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RESUMO 

 

As tartarugas marinhas representam um componente primitivo e singular da diversidade 

biológica, pertencendo à mais antiga linhagem de répteis vivos e sendo parte importante dos 

ecossistemas marinhos. Neste momento evolutivo são reconhecidas sete espécies de tartarugas 

marinhas no mundo, sendo que cinco delas ocorrem no litoral brasileiro, as quais são:   

Dermochelys coriacea, única representante da família Dermochelydae, e as outras quatro 

espécies pertencem à família Cheloniidae: Caretta caretta, Chelonia mydas, Eretmochelys 

imbricata e Lepidochelys olivacea, sendo as três últimas alvo desse estudo. Nos últimos 20 anos 

a genética molecular tem desempenhado grande papel na conservação das tartarugas marinhas, 

porém tem se focado no uso de marcadores moleculares apenas para observar padrões de 

migração e diversidade genética dos indivíduos. Estudos citogenéticos com espécies de 

tartarugas são escassos e voltados apenas para tartarugas de água doce com interesse comercial. 

As espécies de tartarugas marinhas que ocorrem na costa brasileira são todas ameaçadas de 

extinção e consideradas espécies bandeira para conservação da biodiversidade. No entanto, não 

existem estudos citogenéticos para C. mydas, E. imbricata e L. olivacea do litoral brasileiro, 

tornando-se necessário estudos de citogenética clássica e molecular mais aprofundados para 

essas espécies com foco na evolução cariotípica do grupo, destacando a importância desse 

estudo como pioneiro para as espécies. Sendo assim, objetivou-se a avaliação dos mecanismos 

cromossômicos responsáveis pela variação interespecífica em C. mydas, E. imbricata e L. 

olivacea amostradas em cativeiro e na natureza para o conhecimento da organização, evolução 

e diversidade cariotípica. Utilizou-se técnicas baseadas na coloração convencional por Giemsa, 

bandamento G e hibridação in situ fluorescente (FISH) com sonda de DNAr 18S e 

(TTAGGG)n. As três espécies estudadas apresentam 2n=56 cromossomos e pequenas variações 

tanto na fórmula cariotípica quanto na morfologia cromossômica e número de 

microcromossomos. O uso da sonda de DNAr 18S permitiu a identificação de apenas um par 

de microcromossomos detentor do sítio de DNAr nas três espécies, o qual está distribuído de 

maneira desigual entre o par demonstrando que mecanismos de crossing-over desigual atuaram 

na origem do heteromorfismo de tamanho deste cistron. A sonda (TTAGGG)n na espécie C. 

mydas permitiu detectar um sítio telomérico intersticial (ITS – interstitial telomeric sites) no 

par microcromossomo 14 em indivíduos capturados em diferentes localidades, o que coincide 

com a localização do sítio de DNAr 18S. A presença deste ITS sem a alteração do 2n basal 

sugere que estes foram inseridos durante o reparo de quebras da dupla fita no sítio do DNAr 

18S com ação da telomerase durante o curso da evolução. Diante deste contexto, este estudo de 

citogenética molecular demonstra variações microestruturais nos cromossomos das tartarugas 

marinhas e auxilia no entendimento da diversificação cariotípica do grupo.  

 

Palavras-chave: Citogenética clássica e molecular, Chelonia mydas, diversificação cariotípica, 

Eretmochelys imbricata, Lepidochelys olivacea. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



ABSTRACT 

 

Sea turtles represent a primitive and particular element of the biological diversity, belonging to 

the oldest lineage of the living reptiles and being an important part of the marine ecosystem. In 

this evolutive moment, it is recognized seven species of sea turtles in the whole world, whereas 

five of them exist in the brazilian coast: Dermochelys coriacea, the unique representant of the 

Dermochelydae family, and the four other species belonging to the Cheloniidae family: Caretta 

caretta, Chelonia mydas, Eretmochelys imbricata e Lepidochelys olivacea, the last three are the 

main point of this study. Over the last 20 years, molecular genetic has performed an important 

role concerning the sea turtles conservation, however it has been focused on molecular markers 

only to observe patterns of migration and genetic diversity of the individuals. Citogenetic 

studies with turtles are scarce and they aim only the fresh water turtles, with comercial interest. 

All sea turtles species of the brazilian coast are under threat of extinction, besides being 

considered flagship species to the biodiversity conservation. However, there is no citogenetic 

studies to C. mydas, E. imbricata and L. olivacea of the brazilian coast. Thus, it is necessary to 

perform classical and molecular citogenetic studies to these species, focusing on the karyotypic 

evolution of the group, highlighting the importance of this study as pioneer to the sea turtle 

species. Therefore, the main goal here is the evaluation of the chromosomal mechanisms 

responsible to the interspecific variation and mechanisms that probable generated interspecific 

variation in C. mydas, E. imbricata and L. olivacea karyotypes, sampled in captivity and in the 

nature, in order to know the organization, evolution and diversity of karyotype.  Techniques 

based on conventional Giemsa staining, G-band and fluorescence in situ hybridization (FISH) 

with 18S rDNA and (TTAGGG)n probes were performed. The three species studied showed 2n 

= 56 chromosomes and some variations in the karyotypic formula about the chromosomal 

morphology and number of microchromosomes. The 18S rDNA probe allowed identification 

of a single pair of microchromosomes with the rDNA site in the three species, which are 

distributed unequally between the chromosomes of the pair, showing that unequal crossing-

over mechanisms were probably acting in the origin of the heteromorphism size of that cistron. 

The (TTAGGG)n probe highlighted one interstitial telomeric site (ITS) in the 

microchromosome pair 14 of C. mydas species of different location, which co-located with the 

18S rDNA site. The presence of this ITS, without alteration of the basal 2n, suggests that they 

were inserted during the repair of double DNA strands breakage in the 18S rDNA site, with 

telomerase action during the course of evolution. In view of what has been exposed here, this 

molecular cytogenetic study shows chromosome microstructure variation in sea turtles and 

helps in understanding the karyotypic diversification of the group. 

 

Key-words: Classical and molecular cytogenetic, Chelonia mydas, karyotypic diversification, 

Eretmochelys imbricata, Lepidochelys olivacea.
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1 INTRODUÇÃO 

 

1.1 SISTEMÁTICA E CLASSIFICAÇÃO 

 

 As tartarugas terrestres, aquáticas e marinhas são répteis pertencentes a grande classe 

Reptilia, subclasse Anapsida (caracterizada por animais que possuem crânio sem aberturas 

temporais), se encontram dentro da ordem Testudines e são conhecidas, de maneira geral, como 

quelônios. Aparecem pela primeira vez no registro fóssil do Triássico Superior, cerca de 200 

milhões de anos atrás e desde então as tartarugas sofreram poucas mudanças em sua morfologia 

(HICKMAN, 2004). 

Linnaeus em 1758 criou o gênero Testudo, que incluía as tartarugas marinhas, aquáticas 

e terrestres em um táxon. Nos dias de hoje este gênero está restrito a um grupo pequeno de 

tartarugas terrestres. Após esse evento, outros taxonomistas do período pré-Darwiniano 

falharam em identificar características morfológicas que justificassem uma maior divisão dos 

quelônios. O primeiro grande sistema de classificação das tartarugas foi proposto por 

Brongniart em 1805, que considerou o habitat desses animais como uma característica chave e 

reconheceu o gênero Testudo para espécies terrestres, Emys para espécies aquáticas e Chelonia 

para espécies marinhas (PRITCHARD, 1997).  

Com o refinamento das análises foi determinado que os membros e a forma do corpo 

das tartarugas terrestres eram diferentes das aquáticas e marinhas. Então Wagler, em 1830, 

propôs uma nova forma de classificação, a qual é utilizada até os dias de hoje e leva em 

consideração o plano de retração do pescoço, que subdivide a ordem Testudines em duas 

subordens: Cryptodira e Pleurodira (PRITCHARD, 1997). Os Pleurodira retraem a cabeça para 

a proteção da carapaça flexionando o pescoço lateralmente enquanto os Cryptodira executam 

uma flexão sagital (BUJES, 2008). A subordem Cryptodira inclui as tartarugas marinhas, 

jabutis e algumas espécies de cágados, enquanto a subordem Pleurodira inclui espécies de 

cágados restritas ao Hemisfério Sul (HICKMAN, 2004). 

As tartarugas marinhas representam um componente primitivo e singular da diversidade 

biológica, pertencendo à mais antiga linhagem de répteis vivos e sendo parte importante dos 

ecossistemas marinhos (SANTOS et al., 2011). No Cretáceo, estavam presentes quatro famílias 

de tartarugas marinhas (Toxochelydae, Protostegidae, Cheloniidae e Dermochelydae), sendo 

que apenas as duas últimas permaneceram até os dias de hoje. Todos os gêneros e espécies 

existentes atualmente surgiram no período Eocênico e Pleistocênico, entre 60 milhões e 10 

milhões de anos atrás (SANTOS et al., 2011). 
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Neste momento evolutivo são reconhecidas sete espécies de tartarugas marinhas no 

mundo, sendo que apenas uma pertence à família Dermochelydae: Dermochelys coriacea 

(tartaruga-de-couro), e as outras seis espécies pertencem à família Cheloniidae: Lepidochelys 

olivacea (tartaruga-oliva), Lepidochelys kempii (tartaruga-de-kempii), Eretmochelys imbricata 

(tartaruga-de-pente), Caretta caretta (tartaruga-cabeçuda), Chelonia mydas (tartaruga-verde) e 

Natator depressus (tartaruga-australiana) (PRITCHARD, 1997), todas ameaçadas de extinção 

em diferentes níveis (IUCN, 2017). As tartarugas-de-couro, oliva, de-pente, cabeçuda e verde 

ocorrem em águas brasileiras (BAPTISTOTTE; THOMÉ; BJORNDAL, 2003), as outras duas 

espécies são endêmicas de diferentes partes do mundo, sendo a tartaruga-de-kempii endêmica 

do Golfo do México e a tartaruga-australiana endêmica da plataforma continental da Austrália 

(PRITCHARD, 1997). 

Ao longo de sua evolução, várias modificações permitiram a sobrevivência e adaptação 

das tartarugas a novos ambientes, o número de vértebras foi reduzido, as quais fusionaram-se 

as costelas e formou-se uma carapaça de revestimento coriáceo ou córneo. No caso das 

tartarugas marinhas, em particular, ao longo da evolução a carapaça ficou mais achatada, leve 

e hidrodinâmica, e as patas diferenciaram-se em nadadeiras, as quais são mais eficientes 

debaixo d’água (LUTZ, 1997). 

Dados cariotípicos estão disponíveis para cerca de 55% das espécies de tartarugas da 

subordem Cryptodira, o que permite estabelecer relações evolutivas entre as famílias dessas 

espécies e resolve alguns problemas de classificação (BICKHAM; CARR, 1983). Informações 

citogenéticas são úteis nesse nível por causa do alto grau de conservação expresso nos cariótipos 

das espécies de tartarugas (BICKHAM, 1981). A aplicação de técnicas de bandamento nos 

cromossomos soluciona um grande problema na reconstrução da filogenia do grupo, a 

determinação de homologias. Quando dois cromossomos têm exatamente o mesmo padrão de 

bandamento pode-se concluir que eles são cromossomos homólogos da mesma forma que são 

determinadas as homologias considerando características morfológicas (BICKHAM; CARR, 

1983). As famílias de tartarugas marinhas Dermochelydae e Cheloniidae possuem cariótipos 

idênticos (2n=56), o que significa que essas duas famílias são mais relacionadas entre si do que 

com as outras famílias de tartarugas. Esse cariótipo foi considerado primitivo para a subordem 

Cryptodira porque essas tartarugas marinhas são ancestrais na subordem (ambas datam do 

Cretáceo) e, o cariótipo é altamente generalizado, o qual pode ter dado origem aos outros 

cariótipos da subordem através de alguns poucos eventos de diferenciação cromossômica 

(BICKHAM; CARR, 1983). No entanto a literatura nos traz, que as tartarugas possuem, sem 
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exceção, um cariótipo conservado que sugere uma evolução adaptativa eficaz em diferentes 

níveis (BICKHAM, 1981). 

 

1.2 BIOLOGIA DAS ESPÉCIES DE TARTARUGAS MARINHAS 

 

 As espécies de tartarugas marinhas ocupam uma diversidade de nichos ecológicos, D. 

coriacea é oceânica, já L. olivacea, E. imbricata, a herbívora C. mydas e C. caretta costumam 

permanecer em ambientes costeiros (BOWEN; KARL, 2007). Distribuem-se amplamente entre 

as bacias oceânicas, com registros desde o Ártico até a Tasmânia. No entanto, a maior parte das 

ocorrências reprodutivas está concentrada em regiões tropicais e subtropicais (SANTOS et al., 

2011).  

 As tartarugas marinhas são seres pulmonados com grande capacidade de permanência 

debaixo d’água, tanto em repouso quanto em busca de alimento (LUTCAVAGE; LUTZ, 1997). 

Possuem visão, olfato e audição desenvolvidos além de uma excelente capacidade de 

orientação. São inúmeras teorias para explicar a capacidade das tartarugas marinhas em realizar 

migrações entre as áreas de alimentação, de repouso e de reprodução e, existem evidências que 

as fêmeas adultas regressem à praia que nasceram para a reprodução (LOHMANN et al., 1997). 

Alguns autores sugerem que os filhotes possam memorizar a composição química da água e o 

campo magnético da terra apresentando no cérebro cristais de magnetita, a pedra-ímã mais 

magnética da Terra (MUSICK; LIMPUS, 1997). 

 O período de postura dos ovos varia de acordo com a região e a espécie. No Brasil a 

temporada de desovas vai de setembro a abril nas praias do continente e de dezembro a junho 

nas ilhas oceânicas (SANTOS et al., 2011). Apresentam maturação tardia e ciclo de vida longo, 

demoram de 10 a 50 anos para atingirem a maturidade sexual (MEYLAN; DONNELLY, 1999) 

e voltarem à mesma praia do nascimento para se reproduzirem pela primeira vez (BJORNDAL; 

ZUG, 1995). As espécies alvo desse estudo C. mydas, E. imbricata e L. olivacea levam entre 

25 e 50 anos (CHALOUPKA; LIMPUS; MILLER, 2004), por volta dos 25 anos (MEYLAN; 

DONNELLY, 1999) e entre os 10 e 18 anos (ZUG; CHALOUPKA; BALAZS, 2006) para 

atingirem a maturidade sexual, respectivamente. 

As tartarugas marinhas são animais altamente migratórios, possuem um complexo ciclo 

de vida e utilizam uma grande área geográfica e múltiplos hábitats (MÁRQUEZ, 1990). Nas 

áreas reprodutivas os filhotes emergem dos ninhos, correm em direção ao oceano e dão início 

a um frenesi de natação em correntes marítimas em direção a ambientes pelágicos (BOWEN; 

KARL, 2007). Durante o seu desenvolvimento ocupam a zona pelágica nerítica ou oceânica 
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dependendo do padrão de desenvolvimento da espécie. Durante um período de 

aproximadamente 20 anos o habitat onde a tartaruga se desenvolverá e se alimentará é 

determinante na composição da sua dieta, uma vez que os recursos não se distribuem de forma 

homogênea nas diferentes zonas do oceano. Quando adultos, entre 20-50 anos, migram para as 

áreas de reprodução onde, após um intervalo de duas semanas, as fêmeas migram para as áreas 

de nidificação e os machos retornam às áreas de alimentação (LUTZ, 1997). 

 

1.2.1 Chelonia mydas 

 A tartaruga-verde foi descrita por Linnaeus em 1758, que a nomeou como Testudo 

mydas, na localidade tipo da Ilha de Ascensão no Oceano Atlântico. Schweigger em 1812 foi 

quem aplicou o binomial Chelonia mydas usado até hoje (SEMINOFF et al., 2015). Essas 

tartarugas crescem até um tamanho máximo de 1 metro de comprimento de carapaça e atingem 

até 200 quilos. A carapaça apresenta cinco escudos vertebrais, quatro pares de escudos laterais 

e 12 pares de escudos marginais. A cabeça possui um único par de escudos pré-frontais e quatro 

escudos pós-orbitais sendo que ambas essas características distinguem essa espécie das outras 

espécies de tartarugas marinhas (Figuras 1 e 2) (PRITCHARD; TREBBAU, 1984). A espécie 

C. mydas, é onívora quando juvenil, entretanto quando adulta é primariamente herbívora, 

alimentando-se de diferentes espécies de gramas marinhas e macroalgas, havendo também 

registros de consumo de alguns invertebrados (BJORNDAL, 1997). Tem distribuição 

circunglobal, ocorrendo nos mares tropicais, subtropicais e até mesmo em águas temperadas 

em cerca de 140 países ao redor do mundo (SEMINOFF et al., 2015). No Oceano Atlântico, 

esses animais ocorrem principalmente nos sítios reprodutivos que estão localizados na Costa 

Rica, na Ilha de Ascensão, Guiné-Bissau, México, Suriname e na Ilha de Trindade no Brasil 

(BRODERICK et al., 2006). As fêmeas de C. mydas migram das áreas de alimentação para as 

áreas de desova (MEYLAN; BOWEN; AVISE, 1990) em um intervalo de 2 a 4 anos e 

apresentam alta fidelidade aos sítios de desova (MILLER, 1997). As tartarugas-verde passam 

o maior período de sua vida nas áreas de alimentação (zona pelágica nerítica), o que configura 

tais locais como de extrema importância para a conservação da espécie (BARROS et al., 2007). 

A tartaruga-verde é classificada internacionalmente como uma espécie “em perigo” (IUCN, 

2017) e no Brasil é classificada como “vulnerável” (ALMEIDA et al., 2011). 
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Figura 1 - Esquema de identificação de Chelonia mydas 

 

Fonte: MÁRQUEZ, M. R. Sea turtles of the world. An annotated and illustrated catalogue of sea turtle species 

known to date. 11 ed. FAO Fisheries Synopsis: Rome. 81 p. 1990. 

 

 

Figura 2 - Foto de um espécime de Chelonia mydas  

 

Fonte: PROJETO TAMAR. Tartarugas marinhas. Disponível em: https://www.tamar.org.br/. Acesso em: 10 jan. 

2017. 

 

1.2.2 Eretmochelys imbricata 

  

A tartaruga-de-pente foi descrita por Linnaeus em 1766, tendo como localidade tipo a 

América do Norte (MENEZES, 1972). A carapaça possui quatro pares de escudos laterais, 

sendo que as placas são sobrepostas (imbricadas) e de coloração marrom, a cabeça possui dois 

pares de escudos pré-frontais e três pós-orbitais (Figuras 3 e 4) (MÁRQUEZ, 1990). A medida 

curvilínea média da carapaça nas principais áreas de desova no mundo varia entre 76,8 e 97,4 

centímetros de comprimento (MARCOVALDI; VIEITAS; GODFREY, 1999) e o peso gira em 
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torno de 80 quilos (PRITCHARD; MORTIMER, 1999). Essa espécie apresenta distribuição 

circunglobal em águas tropicais e subtropicais do Atlântico, Índico e Pacífico (MÁRQUEZ, 

1990). Juvenis e adultos de E. imbricata alimentam-se principalmente em locais com substratos 

duros, como recifes, sendo suas presas crustáceos, moluscos, briozoários, celenterados, ouriços, 

esponjas e algas (SANCHES; BELLINI, 1999). As áreas de alimentação conhecidas para a 

tartaruga-de-pente no Brasil são as ilhas de Fernando de Noronha – PE e Atol das Rocas - RN 

(SANCHES; BELLINI, 1999). No Atlântico, os principais sítios reprodutivos estão localizados 

em diferentes países do Caribe e no Brasil (MORTIMER, 2007). A principal área de desova de 

E. imbricata no Brasil está localizada no norte da Bahia e em Sergipe, com uma área importante 

no litoral sul do Rio Grande do Norte (MARCOVALDI et al., 2007). A tartaruga-de-pente é a 

espécie de tartaruga marinha mais ameaçada de extinção, sendo classificada como 

“Criticamente em Perigo” na avaliação do estado de conservação elaborada para esta espécie 

com base nos dados disponíveis até 2009 (MARCOVALDI et al., 2011; IUCN, 2017). 

 

Figura 3 - Esquema de identificação de Eretmochelys imbricata  

 

Fonte: MÁRQUEZ, M. R. Sea turtles of the world. An annotated and illustrated catalogue of sea turtle species 

known to date. 11 ed. FAO Fisheries Synopsis: Rome. 81 p. 1990. 
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Figura 4 - Foto de um espécime de Eretmochelys imbricata 

 

Fonte: PROJETO TAMAR. Tartarugas marinhas. Disponível em: https://www.tamar.org.br/. Acesso em: 10 jan. 

2017. 

 

 

1.2.3 Lepidochelys olivacea 

 

 A tartaruga-oliva foi descrita por Erchscholtz em 1829 e tem como localidade tipo o 

Golfo do México (MENEZES, 1972). A carapaça possui de cinco a nove pares (normalmente 

seis) de placas laterais, as quais são assimétricas, a coloração dorsal é verde oliva e o ventre é 

amarelo claro, a cabeça possui dois pares de placas pré-frontais e três pares pós-orbitais (Figuras 

5 e 6) (MÁRQUEZ, 1990). A carapaça tem medida curvilínea média de 73,1 centímetros de 

comprimento (SILVA et al., 2007) e podem pesar em torno de 50 quilos (PRITCHARD; 

MORTIMER, 1999). Essa espécie tem ampla distribuição pelas bacias oceânicas tropicais e 

subtropicais sendo provavelmente a mais abundante das espécies de tartarugas marinhas. 

Populações dessa espécie no Oceano Atlântico são encontradas tanto em ambientes costeiros 

quanto oceânicos (MARCOVALDI, 2001). Nessa mesma área os indivíduos se alimentam em 

águas rasas com substrato de barro próximas a áreas altamente produtivas de ecossistemas 

estuarinos (PRITCHARD; TREBBAU, 1984), a sua estratégia de alimentação tem sido 

caracterizada como oportunista com uma ampla variedade de itens alimentares como peixes, 

salpas, crustáceos e pequenos invertebrados (BJORNDAL, 1997). Os principais sítios 

reprodutivos no Atlântico estão localizados no Suriname/Guiana Francesa e Brasil (SWOT, 

2009). No Brasil a principal área de reprodução de L. olivacea está localizada entre o litoral sul 

do estado de Alagoas e o litoral norte da Bahia com maior densidade de desovas no estado de 
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Sergipe (SILVA et al., 2007). A tartaruga-oliva é classificada como uma espécie “vulnerável” 

em seu status internacional de conservação (IUCN, 2017) e no Brasil é classificada como “em 

perigo” (CASTILHOS et al., 2011). 

 

Figura 5 - Esquema de identificação de Lepidochelys olivacea  

 

Fonte: MÁRQUEZ, M. R. Sea turtles of the world. An annotated and illustrated catalogue of sea turtle species 

known to date. 11 ed. FAO Fisheries Synopsis: Rome. 81 p. 1990. 

 

 

Figura 6 - Foto de um espécime de Lepidochelys olivacea 

 

Fonte: PROJETO TAMAR. Tartarugas marinhas. Disponível em: https://www.tamar.org.br/. Acesso em: 10 jan. 

2017. 

 

 

1.3 DETERMINAÇÃO SEXUAL EM TARTARUGAS 

 

 Estudos originados na década de 1960 demonstraram que a vulnerabilidade de vários 

répteis antecede a eclosão e tem momentos críticos durante a incubação. Hoje, é consenso que 

a temperatura é o elemento principal da determinação sexual de inúmeras espécies de tartarugas 
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(FERREIRA JÚNIOR, 2009). A tartaruga-verde (BICKHAM et al., 1980), a tartaruga-

cabeçuda (YNTEMA; MROSOVSKY, 1982), a tartaruga-oliva (MORREALE et al., 1982), a 

tartaruga-de-couro (MROSOVSKY; DUTTON; WHITMORE, 1984) e a tartaruga-de-pente 

(MROSOVSKY et al., 1992) não têm cromossomos sexuais heteromórficos e seu sexo é 

determinado pela temperatura de incubação dos ninhos. 

 Na determinação sexual dependente da temperatura de incubação (DSDT) uma 

determinada faixa de temperatura induz o desenvolvimento de machos e outra faixa de 

temperatura, o desenvolvimento de fêmeas. Separando essas faixas termais existe uma zona de 

transição onde são gerados machos e fêmeas na mesma proporção, a temperatura que determina 

essa zona é chamada temperatura pivotal ou threshold (FERREIRA JÚNIOR, 2009). O período 

termo-sensitivo, ou seja, o momento em que a temperatura age irreversivelmente sobre a 

diferenciação das gônadas em tartarugas de água doce e em tartarugas marinhas é o mesmo, e 

localiza-se no segundo terço do desenvolvimento embrionário (BULL; VOGT, 1979), neste 

estágio a temperatura atua na síntese de enzimas envolvidas na diferenciação das gônadas 

(PIEAU, 1996). É consenso geral que a temperatura exerce grande influência sobre espécies 

com DSDT agindo sobre mecanismos genéticos que governam enzimas esteroidogênicas ou 

receptores hormonais de esteroide, alterando assim o ambiente do hormônio no embrião 

sexualmente indiferenciado e direcionando o desenvolvimento deste para machos ou fêmeas 

(PIEAU et al., 1994). 

O gene DMRT1 (Doublesex and mab-3 related transcription factor 1) é um candidato a 

regulador durante o desenvolvimento sexual dos répteis (KETTLEWELL; RAYMOND; 

ZARKOWER, 2000). Níveis de DMRT1 foram detectados no complexo adrenal, rim e gônadas 

da tartaruga do ouvido vermelho (Trachemys scripta) em diferentes estágios de 

desenvolvimento, tanto nas temperaturas que produzem machos quanto nas que produzem 

fêmeas. Porém, durante o período termo-sensitivo, níveis de DMRT1 foram significativamente 

diferentes nos estágios de desenvolvimento observados na temperatura que produz machos para 

essa espécie (26ºC). Para a temperatura que produz fêmeas (31ºC), os níveis não foram 

significativamente diferentes quando comparados aos outros estágios de desenvolvimento 

observados. Esses resultados corroboram com estudos realizados para outros répteis com 

DSDT, onde a expressão do gene DMRT1 aumenta durante o período termo-sensitivo em 

machos e permanece baixo em fêmeas (MURDOCK; WIBBELS, 2003). Recentemente foi 

descrito o envolvimento do gene CIRBP (Cold-inducible RNA-binding protein) na DSDT da 

tartaruga-víbora Chelidra serpentina, o estudo aponta várias evidências do envolvimento do 
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CIRBP na determinação gonadal, as quais foram observadas em diferentes indivíduos e 

populações da espécie (SCHROEDER et al., 2016). 

A temperatura pivotal média encontrada para ninhos de C. mydas no Mediterrâneo é de 

29ºC (BRODERICK et al., 2000), essa temperatura não é conhecida para ninhos no Brasil 

(ALMEIDA et al., 2011). Temperatura pivotal de 29,6ºC para ninhos de E. imbricata na Bahia 

– Brasil (GODFREY et al., 1999) e 31, 65ºC para ninhos de L. olivacea em Pirambu – Sergipe 

– Brasil (CASTHELOGE, 2014). Quando a embriogênese se processa a temperaturas próximas 

à pivotal, pequenas diferenças de 1°C a 2°C são suficientes para alterar a razão sexual dos 

embriões (YNTEMA; MROSOVSKY, 1982). A amplitude da zona de transição da 

temperatura, em que machos e fêmeas são gerados, é muito variável e as variações da 

temperatura durante a incubação na razão sexual dos filhotes dependerá dessa amplitude 

(FERREIRA JÚNIOR, 2009). 

Além disso, análises genéticas e dados comportamentais sugerem que populações que 

possuem DSDT podem ser incapazes de se desenvolverem rápido o bastante para driblar as 

consequências negativas da mudança da temperatura global. Essas populações podem servir 

como indicadoras do impacto biológico da mudança na temperatura global (JANZEN, 1994). 

 

1.4 ESTUDOS GENÉTICOS EM CHELONIIDAE 

 

Nos últimos 20 anos a genética molecular tem desempenhado um papel central na 

resposta de perguntas que são diretamente relevantes para a conservação das tartarugas 

marinhas (JENSEN; SIMMONS; DUTTON, 2013). Um estudo de tartarugas verdes do 

Atlântico forneceu a primeira evidência de fidelidade aos sítios de desova (“natal homing”) 

demonstrando que tartarugas que nidificavam na Ilha das Aves, Venezuela, e as que 

nidificavam em Tortuguero, Costa Rica, tinham fixado diferenças em haplótipos de genes 

mitocondriais (mtDNA), apesar dessas duas populações se misturarem em áreas de alimentação 

localizadas no Caribe (MEYLAN; BOWEN; AVISE, 1990). Desde então, vários estudos têm 

demonstrado que este padrão de diferenciação de mtDNA entre os locais de nidificação é uma 

característica comum entre todas as espécies de tartarugas marinhas, embora em grau variável 

(JENSEN; SIMMONS; DUTTON, 2013).  

A diferenciação genética entre os locais de nidificação levou a um outro avanço 

importante para a utilização de ferramentas moleculares, a capacidade de determinar a origem 

das tartarugas amostradas longe das praias de nidificação. Assim, estudos utilizando análise de 

estoques mistos (mixed stock analysis – MSA) têm procurado explicar os processos que geram 
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a composição de tartarugas em áreas de alimentação mistas. Até então esse é um dos campos 

mais ativos que envolve a pesquisa em genética de tartarugas marinhas procurando gerar dados 

que auxiliem na conservação das espécies (JENSEN; SIMMONS; DUTTON, 2013). 

Atualmente, a genética das cinco espécies de tartarugas marinhas do litoral brasileiro 

tem se focado basicamente no uso de marcadores moleculares para observar padrões de 

migração e diversidade genética dos indivíduos, assim como o uso de mtDNA para identificar 

populações que se reproduzem em diferentes partes do globo (LARA-RUIZ et al., 2006). 

 

1.5 DNAS REPETITIVOS 

 

O genoma dos eucariotos varia em tamanho entre as espécies e parte dessa variação se 

deve ao acúmulo de sequências repetitivas (KIDWELL, 2002). Durante algum tempo essas 

sequências eram chamadas de “DNA lixo” (junk DNAs) pelo desconhecimento das suas funções 

(NOWAK, 1994, BIÉMONT; VIEIRA, 2006). Porém, diferentes estudos têm mostrado que 

este tipo de DNA está envolvido com organização estrutural e funcional do genoma, atuando 

na regulação gênica, duplicação do DNA, reparo do DNA, rearranjos cromossômicos e 

segregação cromossômica (KIDWELL, 2002; SHAPIRO; STERNBERG, 2005; BIÉMONT; 

VIEIRA, 2006). 

Os DNAs repetitivos são sequências idênticas ou semelhantes, que podem ser 

encontradas in tandem (lado a lado) ou dispersas pelo genoma. As sequências encontradas in 

tandem compõem o DNA satélite, minissatélites, microssatélites e algumas famílias 

multigênicas. Entretanto, os DNAs repetitivos também podem ser encontrados dispersos pelo 

genoma, representados pelos elementos transponíveis (TE – Transposable Elements), 

classificadas como retrotransposons e transposons (HARDMAN, 1986; BISCOTTI; OLMO; 

HESLOP-HARRISON, 2015). 

As repetições in tandem são consecutivas de acordo com um padrão a partir de um local 

de duplicação, ocorrendo em regiões teloméricas, centroméricas, em regiões de ligação ao 

DNA, entre outras (RAO et al., 2010). A unidade dos DNAs satélites apresentam, geralmente, 

de 100-1000 nucleotídeos e são encontrados em regiões heterocromáticas, como centroméricas 

e teloméricas (TAUTZ, 1993). Os minissatélites, ou também conhecidos por sequências in 

tandem com número variável de repetições (VNTR - Variable Number of Tandem Repeats), 

são DNAs moderamente repetitivos e suas unidades de repetição detém de 10-100 pares de base 

(pb), são caracterizados por taxas de mutação elevadas e encontrados nas regiões terminais de 

cada braço dos cromossomos estruturando os telômeros (TAUTZ, 1993; RAO et al., 2010). As 
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sequências teloméricas (TTAGGG)n são conservadas na maioria dos vertebrados e podem dar 

grandes informações sobre a evolução cariotípica (BOLZÁN, 2011). Por fim, os 

microssatélites, também conhecidos como sequências repetitivas simples (SSR - Simple 

Sequence Repeats), são DNAs repetitivos com unidades de repetição de 1-6 pb que possuem 

distribuição ampla no genoma e frequentemente encontrados em regiões não-centroméricas, 

ficando próximos ou dentro dos genes (TAUTZ, 1993; LI et al., 2002). Participam da 

organização da cromatina, replicação do DNA, recombinação e regulação da atividade gênica 

(LI et al., 2002). 

As famílias multigênicas incluem genes oriundos de um ancestral comum e que 

possuem sequências estruturalmente e funcionalmente semelhantes, como genes codificadores 

de hemoglobina, tubulinas, histonas e RNAs ribossomais (NEI; ROONEY, 2005). Vale 

destacar um dos exemplos mais conhecido dessa família, os DNAs ribossomal (DNAr) que 

transcrevem os RNAs ribossomal (RNAr) principais componentes dos ribossomos que 

participam ativamente da síntese proteica nos organismos (SMIT; WIDMANN; KNIGHT, 

2007).  

Os elementos transponíveis apresentam notável sucesso evolutivo e grande diversidade 

genética e funcional. Conseguem se diferenciar das outras sequências no genoma por possuírem 

capacidade de se mover e duplicar. O critério para classificação desses elementos se baseia em 

seu mecanismo de transposição, são categorizados em classe I e classe II. A classe I é 

representada pelos elementos que se transpõem utilizando a transcriptase reversa de uma cópia 

intermediária de RNA do organismo, são os denominados retrotransposons. Na classe II estão 

os elementos que se transpõem utilizando a enzima transposase, ou via cópia de DNA, os 

chamados transposons (WICKER et al., 2007). 

Os répteis têm variações relativamente pequenas no tamanho do genoma (OLMO, 

1976), com diferenças interespecíficas bastante limitadas, provavelmente devido a diferenças 

na quantidade de DNA repetitivo (EPPLEN et al., 1979). Existe um estudo em que o loci de 

microssatélites compostos por (CA)n foram obtidos de três espécies de tartarugas marinhas (C. 

mydas, C. caretta e E. imbricata) como uma forma de testar o polimorfismo dentro de espécies 

e a persistência de microssatélites entre espécies. Foram encontrados lócos homólogos em cada 

espécie das seis espécies marinhas dentro das duas famílias Cheloniidae e Dermochelydae, bem 

como em espécies de água doce (Emydidae, Trachemys scripta), o que indica uma conservação 

dessas sequências de microssatélites há aproximadamente 300 milhões de anos 

(FITZSIMMONS; MORITZ; MOORE, 1995).  
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1.6 CITOGENÉTICA DE TARTARUGAS MARINHAS 

 

Estudos citogenéticos com espécies de tartarugas são escassos e normalmente voltados 

apenas para tartarugas de água doce com interesse comercial (MARINHO, 2011). Trabalhos 

citogenéticos envolvendo espécies de tartarugas marinhas são raros e utilizam normalmente 

técnicas de citogenética clássica, como bandamento C, bandamento G e localização das regiões 

organizadoras de nucléolo (RONs) ou apenas confeccionam os cariótipos (BICKHAM et al., 

1980; MEDRANO et al., 1987; KAMEZAKI, 1989; KAMEZAKI, 1990; LÓPEZ; 

HERNÁNDEZ-FERNÁNDEZ; BERNAL-VILLEGAS, 2008; FUKUDA et al., 2012; 

FUKUDA et al., 2013). Porém, nenhum dos trabalhos publicados até então com essas espécies 

utilizou técnicas de citogenética molecular, como hibridação in situ fluorescente com sondas 

de DNAs repetitivos para localização dos mesmos no genoma dessas espécies, com exceção de 

apenas um estudo (MÜHLMANN-DÍAZ et al., 2001) que produziu uma sonda para o 

cromossomo 1 em cinco espécies de tartarugas, somente uma delas marinha, e hibridou no 

cariótipo das mesmas. Portanto, destaca-se a importância de estudos de citogenética clássica e 

molecular mais aprofundados para espécies de tartarugas marinhas com foco na evolução 

cariotípica do grupo. 
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2 JUSTIFICATIVA E OBJETIVOS 

 

As espécies de tartarugas marinhas que ocorrem na costa brasileira são todas ameaçadas 

de extinção e consideradas espécies bandeira para conservação da biodiversidade. Porém, 

estudos genéticos que podem contribuir futuramente para a conservação dessas espécies são 

escassos. Sendo assim, não existem estudos citogenéticos para C. mydas, E. imbricata e L. 

olivacea do litoral brasileiro. Desta forma, caracterizar citogeneticamente diferentes 

amostragens de tartarugas marinhas do litoral brasileiro pode ser útil no entendimento de 

mecanismos evolutivos atuantes na diferenciação cromossômica deste importante grupo da 

fauna litorânea brasileira. 

 

2.1 OBJETIVO GERAL 

 

Avaliar os mecanismos cromossômicos responsáveis pela variação interespecífica em 

C. mydas, E. imbricata e L. olivacea amostradas em cativeiro e na natureza para o conhecimento 

da organização, evolução e diversidade cariotípica. 

 

2.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

a) Caracterizar cromossomicamente C. mydas, E. imbricata e L. olivacea amostradas no 

litoral brasileiro; 

b) Utilizar marcadores citogenéticos para estudar a história evolutiva dos cariótipos; 

c) Obter, sequenciar e caracterizar sondas de DNAr (18S e 5S) e outros tipos de DNAs 

repetitivos para determinar a localização física destes elementos nos genomas das 

espécies e inferir sobre os mecanismos de diferenciação populacional e responder 

questões evolutivas. 
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3 MATERIAL E MÉTODOS 

 

3.1 MATERIAL E LOCAIS DE COLETA 

 

Foram estudadas citogeneticamente três espécies de tartarugas marinhas para 

caracterização cariotípica: C. mydas, E. imbricata e L. olivacea. O material biológico utilizado 

foi originado de exemplares de vida livre e de cativeiro dessas espécies, obtidos em quatro 

localidades diferentes (Tabela 1) (Figura 7). A coleta de material biológico dos exemplares de 

cativeiro foi realizada em parceria com o Aquário Natal. Já a coleta de material de espécimes 

de vida livre foi realizada através de captura intencional com rede de espera ou de animais em 

reabilitação, em parceria com o Laboratório de Ecologia e Conservação de Mamíferos e 

Tartarugas Marinhas (LEC) da Universidade Federal do Paraná, a Associação MarBrasil, o 

Projeto de Monitoramento de Praias da Bacia de Santos (PMP-BS) e o Projeto TAMAR 

ICMBio – Base Florianópolis e em áreas de desova da espécie em parceira com o Projeto 

TAMAR ICMBio – Base Pipa (Autorização para atividades com finalidade científica 

MMA/ICMBio/SISBIO: 52218-1; Anexo A). 

O material cromossômico foi obtido por meio da cultura temporária de linfócitos 

(Anexo B) obtidos da coleta de sangue periférico (Anexo C) e analisado no Laboratório de 

Biologia Cromossômica: Estrutura & Função na Universidade Estadual de Ponta Grossa. Os 

procedimentos estão de acordo com a Comissão de Ética no Uso de Animais (CEUA) da 

Universidade Estadual de Ponta Grossa (Protocolo: 7200/2016, Anexo D). 

 

Tabela 1 - Localidades de coleta do material biológico das espécies de tartarugas marinhas juntamente com os 

nomes das instituições parceiras e a condição de vida dos animais. 

 

Espécie Instituição Condição Localidade   

Chelonia mydas Aquário Natal Cativeiro Extremoz – RN   

 PMP-BS Reabilitação Pontal do Sul - PR   

 LEC/MarBrasil/TAMAR Vida Livre  Ilha das Cobras - PR 

 

  

Eretmochelys imbricata Projeto TAMAR Vida Livre Tibau do Sul - RN   

Lepidochelys olivacea Aquário Natal Cativeiro Extremoz - RN   

Nota: RN = Rio Grande do Norte; PR = Paraná.  
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Figura 7 -  Locais de coleta de material biológico das espécies: Chelonia mydas (Extremoz – RN e Pontal do 

Sul/Ilha das Cobras (anexo a Ilha do Mel) – PR), Eretmochelys imbricata (Tibau do Sul – RN) e Lepidochelys 

olivacea (Extremoz – RN). 

 

 

3.2 MÉTODOS 

 

Os cromossomos mitóticos foram obtidos através do cultivo temporário de linfócitos de 

sangue periférico segundo Ortiz e Rodríguez (2003), com modificações (Anexo B). Foi 

utilizado material biológico de dezoito exemplares de C. mydas (n = 18), dois de E. imbricata 

(n = 2) e três de L. olivacea (n = 3). Para estudos de caráter citogenético quando se trata de 

animais de cativeiro e ameaçados de extinção, como as espécies em questão, são utilizados 

tamanhos populacionais (n) baixos que já são suficientes para estudar a citogenética 

comparativa. As lâminas com as preparações cromossômicas foram submetidas a coloração 

convencional por Giemsa 10%, tampão fosfato pH 6,8 (Anexo E), Bandamento G segundo 

Seabright (1971), com modificações (Anexo F), e analisadas em microscópio (Olympus Bx41) 

de campo claro e de epifluorescência, as melhores imagens foram capturadas com câmera 

digital. 

  A extração de DNA foi realizada a partir de tecidos do tipo pele e músculo de C. mydas, 

espécie utilizada como padrão nesse estudo, utilizando o kit PureLink™ Genomic DNA Kits 
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(Invitrogen) (Anexo G). A partir do DNA extraído foram amplificadas sequências de diferentes 

tipos de DNAs repetitivos (Anexo H). As sequências de DNAr 18S foram amplificadas 

utilizando-se os primers 18S Fw 5’–ccgctttggtgactcttgat-3’ e 18S Rv 5’-ccgaggacctcactaaacca 

-3’ isolados de Ictalurus punctatus segundo Gross et al. (2010). Sequências de DNAr 5S foram 

amplificadas usando o par de primers 5S A 5’-tcaaccaaccacaaagacattggcac-3’ e 5S B 5’-

tagacttctgggtggccaaaggaatca-3’ isolados de Danio rerio segundo Pendás et al. (1994). Essas 

sequências amplificadas foram purificadas (Anexo I) e utilizadas nos procedimentos de 

sequenciamento (Anexo J) e análise de identidade (Anexo K).  

Para o procedimento de hibridação in situ fluorescente (FISH) foram utilizadas duas 

sondas: i) o DNAr 18S amplificado a partir do genoma de C. mydas neste estudo e; ii) a sonda 

telomérica obtida a partir da sequência telomérica geral para vertebrados (TTAGGG)n segundo 

Ijdo et al. (1991). As sondas foram marcadas através da reação em cadeia da polimerase (PCR) 

utilizando biotin-16- dUTP (Roche®) para o DNAr 18S e digoxigenina-11-dUTP (Roche®) 

para a telomérica (Anexo L), as quais foram submetidas a FISH (Anexo M). Essas preparações 

foram analisadas em microscópio de epifluorescência Zeiss Axiolab A1 acoplado ao software 

ZEN.   

Para a montagem dos cariótipos foram organizados três grupos, sendo o grupo A os 

macrocromossomos metacêntricos (m) e submetacêntricos (sm), o grupo B os 

macrocromossomos subtelocêntricos (st) e acrocêntricos (a) e o grupo C os microcromossomos 

(mc) segundo Bickham (1975) com modificações (Anexo N). Calculou-se o número 

fundamental (NF) considerando metacêntricos, submetacêntricos e subtelocêntricos contendo 

dois braços e os cromossomos acrocêntricos e microcromossomos contendo apenas um braço.  
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4 RESULTADOS E DISCUSSÃO 

Os resultados estão organizados em um capítulo correspondente ao artigo científico:  

  

Capítulo I 

 

Citogenética comparativa em tartarugas marinhas da família Cheloniidae (Reptilia: 

Testudines): diversificação cariotípica microestrutural 

 

Resumo 

Em tartarugas marinhas a identificação de sequências repetitivas e métodos de citogenética 

molecular são inexistentes e, as análises cromossômicas destas espécies está limitada a 

descrição do número diploide, fórmulas cariotípicas e bandamentos convencionais. Neste 

estudo foram caracterizadas citogeneticamente Chelonia mydas, Eretmochelys imbricata e 

Lepidochelys olivacea com o uso de métodos citogenéticos clássicos e moleculares para auxiliar 

no entendimento de mecanismos evolutivos atuantes na diferenciação cromossômica. As três 

espécies estudadas apresentam 2n=56 cromossomos e variações na fórmula cariotípica quanto 

a morfologia cromossômica e número de microcromossomos quando comparado ao cariótipo 

considerado ancestral para a subordem.  A FISH permitiu a identificação de um par de 

microcromossomos detentor do sítio de DNAr nas três espécies. O sítio de DNAr 18S está 

distribuído de forma desigual entre o par demonstrando que mecanismos de crossing-over 

desigual atuaram na origem do heteromorfismo de tamanho deste cístron. A sonda (TTAGGG)n 

permitiu detectar um sítio telomérico intersticial (ITS – interstitial telomeric sites) no par 

microcromossomo 14 na espécie C. mydas, o qual é colocalizado ao sítio de DNAr 18S. A 

presença deste ITS sem a alteração do 2n sugere sua inserção durante o reparo de quebras da 

dupla fita no sítio do DNAr 18S pela via de ação da telomerase. Não houve detecção de 

cariótipos híbridos nos espécimes analisados. Esses resultados demonstram que os cariótipos 

das tartarugas marinhas da família Cheloniidae não são extremamente conservados como 

previamente descritos e, que variações microestruturais nos cromossomos atuaram na 

diversificação cariotípica do grupo. 
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Abstract 

The identification of repetitive sequences and methods of molecular cytogenetic in sea turtles 

are absent, and their chromosome analises are limited to diploid number description, karyotypic 

formula and conventional chromosome banding techniques. In this study the following species 

Chelonia mydas, Eretmochelys imbricata and Lepidochelys olivacea were cytogenetically 

characterized by using classical and molecular methods, in order to help in understanding the 

evolutive mechanisms related to chromosome differentiation. All the studied species showed 

2n = 56 chromosomes and some variations concerning the karyotypic formula, chromosome 

morphology and amount of microchromosomes, when compared to the ancestral karyotype of 

the infraorder Cryptodira. The FISH allowed the identification of a microchromosome pair with 

the rDNA site in all the studied species. The 18S rDNA sites are distributed unequally between 

the chromosomes of the same pair, showing that unequal crossing-over mechanisms were 

probably acting in the origin of the heteromorphism size of this cistron. The (TTAGGG)n probe 

highlighted one interstitial telomeric site (ITS) in the microchromosome pair 14 of C. mydas, 

which is co-located with the 18S rDNA site. The presence of this ITS, without 2n changes, 

suggests that it was inserted during the repair of a double DNA strands breakage in the 18S 

rDNA site, with telomerase action. There was no hybrid karyotypes in the analyzed specimens. 

These results demonstrated that the Cheloniidae sea turtles karyotypes are not extremely 

conserved like it was thought until recently, and that the chromosome microstructural variations 

played a role in karyotype diversification of the group. 

 

 

Introdução 

 

As tartarugas marinhas são répteis pertencentes a grande classe Reptilia, subclasse 

Anapsida, ordem Testudines e se encontram dentro da subordem Cryptodira (HICKMAN, 

2004). Representam um componente primitivo e singular da diversidade biológica, pertencendo 

à mais antiga linhagem de répteis vivos e sendo parte importante dos ecossistemas marinhos 

(SANTOS et al., 2011). Neste momento evolutivo são reconhecidas sete espécies de tartarugas 

marinhas no mundo, sendo que apenas uma pertence à família Dermochelydae: Dermochelys 

coriacea (tartaruga-de-couro), e as outras seis espécies pertencem à família Cheloniidae: 

Lepidochelys olivacea (tartaruga-oliva), Lepidochelys kempii (tartaruga-de-kempii), 

Eretmochelys imbricata (tartaruga-de-pente), Caretta caretta (tartaruga-cabeçuda), Chelonia 

mydas (tartaruga-verde) e Natator depressus (tartaruga-australiana) (PRITCHARD, 1997), 

todas ameaçadas de extinção em diferentes níveis (IUCN, 2017). As tartarugas-de-couro, oliva, 

de-pente, cabeçuda e verde ocorrem em águas brasileiras (BAPTISTOTTE; THOMÉ; 

BJORNDAL, 2003), as outras duas espécies são endêmicas de diferentes partes do mundo, 

sendo a tartaruga-de-kempii endêmica do Golfo do México e a tartaruga-australiana endêmica 

da plataforma continental da Austrália (PRITCHARD, 1997). 
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Atualmente, a genética das cinco espécies de tartarugas marinhas do litoral brasileiro 

tem se focado basicamente no uso de marcadores moleculares para observar padrões de 

migração e da diversidade genética dos indivíduos, assim como o uso de mtDNA para 

identificar populações que se reproduzem em diferentes partes do globo (LARA-RUIZ et al., 

2006). Até então esse é um dos campos mais ativos que envolve a pesquisa em genética de 

tartarugas marinhas procurando gerar dados que auxiliem na conservação das espécies 

(JENSEN; SIMMONS; DUTTON, 2013). 

Hibridações interespecíficas para tartarugas marinhas têm sido relatadas em várias áreas 

do mundo, como entre E. imbricata e C. caretta (CONCEIÇÃO et al., 1990; KARL; BOWEN; 

AVISE, 1995; LARA-RUIZ et al., 2006), C. mydas e C. caretta (KARL; BOWEN; AVISE, 

1995; JAMES; MARTIN; DUTTON, 2004), E. imbricata e L. olivacea (LARA-RUIZ et al., 

2006), C. caretta e L. kempii (KARL; BOWEN; AVISE, 1995; BARBER et al., 2003) e C. 

mydas e E. imbricata (WOOD; WOOD; CRITCHLEY, 1983; KARL; BOWEN; AVISE, 1995), 

as quais foram constatadas comparando o DNA mitocondrial (mtDNA) das espécies.. Na costa 

brasileira os híbridos entre E. imbricata e C. caretta são comumente observados na Bahia 

(LARA-RUIZ et al., 2006). No entanto, o estabelecimento das tartarugas marinhas como 

espécies independentes ocorreu por milhões de anos apesar da sobreposição entre seus hábitats 

(BOWEN; NELSON; AVISE, 1993). A aquisição de informações genéticas básicas, como os 

cariótipos, é importante no entendimento dos mecanismos meióticos da hibridação. A estrutura 

e o número dos cromossomos diferentes entre espécies são fatores que restringem o crossing-

over no segmento rearranjado. Estes segmentos assinápticos podem falhar durante a segregação 

meiótica gerando gametas desbalanceados e, como resultado podem prevenir a introgressão 

genética (NAVARRO; BARTON, 2003; FARIA, NAVARRO, 2010). Os estudos existentes 

mostraram que a hibridação entre as tartarugas marinhas ocorre em condições naturais 

corroborada pelas estruturas cariotípicas praticamente idênticas das espécies (FUKUDA et al., 

2013). A presença destes híbridos tem implicações negativas profundas na conservação das 

espécies e influencia no desenvolvimento e implementação de estratégias de manejo 

apropriadas para estas espécies (LARA-RUIZ et al., 2006). 

Dados citogenéticos clássicos demonstraram uma estrutura cariotípica altamente 

conservada para as espécies de tartarugas marinhas das famílias Dermochelydae e Cheloniidae 

(BICKHAM et al., 1980; MEDRANO et al., 1987; KAMEZAKI, 1989; KAMEZAKI, 1990; 

LÓPEZ; HERNÁNDEZ-FERNÁNDEZ; BERNAL-VILLEGAS, 2008; FUKUDA et al., 2012; 

FUKUDA et al., 2013). Estas espécies apresentam cariótipos idênticos (2n=56 cromossomos), 

com a ocorrência de macrocromossomos altamente conservados (BICKHAM et al., 1980; 
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BICKHAM; CARR, 1983). Desta forma, as tartarugas marinhas são consideradas ancestrais 

dentro da subordem Cryptodira (ambas as famílias datam do Cretáceo) e por isso Bickham e 

Carr (1983) determinaram a estrutura cariotípica com 2n=56 cromossomos como primitiva, a 

qual possivelmente originou os cariótipos das outras espécies da subordem através de alguns 

poucos eventos de diferenciação cromossômica (BICKHAM; CARR, 1983).  

O uso da citogenética clássica, como os métodos de bandamentos, auxilia na 

determinação de homologias cromossômicas. Quando dois cromossomos têm exatamente o 

mesmo padrão de bandamento, especialmente em espécies próximas com poucos rearranjos 

cromossômicos, pode-se concluir que eles são cromossomos homólogos (BICKHAM; CARR, 

1983; CHOWDHARY; RAUDSEPP, 2001). Nesta mesma via, a identificação de um conjunto 

de bandas de um cromossomo da espécie em outra localização cromossômica em espécies 

próximas permitem mapear rearranjos cromossômicos evolutivos (CHOWDHARY; 

RAUDSEPP, 2001). Contudo, os métodos de bandamentos cromossômicos convencionais são 

ineficazes para a detecção de diferenças menores nos cariótipos, como a localização das 

famílias gênicas, de sequências satélites e dos elementos transponíveis (SCHEMBERGER et 

al., 2011). Desta forma, caracterizar citogeneticamente as espécies de tartarugas marinhas do 

litoral brasileiro, C. mydas, E. imbricata e L. olivacea com o uso de métodos citogenéticos 

clássicos e moleculares pode ser útil no entendimento de mecanismos evolutivos atuantes na 

diferenciação cromossômica deste importante grupo da fauna litorânea brasileira. 

 

Material e Métodos 

 

Amostragem 

 

Foram estudadas citogeneticamente três espécies de tartarugas marinhas para 

caracterização cariotípica: C. mydas, E. imbricata e L. olivacea. O material biológico utilizado 

foi originado de exemplares de vida livre, de cativeiro ou em reabilitação dessas espécies 

obtidos em quatro localidades diferentes. Chelonia mydas de vida livre da Ilha das Cobras – 

PR, na reabilitação em Pontal do Sul – PR e de cativeiro em Extremoz – RN. Eretmochelys 

imbricata de vida livre em Tibau do Sul – RN. Por fim, Lepidochelys olivacea de cativeiro em 

Extremoz – RN.  

A coleta de material biológico dos exemplares de cativeiro foi realizada em parceria 

com o Aquário Natal. Já a coleta de material de espécimes de vida livre foi realizada através de 

captura intencional com rede de espera ou de animais em reabilitação, em parceria com o 
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Laboratório de Ecologia e Conservação de Mamíferos e Tartarugas Marinhas (LEC) da 

Universidade Federal do Paraná, a Associação MarBrasil, o Projeto de Monitoramento de Praias 

da Bacia de Santos (PMP-BS) e o Projeto TAMAR ICMBio – Base Florianópolis e em áreas 

de desova da espécie em parceira com o Projeto TAMAR ICMBio – Base Pipa (Autorização 

para atividades com finalidade científica MMA/ICMBio/SISBIO: 52218-1). 

 

Preparação cromossômica  

 

O material cromossômico foi originado da cultura temporária de linfócitos obtidos por 

meio da coleta de sangue periférico (ORTIZ; RODRÍGUEZ, 2003) e analisado no Laboratório 

de Biologia Cromossômica: Estrutura & Função na Universidade Estadual de Ponta Grossa. Foi 

utilizado material biológico de dezoito exemplares de C. mydas (n = 18), dois de E. imbricata 

(n = 2) e três de L. olivacea (n = 3). Os procedimentos estão de acordo com a Comissão de Ética 

no Uso de Animais (CEUA) da Universidade Estadual de Ponta Grossa (Protocolo: 7200/2016). 

As lâminas com preparações cromossômicas foram submetidas a coloração convencional por 

Giemsa 10%, tampão fosfato pH 6,8, para a determinação do número diploide, fórmula 

cromossômica, bandamento G (SEABRIGHT, 1971) e posterior utilização em ensaios de 

hibridação in situ fluorescente (FISH). 

 

Amplificação das sequências de DNAs ribossomais 5S e 18S 

 

  As sequências dos DNAs ribossomal (DNAr) 5S e 18S foram obtidas a partir do DNA 

genômico total de C. mydas, espécie-padrão nesse estudo. As sequências de DNAr 18S foram 

amplificadas utilizando-se os primers 18S Fw 5’–ccgctttggtgactcttgat-3’ e 18S Rv 5’-

ccgaggacctcactaaacca -3’ isolados de Ictalurus punctatus (GROSS et al., 2010). Sequências de 

DNAr 5S foram amplificadas usando o par de primers 5S A 5’-tcaaccaaccacaaagacattggcac-3’ 

e 5S B 5’-tagacttctgggtggccaaaggaatca-3’ isolados de Danio rerio (PENDÁS et al., 1994). 

Essas sequências foram purificadas e utilizadas nos procedimentos de sequenciamento e análise 

de identidade.  

 

Obtenção e marcação de sondas de DNAs repetitivos 

 

As sondas de DNAr 18S e DNAr 5S foram sintetizadas a partir da sequência destes 

genes obtidos de C. mydas neste estudo, e a sonda telomérica foi obtida a partir da sequência 
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geral para vertebrados (TTAGGG)n (IJDO et al., 1991). As sondas foram marcadas através da 

reação em cadeia da polimerase (PCR) utilizando biotina-16- dUTP (Roche®) para o DNAr 

18S e digoxigenina-11-dUTP (Roche®) para o DNAr 5S e sequência telomérica, as quais foram 

submetidas a hibridização in situ fluorescente (FISH). 

 

Hibridação in situ fluorescente (FISH) 

 

O protocolo geral da FISH foi realizado sob alta condição de estringência (2,5 ng/μL 

sonda, 50% formamida, 2 x SSC, 10% sulfato dextrano, 37°C por 16 h) (PINKEL; STRAUME; 

GRAY, 1986). Para a detecção da sonda de DNAr 18S foi utilizada a streptavidina alexa flúor 

488 (Molecular Probes) e para o DNAr 5S e sequência telomérica foi utilizada a anti-

digoxigenina conjugada com rodamina (Roche Applied Science). Os cromossomos foram 

contracorados com DAPI (0,2 μg/mL) em meio de montagem Vectashield (Vector), e 

analisados no microscópio de epifluorescência Zeiss Axiolab A1 acoplado ao software ZEN.   

 

 

Organização dos cariótipos 

 

Para a montagem dos cariótipos os cromossomos foram divididos em metacêntricos (m), 

submetacêntricos (sm), subtelocêntricos (st), acrocêntricos (a) e microcromossomos (mc), 

dependendo da sua razão de braços e em ordem decrescente de tamanho (LEVAN; FREDGA; 

SANDBERG, 1964). Os cromossomos foram organizados em três grupos, sendo o grupo A os 

macrocromossomos metacêntricos e submetacêntricos, o grupo B os macrocromossomos 

subtelocêntricos e acrocêntricos e o grupo C os microcromossomos (BICKHAM, 1975). 

 

Resultados 

 

As três espécies de tartarugas marinhas estudadas (Chelonia mydas, Eretmochelys 

imbricata e Lepidochelys olivacea) apresentam número diploide (2n) igual a 56 cromossomos 

e pequenas variações na fórmula cariotípica quanto a morfologia cromossômica e número de 

microcromossomos. 
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 Chelonia mydas 

 

Os exemplares de C. mydas de Extremoz – RN e Ilha das Cobras - PR apresentam 2n=56 

cromossomos, com 14m+6st+4a+32mc (Figuras 8 e 9) e número fundamental (NF) igual a 76. 

O bandamento G detectou regiões de homologias entre os macrocromossomos facilitando a 

identificação dos pares homólogos (Figura 10). A FISH com as sondas de DNAr 18S permitiu 

a identificação do par cromossômico 14 como portador dos sítios de DNAr 18S (Figura 11) e a 

sonda (TTAGGG)n evidenciou as regiões de telômero de todos os cromossomos e, para o par 

14, foi detectado um sítio telomérico intersticial (ITS – interstitial telomeric sites) co-localizado 

ao rDNA 18S em ambas as amostragens de C. mydas (Figuras 12 e 13). A FISH com a sonda 

DNAr 5S não retornou sinais de hibridação nos cariótipos. 

A sequência parcial de DNAr 18S de C. mydas obtida é composta por 478 pares de base 

(pb) e apresentou 88% de identidade com o 18S do peixe Argyrosomus regius (GeneBank: 

KU559840.1), e 79% de identidade com o 18S da salamandra Ranodon sibiricus (GeneBank: 

AJ279506.1). A sequência parcial de DNAr 5S de C. mydas é composta por 175 pb e apresentou 

94% de identidade com o DNAr 5S do sapo Engystomops petersi (GeneBank: JF325860.1), e 

do peixe Leporinus cf. elongatus (GeneBank: AF284741.1), e 93% de identidade com o 5S do 

sapo E. freibergi (GeneBank: JF325869.1). 

 

Eretmochelys imbricata 

 

Os exemplares de E. imbricata amostrados de Tibau do Sul – RN apresentam 2n=56 

cromossomos, com 12m+2st+8a+34mc e NF=70 (Figura 14). O bandamento G permitiu a 

confirmação das homologias e a identificação dos pares homólogos de macrocromossomos 

(Figura 15). A FISH com as sondas de DNAr 18S permitiu a identificação do par cromossômico 

12 como portador dos sítios de DNAr 18S (Figura 16), e a sonda (TTAGGG)n evidenciou as 

regiões teloméricas de todos os cromossomos (Figura 17). Em E. imbricata (Tibau do Sul – 

RN) não foram detectados ITS, e a FISH com a sonda DNAr 5S não retornou sinais de 

hibridação nos cariótipos.  

 

Lepidochelys olivacea  

 

Os exemplares de L. olivacea de Extremoz – RN apresentam 2n=56 cromossomos, com 

12m+2sm+2st+8a+32mc e NF=72 (Figura 18). O bandamento G permitiu observar os padrões 
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de bandamento dos macrocromossomos e identificar os pares homólogos (Figura 19). A FISH 

com as sondas de DNAr 18S localizou o par cromossômico 18 como portador dos sítios de 

DNAr 18S (Figura 20) e a sonda (TTAGGG)n evidenciou as regiões teloméricas dos 

cromossomos (Figura 21). Em L. olivacea (Extremoz – RN) não foram detectados ITS, e a 

FISH com a sonda DNAr 5S não retornou sinais de hibridação nos cariótipos.  

 

Discussão  

 

Descrição cariotípica para C. mydas, E. imbricata e L. olivacea 

 

Na organização dos cromossomos das tartarugas marinhas (família Cheloniidae, 

subordem Cryptodira) foi proposta a divisão em três grupos com base no tamanho e a posição 

do centrômero, sendo o grupo A os macrocromossomos metacêntricos e submetacêntricos, o 

grupo B os macrocromossomos subtelocêntricos e telocêntricos e o grupo C os 

microcromossomos acrocêntricos (BICKHAM, 1975). Entretanto, já foi descrita a presença de 

cromossomos de morfologia acrocêntrica no grupo B (KAMEZAKI, 1989; KAMEZAKI, 1990; 

LÓPEZ; HERNÁNDEZ-FERNÁNDEZ; BERNAL-VILLEGAS, 2008; FUKUDA et al., 

2013), demonstrando possíveis diferenças na classificação morfológica dos cromossomos em 

trabalhos anteriores.  

Estudos citogenéticos de C. mydas mostraram um 2n=56 cromossomos, divididos pela 

quantidade de pares cromossômicos nos grupos A, B e C em 7:5:16, com fórmula cariotípica 

12m+2sm+6st+4t+32mc (t: telocêntrico) (BICKHAM et al., 1980). Porém, no presente estudo 

a fórmula cariotípica foi diferente para os indivíduos dessa espécie, sem cromossomos de 

morfologia submetacêntrica e telocêntrica, apontando diferenças na classificação morfológica 

dos macrocromossomos.  

O possível cariótipo ancestral para a subordem Cryptodira compreende um 2n=56 e a 

quantidade de pares cromossômicos nos grupos A, B e C é 7:5:16, o qual corresponde 

exatamente ao cariótipo de C. mydas (HAIDUK; BICKHAM, 1982). Ainda, a primeira 

ramificação da subordem compreende a família Chelydridae, a qual possui um cariótipo 

derivado e estruturalmente semelhante, apenas com a ausência de dois pares de 

microcromossomos (HAIDUK; BICKHAM, 1982). Portanto, Chelydridae possui 2n=52, 

distribuídos nos grupos A, B e C 7:5:14 (HAIDUK; BICKHAM, 1982), fortalecendo a hipótese 

de que o cariótipo ancestral é idêntico ao de C. mydas, e a partir deste possivelmente 
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originaram-se outros das diferentes espécies da família Cheloniidae e da subordem Cryptodira 

após eventos de diferenciação cromossômica. 

Para E. imbricata, os estudos mostraram um 2n=56 cromossomos dos quais 

10m+2sm+2st+8a+34mc (KAMEZAKI, 1990, FUKUDA et al., 2012). A ocorrência de 

cromossomos submetacêntricos não é observada em E. imbricata, apontando mais uma vez para 

falhas na classificação morfológica. Contudo, quando comparado com o possível cariótipo 

ancestral de C. mydas (7:5:16) (HAIDUK; BICKHAM, 1982) observa-se que E. imbricata não 

apresenta o mesmo número de pares cromossômicos no grupo A e no grupo C (6:5:17), 

possuindo um par metacêntrico a menos no grupo A e um par de microcromossomos a mais no 

grupo C. Além disso, no grupo B a espécie apresenta quatro pares acrocêntricos (pares 8, 9, 10 

e 11) sendo que dois destes pares são observados como subtelocêntricos em C. mydas (9 e 10). 

Tais diferenças podem ter surgido a partir de um rearranjo cromossômico do tipo inversão 

pericêntrica ou através de reposicionamento de centrômero, a partir do cariótipo dado como 

ancestral para a subordem (HAIDUK; BICKHAM, 1982). Em adição, a análise destes 

exemplares de E. imbricata não mostraram evidências de cariótipos híbridos com C. caretta. 

Embora não tenham sido analisados exemplares de C. caretta neste estudo, a fórmula 

cariotípica descrita para a espécie é 12m+2sm+6st+12a+24mc (KAMEZAKI, 1989), a qual é 

diferente de E. imbricata. 

Já em L. olivacea, foi observado o 2n=56 cromossomos, dos quais 

12m+2sm+2st+8a+32mc (FUKUDA et al., 2013). Assim como E. imbricata, L. olivacea 

apresenta diferenças quanto a morfologia cromossômica, os pares acrocêntricos 9 e 10 do grupo 

B são de morfologia subtelocêntrica no cariótipo de C. mydas, porém L. olivacea apresenta a 

mesma fórmula 7:5:16 considerada ancestral para a subordem indicando que rearranjos do tipo 

inversão pericêntrica ou reposicionamento de centrômero também atuaram na evolução do 

cariótipo da espécie.  

Os diferentes NF apresentado nas três espécies apesar da manutenção do 2n sugere que 

inversões pericêntricas possam estar envolvidas nessas diferenças encontradas como já foi 

hipotetizado para outras espécies de tartarugas de água doce, o que foi confirmado através de 

técnicas de bandamento (BICKHAM et al., 1979). No entanto, outro fator também pode estar 

envolvido nessas diferenças, o reposicionamento de centrômero. O reposicionamento de 

centrômero (RC) consiste no surgimento de um novo centrômero ao longo do cromossomo e a 

inativação do centrômero antigo, esses eventos afetam profundamente a arquitetura 

cromossômica apesar de não modificar a ordem física de marcadores nos cromossomos 

(MONTEFALCONE et al., 1999). Em algumas espécies o RC pode ter sido um fator importante 
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na evolução cariotípica tendo consequências na dinâmica populacional e na especiação 

(CARBONE et al., 2006), esse fenômeno inclusive já foi estudado em aves (KASAI et al., 

2004), grupo irmão das tartarugas (CAO et al., 2000). Em mamíferos o reposicionamento de 

centrômero já está bem estudado e os Evolutionary New Centromeres (ENCs) foram definidos 

como centrômeros que se movem para uma nova posição ao longo do cromossomo sem precisar 

de nenhum tipo de rearranjo cromossômico para que isso ocorra. São aceitos como um 

importante mecanismo na evolução do genoma assim como os rearranjos cromossômicos 

tradicionais como inversões, translocações, deleções e inserções. As linhas de evidências 

evolutivas sustentam a hipótese de que os ENCs são resultados de eventos epigenéticos e não 

da transposição de sequências específicas (ROCCHI et al., 2012).  

Os cariótipos da maioria das tartarugas, assim como das aves e cobras são caracterizados 

por dois componentes cromossômicos distintos, os macrocromossomos e os 

microcromossomos (BICKHAM, 1984; OLMO, 1986; MATSUDA et al., 2005). Antigamente, 

não se tinha certeza de que os microcromossomos eram cromossomos verdadeiros, alguns 

autores os classificavam como “acessórios supranuméricos” com centrômero difuso 

(NEWCOMER, 1957), porém logo foi comprovado que se tratavam de cromossomos 

verdadeiros (BRINK, 1959). Os microcromossomos são pequenos cromossomos que medem 

entre 0,5 e 1,5 µm (MATTEY, 1975), nas diferentes espécies de tartarugas são frequentemente 

eucromáticos, ricos em conteúdo Guanina-Citosina (GC) (BICKHAM et al., 1980, BICKHAM; 

CARR, 1983). Na tartaruga Pelodiscus sinensis, os macrocromossomos apresentam menor 

conteúdo de GC e densidade gênica, enquanto a maioria das regiões ricas em GC e 50% dos 

genes são encontradas em microcromossomos, embora estes contenham apenas 23% do DNA 

total (KURAKU et al., 2006). Além disso, um par de microcromossomos é portador de genes 

determinantes do sexo na espécie de tartaruga australiana de água doce Chelodina longicollis 

(família Chelidae) (EZAZ et al., 2006), que não possui determinação sexual a partir da 

temperatura de incubação como na maioria das espécies de tartarugas (FERREIRA JÚNIOR, 

2009). Os microcromossomos, em sua maioria, parecem ser de morfologia acrocêntrica e diante 

disso Ford e Woollan (1964) propuseram que eles fossem admitidos como acrocêntricos, o que 

permite calcular o número fundamental de braços cromossômicos (NF) das espécies 

(WALDRIGUES, 1981).  

Tirando as variações quanto a morfologia dos cromossomos, as tartarugas mostram 

pequena variação em relação ao 2n e os padrões de bandamento G nos cromossomos 

(BICKHAM, 1984). A maioria dos macromossomos das diferentes espécies da subordem 

Cryptodira exibem padrões de bandamento G praticamente idênticos (BICKHAM, 1984; 
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OLMO, 1986), apenas com algumas mudanças que ocorreram durante a evolução cariotípica 

da subordem (BICKHAM, 1981, 1984), inclusive acredita-se que o padrão de bandamento do 

cromossomo metacêntrico 1 permanece sem mudanças há cerca de 200 milhões de anos 

(BICKHAM, 1981). Nas espécies de tartarugas marinhas C. mydas, E. imbricata e L. olivacea 

observa-se que o padrão de bandamento dos macrocromossomos dos grupos A e B são 

semelhantes (Figura 22), inclusive nos pares acrocêntricos 8 e 9 de E. imbricata e 9 e 10 de L. 

olivacea, os quais são subtelocêntricos em C. mydas indicando que provavelmente o 

responsável pela diferença dessa morfologia cromossômica entre as espécies não foi a inversão 

pericêntrica, pois seriam encontradas diferenças nos padrões de bandamento, mas 

provavelmente o reposicionamento de centrômero. 

No presente estudo não houve diferenças quanto ao 2n e não foram evidenciados 

cariótipos híbridos, porém ocorreram diferenças entre as espécies no NF e na morfologia 

comparada dos cariótipos, mostrando que possíveis reposicionamentos de centrômeros e 

prováveis acúmulos diferenciais de DNAs repetitivos participaram da evolução do cariótipo da 

família Cheloniidae. 

 

Mapeamento cromossômico de sondas de DNAs repetitivos 

 

O genoma das tartarugas, assim como dos crocodilos, é considerado relativamente 

grande quando comparado aos outros répteis (OLMO et al., 1985, 1986). Essa diferença no 

tamanho depende principalmente da tendência de acumular e preservar sequências de DNAs 

repetitivos (OLMO et al., 1985). As tartarugas possuem somente um par cromossômico com a 

região organizadora de nucléolo (RON) (BICKHAM; ROGERS, 1985) e consequentemente 

somente um par portador do sítio de DNAr 18S. Os sítios de DNAr 18S foram encontrados em 

posições diferentes nas espécies estudadas, em C. mydas no par mc 14, E. imbricata no par mc 

12 e em L. olivacea no par mc 18. Além disso, os sinais do sítio de 18S evidenciados pela FISH 

aparecem com intensidades diferentes. Essa diferença na intensidade do sinal é resultado 

provavelmente de um crossing-over desigual dentro do par (PENDÁS; MORÁN; GARCIA-

VÁZQUEZ, 1993) resultando no acúmulo de mais sequências em um mc do que no outro. 

 O crossing-over desigual entre sequências de DNAs repetitivos já é muito estudado e 

frequentemente envolve unidades de genes inteiros (WALSH; STEPHAN, 2001). Essa 

distribuição desigual dos genes dentro dos cromossomos pode ser resultado da deleção da 

sequência desse gene de uma cromátide e na duplicação do mesmo na outra cromátide, 

consequentemente aumentando o número de cópias do gene em um cromossomo e diminuindo 
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no outro (SMITH, 1976; SZOSTAK; WU, 1980; WALSH; STEPHAN, 2001). Os sítios de 18S 

encontrados em diferentes pares nas espécies desse estudo não quer dizer que se tratam de pares 

cromossômicos diferentes, mas sim que o crossing-over desigual acumulou quantidade 

diferente dessas sequências repetitivas alterando assim o tamanho dos cromossomos o que 

coloca eles em posições diferentes no cariótipo mesmo se tratando do mesmo par. Ainda, não 

foram evidenciados sítios de DNAr 5S nos cariótipos. Essa ausência de sinal pode ser 

decorrente a poucas repetições DNAr 5S nos genomas das tartarugas, situando-se fora do limite 

de resolução da FISH (SCHWARZACHER; HESLOP-HARRISON, 2000). 

O uso da sonda (TTAGGG)n na espécie C. mydas permitiu detectar um ITS no par mc 

14 em indivíduos de diferentes localidades.  De acordo com a organização e localização 

genômica, três tipos diferentes de ITSs podem ser identificados: (i) ITS heterocromático (het-

ITS), composto por uma grande quantidade de sequências telomeric-like localizadas 

principalmente nos centrômeros; (ii) ITS curtos (s-ITSs), composto de trechos com poucas 

repetições dos hexâmeros teloméricos e com distribuição intersticial nos cromossomos e; (iii) 

ITS eucromático (eu-ITSs), os quais são grandes trechos de sequências teloméricas presentes 

em regiões eucromáticas (RUIZ-HERRERA et al., 2008; SCHMIDT; STEINLEIN, 2016).  

A análise comparativa dos cariótipos não permitiu a detecção de pontos de fusão 

robertsoniana na origem do ITS, porém o ITS está colocalizado no par detentor dos sítios de 

DNAr 18S. Desta forma, é provável que o ITS presente em C. mydas tenha característica de s-

ITS, com localização intersticial no braço longo do microcromossomo 14 e, seja oriundo do 

reparo da telomerase em regiões de quebra de dupla fita (double-strand break) (RUIZ-

HERRERA et al., 2008), especificamente que a telomerase tenha reparado uma quebra na 

sequência do DNAr 18S. Isso é possível pois não foi observado nenhum tipo de rearranjo 

cromossômico para o par mc 14 e o DNAr 18S é uma região  altamente descondensada e 

suscetível a quebra, que pode estar invadida por elementos transponíveis como já observado 

em outros organismos (MANDRIOLI, 1999). 

Entretanto, s-ITS tem, por característica, baixo número de cópias teloméricas. O ITS de 

C. mydas, aparentemente, apresenta um grande número de cópias do hexâmero telomérico. Em 

ITSs com grandes repetições, é notável uma instabilidade molecular que deixa a região mais 

suscetível a quebras e posteriores recombinações (NERGADZE et al., 2007). Nessa via, a 

expansão do número das repetições teloméricas pode ter ocorrido por mecanismos tipo 

crossing-over desigual, DNA polimerase slippage e conversão gênica, como descrito para 

outras sequências de repetição in tandem (ELDER; TURNER, 1995). Ainda, o uso da sonda 
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(TTAGGG)n não evidenciou resquícios ITS como vestígios de rearranjos cromossômicos em 

E. imbricata e em L. olivacea. 

Desta forma, nossos resultados apontam para a importância do uso de técnicas de 

citogenética convencional e molecular como ferramenta para detecção de diversidade 

cromossômica em espécies de tartarugas marinhas e padrão de distribuição das diferentes 

classes de DNAs repetitivos que nos mostram, até o momento, que os cariótipos da família 

Cheloniidae não estão conservados como se pensava anteriormente. Estes dados, 

principalmente os moleculares, podem corroborar essa nova informação, auxiliando no 

entendimento da formação de híbridos e com vistas à evolução cariotípica. 
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Figura 8 - Cariótipo de Chelonia mydas (Extremoz – RN) submetido a coloração convencional com Giemsa. Barra 

= 10 μm. 

 

Figura 9 - Cariótipo de Chelonia mydas (Ilha das Cobras - PR) submetido a coloração convencional com Giemsa. 

Barra = 10 μm 

 

 

. 
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Figura 10 - Cariótipo de Chelonia mydas (Extremoz – RN) submetido ao Bandamento G destacando os 

macrocromossomos dos grupos A e B, abaixo está representada a metáfase utilizada na confecção do cariótipo. 

Barra = 10 μm. 
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Figura 11 - Cariótipo de Chelonia mydas (Extremoz - RN) submetido a hibridação in situ fluorescente (FISH) com 

sonda de DNAr 18S. Barra = 10 μm. 

 

 

Figura 12 - Cariótipo de Chelonia mydas (Extremoz - RN) submetido a hibridação in situ fluorescente (FISH) com 

sonda (TTAGGG)n. Barra = 10 μm. 

 



 47 
 

Figura 13 - Cariótipo de Chelonia mydas (Ilha das Cobras - PR) submetido a hibridação in situ fluorescente (FISH) 

com sonda (TTAGGG)n. Barra = 10 μm. 

 

 

Figura 14 - Cariótipo de Eretmochelys imbricata (Tibau do Sul - RN) submetido a coloração convencional com 

Giemsa. Barra = 10 μm. 
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Figura 15 - Cariótipo de Eretmochelys imbricata (Tibau do Sul – RN) submetido ao Bandamento G destacando os 

macrocromossomos dos grupos A e B, abaixo está representada a metáfase utilizada na confecção do cariótipo. 

Barra = 10 μm. 
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Figura 16 - Cariótipo de Eretmochelys imbricata (Tibau do Sul - RN) submetido a hibridação in situ fluorescente 

(FISH) com sonda de DNAr 18S. Barra = 10 μm. 

 

 

Figura 17 - Cariótipo de Eretmochelys imbricata (Tibau do Sul - RN) submetido a hibridação in situ fluorescente 

(FISH) com sonda (TTAGGG)n. Barra = 10 μm. 
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Figura 18 - Cariótipo de Lepidochelys olivacea (Extremoz - RN) submetido a coloração convencional com Giemsa. 

Barra = 10 μm. 
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Figura 19 - Cariótipo de Lepidochelys olivacea (Extremoz – RN) submetido ao Bandamento G destacando os 

macrocromossomos dos grupos A e B, abaixo está representada a metáfase utilizada na confecção do cariótipo. 

Barra = 10 μm. 
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Figura 20 - Cariótipo de Lepidochelys olivacea (Extremoz - RN) submetido a hibridação in situ fluorescente 

(FISH) com sonda de DNAr 18S. Barra = 10 μm. 

 

 

Figura 21 - Cariótipo de Lepidochelys olivacea (Extremoz - RN) submetido a hibridação in situ fluorescente 

(FISH) com sonda (TTAGGG)n. Barra = 10 μm. 
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Figura 22 - Comparação dos macrocromossomos dos grupos A e B de C. mydas (C.M), E. imbricata (E.I) e L. 

olivacea (L.O) submetidos ao bandamento G. O retângulo representa a ausência do par 7 em E. imbricata. Barra 

= 10 μm. 

 

  



 54 
 

5 CONSIDERAÇÕES FINAIS 

 

Atualmente, todas as sete espécies de tartarugas marinhas estão incluídas nas listas de 

espécies ameaçadas de extinção em diferentes categorias (IUCN, 2017). As interferências 

humanas em escala global é a causa do colapso das populações dessas espécies. As ameaças 

das atividades humanas impactam todos os estágios do ciclo de vida das tartarugas, desde a 

perda de áreas de desova e dos habitats de alimentação até a mortalidade na costa e em alto mar 

pela prática intensa da pesca, tanto artesanal quanto industrial. Além disso, são ameaçadas pela 

carga de resíduos não biodegradáveis e poluentes descartados nas zonas costeiras e oceanos 

(LUTCAVAGE et al., 1997). Por se tratarem de espécies tão ameaçadas, é de extrema 

importância estudos genéticos que possam contribuir, em um futuro próximo, para o manejo e 

conservação dessas espécies que se tornaram espécies bandeiras para a conservação da 

biodiversidade. 

Nesse estudo foi realizada a descrição citogenética de três das cinco espécies que 

ocorrem no litoral brasileiro, C. mydas, E. imbricata e L. olivacea, um estudo pioneiro para o 

litoral do país, somando que estudos de caráter citogenético envolvendo espécies de tartarugas 

marinhas há muito tempo não eram realizados mundialmente. 

Através da citogenética convencional foi possível observar um 2n=56 cromossomos 

para as três espécies, as quais apresentaram os mesmos padrões de bandamento em seus 

macrocromossomos apesar das diferenças quanto a morfologia dos cromossomos. Além disso, 

o cariótipo dado como ancestral para a subordem Cryptodira de 7:5:16 é idêntico ao de C. mydas 

(HAIDUK; BICKHAM, 1992) o que permitiu que fossem feitas inferências sobre possíveis 

mecanismos evolutivos que contribuíram para a evolução cariotípica, através da comparação 

dos cariótipos dessas espécies. Pela primeira vez C. mydas, E imbricata e L. olivacea foram 

submetidas a estudos de citogenética molecular, o que permitiu identificar e localizar, através 

da FISH, genes de DNAr 18S e as regiões teloméricas.  

Foi identificado somente um par detentor do sítio de DNAr 18S, o que corrobora dados 

anteriores apresentados para tartarugas quanto a localização das RONs (BICKHAM; ROGERS, 

1985). Os sítios de DNAr 18S foram localizados em pares de microcromossomos e parecem 

estar distribuídos de maneira desigual entre os cromossomos do par, o que mostra um possível 

mecanismo de crossing-over desigual envolvido na distribuição dos sítios de DNAr 18S nas 

tartarugas marinhas. Além disso, em C. mydas foi identificado um ITS coincidentemente no 

mesmo par detentor do sítio de 18S, mostrando que essa ITS pode ter sido resultado de um 

reparo da telomerase em uma região de quebra do gene de DNAr 18S. Esses dados mostram 
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que os cariótipos dessas espécies não estão no grau de conservação inferido anteriormente, pois 

manutenção no número diploide e de algumas morfologias não demonstra conservação a nível 

molecular (MÜHLMANN-DÍAZ et al., 2001). 

 Atualmente, os estudos genéticos envolvendo as cinco espécies de tartarugas marinhas 

que ocorrem no litoral brasileiro estão voltados ao padrão de migração das espécies e 

diversidade genética dos indivíduos em áreas de alimentação e desova (LARA-RUIZ et al., 

2006). Contudo, a citogenética das tartarugas de água doce já se mostra uma área em 

crescimento, apresentando estudos de citogenética clássica e molecular de espécies que ocorrem 

no país (NOLETO et al., 2006; MARINHO, 2011).  

Deve ser destacada a importância da condução de estudos citogenéticos atuais 

envolvendo mais espécies e populações de tartarugas marinhas para que essa área seja 

fortificada e inovada, tendo em vista os escassos estudos realizados até então e a ausência de 

estudos para o litoral brasileiro nessa área. Isso deve-se também à dificuldade na obtenção de 

material biológico assim como na padronização dos protocolos citogenéticos para essas 

espécies. Sendo assim, fica clara a importância da divulgação do conhecimento científico para 

que seja possível contribuir cada vez mais para a identificação de híbridos interespecíficos e 

para a conservação e manutenção das tartarugas marinhas na costa brasileira e nos oceanos 

como um todo. 
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ANEXO A - AUTORIZAÇÃO PARA ATIVIDADES COM FINALIDADE CIENTÍFICA 

MMA/IBAMA/SISBIO: 52218-1 
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ANEXO B - CULTIVO DE LINFÓCITOS OBTIDOS DE SANGUE PERIFÉRICO E 

PREPARAÇÃO CELULAR PARA OBTENÇÃO DE CROMOSSOMOS METAFÁSICOS 

 

O cultivo temporário de linfócitos foi realizado segundo o protocolo de Ortiz & 

Rodríguez (2003), com modificações. Com seringas de 5 ml, foi transferido cerca de 10 gotas 

de sangue dos tubos BD VACUTAINER® Heparina para alíquotas de meio de cultivo RPMI 

(1640 da Sigma). Após a semeadura do sangue, as alíquotas foram incubadas em estufa à 28-

30ºC por 72 horas, depois das primeiras 24 horas foi adicionado 0,5 ml de soro bovino fetal. 

Uma hora antes do término do tempo de cultivo foi adicionado 100-125 µL de colchicina 

0,025% e as alíquotas ficaram na estufa até completarem as 72 horas. Terminadas as 72 horas, 

com auxílio de uma pipeta o conteúdo das alíquotas foi ressuspendido para homogeneizar o 

material. Feito isso, o material foi transferido para tubos de centrífuga (Falcon) e submetidos à 

centrifugação a 1000 rpm durante 10 minutos. Após esse tempo na centrífuga, o sobrenadante 

foi desprezado e acrescentado 10 ml de solução hipotônica (KCl 0,075 M), a qual foi 

previamente aquecido em estufa à 28-30ºC. Com o auxílio de uma pipeta pasteur o material foi 

ressuspendido e incubado à 28-30ºC por 40 minutos. Após o tempo na hipotônica foi adicionado 

1 ml de fixador 4:1 (álcool metílico: ácido acético) recém preparado e gelado para cessar o 

efeito da mesma. Em seguida, o material foi novamente centrifugado a 1000 rpm por 10 minutos 

e desprezado o sobrenadante para posteriormente acrescentar 5 ml de fixador 4:1. Após essa 

etapa o material foi ressuspendido e guardado em freezer para que as lavagens continuassem 

no dia seguinte. No segundo dia de processamento das amostras foram realizadas mais duas ou 

três lavagens com 5 ml de fixador 4:1. Por fim, após as lavagens, adicionou-se 1,5 ml de fixador 

4:1 ao material, o qual foi transferido para um microtubo de 1,5 ml. O material foi armazenado 

em freezer para posterior preparo das lâminas. 
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ANEXO C - COLETA DE SANGUE PERIFÉRICO DE EXEMPLARES DE CHELONIA 

MYDAS, ERETMOCHELYS IMBRICATA E LEPIDOCHELYS OLIVACEA  

 

Para coleta de sangue, primeiramente foi realizada uma desinfecção local com álcool 

70% e então foram coletados aproximadamente 5 ml de sangue do seio cervical dorsal ou do 

seio supra-occiptal de dezoito exemplares de Chelonia mydas (n = 18), dois de Eretmochelys 

imbricata (n = 2) e três de Lepidochelys olivacea (n = 3).  

Na coleta de sangue foram utilizadas seringas de 5 ml estéreis previamente rinçadas com 

heparina sódica, agulhas de calibre 25:8 e 40:8 estéreis e tubos BD VACUTAINER® Heparina 

estéreis onde o sangue será armazenado. 
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ANEXO D - COMISSÃO DE ÉTICA NO USO DE ANIMAIS DA UNIVERSIDADE 

ESTADUAL DE PONTA GROSSA 
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ANEXO E - COLORAÇÃO CONVENCIONAL POR GIEMSA 10%, TAMPÃO FOSTATO 

PH 6,8 

 

As lâminas preparadas com suspensão celular foram coradas com solução de Giemsa, 

diluída em tampão fosfato pH 6,8 (KH2PO4 + Na2HPO4) 10% por 6-8 minutos e em seguida 

foram lavadas com água corrente e secadas ao ar. 
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ANEXO F - BANDAMENTO G  

 

Para realizar o procedimento de bandamento G foi utilizado o protocolo proposto por 

Seabright (1971), com modificações. As lâminas com material a ser analisado foram 

envelhecidas previamente, ficando aproximadamente 6 a 8 dias em temperatura ambiente. Este 

material após envelhecimento foi submetido a uma digestão com uma solução de tripsina a 

0,1% em tampão fosfato pH 6,8 pré-aquecida a 37ºC durante 4 a 6 segundos. A ação da tripsina 

foi interrompida mediante a lavagem com água destilada gelada. Em seguida as lâminas foram 

coradas com Giemsa a 3% em tampão fosfato pH 6,8 por 4-6 minutos. 
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ANEXO G - EXTRAÇÃO DE DNA GENÔMICO A PARTIR DE TECIDOS TIPO PELE E 

MÚSCULO 

 

A extração do DNA genômico foi realizada a partir de tecidos tipo pele e músculo de 

Chelonia mydas, utilizada como espécie-padrão, obtidos de animais mortos em parceria com o 

Laboratório de Ecologia e Conservação de Mamíferos e Tartarugas Marinhas (LEC) da 

Universidade Federal do Paraná utilizando o kit PureLink™ Genomic DNA Kits (Invitrogen). 

Os tecidos foram cortados e colocados em microtubos estéreis de 1,5 ml onde foram 

adicionados 180 µL da solução PureLink™ Genomic Digestion Buffer e 20 µL de Proteinase 

K. Os microtubos foram incubados em banho maria a 55ºC por aproximadamente 1 hora e 

posteriormente centrifugados por 3 minutos a 15000 g em temperatura ambiente. O 

sobrenadante, aproximadamente 220 µL, foi transferido para um novo microtubo estéril com 

20 µL de RNase A e incubado a temperatura ambiente por 4 minutos. Foi adicionado 200 µL 

de solução PureLink™ Genomic Lysis/Binding Buffer e posteriormente 200 µL de etanol 

absoluto (100%). Essa solução, aproximadamente 640 µL, foi adicionada em uma coluna do kit 

(PureLink™ Spin Column), colocada em um tubo coletor, a qual foi centrifugada por 1 minuto 

a 10 000 g em temperatura ambiente. Após, descartado o líquido do tubo coletor. A seguir, 

foram adicionados 500 µL de Wash Buffer 1 a coluna, o material foi centrifugado a 10 000 g 

por 1 minuto em temperatura ambiente. Após, descartado o líquido do tubo coletor. Em seguida, 

foi adicionado 500 µL de Wash Buffer 2 a coluna, centrifugada a 15 000 g por 3 minutos em 

temperatura ambiente. O tubo coletor foi descartado e a coluna colocada para secar em estufa a 

60ºC por 5 minutos. A coluna foi colocada em um novo microtubo estéril e foram adicionados 

50 µL de solução PureLink™ Genomic Elution Buffer, previamente aquecida a 60ºC, a coluna 

e incubada a temperatura ambiente por 1 minuto. A coluna foi centrifugada por 1 minuto a 15 

000 g em temperatura ambiente e posteriormente descartada. O microtubo foi guardado a -20ºC. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 73 
 

ANEXO H - AMPLIFICAÇÃO DE SEQUÊNCIAS REPETITIVAS POR PCR (REAÇÃO EM 

CADEIA DA POLIMERASE) 

 

Diferentes tipos de DNAs repetitivos tiveram suas sequências amplificadas por meio de 

PCR (Reação em Cadeia da Polimerase) utilizando como molde o DNA da espécie Chelonia 

mydas. As sequências amplificadas foram utilizadas nos procedimentos de sequenciamento e 

análise de identidade. 

  Sequências de DNAr 18S foram amplificadas utilizando-se os primers 18S Fw 5’–

ccgctttggtgactcttgat-3’ e 18S Rv 5’-ccgaggacctcactaaacca -3’ isolados de Ictalurus punctatus 

segundo Gross et al. (2010). Sequências de DNAr 5S foram amplificadas usando o par de 

primers 5S A 5’-tcaaccaaccacaaagacattggcac-3’ e 5S B 5’-tagacttctgggtggccaaaggaatca-3’ 

isolados de Danio rerio segundo Pendás et al. (1994).  

As sequências do DNAr 18S e telomérica utilizadas para obtenção das sondas 

submetidas a hibridação in situ fluorescente (FISH) foram amplificadas, respectivamente, a 

partir do DNA total de Prochilodus argenteus segundo Hatanaka & Galetti Júnior (2004), 

utilizando os primers NS1 5’-gtagtcatatgcttgtctc- 3’ e NS8 5’-tccgcaggttcacctacgga-3’ segundo 

White et al. (1990), e a partir da sequência telomérica geral para vertebrados (TTAGGG)n 

segundo Ijdo et al. (1991). 
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ANEXO I - PURIFICAÇÃO DOS FRAGMENTOS DE DNA OBTIDOS POR PCR 

 

A purificação dos fragmentos de DNA de interesse obtidos por PCR foi realizada 

utilizando o kit Illustra GFX PCR DNA and Gel Band Purification (GE Healthcare Amersham 

Biosciences), seguindo as especificações do fabricante. Foram adicionados aproximadamente 

100 µL de produto de PCR, 250 µL de Capture Buffer Type 3 deixando a solução amarela o 

que indica pH correto. Depois toda a amostra foi transferida para uma coluna dentro de um tubo 

coletor que foi centrifugada a 16 000 g por 30 segundos e, em seguida, descartado o conteúdo 

do tubo coletor. Foram adicionados 500 µL de Wash Buffer Type 1 à coluna, centrifugada 

novamente a 16 000 g por 30 segundos, descartado o conteúdo do tubo coletor. Por fim, foram 

adicionados 10 µL de Ellution Buffer Type 6, previamente aquecido em estufa a 60ºC, à coluna 

que foi deixada em temperatura ambiente por 1 minuto e então centrifugada a 16 000 g por 1 

minuto. Esse último passo foi repetido por mais uma vez e então o conteúdo restante no tubo 

coletor foi armazenado em freezer à -20ºC. 
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ANEXO J - SEQUENCIAMENTO 

 

Devido a não disponibilidade de equipamento, as sequências nucleotídicas foram 

realizadas mediante serviço de contratação de terceiros, pessoa jurídica.  

O sequenciamento nucleotídico dos fragmentos de DNA foi realizado utilizando o kit 

DYEnamic TM ET Terminator Cycle Sequencing (Amersham Biosciences®), segundo as 

instruções do fabricante. As amostras foram preparadas com 30 a 60 ng de produto purificado, 

100 pmol de primer e água estéril (volume necessário para 6,0 μl de reação final).  
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ANEXO K - ANÁLISE DE IDENTIDADE DAS SEQUÊNCIAS OBTIDAS 

 

Após o sequenciamento os resultados foram processados utilizando-se software 

Geneious Pro 4.8.2 para realizar os alinhamentos de sequência. Para identificação de possíveis 

homologias de genes, as sequências nucleotídicas previamente processadas foram submetidas 

a buscas online utilizando os bancos de dados NCBI (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/). 
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ANEXO L - MARCAÇÃO DE SONDAS POR PCR 

 

As sondas de DNAr 18S e telomérica foram marcadas por meio do método PCR, 

utilizando biotin-16- dUTP (Roche®) para o DNAr 18S e digoxigenina-11-dUTP (Roche®) 

para a telomérica. O PCR marcado com primers específicos foi realizado para o DNAr 18S 

utilizando 20 ng de molde de DNA e sem DNA molde para a telomérica, 1X Taq Reaction 

buffer (200 mM Tris pH 8.4, 500 mM KCl), 40 μM de dATP, dGTP e dCTP, 28 μM de dTTP, 

12 μM digoxigenina-11-dUTP, 1 μM de primers, 2mM MgCl2 e 0.05 U/μL de Taq DNA 

Polymerase (Invitrogen®).  
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ANEXO M - HIBRIDAÇÃO IN SITU FLUORESCENTE (FISH)   

 

O protocolo geral da FISH sob alta condição de estringência (2,5 ng/μL sonda, 50% 

formamida, 2 x SSC, 10% sulfato dextrano, 37°C por 16 h) segue o procedimento geral descrito 

por Pinkel; Straume; Gray (1986). Para a detecção da sonda de DNAr 18S foi utilizada 

streptavidina (Sigma-Aldrich) e para a telomérica anti-digoxigenina conjugada com rodamina 

(Roche Applied Science). Os cromossomos foram contracorados com DAPI (0,2 μg/mL) em 

meio de montagem Vectashield (Vector), e analisados no microscópio de epifluorescência Zeiss 

Axiolab A1 acoplado ao software ZEN.   
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ANEXO N - ORGANIZAÇÃO DOS CARIÓTIPOS  

 

Foram analisadas cerca de 30 metáfases para cada metodologia realizada nesse estudo e 

as melhores estão sendo selecionadas para organização dos cariótipos. Os cromossomos foram 

divididos em metacêntricos (m), submetacêntricos (sm), subtelocêntricos (st), acrocêntricos (a) 

e microcromossomos (mc), dependendo da sua razão de braços e em ordem decrescente de 

tamanho segundo Levan; Fredga; Sandberg, 1964. Os cromossomos foram organizados em três 

grupos, sendo o grupo A os macrocromossomos metacêntricos e submetacêntricos, o grupo B 

os macrocromossomos subtelocêntricos e acrocêntricos e o grupo C os microcromossomos 

segundo Bickham (1975) com modificações. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 


