observed in 

Ommexecha virens (Ommexechidae), presenting one of the largest chromosomal pair (L1) 

submetacentric (Mesa and Ferreira 1977) and in Stiphra robusta (Proscopiidade), showing 

a lower diploid number 2n=19 for males and 20 for females (Souza and Moura 1999).  

Different from it was seen by classical cytogenetics, mapping of repetitive sequences have 

shown dynamism and microgenomic reorganization, involving distribution of repetitive 

sequences in grasshopper species (Cabrero et al. 2009; Cabral-de-Mello and Martins 2010; 

Cabral-de-Mello et al. 2011a; Neto et al. 2013; Machado et al. 2014; Rocha et al. 2015). 

Fluorescence in situ hybridization (FISH) in grasshoppers has been applied to chromosome 

characterization by repetitive sequences mapping, thus allowing studies of chromosomal 

evolution and genome organization (Cabral-de-Mello and Martins 2010).  

Regarding chromosomal location of repetitive sequences observed in Acrididae, 

Romaleidae, Ommexechidae and Proscopiidae families, which concentrates most of 

analyzed species, it is observed a more conserved chromosomal pattern for H3/H4 histone 

genes, where it can observe presence of an autosomal site only for most of 55 grasshopper 

species analyzed (Cabrero et al. 2009; Oliveira et al. 2011; Cabral-de-Mello et al. 2011b; 

Anjos et al. 2013; Bueno et al. 2013; Neto et al. 2013; Machado et al. 2014; Rocha et al. 

2015; Silva-Neto et al. 2015; Souza et al. 2015). U1 snDNA (U1) was chromosomally located 

in 70 species of grasshoppers belonging to five families. Considerable conservation was 

observed, with most species bearing only one U1 cluster, often located in third or fourth 

autosomal pairs.  On the other hand, a remarkable dispersal was observed in Acrididae, in 

which it was observed one cluster on a single chromosomal pair to all chromosome pairs, 

and also occurrence of two or more clusters on the same chromosome (Anjos et al. 2015).  

A wide variation of quantity and chromosomal location of repetitive sequences was 

noticed (Cabral-de-Mello and Martins 2010), with a more dispersed pattern  observed in to 

5S rDNA, where the number of sites per species varied from a single chromosome pair to all 

chromosome pairs, with a range of intermediate situations, in 48 grasshopper species 

analyzed (Loreto et al. 2008; Cabral-de-Mello et al. 2011a; 2011b; Oliveira et al. 2011; 

Anjos et al. 2013; Bueno et al. 2013; Neto et al. 2013; Silva-Neto et al. 2015; Souza et al. 

2015). Concerning 45S rDNA, it was observed presence of one to eight chromosomal pairs 

carriers of 45S rDNA  sites (in autosomes, autosomes and X or in X) in 69 species of 

grasshoppers belonging to the Acrididae, Romaleidae, Ommexechidade and Proscopiidae, 
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including presence of 45S rDNA in B chromosomes (Souza et al. 1998; Pereira and Souza 

2000; Souza et al. 2003; Loreto et al. 2005; Cabrero e Camacho 2008; Cabral-de-Mello et 

al. 2011b; Carvalho et al. 2011; Oliveira et al. 2011; Anjos et al. 2013; Bueno et al. 2013; 

Neto et al. 2013; Rocha et al. 2015; Silva-Neto et al. 2015). On a smaller scale, microsatellite 

sequences in grasshopper Abracris flavolineata were also mapped (Milani and Cabral-de-

Mello, 2014); telomeric repeats and pool of repetitive DNAs (C0t-1 DNA) in six 

grasshoppers of Melanoplinae subfamily (Palacios-Gimenez et al. 2013) and 

intrachromosomal distribution of RTE retrotransposons in  grasshopper E. plorans (Montiel 

et al. 2015).  

Unlike repetitive sequences mapped by FISH on grasshoppers and other insects, 

location of single copy genes by permanent in situ hybridization (PISH) is scarce. Single 

copy gene mapping as Hsp83, Hsp70, Hsp27 related to heat shock proteins (HSPs) synthesis 

responds to elevated temperature and to a variety of chemical and physical stresses by a rapid 

increase in synthesis of a set of conserved polypeptides collectively (Zhao and Jones 2012). 

Ubiquitin (Ubi) demonstrates proteolytic function and participates in transcriptional 

activation processes, repair of DNA damage and signal process for endocytosis (Zhang and 

Matunis 2005). Lysozyme (Lys) is important to Orthoptera immunity because it lack 

antimicrobial peptides and strongly depends on the lysozyme activity for primary defense 

(Adamo 2004; 2010). Genes mentioned above were mapped from the 1990s in  Drosophila 

species (Daffre et al. 1994; Izquierdo 1994; Drosopoulou et al. 1996; Timakov et al. 2002; 

Evgen'ev et al. 2004), and Hsp83, Hsp70 and Ubi genes were also mapped in drosophilid 

Zaprionus indianus (Campos et al. 2007).  

In 2000s, Rieger et al. (2007) and Souza et al. (2014) mapped some single copy genes 

on grasshopper species. Hsp83, Hsp70, Hsp27 and Ubi genes were mapped in S. pallens 

(Rieger et al. 2007) and the Period gene (Per), an important gene of circadian cycle, which 

was located in O. virens, X. d. angulatus, T. collaris, St. robusta and S. pallens by Souza et 

al. (2014). In both studies, it was observed a prevalence of these genes located in L1 

autosomal pair, less frequently occurring in L2 and M7 pairs.  

In order to deepen the knowledge of chromosomal evolution in neotropical 

grasshoppers species O. virens, X. d. angulatus, T. collaris, St. robusta and S. pallens, 

chromosomal locations of Hsp83, Hsp70, Hsp27, Ubi and Lys genes were mapped in meiotic 

chromosomes  and obtained result were compared with location of repetitive copy genes, 

specifically 45S rDNA, 5S rDNA, H3/H4 histone and U1 snDNA. 
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Materials and Methods 

Specimens and cytological preparations 

Grasshoppers species analyzed, number of captured specimens and geographical 

coordinates of sampling points are presented on Table 1. All samples were registered and 

preserved at Departamento de Genética (Centro de Biociências, UFPE, Recife, Brazil); 

insect collection and all institutional and national guidelines for the care and use of 

laboratory animals were followed. After the capture, specimens were dissected and the tests 

were fixed in Carnoy and stored in freezer. Slides were prepared by the classical squash 

technique, with a testicular follicle in 45 % acetic acid. After freezing in liquid nitrogen to 

remove the cover slip, all preparations were stored at 4 ºC until hybridization. Best 

preparations were used for permanent in situ hybridization (PISH), and a minimum of 105 

cells nuclei and three representatives of each species were used. 

 

Plasmid amplification and probe preparations 

 

Probes were prepared from conserved sequences of Drosophila 

melanogaster genes Hsp70 (Livak et al. 1978), Hsp83 (Holmgren et al. 

1981), Hsp27 (Corces et al. 1980), and Ubi (Izquierdo et al. 1994), all cloned in pBR322-

derived plasmids. YIprd2-Lys plasmid, containing complete lysozyme human gene, was also 

used as a probe. Plasmids were transformed into DH5α strain of Escherichia coli with the 

calcium chloride method and were extracted by alkaline lysis (Ausubelet al. 2002). Whole 

plasmids were biotin labeled by nick translation using BioNick DNA system, as indicated 

by manufacturer (Gibco/BRL, Paisley, Scotland), to be used as probes. 

 

Permanent in situ hybridization (PISH) procedures 

 

Permanent in situ hybridization procedures were performed as described for the first 

time for grasshoppers by Rieger et al. (2007). Briefly, hybridizations were carried out at 37 

ºC in 30 % formamide for 36 hour, using 200 ng biotin-labeled probe for each slide. Washes 

were made at 25 ºC with 2 X SSC, adopting stringency level of 65 % (Schwarzacher and 

Heslop-Harrison 2000). Streptoavidin-alcaline phostatase conjugate (SAP), 

nitrobluetetrazolium (NBT), and bromo-cloro-indolil-phosphate (BCIP) were used for 

detection of hybridization sites by visualization of dark blue spots over the chromosomes. 

After hybridization, chromosome preparations were counterstained with lactic orcein (1 % 

orcein in 20 % lactic acid and 45 % acetic acid) diluted 1:10 in 45 % acetic acid, air dried 



50 
 

 

and mounted in Entellan® (Merck). PISH signals were analyzed and documented under 

phase-contrast microscopy Leica® WILD MPS 52 and edited using Adobe Photoshop CS3 

Extended software. Since heterologous probes were used, signals were quantified as 

described previously by Rieger et al. (2007) establishing a minimum of 30 % signals at a 

chromosome site as the criterion of consistent gene localization. 

 

Results 

 

Hybridization marks in these species are shown in Figure 1, where preferential 

localization in L1 autosomal pair can be observed, except for Hsp70 gene, which was found 

in L2 autosomal pair. Ubi gene was located in L1 or L2 autosomal pairs. In some cases, 

second copy was observed in M3, M4, M5 or M8 autosomal pairs. 

Hsp83 gene was located in interstitial region on L1 chromosome pair in O. virens 

(Fig. 1a) and pericentromeric region in this same pair of X. d. angulatus (Fig. 1b), and T. 

collaris (Fig.1c), and it was observed in distal region of L1 pair in St. robusta (Fig. 1d). 

Hsp70 gene was located on L2 chromosome and in adition it was observed secondary copies 

of this gene in the medium chromosome pairs in all species studied here (Figure 1a, b, c and 

d). Hsp27 gene presented site in the distal region of L1 pair on X. d. angulatus, T. collaris 

and St. robusta (Fig. 1b, c and d) and pericentromeric region of L1 pair in O. virens (Fig. 

1a). It was not observed Hsp27 sites in medium chromosomes. 

Ubi gene presented sites in two autosomal types on the species analyzed here: L1 

pair for T. collaris and St. robusta (Fig. 1c and d) and L2 pair for O. virens and X. d. 

angulatus (Fig. 1a and b); additional copies of this gene were observed in medium 

chromosome of all species analyzed. Lys gene was mapped on different portions of the L1 

chromosome for all species studied (Fig. 1a, b, c, d and e). Additional Lys copies were 

observed in medium chromosome of O. virens, X. d. angulatus and T. collaris.  

Chromosomal location and position (pericentromeric, interstitial and distal) of the 

genes described above is in Table 2. Efficiency of in situ hybridization obtained for the 

studied species ranged from 33% to 94% of signal marked nuclei (Supplementary table). 

 

Discussion 

 

Results of single copy genes mapping in five species analyzed here showed 

conservation as the preferred location on L1 chromosome. Souza et al. (2014) observed the 

same for Period gene mapped for these species. However, for Hsp70 gene it was observed 
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gene location in L2 pair on all species observed in this study. This chromosomal 

conservation localization is due to absence or low frequency of structural chromosome 

rearrangements, such as translocations and inversions, and to formation of synteny blocks 

on chromosomal regions where these genes occur (John and Hewitt 1969; Schubert 2007; 

Colombo 2013). If the locations of single copy genes take place in pericentromeric regions, 

this conservation is possibly due to presence of heterochromatin blocks in these regions, 

since default location of these blocks in mentioned species is predominantly pericentromeric 

(Souza et al. 1998; Souza and Moura 1999; Souza and Melo 2007; Carvalho et al. 2011; 

Rocha et al. 2015).  

When chromosomal location of repetitive sequences is observed in chromosomal 

pairs on species analyzed, we observed presence of sites in L1 and L2 pairs, as seen in S. 

pallens presented snDNA U1 sites in L1 pair and L2 (Anjos et al. 2015); in O. virens sites of 

U1 in L1 pair and 45S rDNA  in L2 pair (Anjos et al. 2015; Carvalho et al. 2011); and in X. 

d. angulatus presents H4 histone sites in L2 pair (Machado et al. 2014). In T. collaris e St. 

robusta species, repetitive DNA sites are not located in L1 and L2 pairs, but in medium or 

small chromosomal pairs (Cabral-de-Mello et al. 2011b; Anjos et al. 2015; Rocha et al. 

2015). Preferred location is also observed for other repetitive sequences mapped in the other 

three species analyzed in this work (Table 3). 

Chromosomal location of single copy genes mapped in Rieger et al. (2007), Souza et 

al. (2014) and this work, showed a preferred location in the L1 and L2 chromosomal pairs. 

These locations are possibly linked to the early genic locus (L1 and L2 pairs), present in all 

species, although belonging to different families. Species analyzed in this study belong to 

the superfamilies group Acridomorpha, which corresponds to a monophyletic group (Song 

2010; Song et al. 2015) whose superfamily Proscopioidea (Proscopiidae) are considered 

basal and originated in the Lower Jurassic (183,82 Mya, approximately) and Acridoidea 

(Acrididae, Romaleidae and Ommexechidae), considered modern and diverse, originated in 

the Early Cretaceous (124,41 Mya, approximately) (Song et al. 2015). Superfamilies origin 

supports the proposed for single copy genes, but not for the repetitive sequences 

chromosomal location, except for H3 histone and U1 snDNA mapping, that showed a degree 

of conservation (Cabrero et al. 2009; Anjos et al. 2015) and present on the fourth pair in the 

four Proscopiidae species currently analyzed (Cabral-de-Mello et al. 2011b). 

 Generally, all single copy genes mapped on species examined showed secondary 

copies in the medium sized pairs. This indicates possibility of duplication occurrence during 

chromosomal microevolution on representatives of different grasshopper families. In 
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Drosophila species, which were observed more than one copy of Hsp70 gene (Segarra et al. 

1996), it was suggested gene duplication events then translocation / inversion for Drosophila 

development. A similar result were observed in Ubi gene, except for S. pallens. The presence 

of more than one copy of Ubi gene was observed for D. melanogaster (Izquierdo 1994); D. 

repleta and D. buzzati (Ranz et al. 1997). Ubi gene shows marking in L1 for T. collaris and 

St. robusta; and in L2 for O. virens, X. d. angulatus and S. pallens. Although most genes 

have presented secondary copies, Lys and Hsp70 genes showed considerable conservation, 

presenting sites located on L1 and L2 chromosomal pairs of all species analyzed, 

respectively. Chromosomal location of Hsp27 gene is an exception, secondary copies in 

species analyzed in this study were not observed.  However, it is seen a considerable 

conservation with respect to the Hsp27, located on L1 chromosomal pair of all species 

analyzed. Hsp83 gene is not duplicated in Drosophila (Holmgren et al. 1981; Blackman and 

Meselson 1986; Konstantopoulou and Scouras 1998) and in other insects (Landais et al. 

2001). However, it was seen secondary copies in the medium pairs of O. virens and T. 

collaris. This Hsp83 second signal probably represents partial homology to an unknown 

gene, also seen in Zaprionus indianus (Campos et al. 2007). 

Concerning chromosomal position of single copy genes cited herein, 21 sites 

(55,26%) occur in interstitial region, whereas nine sites (23,68%) were distal, and eight sites 

(21,05%) were pericentromeric. This preferred location in the interstitial region is similar to 

H3 / H4 histone genes, where out of 35 Acrididae species analyzed, 88,57% showed sites in 

interstitial region for the gene in question (Cabrero et al. 2009). In contrast to rDNA, the H3 

/ H4 histone gene cluster exhibits a high conservation with regard to chromosomal location, 

presenting site in only one autosomal pair (Cabrero et al. 2009; Cabral-de-Mello et al. 2011b; 

Anjos et al. 2013; Neto et al. 2013; Silva-Neto et al. 2015), similar to single copy genes 

location in this work. 

Mapping single-copy gene and a compilation of mapping data of repetitive sequences  

indicated conservation of localization of single copy genes sites in O.virens, X. d. angulatus, 

T. collaris, St. robusta and S. pallens species, different from repetitive sequences, which 

exhibit a genomic dynamic probably due to transposition. Other studies mapping of unique 

sequences in species from other families of acridomorphs is necessary to verify conservation 

of the observed location pattern. 
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List of Tables 

 
Table 1 Number of grasshopers males specimens analyzed and geographical coordinates of collection 

places in the states of Pernambuco (PE), Piauí (PI), Paraíba (PB) and Bahia (BA) in the Northeastern 

region of Brazil. 

Species 

Number of 

analyzed 

specimens 

Collection places Coordinates 

Ommexecha 

virens 

02 Sobradinho, BA 09°26’15”S 40°48’45” W 

03 Mucugê, BA 13°03’45”S 41°18’45” W 

Xyleus discoideus 

angulatus 

02 Marcolândia, PI 07°26’15”S 40°41’15” W 

01 Exu, PE 07°30’50”S 39°42’33” W 

Tropidacris 

collaris 

03 Recife, PE 08°01’05” S 34°56’48” W 

01 Andaraí, BA 12°48’45” S 41°18’45” W 

Schistocerca 

pallens 
04 Itamaracá, PE 07°41’15” S 34°48’45” W 

Stiphra robusta 07 Fagundes, PB 07°21’18” S 35°46’30” W 
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Table 2 Chromosomal location of the conservated genes Heat shock response (Hsps), Ubiquitin (Ubi) and 

Lysozime (Lys) in five species of neotropical grasshoppers (Acridiomorpha). The Hsp83, Hsp70, Hsp27, Ubi 

location for S. pallens was extracted from Rieger et al. (2007). *Maker in medium pair only. 

 

Gene Specie 
Location and position in large 

chromosome 

Location and position in 

medium chromosome 

Hsp83 

Ommexecha virens L1- Interstitial M4- Interstitial 

Xyleus discoideus angulatus L1- Pericentromeric  

Tropidacris collaris L1- Pericentromeric M3- Interstitial 

Stiphra robusta L1- Distal  

Schistocerca pallens  M7*- Interstitial 

Hsp70 

Ommexecha virens L2- Pericentromeric M4- Pericentromeric 

Xyleus discoideus angulatus L2- Interstitial M8- Interstitial 

Tropidacris collaris L2- Interstitial M4- Pericentromeric 

Stiphra robusta L2- Pericentromeric M5- Interstitial 

Schistocerca pallens L2- Interstitial  

Hsp27 

Ommexecha virens L1-Interstitial  

Xyleus discoideus angulatus L1- Distal  

Tropidacris collaris L1- Distal  

Stiphra robusta L1- Distal  

Schistocerca pallens L1- Interstitial  

Ubi 

Ommexecha virens L2- Interstitial M4- Interstitial 

Xyleus discoideus angulatus L2- Interstitial M4- Interstitial 

Tropidacris collaris L1- Distal  M3- Interstitial 

Stiphra robusta L1- Interstitial M5- Interstitial 

Schistocerca pallens L2- Interstitial  

 

 

Lys 
 

 

Ommexecha virens L1- Distal M4- Interstitial 

Xyleus discoideus angulatus L1- Pericentromeric M4- Distal 

Tropidacris collaris L1- Pericentromeric M4- Interstitial 

Stiphra robusta L1- Distal  

Schistocerca pallens L1- Distal  
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Table 3 Chromosomal location of the single copy genes (Hsp83, Hsp70, Hsp27, Ubi, Lys and Period [Per]) and repetitive copy (45S rDNA [45S], 5S rDNA [5S], 

H3 or H4 histone [H3 or H4] and U1 snDNA [U1]) in five species of Neotropical grasshoppers. 

Specie Chromosome References 

 L1 L2 L3 M4 M5 M6 M7 M8 S9 S10 S11 X  

Ommexecha 

virens 

Hsp83 a 

Hsp27 a 

Lys a 

Per b 

U1d 

Hsp70 a 

Ubi a 

45S c 

U1d Hsp83 a 

Hsp70 a 

Ubi a 

Lys a 

    45S c 

H3 c 

45S c 

 

  Present work a 

Souza et al. 2014 b 

Carvalho et al. 2011 c 

Anjos et al. 2015d 

 L1 L2 L3 M4 M5 M6 M7 M8 S9 S10 S11 X  

Xyleus 

discoideus 

angulatus 

Hsp83 a 

Hsp27 a 

Lys a 

Per b 

Hsp70 a 

Ubi a 

H3 f 

45S e 

U1 d 

Ubi a 

Lys a 

45S e 

H3 f 

   Hsp70 a    45S e 

H4 f 

Present work a 

Souza et al. 2014 b 

Anjos et al. 2015d 

Souza et al. 1998 e 

Machado et al. 2014 f 

 L1 L2 M3 M4 M5 M6 M7 M8 S9 S10 S11 X  

Tropidacris 

collaris 

Hsp83 a 

Hsp27 a 

Ubi a 

Lys a 

Per b 

Hsp70 a 

 

Hsp83 a 

Ubi a 

U1 d 

Hsp70 a 

Lys a 

 

 

 

 

 

H3 g    45S g 

H3 g 

45S g 

H3 g 

 Present work a 

Souza et al. 2014 b 

Anjos et al. 2015d 

Rocha et al. 2015 g 
 

 L1 L2 L3 L4 M5 M6 M7 M8 M9 X   

Stiphra 

robusta 

Hsp83 a 

Hsp27 a 

Ubi a 

Lys a 

Per b 

Hsp70 a 

Per b 

 5S h 

H3 h 

U1 d 

Hsp70 a 

Ubi a 

 

 

45S h 45S h     Present work a 

Souza et al. 2014 b 

Anjos et al. 2015d 

Cabral-de-Mello et al.2011b h 

 L1 L2 L3 M4 M5 M6 M7 M8 S9 S10 S11 X  

Schistocerca 

pallens 

Hsp27 i 

Lys a 

Per b 

U1 d 

Hsp70 i 

Ubi i 

U1 d 

  45Sj 45Sj Hsp83 i 

 

     Present work a 

Souza et al. 2014 b 

Anjos et al. 2015d 

Rieger et al. 2007 i 

Souza and Melo 2007 j 
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Supplementary table Quantification ofin situ hybridization signals for Heat-shok proteins (Hsp83, Hsp70 and Hsp27), Ubiquitin (Ubi) 

and Lysozyme (Lys) genes on meiotic chromosomes of grasshoppers species utilized. Featured marks higher than 30%. 

 

 

 

 

 

Specie Gene 

Total of 

analyzed 

nuclei 

% of 

marked 

nuclei 

% of marked chromosomes 

L1 L2 L3 M4 M5 M6 M7 M8 S9 S10 S11 X 

Ommexecha 

virens 

Hsp83 115 67 77 12 - 58 - - - - 10 - - 9 

Hsp70 172 58 18 75 - 63 - - - - - 4 - 6 

Hsp27 135 65 77 15 - - 10 - - - 15 - - 7 

Ubi 123 63 19 77 - 58 - - - - 15 - - 7 

Lys 106 51 78 12 - 59 20 - - - - 18 - 6 

Xyleus 

discoideus 

angulatus 

   L1 L2 L3 M4 M5 M6 M7 M8 S9 S10 S11 X 

Hsp83 266 48 65 8 11 5 - - 5 - - - - 6 

Hsp70 101 77 - 74 - - - - - - - 17 - 12 

Hsp27 243 47 51 23 - - - 12 - - - - - 4 

Ubi 154 52 9 50 - 62 - - 16 - 2 - - - 

Lys 111 73 69 15 4 54 - - - 11 10 - - 7 

Tropidacris 

collaris 

   L1 L2 M3 M4 M5 M6 M7 M8 S9 S10 S11 X 

Hsp83 117 62 63 16 62 - - - - - - 12 - 20 

Hsp70 166 61 21 66 8 44 13 - 8 - 3 - - 4 

Hsp27 161 38 80 7 - - 8 - - - - - - - 

Ubi 120 54 33 8 42 - - 15 - - - - - 2 

Lys 105 71 83 24 - 69 14 - 13 - - - - - 

Stiphra 

robusta 

   L1 L2 L3 L4 M5 M6 M7 M8 M9 X 

Hsp83 163 59 61 11 6 - 7 3 - - - 5 

Hsp70 128 57 11 44 16 - 33 - - 9 5 14 

Hsp27 170 50 53 20 12 - - - - - - 8 

Ubi 131 56 47 15 2 - 38 8 7 - - - 

Lys 97 55 85 - 18 - - 5 - - 7 9 

Schistocerca 

pallens 

   L1 L2 L3 M4 M5 M6 M7 M8 S9 S10 S11 X 

Lys 110 71 94 - - 8 - - - - - - - - 
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Fig. 1 Cariogram based on meiotic cells (diplotene and metaphase I) presenting the location of single copy 

genes (arrowheads) on chromosome complement of grasshoppers species used in this study. (a) 

Ommexecha virens; (b) Xyleus discoideus angulatus; (c)Tropidacris collaris; (d) Stiphra robusta; (e) 

Schistocerca pallens. Bar = 10 µm. 
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5. Capítulo II 

A small B chromosome in the grasshopper Ommexecha virens 

(Ommexechidae)  

Manuscrito publicado no periódico Genetics and Molecular Research 

ISSN 1676-5680 
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6. Capítulo III  

Estrutura genética populacional do gafanhoto Ommexecha virens 

(Ommexechidae) em habitats fragmentados do Nordeste 

brasileiro.  

Manuscrito a ser submetido ao periódico Journal of Insect Conservation 

ISSN 1566-638 
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Estrutura genética populacional do gafanhoto Ommexecha virens 

(Ommexechidae) oriundos de populações do Nordeste brasileiro. 

Tyago Eufrásio de Souza1;2, Geyner Alves dos Santos Cruz1, Tania Tassinari Rieger2, 

Rita de Cássia de Moura1  

1 Laboratório de Biodiversidade e Genética de Insetos, Instituto de Ciências Biológicas, 

UPE, Recife, PE 
2 Laboratório de Experimentação em Drosophila, Departamento de Genética, Centro de 

Ciências Biológicas, UFPE, Recife, PE  

 

Resumo Dentre as espécies de Ommexecha, O. virens apresenta considerável variabilidade 

morfológica e cromática, além de apresentar notável área de dispersão, sendo encontrada em 

ambientes de Caatinga e restinga, ambientes sujeitos a fragmentação e perda de habitat. A 

diversidade e estruturação genética em oito populações de O. virens localizadas no nordeste 

brasileiro foi avaliada por meio do marcador ISSR. O marcador apresentou um polimorfismo 

relativamente alto nas populações (79,52%). Entretanto foram observados valores reduzidos 

de heterozigosidade esperada e específica para as populações, sugerindo diminuição da 

diversidade genética devido à gargalos populacionais nos ambientes em que as populações 

foram coletadas. Os valores significativos dos parâmetros Fst, Gst, θII e Gst-B apontam para 

uma estruturação nas populações analisadas, além de ser visto baixo fluxo gênico entre elas 

(Nm=0,4688). As análises do Structure (K=3) mostram a ocorrência de um cluster gênico 

geograficamente mais abrangente mais a presença de dois clusters genéticos relacionados 

com duas formações geológicas distintas. Verificamos uma correlação entre o hábito de O. 

virens e os valores encontrados para a estruturação genética, visto a baixa mobilidade da 

espécie, e a influência de formações geológicas na estrutura genética populacional de O. 

virens.    

 

Palavras-chave Caatinga; Chapada do Araripe; Genética de populações; Inter simple 

sequence repeat; Planalto da Borborema; Restinga 

 

Introdução 

 

Os gafanhotos da família Ommexechidae são endêmicos da América do Sul, com 

destaque para o gênero Ommexecha constituído por sete espécies de ampla distribuição 

geográfica, encontradas desde os Andes até o Caribe (Ronderos 1978). Entre as espécies 

deste gênero, O. virens apresenta considerável variabilidade morfológica e cromática 

(Ronderos 1978). Esta ocorre em uma grande variedade de habitats dentre pradarias, 

Caatinga, Cerrados, restingas, zonas marginais de bosques e florestas (com exceção do 

Domínio Amazônico) e setores de pés de montanha. Nesses ambientes, O. virens é 

exclusivamente encontrada em áreas caracterizadas por apresentar solos arenosos ou argilo-

arenosos com baixo gradiente de umidade e marcada insolação diurna (Ronderos 1978; 

1979). Embora apresente a distribuição geográfica mais ampla dentre as espécies de 

Ommexecha, O. virens, assim como outras espécies de ommexechídeos, possui baixa 
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mobilidade, dependo do salto como principal forma de deslocamento, como visto para outras 

espécies de Ommexecha (Ronderos 1978).  

Um dos habitats em que a espécie O. virens é amplamente distribuída é a Caatinga, 

caracterizada por ser um bioma tropical sazonalmente seco endêmico do Brasil. Este bioma 

ocupa uma área de aproximadamente 840 mil km2, que representa em torno de 70% da região 

Nordeste e 10% do território brasileiro (Castelletti et al. 2003). A Caatinga tem sido 

severamente alterada devido ao desmatamento atrelado a diversas atividades como a 

agricultura, caça e pecuária e construções de estradas e cidades, provocando a fragmentação 

da sua vegetação e consequente perda de habitat (Santos e Tabarelli 2002; Leal et al. 2005). 

Por sua vez, a restinga, habitat de área costeira onde O. virens também é encontrado, é 

também alvo de intensa fragmentação, especialmente devido à expansão urbana (Oliveira-

Filho e Fontes 2000). De uma maneira geral a fragmentação desses habitats provoca 

modificações na paisagem que consequentemente reflete nas populações remanescentes de 

O. virens, as quais podem se tornar isoladas dada a incapacidade de voo da espécie (Fischer 

e Lindenmayer 2007; Vandergast et al. 2007; Swift e Hannon, 2010; Rösch et al. 2013). A 

limitação no deslocamento de insetos desprovidos da capacidade de voo, pode ser um fator 

importante para a análise da estrutura das populações remanescentes dessas espécies. 

Compreender a estrutura genética de populações naturais é fundamental, pois dados como o 

fluxo gênico e distribuição da diversidade genética podem retratar um panorâma geral da 

evolução e adaptação local das populações de gafanhotos em paisagens fragmentadas (Petit 

et al. 1998; Manel et al. 2003) 

Em organismos com pouca ou nenhuma informação de sequência de DNA, uma 

alternativa viável para acessar a informação genética para fins de estudos de genética 

populacional é o uso de marcadores do tipo fingerprinting como o ISSR (Reddy et al. 2002). 

Os marcadores ISSR apresentam resultados informativos, de forma que são de excelente 

custo benefício no estudo do genoma de diferentes espécies (He et al. 2007; Souza et al. 

2008; Teneva 2009).  Apesar das vantagens a amplificação de loci através de ISSR pode 

gerar um efeito conhecido por allelic dropout, ou seja, uma falha estocástica de amplificação 

em um dos alelos. Assim é recomendável a realização de testes de reprodutibilidade a fim 

de minimizar esse efeito (Taberlet et al. 1996; Soulsbury et al. 2007). De uma maneira geral, 

em insetos os marcadores ISSR têm sido empregados com sucesso na caracterização da 

diversidade genética populacional (De León and Jones 2005; Roux et al. 2007), gerando 

dados relevantes para o manejo e conservação da variabilidade genética (Vijayan et al. 2006; 

Vandergast et al. 2007). Em gafanhotos, os estudos a respeito da estrutura genética 
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populacional baseados em ISSR são recentes e se concentram em representantes da família 

Acrididae, como nas espécies Eyprepocnemis plorans (Manrique-Poyato et al. 2013; 2015) 

e Oedaleus infernalis (Sun et al. 2015). Tais estudos tiveram como intuito a caracterização 

da estrutura gênica populacional, bem como no entendimento do fluxo gênico entre as 

populações: em E. plorans foi observada uma estruturação populacional significativa, 

exibindido dois tipos de clusters coincidindo com populações com e sem cromossomos B, 

separadas por barreiras de fluxo gênico; em O. infernalis foi sugerido que as distâncias 

geográficas não desempenham um papel de barreira ao fluxo gênico entre as populações 

analisadas devido à considerável capacidade de voo da espécie. 

Tomando como base que O. virens apresenta baixa mobilidade e adaptação específica 

em ambientes xerófilos, analisamos neste trabalho a estruturação genética populacional 

dessa espécie em oito populações naturais localizadas em distintas mesorregiões de Caatinga 

e restinga do Nordeste brasileiro com o intuito de verificar se ocorre conectividade entre 

elas, além de observar a possível participação de fatores geomorfológicos na estruturação 

genética de O. virens. 

 

Materiais e Métodos 

Material biológico e extração de DNA 

 

Um total de 168 indivíduos de O. virens foram coletados em oito populações naturais 

nos Estados de Pernambuco, Ceará e Bahia; localizados no Nordeste do Brasil (Tabela 1; 

Figura 1). Os indivíduos foram estocados em etanol absoluto e acondicionados em -20 °C. 

O DNA foi extraído a partir do músculo femural seguindo o protocolo de Aljanabi e Martinez 

(1997). Posteriormente, o DNA foi purificado através de digestão enzimática por RNAse (10 

mg/ml) durante 2 h a 37 °C. Em seguida, a concentração do DNA foi verificada através de 

eletroforese em gel de agarose 0,8 % a partir da comparação com GeneRuler 100 bp DNA 

Ladder (Termo Scientific). 

 

Amplificação dos Marcadores ISSR  

 

As reações de amplificação por PCR foram realizadas a partir de um volume total de 

10 µl contendo 1X PCR buffer, 2,5 mM de dNTPs, 0,2 mM de primer, 0,05 U de Taq 

polimerase (Termo Scientific) e 10 ng de DNA genômico. Os parâmetros de PCR foram 94 

°C por 4 min, seguido de 35 ciclos de 94 °C por 30 s, temperatura de anelamento para cada 

primer (Tabela 2) por 45 s e extensão a 72 °C por 2 min; posteriormente, extensão final de 
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72 °C por 7 min. Os produtos de PCR foram visualizados em gel de agarose 2 % corado com 

brometo de etídio (20 mg/ml), e analisados em um sistema de gel-documentação (Gel 

Logic/Carestream MI SE). O tamanho dos fragmentos amplificados foi verificado utilizando 

GeneRuler 100 bp DNA Ladder (Termo Scientific). A partir da análise dos géis foi 

constituída uma matriz binária de presença/ausência codificada como 1 e 0, respectivamente. 

 

Seleção de primers 

Inicialmente foram testados 49 primers ISSR (University of British Columbia; UBC) 

em um indivíduo de O. virens. Posteriormente, os 13 primers que apresentaram maior 

quantidade de fragmentos de DNA com boa resolução foram utilizados para a etapa de 

seleção. Estes primers foram aplicados em uma amostragem composta por seis indivíduos, 

sendo três de cada uma das seguintes populações: GOI e STA. A análise dos primers mais 

informativos foi realizada de acordo com os seguintes parâmetros: Número de fragmentos 

de DNA polimórficos; Índices PIC – Polymorphism Information Content (Roldán-Ruiz et 

al., 2000), MI - Marker Index (Prevost and Wilkinson 1999) e RP - Resolution Power 

(Varshney et al., 2007). Além disso, foi calculada a Correlação de Pearson entre os índices 

PIC, MI e RP. A partir desta análise os 10 primers mais informativos (809, 810, 811, 812, 

834, 835, 836, 841, 866 e 873) (Tabela 2), foram aplicados nos 168 indivíduos das oito 

populações estudadas.  

 

Teste de reprodutibilidade 

A reprodutibilidade dos marcadores ISSR foi testada através de análises baseadas em 

duas rodadas de PCR independentes para todos os 10 primers aplicados nas populações. Os 

loci não reprodutíveis foram excluídos da análise genética (Tabela 2). 

 

Análise da estrutura genética populacional 

Diversidade genética e estatística F   

Baseado no software Popgen 1.31 (Yeh et al. 1999) foram calculados porcentagem 

de loci polimórficos (P), índice Informativo de Shannon (I), diversidade genética de Nei (h), 

identidade e distância genética de Nei entre as populações, número de migrantes (Nm) e 

coeficiente de diferenciação genética (Gst). A análise de variância molecular (AMOVA), 
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índice de fixação de Wright (Fst) e a heterozigosidade esperada (He) média para cada 

população foram calculados através do software Arlequin 3.5 (Excoffier e Lisher, 2010). 

Com base no modelo populacional escolhido, a partir do software Hickory 1.1 (Holsinger et 

al. 2002) foram verificados os valores de Hs (diversidade genética média para as populações) 

e Ht (diversidade genética total). 

 

Isolamento por distância (IBD)   

O IBD (Wright 1965) foi analisado através da correlação entre distâncias genéticas e 

geográficas (Teste de Mantel - Sokal and Rohlf 1995) no software Arlequin 3.5 (Excoffier e 

Lisher 2010) a partir de 10.000 permutações e ausência máxima de dados de 20 % 

(Manrique-Poyato et al. 2013). 

 

Teste de modelo populacional 

Os dados gerados foram testados a partir de uma abordagem Bayesiana, no software 

Hickory 1.1 (Holsinger et al. 2002) para quatro diferentes modelos populacionais: i) modelo 

completo (full model) onde os valores de diferenciação populacional (theta, θ, um análogo 

ao parâmetro Fst de Wright) e o endocruzamento (ƒ, um análogo do Fis) são diferente de 

zero, ii) o modelo ƒ=0, que assume ausência de endocruzamento dentro das populações, iii) 

o modelo theta=0, baseado na ausência de diferenciação populacional, e iv) o modelo livre, 

onde os valores são escolhidos aleatoriamente. A escolha do melhor modelo foi baseada nos 

parâmetros DIC, um análogo do AIC na seleção por modelos Bayesianos, e Dbar, uma 

medida de quão ajustado o modelo se adapta aos dados analisados (quanto menor o valor de 

ambos, melhor). 

 

Número de clusters genéticos 

Para identificar grupos geneticamente homogêneos dentro da amostragem total, 

utilizou-se algoritmo Bayesiano implementado no software Structure 2.3.1 (Pritchard et al. 

2000), assumindo a existência de K populações, caracterizadas por um conjunto de 

frequências alélicas para cada loco. Utilizou-se o modelo Admixture e de frequências 

alélicas correlacionadas, sem suposições prévias relativas às populações. Para cada valor de 

K (de 1 a 10), 10 rodadas independentes foram feitas e, para cada, 600.000 interações foram 

realizadas após um período de burn-in de 60.000 interações. Para estimar o número de 
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grupos geneticamente homogéneos (K) que melhor ajustam os dados, foi utilizado Structure 

Harvester website (Earl 2012) que implementa o método de Evanno (Evanno et al. 2005). 

 

Resultados 

 

Os dados de ISSR geraram um total de 83 fragmentos reprodutíveis o que equivale a 

90,2 % de reprodutibilidade total. Os fragmentos de DNA amplificados variaram em 

tamanho entre 300 à 2000 pares de base (pb) nas oito populações. Dentre os 83 loci 

analisados, 66 foram polimórficos (79,52 %), sendo OUR e BEZ as populações que 

apresentaram maior (53,01 %) e menor (19,28 %) percentagem de polimorfismo, 

respectivamente (Tabela 3). A estimativa do número de migrantes (Nm) foi de 0,4688, 

enquanto que, o coeficiente de diferenciação genética (Gst) foi de 0,5161. Em relação aos 

valores de heterozigosidade esperada (He), as populações BEZ e OUR apresentaram os 

menores e maiores valores, sendo 0,0680 e 0,21437 (Tabela 3), respectivamente. 

Adicionalmente, a He média para as populações foi de 0,23287. Os valores de identidade e 

distância genética de Nei entre as populações estão representados na Tabela 4. 

Foi observada estruturação genética significativa entre as populações dado o índice 

de fixação, Fst: 0,50908. A variação genética (AMOVA) está representada na Tabela 5. 

Através do Teste de Mantel foi observada correlação positiva e signuficativa entre as 

distâncias genética e geográfica (r: 0,427111; P: 0,025000). Os valores par a par de Fst entre 

as populações variaram entre 0,00090 (BUI e BEZ) e 0,77118 (BAR e SOB) (Tabela 6).  

A análise de modelos populacionais apontou o Full model e f = 0 como sendo 

melhores modelos (Tabela 7), indicados pelos parâmetros DIC e Dbar (Spiegelhalter et al., 

2002). No entanto, o modelo ƒ=0, que assume ausência de endogamia dentro das populações, 

é pouco provável para O. virens devido as características biológicas intrínsecas da espécie 

como o baixo poder de dispersão. Em razão disso, o Full model (diferenciação populacional 

e endogamia diferentes de zero) foi escolhido. Por sua vez, os valores encontrados para a 

diversidade genética total (Ht) foi de 0,331029 e específica (Hs) de 0,186302, ambos 

baseados no Full model (Tabela 8). 

Através da análise de clusters genéticos foi observado o maior valor para K=3 (Delta 

K=148.911710), entretanto um menor valor para K=6 também foi observado (Delta 

K=113.921357) (Figura 2). Considerando o maior valor estatístico, a área de estudo e as 

características biológicas de O. virens, foi escolhido para discussão dos dados K=3. Desta 

forma, foram observados três grupos genéticos, formados por: Grupo 1 = ITA + GOI + SOB 
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+ parte dos indivíduos de OUR; Grupo 2 = BEZ + BUI + STA e Grupo 3 = BAR + parte dos 

indivíduos de OUR (Figura 3a). Proporção de indivíduos de cada população atribuído a cada 

cluster genético é representado na Tabela 9. 

 

Discussão  

 

A taxa de polimorfismo média de 79,5 % observada em O. virens está próxima dos 

valores geralmente encontrados em estudos baseados em marcadores ISSR com outros 

insetos (Pradeep et al. 2005; Hundsdoerfer et al. 2005; Roux et al. 2007; Ren et al. 2008; 

Manrique-Poyato et al. 2013), como a taxa média de 77,3 % observada em populações 

ibéricas do gafanhoto Eyprepocnemis plorans (Manrique-Poyato et al. 2013). Contudo, 

grandes variações na taxa de polimorfismo de alguns estudos baseados em ISSR também 

foram observados como no neuroptero Chrysoperla externa (36,32%) (Barbosa et al. 2014), 

himenóptero Apis mellifera (53,66%) (Shouhani et al. 2014) e no gafanhoto praga Oedaleus 

infernalis (95,50%) (Sun et al. 2015). 

Considerando os valores de He (heterozigosidade esperada) para as populações, 

encontramos uma variação de 0,0680 a 0,21437, sendo observada um valor médio de 

0,23287. Para a heterozigosidade específica (Hs) observamos uma variação entre 0,129195 

e 0,272042, sendo o valor médio 0,186302. Com exceção dos valores de Hs visto para ITA, 

GOI e OUR, tais valores vistos para as outras populações de O. virens analisadas são 

considerados relativamente baixos (abaixo de 0,2) se comparado com os valores de Hs 

obtidos para outras espécies de gafanhoto, baseados em ISSR, tais como E. plorans 

(Manrique-Poyato et al. 2013) e Oedaleus infernalis (Sun et al. 2015). Em populações de 

insetos naturais sujeitas a fragmentação ambiental, é observada perda da diversidade e, 

consequentemente, diminuição da heterozigosidade gênica (Hunter 2002; Hill et al. 2006; 

Potts et al. 2010; Mantyka‐pringle et al. 2012). A média dos valores de diversidade genética 

específica para as populações (Hs) foram menores que os valores de diversidade genética 

total (Ht) para cada população, sugerindo deficiência heterozigótica nas populações que 

pode ser relacionada a fatores como, endocruzamento de acordo com o modelo populacional 

Full model (Tabela 9), ou ainda pela subdivisão populacional dada a fragmentação do habitat 

e possível isolamento das populações remanescentes. 

O baixo valor de fluxo gênico e os altos valores de Fst e Gst encontrados apontam 

para a estruturação genética observada para as populações de O. virens. Ronderos (1978; 

1979) descreve O. virens como uma espécie morfologicamente variável quanto ao 
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comprimento das asas, de forma que os indivíduos podem apresentar asas longas 

(comprimento maior que o abdômen), curtas ou serem ápteros. De modo geral, é considerado 

que eles adotam o salto como principal meio de deslocamento, visto que não se tem registro 

de voo. Tais características biológicas inerentes a esta espécie são fatores limitantes para sua 

dispersão, e consequentemente podem contribuir para a estruturação genética observada nas 

populações de O. virens. Adicionalmente, a estrutura genética dessas populações é 

diretamente relacionada a suas distribuições geográficas, uma vez que, os dados 

provenientes do Teste de Mantel mostraram que existe correlação positiva entre as distâncias 

genéticas e geográficas. Além dos dados já apresentados em relação a estruturação genética 

das populações, os valores encontrados da variabilidade genética entre (50,91) e dentro das 

populações (49,09) podem indicar que as populações analisadas de O. virens estejam 

possivelmente em processo de diferenciação genética, dada a fragmentação atual dos 

ambientes e as características de dispersão da espécie. Populações ibéricas do gafanhoto 

Mioscirtus wagneri, que habita exclusivamente regiões de baixas altitudes e hipersalinas, 

foram analisadas utilizando sequências mitocondriais (Ortego et al. 2009) e microssatélites 

(Ortego et al. 2010). Os autores observaram uma alta estruturação genética e baixo fluxo 

gênico entre as populações estudadas, sendo estas consideradas independentes e unidades 

geneticamente diferenciadas, conclusões atribuídas principalmente ao hábito especialista de 

M. wagneri, semelhante ao observado para O. virens.          

Com base na análise de clusterização genética foi observado que as populações 

litorâneas (ITA e GOI) e de Caatinga SOB são compostas pelo Cluster genético 1 (vermelho; 

Fig. 3a; Tabela 7). Estas populações estão distantes entre si 682,32 km (distâncias baseadas 

no Google Maps). Considerando a provável região de origem da família Ommexechidae 

(andino-patagônica), o gênero Ommexecha teria se irradiado para o restante da América do 

Sul, no sentido Oeste-Leste, em direção ao litoral sul-americano (Ronderos 1979; Mesa et 

al. 1990). A presença do Cluster genético 1 na população SOB e ITA apoia esta hipótese. O 

Cluster genético 2 (verde; Fig. 3a; Tabela 7) está presente na população BAR que está 

localizada no sopé da Formação Santana na Chapada do Araripe, no Ceará (Mabesoone e 

Tinoco, 1973). Neste caso, a Formação Santana pode estar atuando como uma barreira 

geográfica e assim desempenhando um importante papel para a diferenciação de BAR. Por 

sua vez, a população OUR é formada por dois Clusters genéticos distintos, 1 (vermelho) e 2 

(verde) (Fig. 3a; Tabela 7), partilhando os pools gênicos presentes em SOB e BAR. É 

provável que esta população esteja localizada em uma zona híbrida de dispersão entre 

indivíduos provenientes de populações ao sul e ao norte do rio São Francisco, se 
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caracterizando como a população mais diversa em relação aos índices de heterozigosidade 

esperada e específica. Nas populações BEZ, BUI e STA localizadas no Planalto da 

Borborema, observamos o Cluster genético 3 (azul) (Fig. 3a; Tabela 7). Como o Planalto 

tem sua formação datada de aproximadamente 30 Ma (Oliveira e Medeiros, 2012) e O. virens 

(espécie-tipo do gênero Ommexecha) (Ronderos 1978) teria divergido de Xyleus 

(Romaleidae) há aproximadamente 76,74 Ma (Song et al. 2015), provavelmente após o 

surgimento do Planalto da Borborema as populações localizadas nessa região (BEZ, BUI e 

STA) foram geograficamente isoladas ao longo dos últimos 40 Ma, e evoluíram formando 

um Cluster genético distinto (3 – azul). Um paralelo acerca da clusterização observada para 

as populações de O. virens analisadas e as formações geológicas observadas para as áreas de 

coletas (Planalto da Borborema e Chapada do Araripe) pode ser observada na Figura 3 (a e 

b).       

A estruturação genética populacional aqui observada para O. virens, pode estar sendo 

influenciada não só pelo hábito da espécie, como a baixa mobilidade, preferência por 

ambientes xerófilos e geofílicos, mas também pela topologia das formações geológicas 

presentes na área do estudo. Podemos observar formações geológicas como barreiras ao 

fluxo gênico em populações naturais de gafanhotos, tais como formações montanhosas, 

observadas para Chorthippus parallelus (Cooper et al. 1995) e Oxya hyla intricata (Li et al. 

2011); e gargantas estreitas e áreas áridas, para E. plorans (Manrique-Poyato et al. 2015). 

Considerando os dados apresentados podemos relacionar fatores como a baixa 

mobilidade e ocorrência exclusiva desta espécie em ambientes tipicamente arenosos 

(Ronderos (1978; 1979), além da fragmentação dos ambientes amostrados, como 

determinantes para a falta de conectividade entre as diferentes populações. Além disso, as 

formações geológicas (Planalto da Borborema e Chapada do Araripe) encontradas na área 

do estudo, parecem também desempenhar um importante papel para a estruturação genética 

observada nas populações de O. virens.  
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Lista de Tabelas 

 
Tabela 1 Populações e indivíduos coletados (N) de O. virens, localização geográfica, 

geomorfologia e paisagem dos Estados de Pernambuco (PE), Ceará (CE) e Bahia (BA), 

localizados no Nordeste brasileiro. 

 

 

Tabela 2 Repetição nucleotídica, temperatura de pareamento (Ta), reprodutibilidade e valores de 

PIC, MI e RT dos primers ISSR utilizados neste estudo.  

Código 

de 

primer 

UBC  

Repetição Ta (°C) 
Reprodutibilidade 

(%) 
PIC MI RT 

809 (AG)8G 52, 8 87,5 0,383 4,128 6,333 

810 (GA)8T 50,4 100 0,278 2,176 4,333 

811 (GA)8C 52, 8 80 0,250 1,346 5,000 

812 (GA)8A 50,4 90,9 0,167 0,653 3,000 

834 (AG)8YT 52, 8 100 0,146 0,574 2,333 

835 (AG)8YC 52, 8 100 0,214 0,989 3,000 

836 (AG)8YA 54,0 77,7 0,068 0,305 3,667 

841 (GA)8YC 52, 8 83,3 0,257 1,729 6,667 

866 (CTC)6 58,0 100 0,099 0,532 2,000 

873 (GACA)4 52,0 85,7 0,167 0,769 1,667 

 
 

 
 

 

Populações Estado N Coordenadas Geográfica 
Geomorfologia 

predominante 

Paisagem 

predominante 

Itamaracá (ITA) PE 23 7° 44’ 52”S 34° 49’ 32”W Planície costeira Restinga 

Goiana (GOI) PE 23 7° 34’ 19”S 35° 0’ 7”W Planície costeira Restinga 

Bezerros (BEZ) PE 23 8° 14’ 33”S 35° 47’ 7”W 
Planalto da 

Borborema 

Transição 

Floresta 

Atlântica -

Caatinga 

Buíque (BUI) PE 23 8° 36’ 51”S 37° 9’ 39”W 
Planalto da 

Borborema 
Caatinga 

Serra Talhada 

(STA) 
PE 23 7° 59’ 7”S 38° 17’ 34”W 

Planalto da 

Borborema  
Caatinga 

Ouricuri (OUR) PE 23 7° 52’ 41”S 40° 4' 42”W 
Depressão 

Sertaneja 
Caatinga 

Barbalha (BAR) CE 15 7° 18’ 20”S 39° 18’ 9”W 
Chapada do 

Araripe 
Caatinga 

Sobradinho (SOB) BA 15 9° 27’ 34”S 40° 49’ 31”W 
Depressão 

Sertaneja 
Caatinga 
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Tabela 3 Número total de fragmentos amplificados, porcentagem de loci polimórficos (P), diversidade 

genética de Nei (h), índice informativo de Shannon (I) e heterozigosidade esperada (He) estimados para 

as oito populações de O. virens.              

População 

Número 

total de 

bandas 

amplificadas 

Porcentagem 

de loci 

polimórficos 

(P) 

Diversidade 

genética de 

Nei (h) 

Índice 

informativo 

de Shannon 

(I) 

Heterozigosidade 

esperada (He) 

ITA 1213 42,17 0,1552 0,2301 0,16334 

GOI 1261 43,37 0,1638 0,2417 0,1723 

BEZ 1223 19,28 0,0650 0,0986 0,0680 

BUI 1208 26,51 0,0704 0,1114 0,0739 

STA 1226 24,10 0,0880 0,1308 0,0930 

OUR 1225 53,01 0,2044 0,2992 0,21437 

BAR 808 19,28 0,0694 0,1035 0,07525 

SOB 791 22,89 0,0883 0,1300 0,09556 

 

 

Tabela 4 Valores de identidade genética (acima da diagonal) e a distância genética (abaixo da 

diagonal) de Nei entre as populações de O. virens. 

População ITA GOI BEZ BUI STA OUR BAR SOB 

ITA **** 0,9519 0,8314 0,8372 0,8355 0,8152 0,7029 0,8022 

GOI 0,0493 **** 0,8078 0,8115 0,8264 0,8231 0,7062 0,8109 

BEZ 0,1846 0,2135 **** 0,9981 0,9908 0,8877 0,8347 0,8148 

BUI 0,1776 0,2089 0,0019 **** 0,9853 0,8861 0,8324 0,8160 

STA 0,1797 0,1907 0,0092 0,0148 **** 0,8981 0,8365 0,8359 

OUR 0,2044 0,1947 0,1191 0,1209 0,1074 **** 0,9177 0,9398 

BAR 0,3526 0,3479 0,1806 0,1835 0,1786 0,0859 **** 0,7172 

SOB 0,2204 0,2096 0,2048 0,2033 0,1792 0,0621 0,3324 **** 

 

 

Tabela 5 Valores de AMOVA para marcadores ISSR das oito populações analisadas do gafanhoto 

O. virens. 

Fonte de variação d.f. 
Soma dos 

quadrados 

Componentes de 

variância 

Percentual de 

variação 

Entre as 

populações 
7 675,334 4,40879 Va 50,91 

Dentro das 

populações 
160 680,243 4,25152 Vb 49,09 

Total 167 1355,577 8,66031  

 
 
Tabela 6 Valores par a par de Fst entre as populações estudadas de O. virens. 

População ITA GOI BEZ BUI STA OUR BAR SOB 

ITA 0,00000        

GOI 0,17346 0,00000       

BEZ 0,57196 0,57631 0,00000      

BUI 0,54922 0,55953 0,00090 0,00000     

STA 0,54737 0,53766 0,05913 0,10557 0,00000    

OUR 0,42751 0,40032 0,41295 0,39976 0,37535 0,00000   

BAR 0,68251 0,66048 0,68989 0,68507 0,64719 0,31737 0,00000  

SOB 0,56119 0,51919 0,71420 0,69616 0,65606 0,21965 0,77118 0,00000 
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Tabela 7 Parâmetros estatísticos para os diferentes modelos populacionais gerados a partir do 

software Hickory 1.1 para as oito populações de O. virens.    

Modelo Dbar DIC 

full 968,24 1210,36 

f = 0 963,19 1210,51 

Θ = 0 5407,11 5468,51 

f free 1042,11 1305,72 

 

 

Tabela 8 Diversidade e estruturação genética em populações de O. virens, fornecidos pelo Hickory 

1.1 a partir do Full model. 2,5% e 97,5%, constituem o intervalo de confiança de 95%. 

Parâmetro Média s.d. 2.5% 97.5% 

θI 0,625033 0,0205288 0,585479 0,665127 

θII 0,501513 0,0233432 0,455072 0,54791 

θIII 0,412134 0,0109066 0,390631 0,433431 

hs[ITA] 0,23977 0,0100792 0,220357 0,260003 

hs[GOI] 0,234633 0,0108125 0,213558 0,255821 

hs[BEZ] 0,129195 0,0104371 0,109352 0,150543 

hs[BUI] 0,148064 0,0113655 0,125989 0,170285 

hs[STA] 0,15613 0,00940909 0,138146 0,175293 

hs[OUR] 0,272042 0,00872969 0,255696 0,289926 

hs[BAR] 0,148972 0,0124455 0,124805 0,173624 

hs[SOB] 0,161609 0,0114382 0,13953 0,18464 

Hs 0,186302 0,00533441 0,175169 0,196056 

Ht 0,331029 0,0041165 0,322486 0,338632 

Gst-B 0,43726 0,0122452 0,413361 0,461997 

 
Tabela 9 Proporção de indivíduos de cada população atribuído a cada grupo pelo software Structure 

2.3.1, com K = 3. 

População N Grupo 1 (Vermelho) Grupo 2 (Verde) Grupo 3 (Azul) 

ITA 23 0,972 0,003 0,024 

GOI 23 0,990 0,004 0,005 

BEZ 23 0,002 0,002 0,995 

BUI 23 0,005 0,002 0,991 

STA 23 0,004 0,002 0,992 

OUR 23 0,555 0,436 0,008 

BAR 15 0,002 0,995 0,002 

SOB 15 0,983 0,004 0,011 
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Fig. 1 Mapa das populações de O. virens coletadas nos Estados de Pernambuco, Ceará e Bahia. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

Fig. 2 Valores de delta K no que diz respeito ao K, de acordo com o método de Evanno et al. 2005. 

Estes resultados foram encontrados utilizando todos os 83 fragmentos de ISSR analisados. Note o 

pico mais alto de K = 3. 
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Fig. 3 Estrutura genética e ocorrência geográfica das populações de O. virens analisadas. a) 

Ascendência de cada indivíduo a qualquer um dos três grupos utilizando todos os 83 fragmentos 

gerados por ISSR, analisados pelo software Structure 2.3.1. b) Localização geográfica das oito 

populações utilizadas para a análise de ISSR ressaltando as topografias relacionadas às formações 

Chapada do Araripe e Planalto da Borborema. 
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7. Discussão geral 

Citogenética Comparativa 
 

O mapeamento dos genes de cópia única (Hsp83, Hsp27 e Ubi e Lys) nas 

espécies Ommexecha virens, Tropidacris collaris, Xyleus discoideus angulatus, 

Schistocerca pallens e Stiphra robusta aqui analisadas mostrou que existe um 

padrão de localização conservado no par cromossômico L1. Padrão similar foi 

observado por Souza et al. (2014) nestas espécies, nas quais o gene Per também 

está localizado no par L1. No entanto, para o gene Hsp70 foi observada a 

localização no par cromossômico L2. De acordo com Schubert (2007) e Colombo 

(2013) a conservação da localização cromossômica de genes pode ser devido à 

ausência ou baixa frequência de rearranjos cromossômicos estruturais, e ainda 

possivelmente devido ao baixo índice de recombinação ectópica e transposição nas 

regiões cromossômicas onde estes genes estão localizados. Alguns genes estão 

localizados na região pericentromérica, que é rica em heterocromatina constitutiva, 

nas espécies aqui analisadas (Souza et al. 1998; Souza e Moura 1999; Souza e 

Melo 2007; Carvalho et al. 2011; Rocha et al. 2015), o que pode também estar 

favorecendo a manutenção da localização dos genes. Provavelmente alguns 

desses eventos ou a combinação deles seja responsável pela conservação da 

localização dos genes de resposta à choque térmico e resposta imunológica 

mapeados neste estudo.  

A conservação cromossômica observada nos cromossomos L1 e L2, indica 

estes cromossomos como sendo possivelmente o lócus gênico ancestral para os 

gafanhotos acridomorfos, os quais pertencem ao grupo superfamília Acridomorpha, 

que é considerado um grupo monofilético, e compreende a origem das famílias 

Proscopiidae (St. robusta) originada aproximadamente a 183,82 milhões de anos; 
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Ommexechidae (O. virens) e Romaleidae (T. collaris e X. d. angulatus), que formam 

um grupo irmão, e que divergiram há aproximadamente 76,74 milhões de anos; e 

Acrididae (S. pallens), que divergiu do ancestral de Ommexechidae e Romaleidae 

há aproximadamente 84,60 milhões de anos (Song et al., 2015). Por outro lado, 

quando comparamos a localização de sequências repetitivas (Cabrero e Camacho, 

2008; Cabral-de-Mello et al., 2011a) mapeadas nessas espécies, exceto a histona 

H3 na maioria das vezes presente em único par autossômico (Cabrero et al., 2009; 

Cabral-de-Mello et al., 2011b, Anjos et al., 2013; Neto et al., 2013; Silva-Neto et al., 

2015), observamos padrões diferenciados de localização dos sítios, os quais 

podem ser decorrentes de elementos de transposição ou recombinação ectópica, 

como sugerido por Cabrero e Camacho, (2008); Cabral-de-Mello et al. (2011a) e 

Anjos et al. (2015).  

Os genes de cópia única mapeados nas espécies examinadas, em geral, 

mostraram cópias secundárias nos pares cromossômicos médios. Isso indica que 

possivelmente ocorreu duplicação gênica durante o processo de microevolução 

cromossômica nessas espécies. Cópias secundárias também foram observadas 

em espécies de Drosophila, tal como observado para o gene Hsp70 no grupo D. 

obscura (Segarra et al., 1996) e para gene Ubi em D. melanogaster (Izquierdo, 

1994); D. repleta e D. buzzati (Ranz et al., 1997).  

Quanto à localização cromossômica dos genes de cópia única, foram 

observados 21 sítios (55,26%) intersticiais, oito sítios (21,05%) pericentroméricos e 

nove sítios (23,68%) distais. A localização preferencial na região intersticial também 

ocorre para os genes de histona H3 / H4, com 88,57% das 35 espécies de Acrididae 

estudadas apresentando os sítios nesta região (Cabrero et al., 2009). Esta 
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localização preferencial na região intersticial foi observada também para 

Compsacris pulcher (Acrididae; Gomphocerinae) (Silva-Neto et al., 2015).  

 

Cromossomo B em O. virens 

A espécie Ommexecha virens apresentou cariótipo (2n=23,X0) 

correspondente ao descrito por Carvalho et al. (2011) e ocorrência de cromossomo 

B em espécimes da população de Sobradinho-BA, com constituição cariotípica 

2n=24,X0 + B e prevalência de 16%.  Valores equivalentes foram descritos para 

outras espécies de gafanhotos, como 10% em Melanoplus fêmur-rubrum (Nur, 

1977), 10 a 15% em Eyprepocnemis plorans (Henriques-Gil et al., 1984) e 17,9% 

em Rhammatocerus brasiliensis (Loreto et al., 2008). Em populações onde o 

cromossomo B surgiu recentemente, essa frequência é geralmente alta (igual ou 

maior que 25%) (Araújo et al., 2001). Por outro lado, no caso de estabilidade ou 

extinção do cromossomo B, este número é relativamente baixo (Riera et al., 2004). 

A frequência de 16% do B na população de O. virens presente em Sobradinho-BA 

pode ser uma indicação de que este cromossomo tem origem antiga e encontra-se 

estável na população.  

Os marcadores cromossômicos usados neste trabalho contribuíram para a 

indicação da possível origem do cromossomo B em O. virens, sendo o par 

autossômico 9, similar em tamanho, morfologia, picnose e presença de bloco de 

heterocromatina constitutiva (HC) rico em GC ao cromossomo B. Resultados 

similares, quanto à origem do B, utilizando marcadores clássicos foram observados 

em outras espécies de gafanhotos (Bidau et al., 2004; Loreto et al., 2008; Oliveira 

et al., 2011). Contudo, a ausência no cromossomo B de sítios de rDNA 45S e 

histona H3 presentes no par 9, foram discordantes com o esperado. Por isso, para 
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considerar que o cromossomo B de O. virens foi originado a partir do par 9, o 

mesmo deve ter sofrido deleção destas sequências, em particular da histona H3, 

visto que o mesmo está presente apenas no par 9. No entanto, em cromossomos 

B, a aquisição e manutenção de sequências de DNA repetitivos parece ser mais 

fácil do que a sua eliminação (Cabrero et al., 1999). De modo, que os dados aqui 

apresentados (falta de relação entre o B e o cromossomo X, as semelhanças 

observadas entre o S9 e o B e a frequência do B na população de Sobradinho-BA) 

ainda não são conclusivos quanto a origem do B em O. virens, embora indiquem 

origem antiga e autossômica, provavelmente a partir do S9 embora não seja 

possível descartar outros autossomos. 

 

Estrutura genética populacional em O. virens 

A taxa de polimorfismo média de 79,5 % observada em O. virens está 

próxima dos valores geralmente encontrados em estudos baseados em 

marcadores ISSR com outros insetos (Roux et al., 2007; Ren et al., 2008; Manrique-

Poyato et al., 2013), como a taxa média de 77,3 % observada em populações 

ibéricas do gafanhoto Eyprepocnemis plorans (Manrique-Poyato et al., 2013). 

Contudo, grandes variações na taxa de polimorfismo de alguns estudos baseados 

em ISSR também foram observados como no neuroptero Chrysoperla externa 

(36,32%) (Barbosa et al., 2014), himenóptero Apis mellifera (53,66%) (Shouhani et 

al., 2014) e no gafanhoto praga Oedaleus infernalis (95,50%) (Sun et al., 2015). 

Considerando os valores de heterozigosidade específica (Hs), com exceção 

dos valores vistos para ITA, GOI e OUR, estes valores para as outras populações 

de O. virens analisadas são considerados relativamente baixos (abaixo de 0,2) se 

comparado com os valores de Hs obtidos para outras espécies de gafanhoto, 
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baseados em ISSR, tais como os vistos para E. plorans (Manrique-Poyato et al., 

2013) e Oedaleus infernalis (Sun et al., 2015).  

Em populações de insetos naturais sujeitas a fragmentação ambiental, é 

observada perda da diversidade e, consequentemente, diminuição da 

heterozigosidade gênica (Potts et al., 2010; Mantyka‐pringle et al., 2012). A média 

dos valores de diversidade genética específica para as populações (Hs) foram 

menores que os valores de diversidade genética total (Ht) para cada população, 

sugerindo deficiência heterozigótica nas populações que pode ser relacionada a 

fatores como, endocruzamento de acordo com o modelo populacional Full model 

ou ainda pela subdivisão populacional dada a fragmentação do habitat e possível 

isolamento das populações remanescentes. 

O baixo valor de fluxo gênico e os altos valores de Fst e Gst encontrados 

apontam para a estruturação genética observada para as populações de O. virens. 

Ronderos (1978; 1979) descreve O. virens como uma espécie morfologicamente 

variável quanto ao comprimento das asas, de forma que os indivíduos podem 

apresentar asas longas (comprimento maior que o abdômen), curtas ou serem 

ápteros. De modo geral, é considerado que eles adotam o salto como principal meio 

de deslocamento, visto que não se tem registro de voo. Tais características 

biológicas inerentes a esta espécie são fatores limitantes para sua dispersão, e 

consequentemente podem contribuir para a estruturação genética observada nas 

populações de O. virens. Adicionalmente, a estrutura genética dessas populações 

é diretamente relacionada a suas distribuições geográficas, uma vez que, os dados 

provenientes do Teste de Mantel mostraram que existe correlação positiva entre as 

distâncias genéticas e geográficas. Além dos dados apresentados em relação a 

estruturação genética das populações, os valores encontrados da variabilidade 
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genética entre (50,91) e dentro das populações (49,09) podem indicar que as 

populações analisadas de O. virens estejam possivelmente em processo de 

diferenciação genética, dada a fragmentação atual dos ambientes e as 

características de dispersão da espécie.      

Com base na análise de clusterização genética foi observado três Clusters 

genéticos distintos (1, 2 e 3). As populações litorâneas (ITA e GOI) e de Caatinga 

SOB compõem o Cluster genético 1. Considerando a provável região de origem da 

família Ommexechidae (andino-patagônica), o gênero Ommexecha teria se 

irradiado para o restante da América do Sul, no sentido Oeste-Leste, em direção 

ao litoral sul-americano (Ronderos, 1979; Mesa et al., 1990). A presença do Cluster 

1 na população SOB e ITA apoia esta hipótese. O Cluster 2 está presente na 

população BAR que está localizada no sopé da Chapada do Araripe, no Ceará. 

Neste caso, a Chapada do Araripe pode estar atuando como uma barreira 

geográfica e assim desempenhando um importante papel para a diferenciação de 

BAR. Por sua vez, a população OUR é formada por dois Clusters distintos, 1 e 2, 

partilhando os pools gênicos presentes em SOB e BAR; é provável que esta 

população esteja localizada em uma zona híbrida de dispersão entre indivíduos 

provenientes de populações ao sul e ao norte do rio São Francisco, se 

caracterizando como a população mais diversa em relação aos índices de 

heterozigosidade esperada e específica. Nas populações BEZ, BUI e STA 

localizadas no Planalto da Borborema, observamos o Cluster 3. Como o Planalto 

tem sua formação datada de aproximadamente 30 Ma (Oliveira e Medeiros, 2012) 

e O. virens (espécie-tipo do gênero Ommexecha) (Ronderos, 1978) teria divergido 

de Xyleus (Romaleidae) há aproximadamente 76,74 Ma (Song et al., 2015), 

provavelmente após o surgimento do Planalto da Borborema as populações 
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localizadas nessa região (BEZ, BUI e STA) foram geograficamente isoladas e ao 

longo dos últimos 40 Ma, e evoluíram formando um Cluster genético distinto (3). 

A estruturação genética populacional aqui observada para O. virens, pode 

estar sendo influenciada não só pelo hábito da espécie, como a baixa mobilidade, 

preferência por ambientes xerófilos e geofílicos, mas também pela topologia das 

formações geológicas presentes na área do estudo. Considerando os dados 

apresentados podemos relacionar fatores como a baixa mobilidade e ocorrência 

exclusiva desta espécie em ambientes tipicamente arenosos (Ronderos, 1978; 

1979), além da fragmentação dos ambientes amostrados, como determinantes 

para a falta de conectividade entre as diferentes populações. Além disso, as 

formações geológicas (Planalto da Borborema e Chapada do Araripe) encontradas 

na área do estudo, parecem também desempenhar um importante papel para a 

estruturação genética observada nas populações de O. virens.  
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8. Conclusões 

1. A localização preferencial dos genes de cópia única (Hsp83, Hsp27, Ubi e Lys) 

nos pares cromossômicos L1 e dos genes Hsp70 e Ubi no L2 nas espécies 

analisadas, indica: i) conservação cromossômica decorrente possivelmente da 

ausência ou baixa frequência de rearranjos cromossômicos, e proximidade dos 

genes a regiões ricas em heterocromatina constitutiva; ii) que os cromossomos 

L1 e L2 são portadores dos locus gênicos ancestrais dos genes de choque 

térmico e imunidade primária aqui analisados; e iii) que o mapeamento dos 

genes de cópia única em comparação ao de sequências repetitivas pode 

contribuir mais efetivamente para compreensão da evolução cromossômica do 

grupo Acridomorpha; 

2. O cromossomo B de O. virens apresenta: i) origem antiga e autossômica, 

possivelmente a partir do S9, e ii) estabilidade na população de Sobradinho-

BA; 

3. A diferenciação com tendência a estruturação genética observada nas 

populações de O. virens, decorre: i) da adaptação da espécie a ambiente 

xerófilo e sua limitação de dispersão (baixa mobilidade); ii) conjuntamente 

com o isolamento e topologia das formações geológicas (Planalto da 

Borborema e Chapada do Araripe) presentes nos ambientes amostrados.  
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10.  Anexos 

Anexo 1 

 
Figura suplementar 1. Exemplares fêmeas das espécies de gafanhotos utilizadas 
neste estudo. a) Stiphra robusta; b) Tropidacris collaris; c) Schistocerca pallens; d) 
Ommexecha virens; e) Xyleus discoideus angulatus. Créditos: (a): Eades et al., 
Orthoptera Species File. Version 5.0/5.0. 02/03/2016. 21h30min. (b, c, d, e): 
Campos, SRC; 2005.   
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Anexo 2 

1. Extração de DNA genômico de gafanhotos (Aljanabi e Martinez, 1997) 
 
Materiais: 
 

1. Tampão de lise (EDTA 0,5M + NaCl 5M+ Tris-HCl 1M); 

2. SDS 10%; 

3. NaCl 5M; 

4. proteínase K; 

5. isopropanol absoluto; 

6. Etanol 70%; 

7. Tubos 1,5 ml; 

8. Pinças e tesoura; 

9. Água de injeção, deionizada ou Tampão TE (EDTA 0,5M + Tris-HCl 1M). 

Procedimentos: 
 

1. Com o auxílio de uma tesoura bem afiada, cortar a pata saltatória do 

gafanhoto na altura do trocanter. De posse da pata, ainda com a tesoura, 

fazer um corte entre o trocanter e o fêmur de modo a expor o músculo no 

interior da estrutura do fêmur; 

2. Com o auxílio de pinça, pressiona-se cuidadosamente o fêmur para expor 

completamente o músculo de pata. A pata será colocada numa solução de 

extração que será preparada no passo seguinte; 

3. Em um tubo eppendorf adicionar: 400µL de Tampão de Lise + 7µL de 

proteínase K (10mg/mL) + 72µL de SDS a 10%; 

4. Pronta a solução de extração, coloca-se o músculo da pata; 

5. Com o auxílio de um bastão macerar o material até obter fragmentos de 

difícil visualização e incubar no banho-maria por um período entre 2 a 8 

horas a 60ºC; 

6. Retirar o material do banho-maria e adicionar 420µL de NaCl 5M e “vortexar” 

por 1 minuto; 

7. Centrifugar a 13000 rpm por 30 minutos; 

8. Transferir o sobrenadante para outro tubo eppendorf com capacidade de 2 

ml. Nesta etapa o pellet é descartado. Adicionar um volume de isopropanol 

absoluto (800µL) e homogeneizar manualmente; 

9. Incubar a -20ºC por 1h; 

10. Retirar o tubo ainda congelado e centrifugar a 13000 rpm por 30 minutos; 

11. Descartar o sobrenadante, secar o tubo invertendo-o e deixando-o escorrer 

por um tempo em papel toalha. Lavar o pellet com etanol a 70% (500µL) 

gelado, “vortexar” e centrifugar por 10 minutos; 

12. Descartar o sobrenadante, secar (em liofilizador ou como no passo 11) e 

ressuspender em 300µL de TE ou água deionizada. Guardar a -20ºC. 
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2. Hibridização In Situ Permanente (PISH) (Rieger, 2007) com modificações 
do autor 
 
1ª Etapa: Tratamento das lâminas 
 

1. Fixar as lâminas em solução etanol absoluto e ácido acético absoluto (3:1) 

por 15 mim 

2. Coloca-las em ácido acético (60%) por 5-10 mim para dispersar o 

citoplasma 

3. Desnatura-las em NaOH 0,14M/etanol 70% (0,56g de NaOH em 100ml de 

etanol 70%) por 2-4 min 

4. Lava-las rapidamente em 2X SSC (solução citrato salina) 

5. Lavar em 2X SSC por 10 min 

6. Desidratar 2 vezes em etanol 70% e 2 vezes em etanol absoluto (5 min 

cada) 

7. Deixar secar 

2ª Etapa: Marcação da sonda 
 

1. Utilizando kit Nick Translation System GibcoBRL®: 

X µl de água ultra pura 
5 µl de dNTPs  
Y µl de DNA genômico* 
5 µl de enzima 

45 µl  
*volume apropriado para uma concentração de 150 ng de DNA genômico por lâmina  

 

2. “Vortexar” rapidamente e centrifugar a mistura de hibridização por no 

máximo 10s  

3. Incubar por 3 horas a 15-18°C 

4. Interromper a reação com Stop-buffer  

5. Adicionar 1µl de SDS 5% 

6. Adicionar 1/10 do volume total de acetato de sódio 3M 

7. Adicionar 2,5 vezes o volume total de acetato de etanol absoluto a -20°C 

8. Precipitar overnight a 4°C 

9. Centrifugar a 10.000 rpm por 10 min  

10. Descartar o sobrenadante e deixar o tubo secar a 25°C 

11. Ressuspender o DNA marcado com volume de agua ultra pura desejada.    

3ª Etapa: Desnaturação da sonda 
 

1. Colocar o mix (mistura) de hibridização (65% de estringência) no 

termociclador a 94°C por 10 min.  

Xµl de tampão de hibridização  
Yµl de formamida (concentração final 15%) 
Z µl de DNA genômico marcado (150 ng de DNA genômico por lâmina) 

Volume para 15 µl de mix por lâmina 
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2. Colocar em banho de gelo por 3 min 

3. Aplicar 15 µl por lâmina (150 ng de sonda por lâmina) 

4. Cobrir com lamínula 

5. Incubar as lâminas em câmara úmida a 37°C por 36 hs 

 
Intervalo entre a 3ª e 4ª etapa 
 

1. Colocar a 37°C uma cubeta com 2X SSC e um béquer com 95 ml de 

Tampão 1 

2. Verificar se há quantidade suficiente de Tampão I, Tampão III e 2X SSC  

4ª etapa: Revelação da sonda por NBT/BCIP 
 

1. Pesar 5g de leite desnatado Molico® e misturar nos 95 ml de Tampão I 

(Tris 0,1M; NaCl 0,15M; pH 7,5), devolvendo para a estufa 37°C  

2. Retirar as lâminas da câmara úmida e lavar em 2X SSC a TA para 

desprender a lamínula 

3. Lavar em 2X SSC por 10 min 

4. Lavar em 2X SSC 37°C por 30 min 

5. Lavar em 2X SSC por 30 min 

6. Lavar em Molico® 5% em Tampão I por 30 min 

7. Lavar rapidamente em Tampão I 

8. Adicionar o conjugado streptavidina-fosfatase alcalina (GibcoBRL®) sobre 

a lâmina (1-2µl em 1ml de Tampão I). Não deixar secar. 

9. Lavar rapidamente em Tampão I 

10. Lavar 2 vezes em Tampão I por 10 min cada 

11. Lavar em Tampão III (Tris 0,1M; NaCl 0,1M; MgCl2 0,05M; pH 9,5) por 10 

min  

12. Em um tip: 1 ml de tampão III + 4,4µl NBT + 3,3µl BCIP (GibcoBRL®) 

13. Aplicar sobre as lâminas e cobrir com lamínulas 

14. Deixar em escuro absoluto por 3 horas 

15. Lavar as lâminas em água destilada e deixar secar ao ar 

16. Corar com solução corante para PISH por ± 2min 

17. Selar com Entellan® (1 gota pequena) e lamínula. Colocar um “pesinho” para 

auxiliar 

18. Analisar em microscópio no dia seguinte    

 

Observações:  

 

1. Tampão de hibridização sem formamida:  

500 µl de SSC 20X  
1000 µl de sulfato de dextran 50%  
200 µl de DNA de esperma de salmão (10mg/ml)  
1800 µl de água ultra pura  

3500 µl de tampão de hibridização para uso. Estocar a -20°C 
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2. Solução corante para PISH 
 
4,5 ml de ácido acético absoluto 
2 ml de orceína lacto-acética 1% 
3,5 ml de agua ultra pura 
Armazenar em vidro escuro a 4°C 
 
 
3. Hibridização In Situ Fluorscente (FISH) (Moscone et al., 1996) 
 
1ª Etapa: Tratamento das lâminas 
 

1. Série alcoólica: 
Fixar as Lâminas em solução etanol e ácido acético absolutos (3:1) por 

15 minutos 

Desidratar em série alcoólica: 5 min em etanol 70% e 5 min em etanol 

100% 

2. RNase: 

Incubar as lâminas com 50 μL de solução de RNase, cubra com lamínula, 

por 1h a 37°C em câmara úmida pré-aquecida 

Solução estoque de RNase (4°C): 20 mg/mL de RNase 

(Invitrogen) 

Solução de RNase para uso: 100 μg/mL em 2X SSC (diluição 

1:200) 

      Lavar as lâminas 3 vezes por 5 min em 2X SSC 

3. Pepsina: 

Incubar as lâminas com 50 μL de solução de pepsina, cubra com lamínula 

por 20 min a 37°C em câmara úmida pré-aquecida 

Solução estoque de pepsina (20°C): 1 mg/mL em H2O miliQ 

Solução de pepsina para uso: 10 μg/mL em 0,01 N HCl (diluição 

1:100) 

 

4. Lavar as lâminas 2 vezes por 5 min em 2X SSC  

5. Colocar as lâminas no PBD + formaldeído (formol) 37% por 10 min; 

6. Lavar as lâminas 2 vezes por 5 min em 2X SSC*; 

7. Série alcoólica: 5 min em etanol 70% e 5 min em etanol 100%; 

8. Colocar as lâminas na estufa a 37ºC até secar (10-15 min); 

9. Preparar o mix de sonda*.  

*fazer o Mix de Hibridização após a passagem pelo formol (formaldeído) + PBD 

2ª Etapa:  Hibridização 
 

1. Mistura (Mix) de hibridização (76% de estringência): 

Quantidade Reagentes para 10 μL Concentração inicial Concentração final 

5 μL Formamida 100% 50% 

2 μL Sulfato Dextran 50% 50% 10% 
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1 μL 20 x SSC 20 x SSC 2 x SSC 

2 μL de sonda (quando precipitada) 200-250ng 20-25ng 

 

2. Fazer mix multiplicando todos os componentes pelo número de lâminas. 

3. “Vortexar” a mistura de hibridização por no mínimo 10 s 

4. Aqueça a mistura de hibridização a 95°C por 10 min (em termociclador) e 

transfira para o gelo (ou freezer) por pelo menos 5 min 

5. Centrifugar por 10 segundos e coloque 10 μL da mistura de hibridização por 

lâmina, cubra com lamínula de vidro (24x24mm ou 24x32mm) 

6. Desnaturar o material nas lâminas a 75°C por 5 min (temperatura e tempo 

adequáveis [leve a câmera úmida ao banho-maria]). 

7. Vedar com cola plástica e incube em câmara úmida pré-aquecida a 37°C de 

18 a 72 horas. 

 

3ª Etapa: Banhos pós-hibridização 

 

1. Retire a cola plástica com a pinça e mergulhe as lâminas em 2X SSC a 25°C, 

até desprenderem as lamínulas das lâminas. 

 

Lavagem convencional (72% de Estringência): 

 

2. Incube 2 vezes em 2X SSC, 42°C, por 5 min 

3. Incube 2 vezes em 0,1X SSC, 42°C, por 5 min 

4. Incube em 2X SSC, 42°C, por 5 min 

5. Transfira para 2X SSC, 25°C, por 10 min 

6. Transfira para o PBD a 45ºC até preparar o anticorpo. 

 

4ª Etapa: Detecção (para sondas marcadas indiretamente) 

 

Anticorpos primários: 

Solução com anticorpos (diluir 
em PBD) 

lamínula 24x32mm lamínula 24x50mm 

Avidin-FITC® 0,15 μL 0,3 μL 

Anti-Digoxigenin-
Rhodamine® 

0,25 μL 0,5 μL 

PBD 
Completa para 50 μL por 

lâmina 
Completa para 100 μL por 

lâmina 

 

 

1. Aplique 50-100 μL da solução de anticorpo por lâmina, cubra com lamínula 

e incube a 37°C em câmara úmida por 30-45 min 

2. Remova a lamínula e lave 3 vezes em PBD, 5 min cada. 

 

Anticorpos secundários: 
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1 μL de Anti-Avidina biotinilada 
29 μL de PBD 

30 μL por lâmina   

 

1. Fazer mix multiplicando todos os componentes pelo número de lâminas. 

2. Aplique 30 μL de anticorpo secundário, cubra com lamínula e incube a 37°C 

em câmara úmida por 10 min 

3. Remova a lamínula e lave 2 vezes em PBD, 2 min cada 

 

Terceira rodada de “anticorpos” 

0,15 μL de Anti-Avidina biotinilada 0,3 μL de Anti-Avidina biotinilada 
49,85 μL de PBD 99,7 μL de PBD 

50 μL por lâmina 100 μL por lâmina 

 

1. Aplique 50-100 μL da solução de anticorpo por lâmina, cubra com 

lamínula e incube a 37 °C em câmara úmida por 30-45 min. 

2. Aplicar 20 μL de DAPI, cobrir com lamínula e deixar por 10-15 min. 

3. Remover parafilme ou lamínula, aplicar de 12-15 μL de Vectashield®, 

cobrir com lamínula 24x32mm e selar com tinta de esmalte. 

 

5ª Etapa: Re-hibridização de lâminas (se necessário) 

 

1. Remova o esmalte e lave a lâmina em 4x SSC/0,1% Tween20® até 

desprender a lamínula 

2. Lave a lâmina 3 x 30 min a 1 h em 4x SSC/0,1% Tween20® 

3. Lave as lâminas 2 x 5 min em 2x SSC 

4. Desidrate em série alcoólica: 5 min em etanol 70% e 5 min em etanol 96% 

5. Seque as lâminas por pelo menos 1 hora (no mínimo 30 min) 

6. Continue a partir da 2ª etapa - Hibridização. 

 

Observações:  

 

1. Avidin-FITC® irá detectar sondas contendo Biotina; Anti-Digoxigenin-

Rhodamine® irá detectar sondas marcadas com digoxigenina; em caso de 

duplo-FISH; a Avidina não é um anticorpo, é uma molécula que possui alta 

afinidade pela biotina, formando um conjugado. Fazer mix multiplicando 

todos os componentes pelo número de lâminas. 

 

2. Solução PBD (400 ml) 

4g de leite desnatado Molico® 

80 ml de 20 x SSC 

2 ml (2000 μL) de Tween20® ou Triton® 

Completar para 400 ml com água destilada 
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3. Solução formol + PBD (40 ml) 

1g de leite desnatado Molico® 

4mL de formaldeído (formol) 37% 

0,8 ml (800 μL) de 20 x SSC 

0,04 ml (40 μL) de Tween20® ou Triton® 

Completar para 40 ml com água destilada 

 

4. A quantidade final do mix poderá variar dependendo da quantidade de sonda 

(duplo-FISH) utilizada ou volume de mix aplicado por lâmina (usar regra-de-

três para outros volumes). 

 

 

 

4. Procedimentos para os marcadores ISSR (Inter-simple sequence repeat) 

(Wolfe, 2005) 

 

1ª Etapa: volume de PCR (10µL): 

 

1. 4,9 µL de água ultra pura; 

2. 1 µL de MgCl2 (2,5 mM); 

3. 1 µL de dDNTPs (2 mM); 

4. 1 µL de Buffer+KCl (10X); 

5. 1 µL de primer (10 pmol); 

6. 0,1 µL de Taq DNA Polimerase Fermentas®; 

7. 1 µL de DNA genômico (10 ng). 

 

2ª Etapa: programação do termociclador 

 

1. Ciclo inicial de desnaturação a 95°C por 4 min; 

2. 35 ciclos de desnaturação a 94°C por 30s; 

3. Anelamento do primer a 52°-54°C por 45s; 

4. Extensão a 72°C por 2 min; 

5. Extensão final a 72°C por 7 min. 

 

2ª Etapa: condições da corrida de eletroforese em tampão TBE 1X (Tris; ácido 

bórico; EDTA 0,5M)  

   

1. Concentração do gel de agarose em tampão TBE 1X: 1,8% 

2. Tempo da corrida de eletroforese: 5 horas 

3. Voltagem: 80V 

4. Potência: 90W  

5. Amperagem: 100mA  
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11. Currículo Lattes atualizado (correspondente ao período do 
curso) 
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