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RESUMO 

 

 

Aranhas são um dos mais diversos grupos de animais do planeta, presentes em praticamente 

todos os continentes, exceto na Antártida. Contudo, citogeneticamente ainda existe uma 

grande lacuna dentro de Araneae, pois menos de 2% de todas as aranhas foram estudadas do 

ponto de vista cromossômico, somando um total de 867 espécies, em 74 das 120 famílias da 

Ordem. Uma dessas famílias é Ctenidae, composta por algumas das maiores aranhas do 

mundo, com 519 espécies e 48 gêneros presentes em todas as florestas tropicais. Apesar de 

serem amplamente conhecidas, com espécies de interesse médico, dentro de Ctenidae apenas 

11 espécies tiveram seus cariótipos publicados. Reconhecendo a necessidade de se ampliar os 

estudos citogenéticos nessa família, não apenas em número de espécies, mas também em 

número de marcadores cromossômicos, o presente estudo teve como objetivo analisar 

citogeneticamente 10 espécies distribuídas em quatro gêneros diferentes dentro de Ctenidae, 

sendo eles Ancylometes, Ctenus, Guasuctenus e Isoctenus. Para isso foram utilizadas 

coloração com Giemsa, CMA3 e DAPI, bandeamento C, e a FISH com sondas de DNAr 18S e 

histona H3. Todas as espécies analisadas apresentaram 2n♂=28 (26+X1X20), com exceção de 

Ancylometes concolor, com 2n♂=26 (24+X1X20), o primeiro relato desse número diploide na 

família. A morfologia cromossômica também se mostrou conservada, predominantemente 

composta por cromossomos acrocêntricos/telocêntricos, entretanto, três espécies, Isoctenus 

janeirus, I. ordinario e I. strandi, apresentaram cromossomos subtelocêntricos, o que sugere a 

ocorrência de inversões pericêntricas durante a evolução desses cariótipos, uma vez que 

apenas a morfologia dos cromossomos se alteram, e não o número diploide da espécie. Em 

relação ao DNAr 18S, sete das nove espécies hibridizadas apresentaram apenas um par 

autossômico como portador dessa sequência, somente G. longipes e I. ordinario apresentaram 

dois pares portadores o que sugere, devido a posição basal dessas duas espécies na filogenia 

do clado que abriga Isoctenus, que este seja um padrão ancestral para o gênero. Além disso, o 

presente estudo trouxe os primeiros dados de FISH com sondas de histona H3 em aranhas, 

hibridazadas em 9 das 10 espécies aqui analisadas, evidenciando esta sequência como um 

potencial marcador cromossômico para este grupo de animais. 

 

Palavras-chaves: Citogenética de Aranhas. DNAr 18S. Heterocromatina. FISH. Histona H3. 
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ABSTRACT 

 

 

Spiders are one of the most diverse groups of animals on the planet, present in virtually every 

continent except Antarctica. However, cytogenetically there is still a large gap within 

Araneae, less than 2% of all spiders have been studied cytogenetically, totaling 867 species, in 

74 of the 120 families of the order. One of these families is Ctenidae, composed of some of 

the largest spiders in the world, has species distributed throughout the rainforests, and 

comprises 519 species in 48 genera. Despite being widely known, with species of medical 

interest, within Ctenidae only 11 species had their karyotypes published. Recognizing the 

need to expand cytogenetic studies in this family, not only in number of species, but also in 

number of chromosomal markers, this study aimed to cytogenetically analyze 10 species 

distributed in 4 different genera within Ctenidae, being Ancylometes, Ctenus, Guasuctenus 

and Isoctenus. For this were used, staining with Giemsa, CMA3 and DAPI, C-banding, as 

well as FISH with 18S rDNA and histone H3 probes. All species analyzed presented 2n♂ = 

28 (26 + X1X20), except for Ancylometes concolor, with 2n♂ = 26 (24 + X1X20), the first 

report of this diploid number in the family. The chromosomal morphology was also 

conserved, predominantly composed by acrocentric/telocentric chromosomes. However, three 

species, I. janeirus, I. ordinario and I. strandi, exhibited subtelocentric chromosomes, 

suggesting the occurrence of pericentric inversions during the evolution of these karyotypes, 

since only the morphology of the chromosomes changes, not the diploid number of the 

species. Regarding the 18S rDNA, seven of the nine hybridized species presented only one 

autosomal pair as the sequence carrier, only G. longipes and I. ordinary presented two carrier 

pairs, which, due to the basal position of these two species in the phylogeny, of the clade that 

houses the Isoctenus, suggests that this is an ancestral pattern for the genus. Furthermore, the 

present study brought the first FISH data with histone H3 probes in spiders, hybridized in 9 of 

the 10 species analyzed here, highlighting this sequence as a potential chromosomal marker 

for this group of animals. 

 

Keywords: FISH. 18S rDNA. Heterochromatin. Histone H3. Spider Cytogenetics. 
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1. Introdução 

As aranhas são animais ecologicamente muito importantes, não apenas por serem, muitas 

vezes, predadores de topo de cadeia, mas também por ocuparem quase todos os nichos 

possíveis, tal como ilhas no ártico, dunas nos desertos, o interior de cavernas, lagos e grandes 

altitudes, como no pico das montanhas, utilizando até mesmo o vento como meio de 

dispersão, em um fenômeno chamada de balonismo (FOELIX, 2011). Araneae é uma das 

mais diversas ordens de animais e, com algumas exceções, são exclusivamente peçonhentas, 

com algumas poucas espécies possuindo venenos ativos em humanos, como é o caso das 

famosas “aranha marrom”, do gênero Loxosceles Heineken e Lowe, 1832 (MALAQUE et al., 

2016), e “aranha armadeira”, do gênero Phoneutria Perty, 1833 (FOELIX, 2011). As aranhas 

possuem também grande variação em morfologia, tamanho e preferências alimentares, além 

de apresentarem comportamentos complexos de caça e reprodução (FOELIX, 2011). Seu 

papel ecológico e sua interação com o ser humano ressaltam a importância em estudar estes 

organismos.  

Nos últimos vinte anos, mais de 13.000 novas espécies de aranhas foram identificadas e 

descritas morfologicamente (PLATNICK, 2001; WORLD SPIDER CATALOG, 2020), 

contudo, há muito por se conhecer sobre este grupo, considerando que muitos dos 

ecossistemas tropicais que possuem um alto índice de endemismo, ainda não foram 

completamente estudados. Por este motivo, há diversas lacunas no conhecimento tanto 

taxonômico quanto biogeográfico e principalmente genético a cerca desses animais. Essas 

lacunas dificultam estabelecer relações evolutivas mais concisas entre as espécies, de modo 

que análises integradas que combinem ou se relacionem com diversas linhas de 

conhecimento, representam o melhor caminho para estabelecer hipóteses mais seguras sobre 

os eventos evolutivos que atuaram na diversificação do grupo (FUNK; OMLAND, 2003; 

NYLANDER et al., 2004). 

No início de 1990, Coddington e Levi (1991) estimaram que apenas 20% de todas as 

espécies da ordem Araneae teriam sido descritas até aquele momento, evidenciando que a 

maior parte das espécies de aranhas ainda não haviam sido descritos, o que permanece 

verdadeiro nos dias atuais, visto que o número de novas espécies descritas anualmente 

continua alto (WORLD SPIDER CATALOG, 2020) Com espécies, em sua maioria, restritas 

aos ambientes florestais, as aranhas da família Ctenidae são potenciais modelos para estudos 

biogeográficos (HAZZI et al., 2018) e de mecanismos evolutivos, uma vez que estes 
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ambientes estão extremamente degradados e fragmentados no Brasil, ainda mais no que se 

refere à Mata Atlântica (RIBEIRO et al., 2009; SCARANO; CEOTTO, 2015). Nesta família 

estão inseridas algumas das maiores aranhas do mundo, como é o caso dos gêneros 

Ancylometes Bertkau, 1880 e Phoneutria Perty, 1833 (Höfer e Brescovit, 2000), restritos à 

região neotropical, que compreende o sul do México até a região da Patagônia. 

 Além da grande diversidade morfológica e comportamental observada nas aranhas, a 

citogenética também tem evidenciado esses animais como um importante modelo de estudo. 

As análises cromossômicas em aranhas iniciaram a 135 anos com Carnoy, em 1885 

(ARAUJO et al., 2012) e, desde essa época, muitas famílias de aranhas foram analisadas; 

ainda assim, uma quantidade muito pequena de espécies foi cariotipada, menos de 2% das 

mais de 48 mil espécies descritas taxonomicamente (ARAUJO et al., 2020; WORLD SPIDER 

CATALOG, 2020). Apesar disso, muito se avançou no conhecimento citogenético deste 

grupo animal, principalmente na compreensão do surgimento dos sistemas cromossômicos 

sexuais (SCS) (KRÁL et al., 2006, 2007; ARAUJO et al., 2012; KOŘÍNKOVA; KRÁL, 

2013), os quais vem ganhando destaque nos estudos de citogenética, pois tem origens 

independentes em diversas famílias e gêneros, e a conversão de um sistema em outro é um 

evento recorrente dentro de Araneae (ARAUJO et al., 2012).  

Apesar de sua importância tanto ecológica quanto socioeconômica, Ctenidae reflete o 

escasso conhecimento de informações citogenéticas em aranhas, com estudos em apenas 11 

espécies (ARAUJO et al. 2020), das 519 espécies da família (WORLD SPIDER CATALOG, 

2020). Assim, este trabalho teve o intuito de descrever o uso de marcadores cromossômicos, 

convencionais e moleculares, para o estudo da estrutura e diversificação cariotípica dentro da 

família, além de ampliar o número de espécies com dados citogenéticos. 
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2. Fundamentação Teórica 

 2.1 – Características gerais sobre os aspectos morfológicos das aranhas 

 As aranhas são um grupo de animais que pertencem ao filo Arthropoda, subfilo 

Chelicerata, classe Arachnida, ordem Araneae, correspondendo atualmente à segunda maior 

ordem dessa classe, perdendo em número de espécies apenas para Acari. Duas sinapomorfias 

corroboram o monofiletismo de Araneae, diferenciando-a das demais ordens dentro de 

Arachnida, sendo: a presença de fiandeiras, situadas na porção final do corpo, que servem 

para produção da seda; e palpos modificados em órgãos copulatórios, talvez a principal 

característica desse grupo de animais (WHEELER et al., 2016). 

 O corpo das aranhas é composto por dois segmentos, o prossoma ou cefalotórax, e o 

opistossoma ou abdômen, sendo os dois segmentos unidos por uma estrutura em forma de 

cilindro, denominada de pedicelo (Fig. 1) (FOELIX, 2011). O prossoma é recoberto por duas 

placas, uma dorsal chamada de carapaça e uma ventral chamada de esterno; neste segmento 

estão situadas as quelíceras, os pedipalpos, quatro pares de apêndices locomotores (as pernas), 

os olhos, a boca, o estômago e sistema nervoso central, de modo que retém como função a 

captura de alimentos, a locomoção e a integração sensorial ou nervosa (Figs. 1 e 2). Já o 

opistossoma tem um formato de saco e é responsável pelas funções mais vegetativas do 

organismo, como digestão, excreção, circulação, reprodução e a produção de todos os tipos de 

seda, abrigando o intestino, o coração, as gônadas, o epígeno, os pulmões e as glândulas de 

seda (Figs. 1 e 2) (FOELIX, 2011). 

 Embora as aranhas não tenham uma cabeça definida, a região dorsal da carapaça tem 

um sulco torácico (Fig.1), que delimita a região anterior que representa a cabeça, e a porção 

posterior, torácica. Internamente uma cutícula se estende do sulco torácico e serve de 

ancoragem para os músculos dorsais do estômago de sucção (FOELIX, 2011). A porção da 

cabeça abriga os olhos das aranhas, geralmente em número de oito. Contudo, algumas 

famílias de aranhas podem apresentar espécies com alguns padrões diferenciados: como é o 

caso das aranhas cavernícolas Sinopoda guap, S. soong e S. scurion descritas por Jäger 2012, 

da família Sparassidae, que apresentam ausência total dos olhos; espécies com apenas dois 

olhos, como é o caso de Nops agnarssoni Sáchez-Ruiz et al., 2015, Caponiidae; quatro olhos, 

como na família Tetrablemidae, em Tetrablemma kepense Lin et al. 2018; e com seis olhos, 

como observado em Harpactea hombergu (SCOPOLI, 1763), Dysderidae (MURPHY; 

ROBERTS, 2015). 
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Figura 1. Esquema da morfologia externa de uma aranha. Imagem retirada Foelix (2011). 

 

Figura 2. Esquema da anatomia interna de uma aranha, montado a partir das imagens de Foelix (2011). 

 

 2.2 – A sistemática de Araneae 

Atualmente, a ordem Araneae é composta por mais de 48 mil espécies, distribuídas em 

120 famílias e 4.153 gêneros (WORLD SPIDER CATALOG, 2020). A ordem se divide em 

duas subordens, Mesothelae que abriga as aranhas com as características ancestrais, como 

presença das fiandeiras dispostas na posição ventral mediana no opistossoma. Esta subordem 

abrange apenas uma família, Liphistiidae. Já Opisthothelae, caracterizada pela presença das 

fiandeiras dispostas ventralmente na porção distal do abdômen (FOELIX, 2011; WHEELER 
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et al., 2016). Opisthothelae se ramifica em duas infraordens: Mygalomorphae, representada 

pelas caranguejeiras, aranhas cujos caracteres morfológicos mais marcantes são as quelíceras 

ortognatas, isto é, disposição paralela das quelíceras; e Araneomorphae que, além de 

apresentar quelíceras labdognatas, ou seja, dispostas de maneira oposta uma à outra, também 

apresenta como sinapomorfia glândulas piriformes de produção de seda; estas são 

responsáveis por produzir uma seda com propriedades adesivas, o que permite a esses animais 

tanto fixar a seda em determinadas superfícies quanto  um fio em outro, produzindo teias mais 

complexas e com mais facilidade (FOELIX, 2011; WHEELER et al., 2016).  

Em Araneomorphae, as relações filogenéticas entre as famílias não estão bem 

resolvidas. Genericamente a infraordem pode ser dividida em Entelegynae e Haplogynae, de 

acordo com a complexidade das estruturas reprodutivas (FOELIX, 2011), embora as aranhas 

haploginas não representem um grupo monofilético (WHEELER et al., 2016; FERNÁNDEZ 

et al., 2018). Em Entelegynae estão agrupadas aquelas aranhas que possuem características 

derivadas morfologicamente, representando mais de 80% de todas as espécies descritas 

atualmente, sendo composta por diversos clados e superfamílias, dentre eles o clado composto 

pelas aranhas com calamistro ovalado, que trata-se de uma fileira de cerdas serrilhadas, 

situada no metatarso e que tem como função pentear os fios de seda (FOELIX et al. 2011; 

WHEELER et al., 2016). Neste mesmo clado está inserida Lycosoidea, superfamília que 

abriga Ctenidae, onde estão situadas as espécies de interesse do presente estudo. 

 2.3 – Aspectos biológicos de Ctenidae 

 Ctenidae é uma família de aranhas mais comum e abundante em florestas tropicais 

(BRESCOVIT et al., 2011; CHAVARI et al., 2014; RAIZER et al., 2017), que exceto por 

alguns gêneros, como Acanthoctenus Keyserling, 1877 e Viracucha Lehtinen, 1967 

(GRISWOLD et al., 2005), é composta principalmente por espécies não cribeladas. O cribelo 

é uma estrutura em forma de placa, que também auxilia na produção da seda, e em algumas 

espécies é composto por até 40 mil fúsulas, que são canalículos por onde a seda é secretada, 

inclusive nas fiandeiras; é uma estrutura ancestral, perdida nos clados mais derivados 

(FOELIX, 2011).  

As aranhas dentro de Ctenidae são de médio a grande a porte, variando de 4 a 40 mm 

de comprimento total do corpo (POLOTOW et al., 2014), medindo até mais de 20 cm se 

considerarmos a extensão total das pernas, como observado nos gêneros Ancylometes, 

Phoneutria e Califorctenus (JIMÉNEZ et al., 2017). São aranhas cursoriais, que geralmente 
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não fazem uso da teia para capturar suas presas, são rápidas, de hábitos noturnos e geralmente 

habitam o solo de ambientes florestais (POLOTOW; BRESCOVIT, 2014), embora algumas 

espécies tenham hábitos arborícolas, como é o caso de Enoploctenus Simon, 1897 (DIAS et 

al., 2010), ou até mesmo cavernícolas, como as espécies do gênero Ciba, descritas por Bloom 

et al. (2014). 

Os ctenídeos são em essência predadores que, embora provavelmente tenham os 

insetos como sua principal fonte de alimento, possuem um cardápio variado que pode 

abranger desde outras aranhas, incluindo canibalismo, até pequenos vertebrados como peixes, 

anuros e répteis (WILLEMART; KANETO, 2004; MOURA; AZEVEDO, 2011; DEACON et 

al., 2015; FOLLY et al., 2017; FOLT; LAPINSKI, 2017). Popularmente, Ctenidae é mais 

conhecida pelo fato de abrigar espécies do gênero Phoneutria, conhecidas como 

“armadeiras”, as quais possuem peçonha de importância médica. 

Desde 2007, quando o Ministério da Saúde começou a monitorar os casos de 

araneísmo no Brasil, são registrados mais de 100 mil acidentes com picadas de aranhas no 

país. Somente no ano de 2017, o último ano cujas estatísticas foram liberadas, ocorreu mais 

de 220 mil acidentes com aranhas, com pelo menos 30 mortes, envolvendo as cinco regiões 

do país. Desses mais de 200 mil acidentes, a identificação das espécies ocorreu em menos de 

5% dos casos sendo que, segundo dados do Sistema de Informação de Agravos de Notificação 

(SINAN), as aranhas armadeiras aparecem como a segunda maior causa de araneísmo no 

Brasil (MINISTÉRIO DA SAÚDE, 2020).  

Além do comportamento agressivo e dos hábitos antrópicos, a composição do da 

peçonha, ativo em seres humanos, faz das espécies de Phoneutria uma das poucas espécies 

relevantes para a saúde humana. Phoneutria nigriventer é uma das espécies do gênero mais 

bem estudadas, seu veneno tem uma composição complexa, atuando como uma neurotoxina, 

afetando canais iônicos (sódio, potássio e cálcio) e receptores do sistema neuromuscular de 

vertebrados e invertebrados (DINIZ et al., 2018). 

Valenzuela-Rojas et al. (2019) avaliando o efeito do veneno de P. boliviensis em 

diversas espécies de animais, encontraram maior eficácia, em tempo de imobilização, em 

espécies de vertebrados do que de invertebrados, sugerindo que essa espécie, provavelmente, 

tenha adaptado seu veneno para a captura de vertebrados ao longo de sua evolução. Apesar de 

seu efeito nocivo em humanos, o veneno das aranhas armadeiras já possui mais de 40 
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proteínas caracterizadas, muitas delas com potencial farmacológico, tal como o peptídeo 

PnTx3-5 que apresentou um alto potencial na inibição da dor, mesmo quando testado em 

animais resistentes à opioides (PEIGNEUR et al., 2018), se mostrando um bom candidato 

para o desenvolvimento de analgésicos para dores agudas e crônicas (OLIVEIRA et al., 2016) 

2.4 – Considerações taxonômicas sobre Ctenidae 

Ctenidae abriga atualmente 519 espécies, divididas entre 48 gêneros, e está inserida 

em Lycosoidea, que abriga 6 outras famílias de aranhas, Lycosidae, Pisauridae, Psecridae, 

Oxyopidae, Thomisidae e Trechaleidae (POLOTOW; BRESCOVIT, 2015; WHEELER et al., 

2016). Embora as relações filogenéticas ainda não estejam completamente resolvidas dentro 

do clado, alguns esforços têm sido feitos nessa direção. Por meio de filogenias moleculares 

diversos autores têm conseguido demonstrar as relações evolutivas entre as famílias do grupo, 

como Wheeler et al. (2016) que evidenciaram uma relação de parentesco muito forte entre 

Lycosidae e Trechaleidae, apresentando como grupo irmão Pisauridae; essa mesma 

configuração foi observada por Albo et al. (2017) e Piacentini e Ramírez (2019). Estes 

mesmos autores ainda estimaram o tempo de divergência das três famílias, que data do 

Eoceno, entre 60 e 50 milhões de anos aproximadamente. 

No entanto, a relação das demais famílias de Lycosoidea ainda permanece confusa. 

Nos trabalhos de Wheeler et al. (2016) e Piacentini e Ramírez (2019) Oxyopidae aparece 

como grupo irmão do clado composto por Pisauridae, Trechaleidae e Lycosidae; entretanto, 

Fernández et al. (2018) em um estudo filogenético realizado com transcriptoma, trazem 

Ctenidae como grupo irmão desse mesmo clado. Psechridae, por sua vez, também não 

representou um consenso nas filogenias, estando agrupada externamente com Thomisidae, em 

Wheeler et al. (2016), ou em posição derivada, com Oxyopidae, por Piacentini e Ramírez 

(2019) que, por sua vez definem Ctenidae como a segunda família mais ancestral em 

Lycosoidae. Nas três filogenias (WHEELER et al., 2016; FERNÁNDEZ et al. 2018; 

PIACENTINI; RAMÍREZ, 2019) Thomisidae é considerada a família basal dentro de 

Lycosoidea, inserida inicialmente na superfamília por Polotow e Brescovit (2015). 

Morfologicamente, Ctenidae se distingue das demais famílias de aranhas pelo arranjo 

ocular, do tipo 2-4-2 (Fig. 3) (SILVA-DÁVILA, 2003), embora esta não seja uma 

característica exclusiva de Ctenidae, ocorrendo também no gênero Cupiennius Simon, 1891, 

recentemente transferido para Trechaleidae por características morfológicas como a presença 

de espermateca secundária, e marcadores comportamentais, como o hábito de carregar o saco 
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de ovos presos às fiandeiras (PIACENTINI; REMÍREZ, 2019). A posição de Cupiennius 

dentro Ctenidae já vinha sendo questionada por diversos autores (SILVA-DÁVILA, 2003; 

POLOTOW; BRESCOVIT, 2015; FERNÁNDEZ et al., 2018). Atualmente, situação 

semelhante é observada em relação à Ancylometes, apesar de ser descrito como pertencente à 

Ctenidae, por Silva-Dávila (2003), o gênero ainda possui posição incerta em Lycosoidea, uma 

vez que em filogenias moleculares recentes, ele aparece como grupo irmão da superfamília, 

fora de Ctenidae (WHEELER et al., 2016). 

 

Figura 3. Esquema do padrão de olhos observado em Ctenidae 

 As filogenias morfológicas mais recentes focadas em resolver as relações evolutivas 

dentro de Ctenidae (SILVA-DÁVILA, 2003; POLOTOW; BRESCOVIT, 2014; HENRARD; 

JOCQUÉ, 2017), tem como problema taxonômico mais recorrente o polifiletismo do gênero 

tipo da família, Ctenus Walckenaer, 1805, que sozinho abriga quase 40% das espécies da 

família (WORLD SPIDER CATALOG, 2020). Deve-se ressaltar a necessidade de revisão do 

status taxonômico das suas espécies, pois como evidenciado por diversos autores muitas 

precisam ser transferidas para outros gêneros (SILVA-DÁVILA, 2003; POLOTOW; 

BRESCOVIT, 2014; HENRARD; JOCQUÉ, 2017). A exemplo disso, diversos gêneros têm 

sido criados nos últimos anos, tanto para receber descrições de novas espécies, quanto para 

abrigar as espécies que estavam mal posicionadas na família, como é o caso de Macroctenus 

Henrard e Jocqué, 2017, Piloctenus Henrard e Jocqué, 2017, Kiekie Polotow e Brescovit, 

2018 e do mais recente Guasuctenus Polotow e Brescovit, 2019, dentre outros. 

 2.5 – Considerações sobre a citogenética de aranhas 

 Apesar da enorme diversidade observada em Araneae, a citogenetica da ordem ainda é 

muito pouco conhecida sendo que, atualmente, 867 espécies tiveram seu cariótipo estudado 

(ARAUJO et al., 2020), menos de 1,7% do total de espécies descritas taxonomicamente. Essa 

grande lacuna no número de espécies analisadas também se reflete na capacidade de se 

determinar a relação entre os cariótipos das espécies e quais foram os eventos cromossômicos 

que ocorreram durante sua diversificação. No entanto, a citogenética de aranhas fornece 
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promissores modelos de estudos dos cromossomos, como sobre rearranjos cromossômicos 

complexos, tal qual inversões e translocações (ROWELL, 1990), origem e evolução dos 

cromossomos sexuais (para revisão ver Araujo et al., 2012), cromossomos supranumerários 

(ARAUJO et al., 2014, RINCÃO et al., 2017) e cromossomos holocinéticos (KRÁL et al., 

2019), dentre outras características presentes nos cariótipos desses animais. 

 Até o momento, das 120 famílias listadas no World Spider Catalog (2020), 74 já 

possuem ao menos uma espécie cariotipada, exibindo ampla variação no número diploide,  

desde 2n♂=5 em Afrilobus sp. (KRÁL et al., 2019), da família Orsolobidae, até 2n♂=152 em 

Caponia natalensis (O. Pickard Cambridge, 1874), Caponiidae (KRÁL et al., 2019). Além 

disso, as aranhas também apresentam variação em tipo e morfologia cromossômica. Král et al. 

(2019) em um extenso estudo em haploginas, determinaram que Dysderoidea, superfamília 

que abriga Segestridae, Oonopidae, Orsolobidae e Dysderidae (WHEELER et al., 2016), 

possui como autapomorfia a presença de cromossomos holocinéticos, um tipo raro de 

cromossomo caracterizado pela ausência de um centrômero com posição definida. 

 Em relação à morfologia cromossômica, é possível observar em Heptathela kimura 

(Kishida, 1920), a única espécie cariotipada da família Liphistiidae, Mesothelae, 

cromossomos acrocêntricos (SUZUKI, 1954); apesar disso, as espécies mais basais na 

filogenia de Opisthothelae, como Mygalomorphae e algumas haploginas, tendem a apresentar 

cromossomos com dois braços (metacêntricos, submetacêntricos e subtelocêntricos), enquanto 

as espécies com características derivadas, como é o caso de Entelegynae, apresentam, 

geralmente, cromossomos acrocêntricos e telocêntricos. Segundo Král et al. (2013), o fato de 

tanto Mygalomorphae quanto Haplogynae apresentarem cromossomos com dois braços, 

sugere que esta morfologia possa ser o padrão ancestral para a subordem Opisthothelae, de 

modo que o provável cariótipo ancestral para Araneae, ainda não foi bem resolvido. 

 Král et al. (2013) também notaram que estes grupos que se diversificaram mais cedo 

na história evolutiva das aranhas, Mygalomorphae e Haplogynae, apresentam um maior 

número de rearranjos cromossômicos, e, portanto, uma diversidade cariotípica maior. Os 

autores correlacionaram isso com o fato de que estes clados tem, geralmente, um menor 

potencial dispersivo, formando aglomerados e sendo mais suscetíveis à eventos de 

vicariância. Esse menor potencial dispersivo estaria associado, entre outras características, a 

uma estratégia de dispersão denominada balonismo (KRÁL et al., 2013), que utiliza o ar 

como mecanismo de dispersão através de uma interação entre aerodinâmica e eletrostática 
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(MORLEY; ROBERT, 2018), uma estratégia que é praticamente inexistente em 

Mygalomorphae (FERRETTI et al., 2013). 

2.6.1 – Uma breve visão sobre os Sistemas Cromossômicos Sexuais em Aranhas 

 Em 1900, Wallace descreveu a presença de dois cromossomos acessórios em machos 

de Agelenopsis naevia (WALCKENAER, 1841), corados mais densamente durante a prófase, 

dispostos na periferia do núcleo, e que segregavam juntos para o mesmo polo durante a 

anáfase I; essa foi a primeira descrição de cromossomos sexuais em aranhas, termo adotado 

por King (1925). O sistema cromossômico sexual (SCS) do tipo X1X20 descrito por Wallace 

(1900) é o mais frequente dentro da ordem (Araujo et al., 2020), e considerado por diversos 

autores como um caráter plesiomorfico para Araneae, visto que a subordem basal, 

Mesothelae, apresenta esse mesmo sistema (para revisão, ver Araujo et al., 2012). Diversas 

propostas de origem desse SCS surgiram ao longo dos anos, mas muitas delas partem de um 

ancestral X0 que, por meio de duplicações (REVELL, 1947), fissões (PÄTAU, 1948), fusões 

e posterior diferenciação (POSTIGLIONI; BRUM-ZORRILLA, 1981), teria dado origem a 

dois cromossomos univalentes, que já não apresentam homologia entre si. 

 De fato, na maioria das espécies, os SCSs são variações de um sistema do tipo Xn0, 

onde o zero determina a ausência do cromossomo “Y” no macho, considerado raro nas 

aranhas (ARAUJO et al., 2012; 2020). Os cromossomos sexuais, geralmente, têm um 

comportamento bem característico, marcado pela heteropicnose positiva, comportamento 

univalente e segregação conjunta para a mesma célula filha durante a primeira divisão 

meiótica (ARAUJO et al., 2012). Durante a meiose I os cromossomos sexuais, nos sistemas 

Xn0, tendem a se manter associados, sendo que essa associação pode ocorrer de duas formas: 

ponta-a-ponta como observado em clados basais de Araneomorphae e em espécies de 

Mygalomorphae (ARAUJO et al., 2012; KRÁL et al., 2013); ou dispostos em paralelo, como 

observado na maioria das espécies em Entelegynae (ARAUJO et al., 2012).  

Benavente e Wettstein (1980) observaram a presença de uma estrutura proteica similar 

ao complexo sinaptonêmico, denominada de lâmina de junção, como sendo a responsável por 

manter os cromossomos sexuais unidos durante a meiose. Evidências recentes apontam ainda 

que, nas espécies que apresentam sistemas Xn0, os cromossomos sexuais se posicionam na 

periferia dos núcleos e segregam juntos para o mesmo polo da célula durante a primeira 

divisão meiótica, por formarem uma associação precoce com os microtúbulos, associados a 

um dos cinetócoros (FABIG et al., 2016; AULT et al., 2017). 



26 

 

 

 2.6 – Considerações sobre a citogenética de Ctenidae 

 Apesar de ser uma família de aranhas abundante no Brasil e de sua importância 

médica, Ctenidae ainda é muito pouco estudada do ponto de vista citogenético, considerando 

que, até o momento, apenas 11 espécies foram analisadas, correspondendo a 8 gêneros 

(ARAUJO et al., 2020), divididos em 4 das 5 subfamílias (POLOTOW; BRESCOVIT, 2014) 

como mostrado na Tabela 1. As espécies de Ctenidae analisadas até então, apresentaram 

significativa variação cariotípica, 2n♂ = 22 (20 + X1X20), 2n♂ = 28 (26 + X1X20) e 2n♂ = 29 

(26 + X1X2X30), com morfologia exclusivamente acrocêntrica/telocêntrica, e apenas dois 

tipos de SCS, X1X20 e X1X2X30, sem variação congenérica. E com apenas uma espécie, 

Asthenoctenus borelli Simon, 1897, diferindo na quantidade de autossomos, com 10 pares 

autossômicos contra 13 para as demais espécies analisadas da família. Araujo et al. (2014) 

sugerem que a origem do sistema X1X2X30 em Ctenidae possa ter ocorrido, como proposto 

por Bole-Gowda (1952), por meio de um cromossomo supranumerário, como observado em 

algumas células de Ctenus ornatus, onde  este cromossomo extra se comportou de modo 

similar aos cromossomos sexuais da espécie (ARAUJO et al., 2014; RINCÃO et al., 2017). 

Tabela 1: Dados citogenéticos em espécies da família Ctenidae, retirada de Rincão et al. (2017) 

Espécie 
Número Diploide 

(♂) e SCS 
Referência 

Acantheinae   

Enoploctenus cyclothorax (Bertkau, 

1880 

2n = 26 + X1X20 Rincão et al., 2017 

Acanthocteninae   

Nothroctenus sp. 2n = 26 + X1X2X30 Araujo et al., 2014 

Viracucha andicola (Simon, 1906) 2n = 26 + X1X2X30 Araujo et al., 2014; Rincão et al., 

2017 

Cteninae   

Anahita fauna Karsch, 1879 2n = 26 + X1X2X30 Chen, 1999 

Ctenus indicus (Gravely, 1931) 2n = 26 + X1X2X30 Kumar et al., 2016 

Ctenus medius Keyserling, 1891 2n = 26 + X1X20 Rincão et al., 2017 

Ctenus ornatus (Keyserling, 1877) 2n = 26 + X1X20 Araujo et al., 2014; Rincão et al., 

2017 
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Ctenus sp.  2n = 26 + X1X20 Araujo et al., 2014 

Parabatinga brevipes (Keyserling, 

1891) 

2n = 26 + X1X20 Araujo et al., 2014 

Phoneutria nigriventer (Keyserling, 

1891) 

2n = 26 + X1X20 Araujo et al., 2014; Rincão et al., 

2017 

Viridasiinae   

Asthenoctenus borelii Simon, 1897 2n = 20 + X1X20 Araujo et al., 2014 

 

 Embora o emprego de outras metodologias sejam escassas em aranhas, a maioria das 

espécies de Ctenidae com análises citogenéticas também apresentam dados sobre regiões 

organizadoras de nucléolo (RONs), seja por meio da impregnação com nitrato de prata 

(AgRONs) ou por meio da hibridização fluorescente in situ (FISH), utilizando sondas de 

DNAr 18S. Araujo et al. (2014), por exemplo, definiram AgRONs para três espécies, sendo 

simples, no par 10 para Ctenus ornatus e Phoneutria nigriventer, e múltiplas, nos pares 6 e 10 

pares para Viracucha andicola. Kumar et al. (2016) encontraram RONs múltiplas em Ctenus 

indicus, nos pares 8 e 10, assim como Rincão et al. (2017) para Phoneutria nigriventer, em 3 

bivalentes. Estes mesmos autores observaram RONs simples em Ctenus ornatus, Ctenus 

medius, Enoploctenus cyclothorax e V. andicola, não evidenciando nenhum padrão aparente 

dentro da família. 

 Outros dados citogenéticos em Ctenidae estão restritos à investigação de 

heterocromatina constitutiva, por bandeamento C, como realizada por Kumar et al. (2016) em 

Ctenus indicus, onde os autores observaram a presença de bloco heterocromáticos restritos, 

principalmente, às regiões terminais e pericentroméricas. Rincão et al. (2017) observaram 

padrão semelhante em E. cyclothorax, V. andicola, P. nigriventer e C. medius, onde apenas C. 

ornatus apresentou um perfil diferenciado, com diversos blocos de heterocromatina dispersos 

em regiões intersticiais de todos os cromossomos do complemento. Rincão et al. (2017) ainda 

determinaram a composição da heterocromatina, por meio da coloração base-específica com 

cromomicina A3 (CMA3), evidenciando uma composição rica em bases GC, nas cinco 

espécies analisadas. 

 Apesar dos resultados cariotípicos obtidos em Ctenidae, seja por análise meiótica 

convencional ou por técnicas de bandeamento cromossômico citadas acima, o baixo número 
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de espécies amostradas na família, bem como a presença de um cariótipo relativamente 

conservado, dificulta o estabelecimento de propostas acerca da evolução cariotípica do grupo. 

Essa dificuldade existe tanto dentro das cinco subfamílias, considerando ainda que 

Calocteninae permanece citogeneticamente desconhecida, quanto dentro dos próprios 

gêneros, uma vez que grande parte das espécies analisadas até o momento encontram-se em 

grupos distintos filogeneticamente dentro de Ctenidae, segundo a filogenia proposta por 

Polotow e Brescovit (2014). Essa lacuna evidencia a necessidade de que sejam analisadas 

citogeneticamente mais espécies, e descrito novos marcadores cromossômicos que auxiliem 

na citotaxonomia do grupo 

. 
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3 - Objetivos Geral e Específico 

Objetivo Geral 

 O presente estudo teve como objetivo descrever o uso de marcadores cromossômicos 

que possam ser úteis na investigação de rearranjos cromossômicos que possam atuado durante 

a evolução cariotípica da família, caracterizando um perfil citogenético para diferentes 

espécies de Ctenidae. 

Objetivos Específicos 

 - Caracterizar citogeneticamente 10 espécies de Ctenidae encontradas em oito locais de coleta 

diferentes: Ancylometes concolor, Ctenus ornatus, C. medius, Guasuctenus longipes, 

Isoctenus corymbus, I. coxalis, I. herteli, I. janeirus, I. ordinario e I. strandi; 

 - Identificar os padrões de dispersão das bandas heterocromáticas; 

 - Investigar a distribuição dos sítios de DNAr 18S; 

 - Utilizar sondas de histona H3 como potencial marcador cromossômico; 

 - Evidenciar possíveis características ancestrais nos cariótipos das espécies, com base em sua 

ocorrência dentro dos grupos analisados, e nos grupos externos mais próximos, que possuam 

dados citogenéticos. 

4 - Material e Locais de Coleta 

 Neste trabalho foram analisados um total de 181 aranhas, de 10 espécies e 4 gêneros, 

coletados em 8 diferentes locais de coletas, no Paraná, como apresentado e no Pantanal do 

Mato Grosso do Sul (Tabela 2 e Figura 4): i - Base de Estudos do Pantanal, UFMS, 

Corumbá-MS; ii - Parque Nacional do Superagui, Guaraqueçaba-PR; iii – Parque Nacional do 

Iguaçu, Foz do Iguaçu-PR; iv – Parque Nacional de Ilha Grande, Icaraíma-PR; v – Parque 

Nacional de Saint/Hilaire-Lange; vi – Parque Estadual do Guartelá, Tibagi-PR; vii – Parque 

Estadual de Vila Velha, Ponta Grossa-PR; viii – Parque Estadual Mata dos Godoy, Londrina-

PR. As imagens das espécies analisadas estão apresentadas na Figura 5, exceto para Isoctenus 

herteli, I. corymbus e I. strandi. 

Table 2. Espécies coletadas, distribuídas por sexo e local de coleta. PARNA = Parque Nacional 

Espécie Amostra Local de Coleta 
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♂ ♀ 

Ancylometes concolor 

 (Perty, 1833) 
13 6 

Base de Estudos do Pantanal – UFMS 
W 57º 01' 08,70", S 19º 34' 36,90" 

 8  
PARNA de Superagui 

W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40" 

 2  
PARNA de Foz do Iguaçu 

W 54º 28' 35,40", S 25º 37' 34,00" 

 4 2 
PARNA de Ilha Grande 

W 53º 44' 38,80", S 23º 21' 12,50" 

Guasuctenus longipes  

Polotow e Brescovit, 2019 12 2 
PARNA de Superagui 

W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40" 

 
3 - 

Parque Estadual Mata dos Godoy 
W 51º 14' 31,86", S 23º 26' 29,37" 

Ctenus medius  

Keyserling, 1891 12 2 
PARNA de Superagui 

W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40" 

 
10 - 

Parque Estadual Mata dos Godoy 
W 51º 14' 31,86", S 23º 26' 29,37" 

C. ornatus  

(Keyserling, 1877) 7 2 
PARNA de Superagui 

W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40" 

 
17 1 

Parque Estadual Mata dos Godoy 
W 51º 14' 31,86", S 23º 26' 29,37" 

Isoctenus corymbus  

Polotow, Brescovit e 

Pellegatti-Franco, 2005 

2 4 
PARNA de Saint-Hilaire/Lange 
W 48º 33' 47,50", S 25º 48' 42,30" 

I. coxalis 

(F. O. Pickard-Cambridge, 

1902) 

6 1 
PARNA de Superagui 

W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40" 

 1 1 
PARNA de Saint-Hilaire/Lange 
W 48º 33' 47,50", S 25º 48' 42,30" 

 2 4 
Parque Estadual de Vila Velha 
W 50º 00' 11,30", S 25º 15' 15,40" 

 3 5 
Parque Estadual do Guartelá 

W 50º 15' 35,80", S 24º 33' 50,10" 

I. herteli 

(Mello-Leitão, 1947) 
12 1 

Parque Estadual de Vila Velha 
W 50º 00' 11,30", S 25º 15' 15,40" 

I. janeirus 

(Walckenaer, 1837) 
3 2 

PARNA de Superagui 
W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40" 

 5  
PARNA de Saint-Hilaire/Lange 
W 48º 33' 47,50", S 25º 48' 42,30" 

I. ordinario  

Polotow e Brescovit, 2009 
4 1 

PARNA de Foz do Iguaçu 
W 54º 28' 35,40", S 25º 37' 34,00" 

 4 7 
Parque Estadual Mata dos Godoy 

W 51º 14' 31,86", S 23º 26' 29,37" 

I. strandi 

Mello-Leitão, 1936 
4  

PARNA de Superagui 
W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40" 

 4 2 
PARNA de Saint-Hilaire/Lange 
W 48º 33' 47,50", S 25º 48' 42,30" 
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Figura 4: Mapa mostrando os oito locais de coleta amostrado no presente estudo, distribuídos entre os estados 

do Paraná, em destaque, e do Mato Grosso do Sul. 
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Figura 5: Imagens das espécies analisadas no presente trabalho. a Ancylometes concolor ♀; b-c Ctenus medius, 

♂ e ♀ respectivamente; d-e C. ornatus, ♂ e ♀ respectivamente; f Guasuctenus  longipes ♀, g Isoctenus janeirus 

♀, h I. ordinário ♂, g I. cf coxalis ♂ (imagem de Pedro H. Martins). 
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Abstract 

Ctenidae represents one of the most representative spider families in the tropical forests of 

Brazil. Its largest genus, Ctenus, has approximately 220 species out of the more than 520 

Ctenidae species described, and several authors consider it polyphyletic. Chromosomal data 

are available only for four species of the genus, representing a large gap in the cytogenetic 

knowledge about the group. This study provided cytogenetic data on two Ctenus species and 

one Guasuctenus (previously described as Ctenus). All showed 2n♂=28 (26+X1X20). 

Guasuctenus longipes presented two chromosome pairs containing 18S rDNA genes, 

however, C. medius and C. ornatus showed only one chromosome pair with the 18S rDNA 

gene. Hybridization data using histone H3 probe indicated specific profiles: histone H3 genes 

were found in one chromosome pair in G. longipes, in three pairs in C. medius, and in four 

pairs in C. ornatus. Furthermore, supernumerary chromosomes were identified in C. ornatus 

presenting a meiotic behavior similar to that of sex chromosomes; and a trivalent was found 

in C. medius, formed by the association of one sex chromosome and an autosomal bivalent, 

indicating the importance of these events for the diversification of sex chromosomes in 

spiders. The C-banding pattern was similar between C. medius and C. ornatus with regard to 

the number and locations of heterochromatic bands, suggesting that heterochromatin 

amplification and dispersion affect karyotypic evolution in the genus. Cytogenetic data 

showed similarity between C. medius and C. ornatus, and differentiation of G. longipes 

congruent with morphological data. Moreover, although more comparative analyses are 

needed to specify composition of the dispersed heterochromatin in Ctenus, the mapping of 

heterochromatic bands provided insights about the evolution of the karyotypes in this genus. 

Keywords: sex chromosomes; FISH; spider cytogenetics; Lycosoidea; wandering spider. 
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6.1 - Introduction 

Ctenidae are one of the best-known spider families worldwide and contain species of 

medical interest, such as those of the genus Phoneutria, popularly known as “banana spider” 

or “armed spider.” This family has 48 genera and approximately 520 species [1] and is 

usually found in tropical forests. Based on morphological and molecular data, Ctenidae 

belong to the superfamily Lycosoidea, together with Oxyopidae, Thomisidae, Psechridae, 

Trechaleidae, Pisauridae, and Lycosidae [2, 3]; it constitutes the third largest clade of this 

superfamily. 

The genus Ctenus, proposed by Walckenaer in 1805, contains more than 200 currently 

known species, corresponding to approximately 40% of the number of species in Ctenidae [1], 

and it is considered polyphyletic [3, 4, 5, 6, 7]. Polotow and Brescovit [7], in a study 

involving 32 species of Ctenus, showed that for genus to be considered monophyletic, 19 

species should be transferred to other genera. Regarding these results, C. longipes was 

recently transferred to Guasuctenus Polotow and Brescovit [8], that presents today two 

Neotropical species [1].  

Only four species of Ctenus have been karyotyped until date, representing less than 

2% of the species described in the genus, indicating a significant gap in the cytogenetic 

knowledge about the group. Ctenus indicus (Gravely 1931), C. medius Keyserling 1891, C. 

ornatus (Keyserling 1877), and Ctenus sp. have 28 acrocentric/telocentric chromosomes 

(2n♂ = 26 + X1X20) [9, 10, 11]. Of these four species, three have data on nucleolar organizer 

regions (NORs) evidenced by either impregnation with silver nitrate (C. ornatus [9] and 

C. indicus [10]) or fluorescence in situ hybridization (FISH) (C. ornatus and C. medius [11]). 

Ctenus indicus is the only species with multiple NORs. 

Analysis of heterochromatin distribution was also important for characterization of 

Ctenus species, since only C. ornatus presented interstitial heterochromatic blocks [11], while 

the other species of the genus presented centromeric/pericentromeric regions throughout the 

chromosome complement, with terminal blocks on the long arm of some chromosomes. The 

latter profile was observed by Rincão et al. [11] in other species of the family, including 
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Enoploctenus cyclothorax (Bertkau 1880), Viracucha andicola (Simon, 1906) and Phoneutria 

nigriventer (Keyserling, 1891). 

The scarcity of chromosomal data in other species of the genus limits establishing 

evolutionary relationships between karyotypes. The objective of this study was to provide for 

the first time the cytogenetic description of Guasuctenus longipes and new populations of 

Ctenus medius and C. ornatus to investigate, using chromosomal markers, the events that may 

have occurred during karyotype differentiation in these species and to correlate the results 

with cytogenetic and phylogenetic data available for this group.  

6.2 - Material and Methods 

6.2.1 - Sample Collection 

Males and females, adults and juveniles, of three ctenid species, Guasuctenus 

longipes, Ctenus medius and C. ornatus, were collected in two conservation units, Parque 

Estadual Mata dos Godoy (PEMG) and Parque Nacional do Superagui (PNS), state of Paraná, 

Brazil, as showed in Table 1. Sampling was performed with the permission of Instituto 

Brasileiro do Meio Ambiente e dos Recursos Naturais Renováveis (IBAMA/SISBIO) license 

number 42728-5. The specimens were stored in ethanol 70% and deposited in the 

arachnological collection of the Laboratório Especial de Coleções Zoológicas, Intituto 

Butantan (IBSP, curator AD Brescovit), São Paulo/SP, Brazil (Table S1). 

Table 1. Species analyzed and collection sites. PNS = Parque Nacional de Superagui, 

Guaraqueçaba-PR, W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40"; PEMG = Parque Estadual Mata dos 

Godoy, Londrina-PR, W 51º 14' 31,86", S 23º 26' 29,37". 

Species 
Sample 

Collection Sites 
♂ ♀ 

Guasuctenus longipes 

Polotow e Brescovit, 2019 
12 2 PNS 

 

 

3 - PEMG 

Ctenus medius Keyserling, 

1891 
14 2 PNS 

 

 

10 - PEMG 

Ctenus ornatus (Keyserling, 

1877) 
7 2 PNS 

 17 1 PEMG 



44 

 

 

6.2.2 - Cytogenetic analyses 

 Chromosomal preparations followed the protocol described by Araujo et al. [12], 

using testicles, ovaries and intestinal ducts. To assembly of the slides the tissue was treated 

and macerated in 60% acetic acid, then the slide was heated in a metal plate at 40º C. The 

diploid number was determined by counting 30 mitotic or meiotic cells. Chromosomes was 

classified according to Levan et al. [13]. C-banding followed Sumner [14], with the 

modifications proposed by Lui et al [15]: slides were stained with propidium iodide and 

photographed in gray scale. Staining with base-specific fluorochromes Chromomycin A3 

(CMA3) and 4’, 6-diamidino-2-phenilindole (DAPI) followed the protocol described by 

Schweizer [16]. 

Chromosomal measurements for assembling karyotypes were performed in around 10 

mitotic metaphases, using the MicroMeasure software, version 3.3 [17]. Sex chromosome 

systems were defined by comparing the mitotic metaphase measures and the X1:X2 size ratio 

in meiosis. For that were measured 30 meiotic cells. To determine the frequency of 

supernumerary chromosomes were analyzed 30 meiotic and mitotic cells. 

6.2.3 - Fluorescence in situ Hybridization (FISH) 

 FISH was performed according to Schwarzacher and Heslop-Harrison [18], 18S rDNA 

probes were obtained from Ctenus ornatus by Rincão et al. [11], amplified  from the plasmid 

DNA by PCR with the M13 primer pair, labeled with the Biotin-Nick Translation Mix 

(Roche) kit and detected with Avidin-FITC (Invitrogen). Histone H3 probes were obtained by 

amplifying the genomic DNA of Ctenus ornatus, with the aid of primers described by Colgan 

et al. [19]. The obtained fragments were cloned using the TOPO TA Cloning Kit (Invitrogen), 

in competent Escherichia coli strain (TOP 10). The insert was amplified by M13 primer pair 

for sequencing in ABIprism 3500 Genetic Analyzer (Aplied Biosystems), sequences were 

analyzed using BioEdit version 7.2.5 software [20]. A 370 bp consensus sequence was 

obtained, which was aligned on GenBank to confirm homology to other previously described 

histone H3 sequences for spiders (accession number for five first sequences with more than 

90% of identity: KM225235.1, EF419126.1, KT794277.1, KM225237.1, KM225234.1). H3 

probes were then labeled by PCR, using the M13 primer pair, with the Cy3 dUTP (GE 

Healthcare). 



45 

 

 

 FISH slides were counterstained with DAPI and analyzed on the Leica DM2000 

epifluorescence microscope equipped with a Moticam Pro 282B digital camera. The images 

were captured using Motic Images Advanced software, version 3.2. 

6.3 - Results 

6.3.1 - Guasuctenus longipes 

G. longipes showed 2n = 28 (26 + X1X20) in males (Fig. 1a) and 2n = 30 

(26 + X1X1X2X2) in females (Fig. 1b). All chromosomes were acrocentric and the autosomal 

complement gradually decreasing in size. The X1:X2 size ratio obtained of meiotic cells 

showed that X2 sex chromosome corresponds to 79% of the X1 length. Therefore, the X1 and 

X2 sex chromosomes corresponds, respectively, to the largest and medium-sized 

chromosomes of the complement (Figs. 1a, b). FISH technique indicated chromosomal pairs 9 

and 11 carrying the 18S rDNA genes and pair 4 carrying the histone H3 genes (Fig. 1, boxes), 

all these sites were present in the terminal region of the long arm of the chromosomes. 

 

Fig. 1 Male and female karyotypes of Guasuctenus longipes with conventional staining Giemsa (a, b, 

respectively); male karyotype after C banding (c), arrow points to the terminal heterochromatic blocks on the 

long arm of pair 4. Inset box shows chromosome pairs with 18S rDNA (green) and histone H3 (red). Scale bar = 

10 µm. 

C-banding technique indicated the presence of heterochromatic blocks in the 

centromeric region of all chromosomes and small blocks in the terminal region of the long 
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arm of pair 4 (Fig. 1c). Flourochromic staining showed regions DAPI- and CMA3
+ (Fig. 5b), 

which were coincident with heterochromatic blocks. 

Meiotic analyses in G. longipes indicated isopycnotic sex chromosomes in pachytene 

cells in females (Fig. S1a). In males, sex chromosomes showed positive heteropycnosis and 

parallel association in the early stages of meiosis (Figs. S1b–d). Metaphase II and anaphase II 

cells in males showed cells with 13 or 15 chromosomes, confirming the X1X20 sex 

chromosome system (SCS) (Figs. S1e, f). In addition, satellites were found in association at 

the stage of diplotene in homologous and non-homologous chromosomes, of all specimens 

collected in the Parque Nacional de Superagui (PNS) (Figs. S1g, h) and coincided with 18S 

rDNA sequences (pairs 9 and 11) (Figs. S1g, h-box). 

6.3.2 - Ctenus medius 

C. medius exhibited 2n = 28 (26 + X1X20) in males (Fig. 2a) and 2n = 30 

(26 + X1X1X2X2) in females (Fig. 2b). All chromosomes were acrocentric and the autosomal 

complement gradually decreasing in size. The X1:X2 size ration obtained of meiotic cells 

showed that X2 sex chromosome corresponds to 90% of the X1 chromosome length. 

Therefore, the X1 and X2 sex chromosomes were identified as the largest chromosomes of the 

diploid set (Figs. 2a, 2b). FISH technique indicated chromosome pair 13 carrying 18S rDNA 

genes and pairs 5, 7 and 9 carrying histone H3 genes (Fig. 2, boxes); all sites were present in 

the terminal region of the long arm of the chromosomes. 
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Fig. 2 Male and female karyotypes of Ctenus medius with conventional staining Giemsa (a, b, respectively); 

male karyotype after C banding (c) arrowhead points the terminal heterochromatic block on the long arm of one 

chromosome of the pair 13; two bivalents in pachytene after C-banding, arrows show interstitial heterochromatin 

in one of them (d). Inset box shows chromosome pairs with 18S rDNA (green) and Histone H3 (red). Scale bar = 

10 µm. 

C-banding analyses showed that large heterochromatic blocks were located in the 

centromeric region of all chromosomes (Fig. 2c) and in the terminal region of one 

chromosome of pair 13. However, cells in the pachytene indicated that some bivalent 

chromosomes had small heterochromatin dots in interstitial regions (Fig. 2d). The base-

specific staining evidenced regions CMA3
+ and DAPI-, coincident with the heterochromatin 

(Figs. 5c, d). 

Meiotic analyses in C. medius indicated isopycnotic sex chromosomes in pachytene 

cells of females (Fig. S2a). In males, sex chromosomes exhibited positive heteropycnosis and 

parallel association in the early stages of meiosis (Figs. S2b–d). Metaphases II showed cells 

with 13 or 15 chromosomes, confirming X1X20 SCS (Figs. S2e, f). In one specimen from the 

population of Parque Estadual Mata dos Godoy (PEMG), we observed a trivalent formed 

from the association between the sex chromosome X2 and an autosomal bivalent chromosome 

(Figs. S2g, h). C-banding analyses indicated the pairing of an autosomal bivalent with sex 
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chromosome X2 in the short arm (Fig. 3a). A graphical representation of the trivalent is shown 

in Fig. 3b. 

 

Fig. 3 Diakinesis cell of Ctenus medius after C-banding. c = centromere region. (a), arrowheads show sex 

chromosomes and arrow show an autosomal bivalent which, in association with the X2 sex chromosome forms 

the trivalent; graphical representation of trivalent formation in diakinesis, showing pairing in the region of short 

arm between the autosomal bivalent and the X2 sex chromosome, suggesting a possible translocation (b). Scale 

bar = 10 µm. 

6.3.3 - Ctenus ornatus 

Ctenus ornatus showed 2n = 28 (26 + X1X20) in males (Fig. 4a) and 2n = 30 

(26 + X1X1X2X2) in females (Fig. 4b). All chromosomes were acrocentric and the autosomal 

complement gradually decreasing in size. The X1:X2 size ratio obtained of meiotic cells 

showed that X2 sex chromosome corresponds to 75% of the X1 chromosome length. However, 

additional analyses with C-banding, evidenced the X1 and X2 sex chromosomes as the largest 

and the smallest chromosomes in the complement (Figs. 4a, b, c). In mitotic metaphase cells, 

secondary constrictions were observed in the terminal region of the long arm of pair 12 

(Fig. 4a). FISH technique demonstrated the presence of 18S rDNA genes in the terminal 

region of the long arm of pair 12 (Fig. 4, box), coincident with the secondary constriction 

(Fig. 4a) and the presence of histone H3 genes in pairs 2, 8, 11 and 13, the last two in 

interstitial position (Fig. 4). 
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Fig. 4 Male and female karyotypes of Ctenus ornatus with conventional staining Giemsa (a, b, respectively); 

male karyotype after C-banding (c) and staining with fluorochrome CMA3 (d), inset boxes show the sex 

chromosome pair of the Parque Estadual Mata dos Godoy (c1, d1) and Parque Nacional do Superagui (c2, d2): 

note the difference in X1 sex chromosome banding pattern between populations. Inset box shows chromosome 

pairs with 18S rDNA (green) and Histone H3 (red). Scale bar = 10 µm. 

 

C-banding technique evidenced heterochromatic blocks in the centromeric, interstitial 

and terminal regions of the chromosomes. However, the profile of the X1 sex chromosome 

differed between the two populations (Figs. 4c, d). CMA3 and DAPI staining showed the 

presence of GC-rich regions, CMA3
+ and DAPI-, coincident with the C-banding pattern 

(Figs. 4d, 5e–h). 
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Fig. 5 Meiotic cells after staining with base-specific fluorochromes DAPI (a, c, e, g) and CMA3 (b, d, f, h). 

Arrowheads point sex chromosomes. Diplotene cells of Guasuctenus longipes (a, b); Metaphase II cells of C. 

medius (c, d); Pachytene cells (e, f) and diplotene cells (g, h) of C. ornatus: arrows (h) point to interstitials 

blocks. Scale bar = 10 µm. 

Meiotic analyses in C. ornatus evidenced isopycnotic sex chromosomes in pachytene 

cells of females (Fig. S3a). In males, sex chromosomes showed positive heteropycnosis in the 

early stages of meiosis (Figs. S3b, c). Metaphases II showed cells with 13 and 15 

chromosomes, confirming the X1X20 SCS (Fig. S3d). In the PNS population, we observed 

two specimens with one supernumerary chromosome (Figs. S3e–g), with approximately 50% 

of frequency in both specimens, and one specimen with two supernumerary chromosomes 

(Fig. S3h), with 53% of frequency. These chromosomes showed positive heteropycnosis 

(Fig. S3e) and behavior similar to the sex chromosomes (Figs. S3f, h) 

An idiogram of the distribution of heterochromatin, 18S rRNA, and histone H3 genes 

in the karyotype of G. longipes, C. medius, and C ornatus is shown in Fig. 6. 



51 

 

 

 

Fig. 6 Representative idiogram of Guasuctenus. longipes, Ctenus medius e C. ornatus showing different 

banding: C-banding (CB), 18S DNAr and histone H3 sites and regions where the heterochromatin blocks are 

coincident with the 18 rDNA or histone H3 sites. 

6.4 - Discussion 

6.4.1 - Karyotypic analysis 

The karyotypes of Guasuctenus longipes, first described, Ctenus medius and 

C. ornatus showed a conserved pattern, similar to the ancestral karyotype described for the 

superfamily Lycosoidea [21, 22]. This karyotype with 2n♂ = 26 + X1X20, is present in all 

Ctenus species and varies only in the size ratio of the sex chromosomes [9, 10, 11, 23]. The 

divergence about X1:X2 size ratio and the definition of the X2 sex chromosome in C. ornatus, 

may be explained by higher condensation of the sex chromosomes in meiosis, Therefore, the 

karyotypic structure is well conserved in Ctenus, indicating the need to evaluate other 

characteristics to cytogenetically differentiate the species of the genus. 
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A common feature in spider karyotype is the presence of secondary constrictions [21, 

22, 24], which had been described in Ctenidae only in Nothoctenus sp. and Ctenus sp. [9]. In 

C. ornatus and G. longipes, secondary constrictions were shown to be associated to 18S 

rDNA, and this type of association is recurrent in several animal groups, such as the 

grasshopper Abracris flavolineata De Geer 1773 [25] and the fish Loricariichthys 

platymetopon Isbrücker and Nijssen, 1979 [26]. 

Araujo et al. [9] also reported the occurrence of one supernumerary chromosome in a 

male specimen of C. ornatus with meiotic behavior of univalent chromosome similar to that 

in sex chromosomes. Since this system is recurrent in spiders, the authors proposed that this 

may be an origin event of X1X2X30 SCS [9, 27, 28, 29]. This same event may be occurring in 

the cells of the analyzed specimens in this study. And the presence of two supernumerary 

chromosomes in other specimen may demonstrate the conversion for a X1X2X3X40 SCS in 

Ctenidae for the first time, thus occurring systems involving neo-X3 and neo-X4 sex 

chromosomes. 

The occurrence of supernumerary can be considered recurrent in C. ornatus because 

the distance from the region sampled in this study to the region sampled by Araujo et al. [9] 

was >300 km. However, further analyses are necessary to determine the frequency of these 

chromosomes in different populations of this species and elucidate the mechanisms involved 

in its formation. 

A very striking feature of the karyotype of all analyzed Lycosoidea species is the 

difference in the size of the sex chromosomes, which was also observed among the three 

species analyzed here, in the ratio of size X1: X2. This polymorphism may be the result of 

translocations between autosomes and sex chromosomes, as discussed earlier by Dolejš et al. 

[21], for Lycosidae species. Probably, the amount of heterochromatin is not necessarily 

involved in this polymorphism because in C. ornatus, despite the very evident 

heterochromatic bands, the sex chromosome X2 was identified as the smallest complement 

chromosome. Therefore, the presence of a trivalent in a specimen of C. medius from PEMG, 
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involving the association of an autosomal bivalent with a sex chromosome, reinforces the 

hypothesis of Dolejš et al. [21] that translocations are one of the main mechanisms 

responsible for the differentiation of sex chromosomes in this superfamily. 

6.4.2 - Inferences about the distribution of repetitive DNA in Cteninae  

Repetitive DNA sequences in the terminal regions of the chromosomes are common in 

Ctenidae, including heterochromatic regions and 18S rRNA genes [10, 11]. Dolejs et al. [21] 

suggest that NORs in the terminal region of the long arm of autosomal chromosomes 

constitute a plesiomorphic condition in Araneomorphae, which appears to apply to Ctenidae, 

even in subfamilies such as Acantheinae and Acanthocteninae [11], which have derived 

morphological traits [7]. 

Guasuctenus longipes (present study), C. indicus [10] and Phoneutria nigriventer [11] 

were the only species in Cteninae that demonstrated to have more than one chromosomal pair 

carrying 18S rDNA genes. In this respect, C. medius and C. ornatus had a similar profile, in 

addition to having an increase in the number of histone H3 genes and heterochromatin 

distribution; the latter was significant in C. medius owing to the size of the heterochromatic 

blocks and in C. ornatus because of the number and the distribution profile of these blocks 

(Fig. 6). 

Results of a comparative analysis of the most recent cytogenetic and phylogenetic data 

for Cteninae indicated that the close relationship between C. medius and C. ornatus found in 

the present study and the very different karyotype profile for Guasuctenus longipes 

(previously described as Ctenus longipes), are well supported by the morphological analysis 

of Polotow and Brescovit [7], who studied 32 species of Ctenus and concluded that the genus 

was polyphyletic. These authors indicated that C. medius was grouped in a clade (Clade F) 

together with C. ornatus, C. vehemens, C. fernandae and C. paubrasil, among other species, 

whereas Guasuctenus longipes belonged to a separate clade (Clade K) and was more 

phylogenetically related to species of the genera Parabatinga and Isoctenus.  

The presence of interstitial heterochromatin bands in C. ornatus may appear to be an 

apomorphic feature of the species, but it is not unique to it. C-banding analyses in cells of 

C. medius in pachytene indicated the presence of a few interstitial heterochromatic bands in 

some chromosomes but not in metaphase, probably because of their high degree of 
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condensation. Moreover, the colocalization of histone H3 and the heterochromatic bands, in 

specially the interstitial bands in C. ornatus, suggest a direct relationship of evolution 

between histone genes and heterochromatin in Ctenus. 

Therefore, although cytogenetic data are not available for other species of the clade 

where C. medius and C. ornatus are grouped, it can be concluded that amplification and 

dispersion events of heterochromatin and repetitive DNA sequences, such as those originated 

by transposons and ectopic exchanges [30], were significant for the evolutionary history of 

the karyotypes of both species. The differences in the sex chromosome X1 between two C. 

ornatus populations suggest that these mechanisms continue to occur. Furthermore, the 

presence of interstitial histone H3 sites may be evidence that paracentric inversions also 

played a role in karyotype differentiation in this group of spiders. 

This study, besides bringing the first physical mapping data of histone H3 in spiders 

and the first cytogenetic description in a new genus, shows the potential of chromosomal 

markers in the karyotype characterization in Araneae. In addition to histone genes, 

heterochromatic and 18S rDNA profiles showed a similarity between C. medius and C. 

ornatus, and a differentiation of Guasuctenus longipes congruent with the morphological 

data. 
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6.6 - Anexos 

 

Additional File 2: Fig. S1 Female (a) and male (b-h) meiotic cells of G. longipes with conventional staining 

Giemsa. Arrowheads point sex chromosomes. Pachytene cells (a, b); diplotene (c); diakinesis (d); metaphase II 

(e); anaphase II (f); diplotene (g, h); arrows show associated satellites between homologous (g) and non-

homologous chromosomes (h)  in all individuals of the Parque Nacional do Superagui population coinciding 

with 18S rDNA sites (boxes). 

 

Additional File 3: Fig. S2 Female (a) and male (b-h) meiotic cells of C. medius with conventional staining 

Giemsa. Arrowheads point sex chromosomes. Pachytene cells (a, b); diakinesis cell (c); metaphase I cell (d); 

metaphases II cells, with 15 and 13 chromosomes (e, f, respectively); diakinesis (g) and pachytene cells (h), 

showing the trivalent observed in the individual of Parque Estadual Mata dos Godoy. 
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Additional File 4: Fig. S3 Female (a) and male (b-h) meiotic cells of C. ornatus with conventional staining 

Giemsa. Arrowheads point sex chromosomes. Pachytene cells (a, b); diakinesis cell (c); metaphases II cells; 

pachytene, diakinesis and metaphases II cells (e, f, g, respectively, showing one supernumerary chromosome (S), 

totally heteropicnotic (e); diakinesis cell evidencing two supernumerary chromosomes (S1 and S2) with similar 

behavior to sex chromosomes. 
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Additional File 1: Table S1. Specimens separated by collection sites. PNS = Parque Nacional de Superagui, 

Guaraqueçaba-PR; PEMG = Parque Estadual Mata dos Godoy, Londrina-PR. The numbers determine specimen 

voucher deposited in the arachnological collection of the Laboratório Especial de Coleções Zoológicas, Intituto 

Butantan (IBSP, curator AD Brescovit), São Paulo/SP, Brazil. 

Ctenus medius 
Keyserling, 1891 

Ctenus ornatus 
(Keyserling, 1877) 

Guasuctenus longipes 
Polotow e Brescovit, 2019 

PEMG PNS PEMG PNS PEMG PNS 

215931 217942 215932 215943 215885 215926 

215936 217943 217937 215944 215916 215937 

217920 215942 217938 215939 215916 215923 

217927 217931 217939 217936   215945 

217925 217930 217940 217935   215935 

217922 217934 217941 217933   215934 

217924 215891 217926 215910   215930 

217954 215925 217944 216074   215866 

217955 215892 217945 216103   216116 

217957 217932 217946    216105 

  217921 217948    216086 

  217759 217950    214465 

  216084 217958    216117 

  216083 217879    217761 

  217756 217879      

  216119 217915      

    217916      

    217917      
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7 - CAPÍTULO 2 

 

 

Primeira descrição citogenética em Isoctenus Bertkau, 1880 (Araneae, 

Ctenidae): caracterização do cariótipo ancestral do gênero. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Este artigo será submetido para publicação na Chromosome Research. 
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Primeira descrição citogenética em Isoctenus Bertkau, 1880 (Araneae, 

Ctenidae): caracterização do cariótipo ancestral do gênero.  

 

Running title: Primeiro dados citogenéticos em Isoctenus 

Matheus Pires Rincão1, Antonio Domingos Brescovit2, Ana Lúcia Dias1 

1Departamento de Biologia Geral, CCB, Universidade Estadual de Londrina, Rodovia Celso 

Garcia Cid, PR 445, km 380, Londrina, Brasil. 2Laboratório Especial de Coleções Zoológicas, 

Instituto Butantan, São Paulo, Brasil. 

Matheus P. Rincão – Autor correspondente (rincaom@gmail.com) 

Resumo: 

Dentre os 48 gêneros de Ctenidae, Isoctenus se caracteriza por ser um dos gêneros endêmicos 

do continente sul-americano, abrangendo 16 espécies, das quais pelo menos 15 ocorrem no 

Brasil. Apesar disso, não há nenhuma informação citogenética disponível na literatura sobre 

esse gênero, de modo que o presente estudo teve o intuito de caracterizar citogeneticamente 

seis espécies de Isoctenus, I. corymbus, I. coxalis, I. herteli, I. janeirus, I. ordinario e I. 

strandi, determinando a distribuição da heterocromatina, DNAr 18S e histona H3. Todas as 

seis espécies apresentaram 2n♂=28 (26 + X1X20), evidenciando um número diploide 

conservado no gênero, com cromossomos predominantemente acrocêntricos/telocêntricos, 

contudo foram observados cromossomos subtelocêntricos em I. janeirus, I. strandi e em I. 

ordinario. Em todas as espécies os cromossomos sexuais X1 e X2 foram identificados como 

sendo o maior e o menor elementos respectivamente, exceto em I. corymbus, onde não foi 

possível identificar os sexuais. O bandeamento C evidenciou heterocromatina restrita às 

regiões pericentroméricas das quatro espécies analisadas. Além disso, a FISH mostrou 

marcações múltiplas de DNAr 18S apenas para I. ordinario, espécie basal na filogenia do 

gênero, sugerindo que, até o momento, esta seja uma característica ancestral em Isoctenus.  

Palavras chave: Citogenética de Aranhas; DNAr 18S; Histona H3; FISH 
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7.1 - Introdução 

Descrito por Bertkau em 1880, Isoctenus é composto por aranhas endêmicas da 

América do Sul (Polotow e Brescovit, 2019a), contando atualmente com 16 espécies, das 

quais, pelo menos 15 ocorrem no Brasil (World Spider Catalog, 2020). São aranhas errantes e 

de hábitos noturnos, de médio a grande porte, e que pertencem à Ctenidae (Polotow e 

Brescovit, 2019a). Recentemente, foram incluídas na subfamília Cteninae por Polotow e 

Brescovit (2014), agrupadas próximo de Parabatinga Polotow e Brescovit 2009 e do gênero 

recém descrito Guasuctenus Polotow e Brescovit (2019b). 

 Citogeneticamente, o gênero ainda permanece desconhecido contudo, tanto 

Parabatinga, gênero monoespecífico, quanto Guasuctenus já apresentam alguma descrição 

cariotípica. Araujo et al. (2014) fizeram a primeira descrição do número diploide para 

Parabatinga brevipes Polotow e Brescovit (2009) e Rincão et al. ( enviado para publicação) 

para Guasuctenus longipes Polotow e Brescovit (2019b), evidenciando 28 cromossomos nos 

machos com sistema cromossômico sexual (SCS) do tipo X1X20, e cromossomos 

exclusivamente acrocêntricos/telocêntricos, para ambas as espécies. 

Dolejš et al. (2011) propõe que o cariótipo ancestral para Lycosoidea, onde está 

inserida Ctenidae (Wheeler et al., 2016), seja de 2n♂=28 (26 + X1X20), hipótese reforçada 

por Araujo et al. (2015). Contudo, o baixo número de espécies analisadas citogeneticamente 

em Ctenidae torna difícil determinar com precisão qual seu cariótipo ancestral, uma vez que a 

subfamília considerada basal na filogenia, Acanthocteninae (Polotow e Brascovit, 2014) 

apresenta, até o momento, apenas espécies com 2n♂=29 (26 + X1X2X30) e que a conversão 

do SCS pode atuar em ambas as direções, X1X20 para X1X2X30, ou vice-versa (Araujo et al., 

2012). Além disso, Ctenidae possui um cariótipo conservado em relação à  morfologia 

cromossômica (Araujo et al., 2020), o que dificulta a investigação sobre os eventos 

evolutivos, como rearranjos cromossômicos, que podem ter atuado na diversificação 

cariotípica desses animais.  

Frente ao fato de que em muitas famílias de aranhas a fórmula cariotípica e o número 

diploide são conservados, é evidente a necessidade de aumentar o número de caracteres que 

auxiliem na diferenciação dos cariótipos. Nesse sentido, as sequências de DNA 

moderadamente repetitivas, compostas pelas famílias multigênicas, fornecem marcadores 

citogenéticos capazes de evidenciar rearranjos cromossômicos e eventos de dispersão de 
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sequências repetitivas (Cabral-de-Mello et al., 2011a). Até o momento, pelo menos 24 

famílias de aranhas, abrangendo as duas infraordens dentro de Opisthothelae, Mygalomorphae 

e Araneomorphae, possuem algum dado sobre mapeamento de DNA repetitivo, uma vez que 

o emprego da técnica de FISH (Fluorescence In Situ Hybridization) na citogenética de 

aranhas ainda é muito recente, e somente em 2013 as primeiras espécies de aranha tiveram os 

genes de DNAr 18S mapeados, Brachypelma albopilosum Valerio, 1980, em Theraphosidae, 

com RONs simples (Král et al. 2013), e Wadicosa fidelis (O. Pickard-Cambridge, 1872), em 

Lycosidae, com marcações múltiplas e variação intraespecífica no número de cromossomos 

portadores dos sítios de 18S (Forman et al. 2013).  

Somente em 2017, Rincão et al. (2017) descreveram os primeiros dados de FISH para 

Ctenidae, utilizando sondas de DNAr 18S, em cinco espécies de Ctenidae, evidenciando 

regiões organizadoras de nucléolo (RONs) simples em Ctenus ornatus (Keyserling, 1877), C. 

medius Keyserling, 1891, V. andicola (Simon, 1906) e Enoploctenus cyclothorax (Bertkau, 

1880), e RONs múltiplas, em três pares cromossômicos em Phoneutria nigriventer 

(Keyserling, 1891). Mais recente Rincão et al. (enviado para publicação) fizeram a primeira 

descrição do uso de sondas de histona H3 em aranhas, revelando padrões espécie-específicos 

de distribuição dos genes de histona H3 em C. ornatus, C. medius e em G. longipes. 

Apesar da evidente lacuna no número de espécies com descrição citogenética em 

Ctenidae, e do emprego de outras metodologias que auxiliem na caracterização dos cariótipos 

dentro da família, nossos dados forneceram um importante subsídio para compreender as 

relações evolutivas entre os cariótipos do clado que abriga Guasuctenus, Parabatinga e 

Isoctenus. Além disso, realizar a caracterização cariotípica para seis das 16 espécies de 

Isoctenus descritas atualmente, e identificar os perfis de distribuição dos sítios de DNAr18S e 

histona H3, contribuindo significativamente com a citogenética da família. 

7.2 - Material e Métodos 

Foram coletados ao todo 78 indivíduos de Isoctenus, entre juvenis e adultos, 

distribuídos nas seis espécies analisadas no presente estudo, em 4 Unidades de Conservação 

localizadas no estado do Paraná, Brasil, como mostra a Tabela 1. Os espécimes foram 

depositados na coleção aracnológica do Laboratório Especial de Coleções Zoológicas do 

Instituto Butantan (IBSP, Curador: AD Brescovit), São Paulo/SP, Brasil. 
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Tabela 1: Lista de espécies analisadas, distribuídas por sexo e locais de coleta. PARNA = Parque Nacional. 

Espécie 

Amostra 

Local de Coleta 
♂ ♀ 

I. corymbus Polotow, 

Brescovit e Pellegatti-Franco, 

2005 
2 4 

PARNA de Saint-Hilaire/Lange  

Matinhos-PR 
W 48º 33' 47,50", S 25º 48' 42,30" 

    

I. coxalis (F. O. Pickard-

Cambridge, 1902) 
6 1 

PARNA de Superagui 

Guaraqueçaba-PR 
W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40" 

 1 1 
PARNA de Saint-Hilaire/Lange 

 2 4 
Parque Estadual de Vila Velha 

Ponta Grossa-PR 

 3 5 
Parque Estadual do Guartelá 

Tibagi-PR 

    

I. herteli (Mello-Leitão, 

1947) 
12 1 Parque Estadual de Vila Velha 

W 50º 00' 11,30", S 25º 15' 15,40" 

    

I. janeirus (Walckenaer, 

1837) 
3 2 PARNA de Superagui 

 5  PARNA de Saint-Hilaire/Lange 

    

I. ordinario Polotow e 

Brescovit, 2009 
4 1 

PARNA de Foz do Iguaçu 

Foz do Iguaçu-PR 
W 54º 28' 35,40", S 25º 37' 34,00" 

 4 7 
Parque Estadual Mata dos Godoy 

Londrina-PR 
W 51º 14' 31,86", S 23º 26' 29,37" 

    

I. strandi Mello-Leitão, 1936 4  PARNA de Superagui 

 4 2 PARNA de Saint-Hilaire/Lange 

    

 

 As preparações cromossômicas seguiram o descrito por Araujo et al. (2008), com as 

modificações descritas por Rincão et al. (2017). Os cromossomos foram classificados de 

acordo com Levan et al. (1964). O bandeamento C foi feito como proposto por Sumner 

(1972), e as lâminas foram coradas com iodeto de propídio (Lui et al. 2012) 
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 A FISH foi realizada segundo Schwarzacher and Heslop-Harrison (2000). As sondas 

de DNAr 18S utilizadas foram as obtidas por Rincão et al. (2017) marcadas com o kit Biotin-

Nick Translation Mix (Roche) e detectada com Avidin-FITC (Invitrogen). As sondas de 

histona H3 utilizadas foram obtidas por Rincão et al. (enviado para publicação) e marcadas 

com Cy3 dUTP (GE Healthcare) por PCR, utilizando o par de primers M13. 

 As lâminas foram observadas no microscópio de epifluorescência Leica DM 2000, 

equipado com câmera digital Moticam Pro 282B. As imagens foram capturadas com auxílio 

do programa Motic Images Advanced, versão 3.2. Foram observadas 30 células, incluindo 

mitose e meiose, para se determinar o número diploide das espécies e morfologia 

cromossômica. Para montagem dos cariótipos foram analisadas 10 metáfases mitóticas, 

quando disponíveis.  

7.3 - Resultados 

 As fêmeas de Isoctenus corymbus apresentaram 2n=30, sem identificação dos 

cromossomos sexuais (Fig. 1a), não sendo possível montar o cariótipo para os machos, 

devido à dificuldade na obtenção de metáfases mitóticas em gônadas. A análise dos cariótipos 

das demais espécies revelou 2n=28 (26 + X1X20) nos machos e 2n=30 (26 + X1X1X2X2) nas 

fêmeas: I. coxalis (Fig. 1b), I. herteli (Fig. 1c), I. janeirus (Fig. 1d), I. ordinario (Fig. 1e) e I. 

strandi (Fig. 1f); X1 e X2 corresponderam ao maior e o menor cromossomos dos cariótipos, 

respectivamente. Em todas as espécies, os cromossomos apresentaram morfologia 

predominantemente acrocêntrica/telocêntrica, exceto para os pares 2, 4 e 12 em I. janeirus, 

para X2 em I. ordinario e para os pares 5 e 11 em I. strandi, que apresentaram morfologia 

subtelocêntrica. 
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Figura 1: Cariótipos de metáfases mitóticas de Isoctenus. a I. corymbus (♀). b I. coxalis (♂ e ♀). c I. herteli (♂ 

e ♀). d I. janeirus (♂ e ♀). e I. ordinario (♂ e ♀). f I. strandi (♂ e ♀). Barra de escala = 10 µm. 

 As células em meiose permitiram confirmar os SCS em todas espécies (Fig. 2), 

inclusive em I. corymbus, uma vez que os cromossomos sexuais apresentaram comportamento 

diferenciado nos machos: heteropicnose positiva nas fases de paquíteno (Fig. 2a, d, g, k, n, 

q); comportamento de univalente com pareamento em paralelo entre os sexuais nas fases de 

diplóteno (Fig. 2b, e, h, l, o) e metáfase I (Fig. 2r); e migração conjunta dos sexuais para a 

mesma célula filha durante a primeira divisão celular, como observado nas células em 

metáfase II, que apresentaram 13 ou 15 cromossomos ( 13 autossomos + X1X2) (Fig. 2c, f, i, 

m, p, s). Os paquítenos de fêmeas não apresentaram cromossomos com coloração 

diferenciada (dados não mostrados). 



69 

 

 

 

Figura 2: Células meióticas de machos de Isoctenus. a – c I. corymbus. d – f I. coxalis. g – i I. herteli. k – m I. 

janeirus. n – p I. ordinario, q – s I. strandi. a, d, g, k, np, q paquítenos. b, e, h, l, o diplótenos e r metáfase I. c, 
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f, i, m, p, s células em metáfase II. As cabeças de seta mostram os cromossomos sexuais. Barra de escala = 10 

µm. 

 O bandeamento C permitiu evidenciar blocos de heterocromatina constitutiva restrita à 

região pericentromérica da maior parte dos cromossomos em I. coxalis (Fig. 3a), I. herteli 

(Fig. 3b), I. janeirus (Fig. 3c) e I. ordinario (Fig. 3d). Nas demais espécies não foram obtidos 

dados de bandeamento C. 

 

Figura 3: Células mitóticas e meióticas de Isoctenus submetidas ao bandeamento C. a metáfase mitótica de I. 

coxalis. b diplóteno de I. herteli. c metáfase mitótica de I. janeirus. d diplóteno de I. ordinario. As setas em b, d 

mostram os cromossomos sexuais. Barra de escala = 10 µm. 

A FISH evidenciou sítios de histona H3 e DNAr 18S, respectivamente, nos pares 6 e 9 

em I. coxalis (Fig. 4a) e nos pares 6 e 1 em I. herteli (Fig. 4b, c). Além disso, mostrou RONs 

simples em I. janeirus (Fig. 4d) e I. strandi (Fig. 4e, f); e múltiplas, em dois bivalentes, em I. 

ordinario (Fig. 4g). I. janeirus (Fig. 4d), I. strandi (Fig. 4f) e I. ordinario (Fig. 4g) 

apresentaram apenas um bivalente portador dos sítios de histona H3. 
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Figura 4: Células mitóticas e meióticas de Isoctenus submetidas à FISH. As setas apontam os cromossomos 

sexuais nas células em meiose. a I. coxalis. b-c I. herteli. d diacinese de I. janeirus. e diplóteno e f metáfases II 

de I. strandi. g diacinese de I. ordinario. Barra de escala = 10 µm. 

7.4 - Discussão 

7.4.1 - Número diploide, estrutura cariotípica, e SCS em Isoctenus 

 Dentre os 48 gêneros em Ctenidae (World Spider Catalog, 2020), apenas nove 

possuem algum dado citogenético (Tabela 1), sendo eles Anahita Karsch, 1879, 

Asthenoctenus Simon, 1897, Ctenus Walckenaer, 1805, Enoploctenus Simon, 1897, 

Nothroctenus Badcock 1932, Parabatinga, Phoneutria Perty, 1833, Viracucha Lehtinen, 1967 

(Araujo et al., 2019) e Guasuctenus (Rincão et al. enviado para publicação). O presente 
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estudo trouxe os primeiros dados citogenéticos para Isoctenus, evidenciando um número 

diploide de 2n♂=28 (26 + X1X20), observado em todas as seis espécies aqui analisadas.  

O gênero apresentou um SCS, do tipo X1X20, conservado, similar ao sistema 

considerado ancestral em Lycosoidea, proposto por Dolejš et al. (2011), do qual os demais 

sistemas derivariam dentro do grupo, por meio de uma série de eventos evolutivos (para 

revisão ver Araujo et al., 2012). Além disso, o número diploide observado em todas as 

espécies também é o mais frequente na família, embora não possa ser considerado como 

sendo o perfil ancestral do grupo, visto que Acanthocteninae, a subfamília basal na filogenia 

de Ctenidae (Polotow e Brescovit, 2014), apresenta 2n♂=29 (26 + X1X2X30) nas duas únicas 

espécies estudadas até o momento, Nothroctenus sp. e Viracucha andicola (Araujo et al., 

2014). 

Apesar disso, o clado que abriga as espécies de Isoctenus, segundo a filogenia de 

Polotow e Brescovit (2014), se mostrou bastante conservado quanto ao número diploide e 

formula cariotípica (Fig. 5), uma vez que os três gêneros que possuem dados citogenéticos, 

Isoctenus, Guasuctenus e Parabatinga, apresentaram 28 cromossomos, predominantemente 

acrocêntricos/telocêntricos, com SCS do tipo X1X20, o que sugere que este também venha a 

ser o cariótipo ancestral para esse clado, e, portanto, para Isoctenus. Apesar disso, a 

ocorrência de cromossomos subtelocêntricos em I. janeirus, I. ordinario e I. strandi, além de 

evidenciar um marcador espécie-específico, sugere que eventos envolvendo rearranjos 

cromossômicos, como inversões pericêntricas, podem ter atuado durante a diversificação 

cariotípica dentro do gênero, uma vez que apenas a morfologia cromossômica, e não o 

número diploide, foi alterada, envolvendo tanto autossomos, em I. janeirus e I. strandi, 

quanto os sexuais, tal como evidenciado para I. ordinario. 
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Figura 5: Cladograma das espécies de Isoctenus, modificado a partir de Polotow e Brescovit (2009), em 

conjunto com os dados do clado K, descrito por Polotow e Brescovit (2014), mostrando o número diploide das 

espécies analisadas no presente estudo e o número de pares cromossômicos portadores de DNAr 18S e Histona 

H3. 1P = um par cromossômico portador da sequência; 2P = dois pares cromossômicos portadores da sequência. 

Outra característica que se mostrou bastante conservada no gênero, foi a diferença de 

tamanho observada entre os cromossomos sexuais e os demais cromossomos do cariótipo, 

sendo o maior e o menor cromossomos do complemento, exceto para I. corymbus, onde não 

foi possível identificar os sexuais no cariótipo. De acordo com Araujo et al. (2015), algumas 

famílias dentro de Lycosoidea apresentam diferentes perfis em relação à diferença de tamanho 

entre os cromossomos sexuais, e entre os cromossomos sexuais e os demais cromossomos do 

cariótipo, para as espécies que apresentam SCS do tipo X1X20.  

Considerando a filogenia molecular proposta por Wheeler et al. (2016), que agrupa 

sete famílias em Lycosoidea, é possível observar que, em Oxyopidae, os sexuais X1 e X2 

correspondem a dois cromossomos de tamanho médio (Stávale et al., 2011), enquanto em 

Australomisidia sociallis (Main, 1988), citada como Diaea sociallis, pertencente à 

Thomisidae, eles representam os menores cromossomos do cariótipo (Rowell e Main, 1992). 

Para a maior parte das espécies de Lycosidae analisadas, os cromossomos sexuais no X1X20, 

representam os dois maiores cromossomos do complemento, já em Trechaleidae e Ctenidae, 

eles são geralmente o maior e o menor cromossomo, respectivamente (Araujo et al., 2015). 
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Psechridae e Pisauridae não apresentam dados em relação ao tamanho dos cromossomos 

sexuais. 

Contudo, três das últimas espécies descritas citogeneticamente em Ctenidae, 

apresentaram perfis diferentes: em Ctenus indicus Gravely, 1931 (Kumar et al., 2017) os 

cromossomos sexuais se mostraram representados por dois cromossomos pequenos enquanto 

que, em C. medius (Rincão et al., 2017) e Guasuctenus longipes (Rincão et al., enviado para 

publicação), os cromossomos X1 e X2 foram identificados como sendo um cromossomo 

grande e um médio, respectivamente. Em suma, embora o baixo número de espécies 

analisadas possa estar mascarando a diversidade cariotípica em Isoctenus, nossos dados 

apontam para um cariótipo ancestral de 2n♂=28 (26 + X1X20), composto por cromossomos 

acrocêntricos/telocêntricos, e cromossomos sexuais X1 e X2 correspondendo ao maior e ao 

menor cromossomo do cariótipo, respectivamente. 

7.4.2 - Sítios de DNA repetitivo 

  Citogeneticamente, menos de 1,8% das espécies de aranhas foram analisadas (Araujo 

et al., 2020), desse total aproximadamente 10% foram avaliadas em relação à localização das 

RONs. O presente estudo incorpora mais cinco espécies a esses dados, todas elas com sítios 

de DNAr 18S localizados em cromossomos autossômicos, o que parece ser um padrão 

ancestral em Opisthothelae, uma simplesiomorfia de Mygalomorphae e Araneomorphae (Král 

et al., 2013); contudo diversas famílias basais em em Araneomorphae apresentam como 

sinapomorfia a presença de RONs em cromossomos sexuais, como observado em Filistatidae 

(Paula-Neto et al., 2017) em famílias do clado “Synspermiata” (Oliveira et al., 2007; Král et 

al., 2006), descrito por Wheeler et al (2016).  

Outra característica que se mostrou bastante conservada em relação às RONs, foi sua 

localização na posição terminal dos cromossomos (Stávale et al., 2010,2011; Dolejš et al., 

2011; Král et al., 2013, Forman et al., 2013; Araujo et al., 2014, Rincão et al., 2017; Paula-

Neto et al., 2017, presente estudo, entre outros), com exceção de Physocyclus globosus 

(Taczanowski, 1874), Pholcidae, (Oliveira et al., 2007), Hamatiliwa sp., Oxyopidae (Stávale 

et al., 2011), e em Isehonothele caudata (Ausserer, 1875) e Linothele megatheloides Paz e 

Raven, 1990, Dipluridae (Král et al., 2013) que apresentaram RONs intersticiais, uma 

característica considerada derivada em aranhas (Král et al., 2013). Forman et al. (2013) 

sugerem ainda, que a posição terminal das RONs atuaria prevenindo eventos de dispersão por 
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transposição e translocação, o que explicaria o padrão conservado observado na maior parte 

das espécies analisadas, incluindo Isoctenus. 

 Segundo a filogenia mais recente do gênero, proposta por Polotow e Brescovit (2009), 

é possível perceber dois ramos bem evidentes dentro de Isoctenus, onde I. ordinario ocupa a 

posição basal no clado que abriga I. janeirus, I. corymbus e I. coxalis, e no outro ramo estão, 

juntamente com outras espécies, I. herteli e I. strandi (Fig. 5). Das cinco espécies onde foram 

detectados os sítios de DNAr 18S, I. coxalis, I. hertili, I. janeirus e I. strandi mostraram 

apenas um par autossômico marcado, e apenas I. ordinario apresentou dois pares portadores 

das sequências. 

Assim embora a presença de RONs em dois pares autossômicos possa ser uma 

característica ancestral em Entelegynae, e Lycosoidea (Dolejš et al., 2011; Král et al., 

2013),nossos dados sugerem que,  é mais parcimonioso que o ancestral de Isoctenus possuisse 

apenas um par autossômico portador sítios de DNAr 18S, bem como apenas um par portador 

dos genes de histona H3, com I. ordinário apresentando um padrão derivado dentro do 

gênero, para esta característica. Durante a evolução do gênero eventos de dispersão dos sítios 

ribossomais podem ter influenciando na diferenciação do cariótipo de I. ordinario de forma 

independente ao das demais espécies (Fig. 5). 

Entretanto, é preciso considerar que apenas seis das 16 espécies do gênero foram 

analisadas até o momento, e que muitas das ramificações da filogenia proposta por Polotow e 

Brescovit (2014) são embasadas em caracteres que não estão livres de homoplasias. Além 

disso, a descrição de novas espécies e a revisão de espécies mal posicionadas em outros 

gêneros, como foi o caso de Isoctenus guadalupei (Mello-Leitão, 1941), transferida de Ctenus 

por Polotow e Brescovit (2019b), ainda podem alterar as relações entre as espécies do gênero 

e, portanto, influenciar na interpretação sobre a evolução dos cariótipos dentro do gênero. 
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Primeira descrição citogenética para Ancylometes (Araneae, Ctenidae): 

mapeamento da heterocromatina e DNA repetitivo em Ancylometes 

concolor (Perty, 1833) 

 

 

 

 

 

 

 

 

Este artigo será submetido para publicação na Genetics and Molecular Biology. 
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Primeira descrição citogenética para Ancylometes (Araneae, Ctenidae): 

mapeamento da heterocromatina   e DNA repetitivo em Ancylometes 

concolor (Perty, 1833) 
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Resumo: 

Ctenidae está entre as mais abundantes famílias de aranhas encontradas nas florestas tropicais 

do planeta, contudo, muito pouco se conhece da citogenética da família pois, dos 48 gêneros, 

apenas 9 tiveram alguma espécie analisada. Nesse sentido, o presente estudo visa diminuir a 

lacuna de conhecimento existente dentro de Ctenidae, realizando a descrição citogenética de 

Ancylometes concolor, por meio de uma análise meiótica e mitótica, e de um mapeamento dos 

sítios de DNA repetitivo e heterocromatina constitutiva. Foram analisados um total de 35 

indivíduos, entre quatro locais de coleta diferentes, por meio de coloração convencional com 

Giemsa, bandeamento C, coloração com DAPI e CMA3, e FISH utilizando sondas de DNAr 

18S e de histona H3. Foi evidenciado um cariótipo composto por 26 cromossomos com 

sistema cromossômico sexual do tipo X1X20, sendo a primeira descrição deste número 

diploide para Ctenidae. O bandeamento C e a coloração com fluorocromos base-específicos 

mostraram blocos de heterocromatina GC ricos dispersos nas regiões centroméricas e 

intersticiais de todos os cromossomos, característica rara em aranhas. Também foi realizado 

um mapeamento da heterocromatina em paquítenos, evidenciando mais de 60 regiões 

intersticiais no cariótipo de A. concolor, ressaltando a importância da análise de fases 

meióticas no estudo citogenético de aranhas. A FISH evidenciou RONs simples, no par 6, 

além de dois bivalentes portadores dos sítios de histona H3. Assim, o presente trabalho 

contribuiu com a descrição citogenética de mais um gênero de Ctenidae, além de empregar 

diferentes marcadores cromossômicos combinados que ajudaram a criar um perfil cariotípico 

para Ancylometes concolor. 

Palavras chave: Citogenética de aranhas, DNAr 18S, FISH, Histona H3. 
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8.1 INTRODUÇÃO 

 Dentre as espécies de Araneomorphae, Ancylometes Bertkau 1880 e Phoneutria Perty 

1833 estão entre as maiores aranhas neotropicais da infraordem, podendo atingir 20 cm de 

comprimento, ao considerar a extensão das pernas (Höfer e Brescovit 2000). As espécies do 

gênero Ancylometes apresentam hábitos noturnos, vivendo sobre o solo e se escondendo em 

abrigos naturais durante o dia, são comuns nas florestas neotropicais, principalmente 

associadas à vegetação ribeirinha (Höfer e Brescovit 2000). Atualmente, o gênero conta com 

11 espécies descritas, 9 delas ocorrem no Brasil (World Spider Catalog 2019), sendo que no 

estado do Paraná há registro para pelo menos duas espécies, A. rufus (Walckenaer 1837) e A. 

concolor (Perty 1833) (Höfer e Brescovit 2000). Atualmente, o gênero pertence a Ctenidae, 

transferido de Pisauridae por Silva-Dávila (2003). 

Até o momento, apenas 9 dos 48 gêneros de Ctenidae (World Spider Catalog 2019; 

Rincão et al. enviado para publicação) apresentam alguma descrição citogenética (Tabela 1), 

Anahita Karsch 1879, Asthenoctenus Simon 1897, Ctenus Walckenaer 1805, Enoploctenus 

Simon 1897, Guasuctenus Polotow e Brescovit 2019, Parabatinga Polotow e Brescovit 2009, 

Phoneutria e Viracucha Lehtinen 1953, de modo que Ancylometes ainda permanece 

desconhecido (Araujo et al. 2020). A família apresenta três números diploides diferentes, 

2n♂=22 (20+X1X20) em Asthenoctenus borellii Simon 1897 (Araujo et al. 2014), 2n♂=29 

(26+X1X2X30) em Anahita fauna Karsch 1879 (Chen 1999) e V. andicola (Simon 1906) 

(Araujo et al. 2014) e 2n♂=28 (26+X1X20) nas demais espécies analisadas (Araujo et al. 

2014; Kumar et al. 2016; Rincão et al. 2017; Rincão et al. enviado para publicação). 

Dados citogenéticos como mapeamento da heterocromatina constitutiva (HC), ainda 

permanecem escassos em aranhas contudo, em Ctenidae, a HC foi mapeada em pelo menos 

sete espécies, sendo que em cinco delas se mostrou restrita às regiões pericentroméricas ou 

terminais do braço longo dos cromossomos, Phoneutria nigriventer (Keyserling 1891), 

Enoploctenus cyclothorax, Viracucha andicola por Rincão et al. (2017), Guasuctenus. 

longipes por Rincão et al. (enviado para publicação) e Ctenus indicus por Kumar et al. (2016); 

já em C. medius e C. ornatus (Rincão et al. 2017; Rincão et al. enviado para publicação) 

foram observados blocos de HC dispersos também na região intersticial dos cromossomos, 

sendo este último perfil considerado derivado dentro da família, de acordo com (Rincão et al. 

enviado para publicação). 
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Tabela 1: Espécies com dados citogenéticos em Ctenidae, atualizada a partir de Rincão et al. (2017). AgRON = 

Regiões Organizadoras de Nucléolo detectadas por impregnação com nitrato de prata. FISH = Fluorescence in 

situ Hibridization. T = Terminal. I = Intersticial 

Espécie 
Número 

Diploide (♂) 

RONs (nº do par) 
FISH 

(histona H3) 
Referência 

AgRON 
FISH 

(rDNA18S) 

Ancylometes concolor 

(Perty, 1833) 

2n=26 

(24+X1X20) 
 6T Múltiplas-T Presente estudo 

Acantheinae      

Enoploctenus cyclothorax 

(Bertkau, 1880) 

2n=28 

(26+X1X20) 
 Simples-T  Rincão et al., 2017 

Acanthocteninae      

Nothroctenus sp. 
2n=29 

(26+X1X2X30) 
   Araujo et al., 2014 

Viracucha andicola 

(Simon, 1906) 

2n=29 

(26+X1X2X30) 
6T, 10T 

 

Simples-T 
 

Araujo et al., 2014; 

Rincão et al., 2017 

Cteninae      

Anahita fauna Karsch, 

1879 

2n=29 

(26+X1X2X30) 
   Chen, 1999 

Ctenus indicus (Gravely, 

1931) 

2n=28 

(26+X1X2X30) 
8T, 10T   Kumar et al., 2016 

Ctenus medius Keyserling, 

1891 

2n=28 

(26+X1X20) 
 

Simples-T 

13T 

 

5T, 7T, 9T 

Rincão et al., 2017; 

Rincão et al.* 

Ctenus ornatus 

(Keyserling, 1877) 

2n=28 

(26+X1X20) 
 

10T 

Simples-T 

12T 

 

 

 

2T, 8T, 11I, 

13I 

Araujo et al., 2014; 

Rincão et al., 2017; 

Rincão et al.* 

Ctenus sp. 
2n=28 

(26+X1X20) 
   Araujo et al., 2014 

Guasuctenus longipes 

Polotow e Brescovit, 

2019s 

2n=28 

(26+X1X20) 
 9T, 11T 4T Rincão et al.* 

Parabatinga brevipes 

(Keyserling, 1891) 

2n=28 

(26+X1X20) 
   Araujo et al., 2014 

Phoneutria nigriventer 

(Keyserling, 1891) 

2n=28 

(26+X1X20) 
 

10T 

Múltiplas-T 
 

Araujo et al., 2014; 

Rincão et al., 2017 

Viridasiinae      

Asthenoctenus borelii 

Simon, 1897 

2n=22 

(20+X1X20) 
   Araujo et al., 2014 

* Artigo enviando para publicação 
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O uso de marcadores cromossômicos, por meio da citogenética molecular, embora 

tenham ganhado importância nas análises cariotípicas em diversos grupos de animais (Cabral-

de-Mello et al. 2011; Pine et al. 2017; Usso et al. 2019), ainda são pouco empregados em 

aranhas. Em Lycosoidea há apenas quatro registros do emprego da FISH (Fluorescence In 

Situ Hybridization) na análise das espécies do grupo: Suzuki e Kubota (2011), que também 

mapearam genes associados à produção de seda em aranhas e de DNAr 5S, em O. sertatus L. 

Koch 1878; Forman et al. (2013) hibridizaram sondas de DNAr 18S em Wadicosa fidelis 

(O.Pickard-Cambridge 1872); Rincão et al. (2017), que utilizaram sondas de DNAr 18S em 

cinco espécies de Ctenidae; e Rincão et al. (enviado para publicação), que mapearam a 

distribuição de sequencias de DNAr 18S e genes de histona H3 em C. medius, C. ornatus e 

Guasuctenus longipes. 

Assim, frente a necessidade de se ampliar o número de espécies e gêneros de Ctenidae 

com análises citogenéticas, e a importância dos bandeamentos cromossômicos no 

entendimento das relações evolutivas entre os cariótipos e na citotaxonomia do grupo, o 

presente estudo teve por objetivo descrever citogeneticamente Ancylometes concolor. Além 

de realizar um mapeamento dos blocos de heterocromatina em células de paquítenos, 

evidenciando a importância dessa fase como modelo de estudo em Ctenidae. 

8.2 - MATERIAL E MÉTODOS 

Foram analisados ao todo 35 indivíduos de Ancylometes concolor, entre juvenis e 

adultos, distribuídos entre quatro localidades, na Base de Estudo do Pantanal da Universidade 

Federal do Mato Grosso do Sul, no município de Corumbá, Mato Grosso do Sul, e em três 

Unidades de Conservação localizadas no estado do Paraná, Brasil, como mostrado na Tabela 

2. Os espécimes foram depositados na coleção aracnológica do Laboratório Especial de 

Coleções Zoológicas do Instituto Butantan (IBSP, Curador: AD Brescovit), São Paulo/SP, 

Brasil. 
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Tabela 2: Relação de indivíduos de Ancylometes concolor analisados, distribuídos por sexo e locais de coleta. 

PARNA = Parque Nacional. UFMS = Universidade Federal do Mato Grosso do Sul. 

Espécie 
Amostra 

Local de Coleta 
♂ ♀ 

 13 6 

Base de Estudos do Pantanal – 

UFMS – Corumbá – MS 

 W 57º 01' 08,70", S 19º 34' 36,90" 

A. concolor 
        (Perty, 1833) 

8  
PARNA de Superagui – 

Guaraqueçaba - PR 
W 48º 13' 51,9", S 25º 27' 14,40" 

 2  
PARNA de Foz do Iguaçu –  

Foz do Iguaçu - PR 

W 54º 28' 35,40", S 25º 37' 34,00" 

 4 2 
PARNA de Ilha Grande –  

Icaraíma - PR 
W 53º 44' 38,80", S 23º 21' 12,50" 

 

 As preparações cromossômicas seguiram o descrito por Araujo et al. (2008), com as 

modificações realizadas por Rincão et al. (2017). Os cromossomos foram classificados 

seguindo a classificação proposta por Levan et al. (1964). O bandeamento C seguiu o descrito 

por Sumner (1972), e as lâminas foram coradas com iodeto de propídio (Lui et al., 2012). 

 A FISH seguiu o proposto por Schwarzacher e Heslop-Harrison (2000). As sondas de 

DNAr 18S utilizadas foram obtidas por Rincão et al. (2017) marcadas com o kit Biotin-Nick 

Translation Mix (Roche) e detectada com Avidin-FITC (Invitrogen). As sondas de Histona 

H3 utilizadas foram obtidas por Rincão et al. (enviado para publicação) e marcadas com Cy3 

dUTP (GE Healthcare) por PCR, utilizando o par de primers M13. 

 As lâminas foram observadas no microscópio de epifluorescência Leica DM 2000, 

equipado com câmera digital Moticam Pro 282B. As imagens foram capturadas com auxílio 

do programa Motic Images Advanced, versão 3.2. Foram observadas 30 células, incluindo 

mitose e meiose, para se determinar o número diploide das espécies e morfologia 

cromossômica. Para montagem dos cariótipos foram analisadas 10 metáfases mitóticas.  
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8.3 - RESULTADOS 

8.3.1 - Caracterização citogenética de Ancylometes concolor 

 A análise das células meióticas revelou cromossomos isopicnóticos em paquítenos de 

fêmeas (Fig. 1a), diferente dos paquítenos de machos, onde foram observados dois 

cromossomos heteropicnóticos positivos, correspondentes aos cromossomos sexuais (Fig. 

1b). Esse comportamento de coloração diferenciada se manteve até a fase de diplóteno (Fig. 

1c, d). Os cromossomos sexuais mostraram associação em paralelo até o final da primeira 

divisão meiótica, como possível observar em diacinese e metáfase I (Fig. e, f, 

respectivamente), e segregaram juntos para o mesmo polo durante a primeira divisão 

meiótica, evidenciado pela ocorrência de células em metáfase II com 12  ou 14 cromossomos 

(Fig. g, h, respectivamente).  

 

Figura 1: Células meióticas de Ancylometes concolor. a, b paquítenos de fêmea e macho, respectivamente, 

evidenciando comportamento de heteropicnose positiva dos sexuais em machos (seta). c – h células de macho. c, 

e d diplótenos, e diacinese, f metáfase I, mostrando comportamento de associação em paralelo dos cromossomos 

sexuais (setas). g – h metáfases II, mostrando células com 12 e 14 cromossomos respectivamente. Barra de 

escala = 10 µm. 

 Os cariótipos de metáfases mitóticas permitiram confirmar o número diploide de 

2n=26 em machos e 2n=28 em fêmeas, e os cromossomos sexuais X1 e X2 (2n=24 + X1X20) 

foram identificados como sendo um cromossomo de tamanho grande, similar ao par 3, e um 

cromossomo de tamanho pequeno, similar em tamanho ao par 8, respectivamente (Fig. 2a, b). 
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Todos os cromossomos apresentaram morfologia exclusivamente acrocêntrica. Além disso foi 

possível observar uma constrição secundária terminal no par 6 (Fig 2b). 

 O bandeamento C, realizado em metáfases mitóticas, revelou uma grande quantidade 

de heterocromatina, com blocos dispersos tanto nas regiões centroméricas e terminais, quanto 

nas regiões intersticiais de todos os cromossomos, incluindo os dois sexuais (Fig. 2c), 

identificadas, em sua maioria, como sendo blocos ricos em GC, como evidenciado pela 

coloração com CMA3 (Fig. 2d). 

 

Figura 2: Cariótipos de metáfases mitóticas de Ancylometes concolor. a macho. b fêmea. c banda C corado com 

iodeto de propídeo. d fluorocromo CMA3. e FISH com sonda de DNAr 18S, evidenciando o par 6 como portador 

dos sítios ribossomais. Barra de escala = 10 µm. 

 A FISH com sonda de DNAr 18S mostrou marcações em apenas um par autossômico, 

o par 6 (Fig. 2e), confirmado também pela hibridização em fases de meiose, como pode ser 
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observado em diacinese na Fig. 3a. A hibridização com sonda de histona H3, permitiu 

evidenciar em células de diacinese dois bivalentes autossômicos portadores dos sítios, como 

mostrado na Fig. 3b. 

 

Figura 3: Células meióticas de machos de Ancylometes concolor submetidas à FISH. As setas indicam os 

cromossomos sexuais. a diplóteno, evidenciando um bivalente marcado com sonda de DNAr 18S, em verde. b 

diplóteno, evidenciando dois bivalentes marcados com sonda de histona H3. Barra de escala = 10 µm. 

8.3.2 - Mapeamento dos blocos de heterocromatina constitutiva 

 O bandeamento C realizado em células de paquíteno de machos, permitiu a montagem 

de um cariótipo, e por sua vez a construção de um ideograma representando um mapeamento 

da localização e quantidade de blocos de heterocromatina constitutiva em espécimes de 

Ancylometes concolor, da população do Pantanal. Foi observado um total de 60 regiões 

intersticiais mapeadas, como mostra a Figura 4. Para a construção do ideograma foram 

analisados 10 paquítenos, contudo, devido à alta condensação dos cromossomos sexuais 

durante esta fase, não foi possível mapear os blocos heterocromáticos em ambos, X1 e X2. 
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Figura 4: Cariótipo de Ancylometes concolor  obtido de células em paquíteno de macho submetido ao 

bandeamento C e ideograma representando os blocos heterocromáticos em cada bivalente.  

8.4 - DISCUSSÃO 

8.4.1 - Número diploide e citotaxonomia 

 A ordem das aranhas, atualmente representada por mais de 48 mil espécies, é 

amplamente diversa em aspectos morfológicos e citogenéticos, com um número diploide que 
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varia de 2n♂=5 em Afrilobus sp. até 2n♂=152 em Caponia natalenses (O. Pickard Cambridge 

1874) (Král et al. 2019), Orsolobidae e Caponiidae, respectivamente. Contudo, ao 

considerarmos Lycosoidea, superfamília que abriga, além de Ctenidae, Lycosidae, 

Trechaleidae, Pisauridae, Thomisidae, Psechridae e Oxyopidae (Wheeler et al. 2016), 

observa-se uma menor variação, de 2n♂=11 em Oxyopes salticus Hentz, 1845 (Stávale et al. 

2011) até 2n♂=29 encontrado em duas espécies de Ctenidae, Viracucha andicola (Simon 

1906) (Araujo et al. 2014) e Anahita fauna Karsch 1879 (Chen 1999) e em uma espécie de 

Pisauridae, Pisaura sp. (Srivastava e Shukla 1986). 

O cariótipo apresentado por Ancylometes concolor representa a primeira ocorrência de 

2n♂=26 (24+X1X20) em Ctenidae, sendo que na família há três números diploides diferentes, 

2n♂=22 (20+X1X20) em Nothroctenus sp. (Araujo et al. 2014), 2n♂=29 (26+X1X2X30), nas 

espécies mencionadas anteriormente, e 2n♂=28 (26+X1X20) nas demais espécies da 

família(Tabela 1). Dentro de Lycosoidea, 2n♂=26 também não é um cariótipo muito 

frequente, ocorre apenas em duas espécies de Pisauridae, Dolomedes fimbriatus (Clerck 1757) 

(Painter 1914) e D. scriptus Hentz, 1845 (Sokolov 1960), e em 20 das 120 espécies 

cariotipadas de Lycosidae (Araujo et al., 2020), como em algumas espécies do gênero Arctosa 

C. L. Koch, 1847 (Hackman 1948; Dolejš et al. 2011). E, embora até o momento não haja 

registro desse número diploide nas outras quatro famílias do clado, isso pode ser apenas uma 

reflexo do baixo número de espécies analisadas nessas famílias (Araujo et al. 2020). 

Wheeler et al. (2016) declararam Ancylometes um gênero de posição ainda incerta, 

como grupo irmão de Lycosoidea, fora de Ctenidae. Originalmente, Ancylometes era atribuído 

à Pisauridae, sendo transferido para Ctenidae pela primeira vez por Lehtinen (1967), e mais 

recentemente por Silva-Dávila (2003), o que foi confirmado por Polotow e Brescovit (2015). 

Contudo, nas análises de Silva-Dávila (2003), Ancylometes aparece como grupo irmão de 

Cupiennius Simon, 1891, gênero que foi recentemente transferido para Trechaleidae por 

Piacentini e Ramírez (2019). Assim, apesar da posição do gênero ainda permanecer mal 

resolvida em Lycosoidea, o perfil cariotípico observado nessa espécie, principalmente o 

2n=26, aponta uma diferença marcante com os demais cariótipos descritos em Ctenidae, o que 

pode corroborar os dados filogenéticos de Wheeler et al., (2016). 

8.4.2 – Mapeamento de DNA repetitivo e heterocromatina 

As RONs simples evidenciadas pelas FISH em A. concolor, no presente estudo, 

mantém Ctenidae como a única família em Lycosoidea a apresentar RONs em apenas um par 

http://www.arthropodacytogenetics.bio.br/spiderdatabase/bibliography.html#SRIVASTAVA,_M.D.L._and_SHUKLA,_S._Chromosome_number_and_sex-determining_mechanism_in_forty-seven_species_of_Indian_spiders._Chromosome_Information_Service,_n._41,_p._23-26,_1986.


90 

 

 

cromossômico (Stávale et al. 2011; Dolejš et al. 2011; Araujo et al. 2014; Kumar et al. 2016; 

Rincão et al. 2017; Rincão et al. enviado para publicação). Dados sobre a localização das 

RONs nessa superfamília estão disponíveis apenas para três das sete famílias, Lycosidae, 

Ctenidae e Oxyopidae. Nesta última, as duas únicas espécies analisadas, Oxyopes salticus 

Hentz, 1845 e Hamataliwa sp. apresentam RONs múltiplas em 3 e em 2 pares autossômicos, 

respectivamente (Stávale et al. 2011); dados similares são observados em Lycosidae, onde 

todas as espécies analisadas apresentaram dois autossômicos marcados (Dolejš et al. 2011).  

A presença de RONs simples, evidenciadas por FISH, nas duas subfamílias basais de 

Ctenidae (Polotow e Brescovit 2014), Acantheinae, em E. cyclothorax, e Acanthocteninae, em 

V. andicola (Rincão et al. 2017) sugere que este possa ser um possível perfil ancestral para 

este marcador nessa família de aranhas. Contudo, o baixo número de espécies analisadas tanto 

na superfamília, quanto em Ctenidae, juntamente com a filogenia mal resolvida de 

Ancylometes, e dificulta determinar se houve uma redução no número de RONs a partir do 

ancestral dos ctenídeos,  

O emprego de novos marcadores cromossômicos pode ser útil na tentativa de resolver 

as relações entre os cariótipos de Ctenidae, na medida em que padrões mais complexos vão 

sendo formados. Nesse sentido, o emprego das sondas de histona H3 em conjunto com o 

DNAr 18S tem criado perfis bastante característicos nas espécies analisadas, como observado 

por Rincão et al. (enviado para publicação), que mapearam a distribuição de histona H3 em C. 

medius, C. ornatus e em Guasuctenus longipes, todas em posição terminal, exceto pelos pares 

11 e 13 em C. ornatus, que apresentaram marcações intersticiais. No presente estudo, nós 

observamos dois pares portadores dos genes de histona H3 em A. concolor, mostrando um 

perfil bastante similar ao observado nas duas espécies de Ctenus mencionadas, sugerindo que 

uma posição terminal dos sítios de H3 também correspondam a uma condição ancestral desses 

sítios, similar ao que é proposto para o DNAr 18S por Dolejš et al. (2011).  

Além disso, também é provável que sítios múltiplos de histona H3 sejam uma 

característica derivada nas espécies, influenciada pela movimentação da heterocromatina 

dentro dos cariótipos, como propôs Rincão et al. (enviado para publicação). Os autores 

observaram que as espécies que apresentaram maior quantidade de heterocromatina, com 

blocos mais dispersos, também apresentaram uma maior quantidade de sítios de histona H3, 

incluindo marcações intersticiais, como nos pares 11 e 13 de C. ornatus, o que, até o 

momento, parece ser uma autapomorfia do cariótipo dessa espécie (Rincão et al. enviado para 
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publicação). Entretanto, A. concolor apresentou uma grande quantidade de blocos 

heterocromáticos dispersos por todo o cariótipo, e, entretanto, os sítios de histona H3 foram 

localizados em apenas dois pares cromossômicos, em posição terminal, o que sugere que os 

mecanismos de dispersão da heterocromatina e dos sítios de DNA repetitivo possam ser 

diferentes nas duas espécies, C. ornatus e A. concolor. 

Uma das hipóteses que poderia explicar essa relação diferenciada entre 

heterocromatina e histona H3 observada em C. ornatus e A. concolor, requer análises futuras, 

seria o envolvimento de diferentes classes de elementos transponíveis, os quais já foram 

evidenciados em associação com genes de histona H3 em peixes. Pucci et al. (2018) 

observaram um retrotransposon LTR da família Gypsy associado aos genes de histona H3 em 

espécies de Characidium. Estes mesmos autores sugerem que elementos de transposição 

podem ter atuado no processo de dispersão de outras histonas, H1 e H4, nas espécies 

analisadas. A própria distribuição da heterocromatina, em blocos intersticiais, parece ter 

surgido de forma independente nas duas espécies de aranhas, uma vez que Ctenus ornatus 

pertence à Cteninae, uma das subfamílias derivadas dentro de Ctenidae (Polotow e Brescovit 

2014), enquanto A. concolor se mostrou basal dentro do grupo (Wheeler et al. 2016). 

O mapeamento obtido pela análise dos paquítenos em A. concolor, permitiu a 

observação de mais de 60 blocos heterocromáticos intersticiais,  com muitos blocos 

distribuídos de forma equidistante ao longo do cariótipo, o que sugere que a recombinação 

ectópica tenha sido uma dos principais mecanismos de dispersão da heterocromatina nessa 

espécie (Schweizer e Loidl 1987). Entretanto, não se descarta a influência de rearranjos 

cromossômicos como inversões e translocações, e atividade de elementos de transposição. 

O bandeamento C em paquítenos se mostrou muito eficaz no mapeamento dos blocos 

heterocromáticos intersticiais, pois a alta condensação dos cromossomos mitóticos pode 

agrupar as várias regiões heterocromáticas, e mascarar as várias marcações intersticiais, 

fazendo corresponder a uma menor quantidade de blocos heterocromáticos. Por isso, é 

provável que o número de marcações intersticiais apresentados por Rincão et al. (enviado para 

publicação), para C. ornatus, esteja subestimado, uma vez que nesta espécie, a análise de 

metáfases mitóticas revelou a localização de apenas 18 regiões sítios intersticiais de 

heterocromatina. Vale ressaltar, que esses dados evidenciam tanto C. ornatus quanto A. 

concolor como potenciais modelos de estudo, para a investigação de rearranjos 
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cromossômicos em aranhas, tal como inversões paracêntricas e deleções, que não alterem a 

morfologia cromossômica. 

8.5 - CONCLUSÃO  

 Os dados apresentados no presente estudo sugerem que a diversidade cariotípica 

existente em Ctenidae esteja subestimada, levando em consideração que já foram descritos 

dois SCS e quatro diferentes números diploides, sendo que apenas 13 espécies, distribuídas 

entre 10 gêneros, tiveram informações citogenéticas descritas, aproximadamente 2,5% das 

espécies da família. Além disso, esse estudo também contribui aumentando o número de 

gênero com descrições citogenéticas em Ctenidae, mostrando a importância do uso 

combinado de marcadores cromossômicos no estudo desses animais. 
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9 - Considerações Finais 

1. Todas as espécies apresentaram 2n♂=28 (X1X20), com exceção de Ancylometes 

concolor, que mostrou 2n♂=26 (X1X20), sendo esta a primeira descrição desse número 

diploide para Ctenidae. 

2. Embora os cariótipos tenham se apresentado bastante conservados nas espécies 

analisadas, a presença de cromossomos subtelocêntricos em Isoctenus janeirus, I. ordinario 

e I. strandi, sugerem que rearranjos cromossômicos, do tipo inversões e translocações, 

podem ter atuado na diversificação dentro do gênero. 

3. Foram obtidos dados de FISH em nove das 10 espécies analisadas, com marcações 

simples de DNAr 18S em todas as espécies, exceto em Guasuctenus longipes e I. ordinário, 

que apresentaram dois pares cromossômicos portadores dos sítios ribossomais, sendo que 

este último padrão parece corresponder ao perfil ancestral de Isoctenus. 

4. Nosso estudo trouxe os primeiros dados de localização de genes histona de H3 em 

aranhas, que se mostraram eficazes como marcadores cromossômicos, se agrupando em 

apenas um par cromossômico na maioria das espécies. Um dos fatores que mais dificulta 

estabelecer relações evolutivas entre os cariótipos das espécies é o baixo número de espécies 

estudadas, de modo que muitas das espécies analisadas frequentemente se encontram 

distantes filogeneticamente umas das outras. Nesse sentido, o presente estudo contribui, 

significativamente, para o aumento no número de espécies analisadas citogeneticamente em 

Ctenidae, com 8 novas descrições. Além de fornecer uma análise mais consistente do clado 

onde estão inseridos Guasuctenus e Isoctenus. 

 


