Drosophila melanogaster

In generale, un modello sperimentale è un sistema semplice ed idealizzato che è accessibile e facile da manipolare. Nella scelta di organismi viventi da utilizzare come modelli sperimentali, vengono adottati alcuni criteri che dipendono in parte dalle finalità sperimentali. Tuttavia, vi sono alcune caratteristiche che sono comuni alla maggior parte degli organismi modello, come ad esempio: 1) Lo sviluppo rapido ed un ciclo vitale breve; 2) Le dimensioni ridotte; 3) La facile reperibilità; 4) La facile manipolazione. Tali caratteristiche mirano principalmente a contenere le spese di allevamento, dati i limiti di spazio fisico e di budget normalmente a disposizione dei laboratori delle scuole e degli istituti di ricerca. Generalmente parlando, gli organismi modello fungono da surrogati che permettono la conduzione di esperimenti che non potrebbero altrimenti essere condotti sull'organismo di reale interesse (come ad esempio l'uomo!).  Le scoperte compiute lavorando su organismi modello hanno spesso contribuito in modo significativo alla cura di malattie umane ed alla comprensione di processi di fondamentale importanza in biologia. Le carattersitiche che hanno reso gli organismo modello utili per la ricerca di base ed applicata, contribuiscono, assieme al bagaglio di conoscenze tecniche e scientifiche acquisite in questi ambiti, a farne degli utili strumenti anche nella didattica scientifica a livello scolastico. Gli organismi modello vengono impiegati da tempo per aiutare gli studenti a comprendere meglio concetti importanti relativi a diverse discipline. Per esempio, il batterio Escherichia coli ed il dittero Drosophila melanogaster, sono stati spesso impiegati come organismi modello in corsi introduttivi di biologia nell'ambito  della Microbiologia e della Genetica, rispettivamente. Il moscerino della frutta, Drosophila melanogaster è da tempo uno degli organismi eucarioti più popolari nelle scuole. Questo organismo è stato oggetto di importanti indagini nel campo dell'ereditarietà dei caratteri e nella ricerca biomedica. Drosophila costituisce un modello eccellente per l'insegnamento dei principi della genetica mendeliana. Il successo di quest’organismo è legato in parte alla brevità del suo ciclo vitale (2 settimane da uovo ad adulto), che consente quindi di svolgere studi anche di diverse generazioni nell'arco di un singolo anno accademico. È un organismo facile da allevare e si può mantenere in grandi numeri con costi contenuti. Le sue dimensioni sono tali da consentire l'osservazione di molte caratteristiche fenotipiche ad occhio nudo o a basso ingrandimento. Inoltre Drosophila ha una lunga storia nell'ambito della ricerca biologica (sin dai primi del '900). Di conseguenza sono disponibili informazioni dettagliate su moltissimi aspetti della biologia di quest'organismo, oltre a raccolte di mutanti e di ceppi con caratteristiche particolari (richiedibili gratuitamente presso centri specializzati, quali ad esempio il Bloomington Drosophila Stock Center, Indiana, U.S.A.) ed una numerosissima comunità di ricercatori ed appassionati a livello mondiale.

Metodi

Come mantenere le colture di Drosophila melanogaster.
È necessario disporre di contenitori monouso in plastica con tappo in gommapiuma oppure di provettoni a fondo piatto in vetro (riutilizzabili) con tappo in cotone.

I tubi in plastica sono acquistabili, ad esempio, dalla ditta Kaltek (Kaltek srl, Via del Progresso,2 35127 Z.I. Sud Padova, Tel 049 8703410 - fax 049 8703383 kaltek@tin.it) e sono disponibili in tre formati:

1 - tubi 22 x 63 (cod 0187) tappi in gommapiuma (Cod 0338) - tubi piccoli

2 - tubi 36 x 78 (cod 0485) tappi in gommapiuma (cod 0337) - tubi medi

3 - tubi 50 x115 (cod 0099) tappi in gommapiuma (cod 0568) - tubi grandi 

I tubi in vetro riutilizzabili devono essere congelati per uccidere gli organismi rimasti, quindi scongelati, svuotati del terreno e lavati con acqua e sapone da piatti, avendo cura di staccare con uno scovolino anche i pupari adesi alle pareti. Successivamente vanno sterilizzati mediante bollitura in acqua distillata per almeno 10 minuti.

Mezzo nutritivo
Si conoscono vari mezzi nutritivi adatti per l’allevamento di Drosophila in laboratorio 
Terreno 1.

12g Agar (Sigma A-7002)

44g Zucchero semolato da cucina

44g Estratto di Lievito (Brewers Yeast, ICN Biomedicals 903312)

1l acqua di rubinetto (o minerale se non potabile)

autoclavare (o in pentola a pressione) per 20min a 120°C quindi lasciare raffreddare agitando fino alla temperatura di 37°C, aggiungere la soluzione di conservante (2g di Nipagina * in 20ml di alcool etilico) e versare nei contenitori che verranno quindi tappati con gommapiuma o cotone.

* Nipagina = Methyl 4-hydroxybenzoate (Sigma H5501, Aldrich M5,010-9)

È un mezzo di facile e veloce preparazione, gradito ai moscerini, ma gli ingredienti sono costosi e di non semplice reperimento per chi desideri operare “artigianalmente”.

Terreno 2

acqua di rubinetto

lievito di birra

preparato per purea di patate in polvere

Sciogliere il lievito nell’acqua nella proporzione dell’11.5% e bollirlo per 5min (serve per uccidere il lievito) e lasciare raffreddare fino alla temperatura di 37°C. Aggiungere la soluzione di conservante (2g di Nipagina* in 20ml di alcool etilico).  In ogni tubo preparare 1g di polvere di patate quindi versare 4ml della soluzione di lievito. 

È un mezzo di facile preparazione e gli ingredienti sono facilmente reperibili. Per colture grandi risulta un po’ costoso. È facilmente deteriorabile, quindi è necessario seguire attentamente i ceppi.

Terreno 3

1l acqua di rubinetto

110g zucchero semolato

100g lievito di birra

8g agar 

100g farina di mais

Sciogliere il lievito in 50ml di acqua e portare ad ebollizione. Separatamente mescolare bene l’agar nei restanti 50ml di acqua e farlo bollire finchè risulti ben sciolto. Unire le due soluzioni e sempre mescolando aggiungere lo zucchero e la farina. Bollire per almeno 10min fino ad ottenere una crema. Lasciare raffreddare mescolando fino a 37° quindi aggiungere il conservante (3g di Nipagina in 16ml di alcool etilico). Versare nei tubini e lasciarli seccare aperti (ma coperti con un velo per non far entrare moscerini estranei) per almeno una notte.

Come mantenere le colture di Drosophila 
(D.B. Roberts – Drosophila a pratical approach. IRL Press, 1986)

La maggior parte dei ceppi possono essere mantenuti trasferendo periodicamente gli adulti in contenitori con cibo fresco.

La frequenza dei trasferimenti dipende soprattutto dalla temperatura di mantenimento: approssimativamente 10 giorni a 25°C, 12 giorni a 23°C, 30 giorni a 18°C. È importante non superare mai il tempo di 30 giorni perché i tubi vecchi sono maggiormente soggetti ad infezioni da parte di funghi e/o batteri dannosi per le colture.

Ad ogni cambio è importante ricopiare tutte le indicazioni riguardo il genotipo prestando attenzione a non commettere errori di trascrizione.

Contaminanti delle colture:

Drosophila non risente di gravi malattie, ma acari, funghi e batteri possono causare problemi nelle colture da laboratorio.  È quindi buona cosa disinfettare con alcool tutto il materiale 

1. Acari

La specie più pericolosa è la predatrice di uova, ma anche quelle che semplicemente si nutrono del terreno di coltura possono competere con i moscerini e quindi danneggiare un esperimento. In generale è utile non mantenere le colture per più di 30 giorni e conservare i ceppi in scatole sul cui fondo sia stata posta una carta imbevuta di olio di paraffina. Per evitare di importare acari da altri laboratori o dall’ambiente (nel caso di cattura di individui selvatici) è importante avere un contenitore di quarantena e ispezionare accuratamente al microscopio la superficie del terreno di coltura, gli individui e le pupe per almeno 1 mese.

Ogni coltura infestata deve essere congelata immediatamente e sostituita da una priva di acari. Se non fosse possibile sostituirla si può tentare la disinfestazione trasferendo gli adulti, dopo averli ripuliti manualmente (con l’aiuto di un pennello sottile imbevuto di alcool) dagli acari, ogni giorno e ristabilendo la coltura con gli individui che non appaiano infetti. In ogni caso la coltura deve essere mantenuta sotto osservazione per almeno tre generazioni.

2. Funghi 

Generalmente nel terreno di coltura è già presente un conservante (Nipagina), quindi in caso di comparsa di muffe è sufficiente trasferire il ceppo in un tubo nuovo, assicurandosi che tale conservante sia stato effettivamente aggiunto al terreno di coltura e che non sia stato inattivato da temperature superiori ai 40°C.

3. Batteri

La più comune infestazione batterica è data da batteri produttori di muco; anche se non sono direttamente tossici, larve e adulti vi rimangono intrappolati.

Se comparissero infestazioni batteriche è possibile tentare di curare il ceppo (se non sono disponibili tubi di coltura sani) trasferendolo in un tubino in cui sia stato aggiunto dell’ antibiotico.

Antibiotico1: Ampicillina + Cloramphenicolo 7mg/ml ciascuno sciolti in Etanolo 50% (è possibile preparare uno stock 70mg/ml da cui prelevare aliquote da diluire 10 volte). Deporre un goccia di 50(l sulla superficie di ciascun tubo e lasciare asciugare. 

La preparazione e l’uso di questo antibiotico da parte degli studenti è da sconsigliare in quanto il Cloramphenicolo è un sospetto cancerogeno.

Antibiotico 2: Amoxicillina + Streptomicina rispettivamente 14mg/ml e 20mg/ml sciolti in acqua sterile e aggiunti alla superficie del terreno di coltura. Deporre un goccia di 50(l sulla superficie di ciascun tubo e lasciare asciugare.

Materiale occorrente per l’osservazione di Drosophila melanogaster
· Pennelli sottili con setole morbite (da acquerello)
· Capsule Petri in vetro
· Contenitori per ghiaccio (uno grande e diversi più piccoli, tali da poter contenere una capsula petri da 10cm di diametro, raffreddata in ghiaccio)
· Ghiaccio tritato
· Carta sottile e assorbente (per esempio tovaglioli o fazzolettini di carta)
· Stereomicroscopio o lente a forte ingrandimento
· Luce fredda dall’alto o almeno una lampada del tipo a fluorescenza (non a incandescenza)
· Microscopio (solo per alcune esperienze)
Come addormentare con il ghiaccio i moscerini

· Immergere i tubi capovolti nel ghiaccio del contenitore grande e lasciarli per alcuni minuti. È importante capovolgere i tubi così quando i moscerini cadono addormentati vengono a contatto con il cotone o la gommapiuma e non con il mezzo di coltura su cui aderirebbero.
· Preparare dei dischi di carta che coprano il fondo delle petri e porle in ghiaccio a raffreddare
· Versare sulle petri fredde i moscerini addormentati.  

· Dopo l’osservazione riporre i moscerini in un tubo con mezzo di coltura (se si ripongono nella stessa bottiglia di coltura da cui sono stati prelevati, prestare attenzione a non farli cadere sul cibo), si risveglieranno velocemente.
Incroci con Drosophila melanogaster

Condizione essenziale per poter seguire popolazioni sperimentali di Drosophila melanogaster è di  poter disporre di femmine vergini, quindi nate da poche ore. Questo perché le femmine di Drosophila possono conservare per diversi giorni lo sperma dei maschi con cui si sono accoppiate e, se non trovano condizioni favorevoli per la deposizione delle uova, possono trattenere anche gli embrioni.

Suggerimenti per la raccolta di femmine vergini

· Le femmine tendono a nascere alle prime ore del mattino, quindi, per poter programmare lo sfarfallamento ad orari favorevoli, può essere utile condizionare le pupe per almeno tre giorni a regimi costanti di luce buio. In mancanza di un armadio termostatato con cicli di luce buio preimpostati, è sufficiente chiudere i moscerini in una scatola di cartone alla sera e toglierli alla mattina sempre alle stesse ore, cercando di mantenere un ciclo luce-buio di circa 12 ore (per esempio alle ore 7 ed alle 19).

· Gli individui neonati sono distinguibili per le dimensioni maggiori, il colore bianco della cuticola e, a volte, per le ali ancora accartocciate. 
· Negli individui neonati le dimensioni e il colore non sono utilizzabili per la distinzione dei sessi, quindi si deve osservare esclusivamente la forma dei genitali (Vedere la sezione: “distinguere i sessi”).
Osservazioni

Adulto di Drosophila melanogaster

Drosophila melanogaster, comunemente chiamata “moscerino della frutta” è un insetto dell’ordine dei ditteri.
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  Il corpo è diviso in tre parti:

· Capo con un paio di antenne, occhi composti e ocelli e apparato buccale

· Tronco con un solo paio d’ali e tre paia di arti formati da cinque segmenti.

· [image: image7.wmf] 

Addome segmentato che porta l’altro paio d’ali trasformato in bilanceri che servono all’insetto come elementi di stabilità e di direzione.

Sono disponibili ceppi con mutazioni che interessano vari organi, è interessante far paragonare queste mutazioni con il wild-type in un esercizio di “cerca la differenza” (Vedi la sezione: “ceppi”).

Distinguere i sessi 
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La femmina è generalmente più grande, ha un addome appuntito che si ingrossa quando deve deporre le uova e che diviene concavo dopo la deposizione.

La parte distale dell’addome del maschio è più arrotondata e scura (la forma e il colore non sono evidenti negli individui appena nati).
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I genitali nei due sessi sono molto differenti, nel maschio sono presenti degli uncini copulatori. Il tarso delle zampe anteriori del maschio porta i pettini sessuali. 
Larva di Drosophila melanogaster

[image: image10.wmf] 

La larva di Drosophila melanogaster ha 12 segmenti: un segmento cefalico, tre toracici e otto addominali. L’apertura buccale è situata ventralmente nel segmento cefalico e al suo interno sono alloggiate delle strutture cheratinose dette “uncini buccali” che servono per raccogliere il cibo. La parete del corpo è flessibile e sottile ed è formata da una cuticola esterna e da una epidermide interna. Poiché le larve sono abbastanza trasparenti alcuni organi interni evidenziati in figura 3 possono essere osservati anche nella larva viva.

Oltre a queste strutture la larva contiene anche  dei gruppi di cellule chiamati “dischi imaginali” che sono i primordi delle strutture dell’adulto.

[image: image11.png]



Ciclo di sviluppo

Drosophila è un insetto olometabolo, va quindi incontro ad una metamorfosi completa nel corso dello sviluppo da uovo ad insetto adulto. 
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Figura 4 - ciclo di sviluppo del moscerino della frutta (Richardson R.)

L’uovo, prodotto dalla femmina, è fertilizzato dallo sperma maschile che viene mantenuto nella spermateca della femmina. L’embrione inizia a svilupparsi all’interno dell’uovo e dopo 24 ore schiude il primo stadio larvale, piccolo, trasparente, che inizia a mangiare voracemente “grattando” la superficie del mezzo di coltura su cui si muove. Come in tutti gli insetti la cuticola funge da esoscheletro e deve essere cambiata per permettere all’animale di crescere. La perdita della vecchia cuticola e la generazione di quella nuova è conosciuta con il nome di “muta” e questo processo è regolato da un ormone detto ecdisone. Le larve I stadio subiscono la muta dopo circa 24 ore dalla schiusa e si trasformano in larve II stadio che si infossano nella pappa continuando a nutrirsi e a crescere di dimensioni. Con una seconda muta diventano larve III stadio e circa 7 giorni dopo la schiusa, smettono di nutrirsi e salgono sulle pareti del contenitore dove si richiuderanno in un involucro secreto dalle ghiandole salivari  formando la pupa all’interno della quale avverrà la metamorfosi. Questa consiste nella degenarazione di molte strutture larvali (ad esempio i muscoli, le ghiandole salivari e l’intestino) e la costruzione, a partire dai dischi imaginali delle strutture dell’adulto o imago; altre strutture, come il sistema nervoso centrale, vengono conservate anche se subiscono delle modificazioni. Inizialmente la pupa è di colore bianco, poi diventa di colore giallo/bruno, in trasparenza iniziano ad essere evidenti gli occhi dell’adulto, quindi delle strutture di colore scuro che sono le ali ripiegate. Dopo circa 10-12 giorni dalla deposizione delle uova, gli adulti escono da una apertura nella parte anteriore della pupa, espandono le ali pompando aria al loro interno e quindi volano via per riprodursi. 

Ceppi di Drosophila melanogaster
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Oregon R, Canton S: ceppi selvatici (wild type) 
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w1118 

Il ceppo porta una mutazione recessiva del gene white (cromosoma X). La proteina WHITE, assieme alle proteine BROWN e SCARLET, è responsabile del trasporto all’interno degli ommatidi dell’occhio dei pigmenti scarlatto e marrone che danno il tipico colore rosso mattone dell’occhio di Drosophila. I mutanti w1118 di conseguenza hanno gli occhi bianchi.

Per un ulteriore approfondimento vedi:

Mackenzie S.M., Howels A.J., Cox G.B., Ewart G.D. (2000) - Sub-cellular localisation of the White/Scarlet ABC transporter to pigment granule membranes within the compound eye of Drosophila melanogaster. Genetica 108: 239–252
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sine oculis (so1)

porta una mutazione recessiva del gene sine oculis (so) situato sul cromosoma II. Tale gene codifica per un fattore di trascrizione coinvolto nella migrazione delle cellule gliali e la mutazione so1 determina l’assenza più o meno marcata (penetranza incompleta) degli occhi e degli ocelli.
Bar (B1)

Contiene una mutazione dominante del gene bar che determina la riduzione del numero di ommatidi degli occhi che assumono quindi una forma a barra.

Tale mutazione deriva dalla duplicazione della regione 16A del cromosoma X, probabilmente insorta a causa di un crossino-over ineguale:

_____________(16A(_____________

OCCHIO SELVATICO

        _____________(16A(_____________ 

(
_____________(16A((16A(_____________    FEMMINA OCCHIO BAR
_____________._____________

Le mosche omozigoti Bar non sono linee pure perfette: con frequenza 1:1600 possono andare incontro a reversione al selvatico oppure alla comparsa di mutanti doppio Bar:

_____________(16A((16A(_____________

          _____________(16A((16A(_____________





(
_____________(16A((16A((16A(_____________ FEMMINA DOPPIO BAR

_____________(16A(_____________                     SELVATICO

Le femmine eterozigoti per Bar hanno un numero di ommatidi maggiore di quelle omozigoti e l’occhio è ancora più ridotto nelle “doppio Bar”  (vedi tabella )

	STRUTTURA DEL 

CROMOSOMA
	FENOTIPO

	X-16A

X-16A
	Selvatico (circa 800 ommatidi)

	X-16A-16A

X-16A
	Femmina con occhio a barra

	X-16A-16A

X-16A-16A
	Femmina con occhio a barra più stretto (circa 68 ommatidi)

	X-16A-16A-16A

X-16A
	Femmina doppio Bar, occhio di circa 45 ommatidi

	X-16A-16A-16A

X-16A-16A-16A
	Femmina doppio Bar, occhio ancora più ridotto.


I maschi sono sempre emizigoti e hanno un aspetto simile a quello delle femmine omozigoti Bar.
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yw; glass 

Il gene yellow (cromosoma X) codifica per una proteina responsabile della deposizione della melanina nella cuticola e strutture accessorie. Mutazioni di questo gene determinano una colorazione gialla degli individui mutanti.

w = white, occhio bianco (come nel caso dell’allele w1118).

Il gene glass (gl) codifica per un fattore di trascrizione necessario per lo sviluppo dei fotorecettori sia della larva (organo di Bolwig) che dell’adulto (occhio composto ed ocelli). Negli adulti mutanti per questo gene gli occhi composti sono di dimensioni ridotte, hanno forma a losanga e la superficie ha un aspetto ruvido e vetroso.
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ebony (e3) 

Il gene, situato sul cromosoma III, codifica per l’enzima (-alanil-dopamina-sintetasi. Gli individui omozigoti per l’allele e3 presentano la cuticola di colore nero.
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CyO

Questi individui portano una mutazione dominante, indotta mediante raggi X, del gene Curly. L’anomala curvatura delle ali, in questi mutanti, è data da una ineguale contrazione degli epiteli superiore ed inferiore nel periodo di asciugatura delle ali che segue l’emergenza dalla pupa. Tale mutazione è letale in omozigosi.

In(3R)Antp73b/Tm6b 

In Drosophila, antenne e zampe sono strutture omologhe il cui sviluppo è regolato da vari geni tra cui antennapedia (Antp), extradenticle (exd) e homothorax (hth) (Fig. 5). Antp  è normalmente espresso nel torace, dove inibisce la trascrizione di hth, il cui prodotto proteico normalmente funge da [image: image18.png]


trasportatore del prodotto del gene exd verso il nucleo. In assenza dei geni che regolano lo sviluppo delle antenne le appendici si sviluppano secondo il modello di base, che è quello della zampa. In assenza di Antennapedia,  homothorax viene correttamente trascritto, ed il relativo prodotto proteico può quindi far traslocare nel nucleo la proteina del gene extradenticle, che agisce promuovendo la trascrizione dei geni coinvolti nello sviluppo delle antenne. Nel mutante Antp73b, Antennapedia è espresso in [image: image19.png][ srors ioraes [ s i |
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modo anomalo nelle antenne dove, in maniera simile a quanto avviene normalmente nel torace, permette lo sviluppo delle appendici per dare luogo alla formazione di zampe.

Osservazione della cuticola degli uncini buccali e degli spiracoli della larva

Per comprendere l’età delle larve di Drosophila è importante poter osservare la forma degli spiracoli e degli uncini buccali (fig. 6).

La larva I stadio non ha spiracoli e gli uncini portano un solo dentello;

La larva II stadio porta spiracoli “a bottone” e uncini con due dentelli;

La larva III stadio porta spiracoli “digitati” e uncini con molti dentelli.
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Ecco un semplice metodo di preparazione delle cuticole per permetterne l’osservazione al microscopio in luce trasmessa:

Materiale occorrente:

Vetrini porta oggetto

Vetrini copri oggetto

Pipette o contagocce di vetro

Glicerolo

Acido acetico + Glicerolo (nelle proporzioni di 4:1)

Soluzione di Hoyer *

Smalto per unghie trasparente

Pesetti impilabili (si possono riempire dei piccoli recipienti dal fondo piatto con piombini del tipo usato per pescare)

Stufetta a 45 e 60°

Microscopio per l’osservazione

*Soluzione di Hoyer: sciogliere 30g di gomma arabica in 50ml di acqua distillata e agitare tutta la notte, aggiungere 200g di cloralio idrato anidro (attenzione, è tossico) e 20ml di glicerolo. Filtrare. Si conserva per molto tempo in un recipiente di vetro con tappo.

Procedimento:

Porre le larve in Acido acetico+Glicerolo e lasciarle tutta la notte a 60°.

Disporre le larve sul vetrino con una o due gocce di soluzione di Hoyer, coprire con un coprioggetto e appoggiarvi sopra i pesi (attenzione a non far fuoriuscire la soluzione di Hoyer perché incollerebbe i pesetti ai vetrini). Lasciare tutta la notte a 45°C, al mattino togliere i pesi, sigillare con lo smalto per unghie ed eventualmente, se il preparato non fosse ben trasparente, lasciare in stufa per qualche altro giorno.

I vetrini così preparati si conservano per molto tempo.  

Osservazione dei cromosomi politenici

Nei tessuti secretori delle ghiandole dei ditteri (tubuli Malpighiani, retto, intestino, tessuto adiposo e ghiandole salivari) per far fronte alla necessità di avere una intensa attività di produzione proteica, i cromosomi replicano più volte il materiale genetico senza dare origine a cromatidi distinti (il processo si definisce endomitosi): così il cromosoma si allunga e si ispessisce formando dei cromosomi giganti detti cromosomi politenici. 

Materiale occorrente

Microscopio biologico composto

Microscopio binoculare da dissezione

2 siringhe da insulina (da usare come aghi da dissezione)

vetrino da orologio

vetrini porta e copri oggetto

carta assorbente

carta da filtro

2 pipette o contagocce

orceina acetica (2,2% orceina in polvere in acido acetico al 45%, filtrare)

soluzione di acido acetico 45% 

smalto trasparente per unghie

Procedura

Prelevare dal tubo di coltura una grossa larva III stadio, scegliendola tra quelle che si muovono attivamente ed evitando quelle ferme che sono già in fase di impupamento. Porre quindi la larva in una goccia di acido acetico al 45% su un vetrino da orologio. Utilizzando la parte piatta di un ago, trattenere la larva al centro, posizionare l’altro ago al di sotto degli uncini buccali (fig. 7) e tirare i due aghi in direzione opposta fino a strappare il capo e a porre in evidenza gli organi interni (fig.8). 
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Nella parte anteriore della larva ci sono due ghiandole salivari trasparenti, si riconoscono per il loro aspetto “granuloso”. Sono spesso fiancheggiate da cordoni di grasso di colore bianco (corpi grassi). 

Separare le ghiandole dagli altri organi, possibilmente togliendo i corpi grassi, prelevarle con delicatezza e appoggiarle sul vetrino porta oggetto. Ricoprile con una goccia di orceina acetica e attendere 10 minuti per la fissazione/colorazione. Appoggiare il vetrino copri-oggetto e premere con forza appoggiando sul vetrino coprioggetto un pezzo di carta assorbente e quindi premere con decisione, in modo perpendicolare al vetrino coprioggetto, utilizzando il pollice della mano oppure il fondo piatto di una matita (facendo molta attenzione a non muovere il vetrino coprioggetto). La pressione applicata romperà le ghiandole e le membrane cellulari permettendo la liberazione dei cromosomi. Asciugare con delicatezza il vetrino e sigillare con lo smalto per unghie. I preparati vengono quindi osservati al microscopio ad alto ingrandimento (400 ingrandimenti; fig. 9). 

Drosophila melanogaster possiede due paia di 4 cromosomi, che nel caso dei cromosomi  politenici, risultano strettamente appaiati. Lungo ciascun cromosoma politenico si riconoscono dei bandeggi  (nelle zone più scure la cromatina è maggiormente addensata e di conseguenza  risulta poco o per nulla attiva dal punto di vista trascrizionale) al contrario, nelle zone più chiare ed ancora di più in corrispondenza dei rigonfiamenti (detti puff), vi è una intensa attività trascrizionale. 

I cromosomi politenici sono tutti uniti in corrispondenza del cromocentro. Il cromosoma X è telocentrico (il centromero è ad una estremità del cromosoma), quindi questo cromosoma politenico presenta un singolo braccio ed è facilmente riconoscibile in quanto nella zona vicino all’estremità telomerica presenta un puff.

I cromosomi 2 e 3 sono metacentrici e quindi presentano due bracci ciascuno; un braccio sinistro (2L e 3L) ed un braccio destro (2R e 3R).   Il cromosoma 4 è anch’esso telocentrico e presenta un solo braccio di dimensioni molto piccole (fig. 10).
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Alcuni incroci

Eredità legata al cromosoma X

Si può analizzare la segregazione degli alleli del locus white utilizzando il ceppo con occhi bianchi w1118 (che per comodità chiameremo semplicemente w) ed incrociandolo con individui selvatici OR-R ad occhio rosso (che sono omozigoti per l’allele selvatico w+ dominante).

È utile dividere gli studenti in due gruppi di lavoro (A e B) e far eseguire a ciascuno gli incroci reciproci. (Per ovviare alla difficoltà di conciliare il giorno e l’ora dello sfarfallamento degli adulti con gli orari scolastici è consigliabile che le femmine vergini del primo incrocio siano state preventivamente raccolte dall’insegnante).

GRUPPO A - femmine vergini ad occhi bianchi X maschi occhi rossi

GRUPPO B - Femmine vergini occhi rossi X maschi occhi bianchi

· Sapendo che l’allele w che dà occhi bianchi è recessivo rispetto all’allele selvatico, quali genotipi e quali fenotipi mi aspetto da ciascun incrocio?

· Incrociando tra loro gli individui di ciascuna F1 che tipo di progenie mi aspetto?

· I risultati che ho osservato, contando gli individui appartenenti a ciascuna classe fenotipica, concordano con i rapporti attesi?

GRUPPO A 

1) Femmine vergini w x maschi OR-R

	
	
	gameti

femminili

	
	
	w
	w

	gameti

maschili
	Y
	Y w
	Y w

	
	w+
	w w+
	w w+


½ maschi occhio bianco, 

½ femmine occhio rosso


2) Maschi F1 con occhio bianco x femmine F1 occhio rosso

	
	
	gameti 

femminili

	
	
	w
	w+

	gameti

maschili
	Y
	Y w
	Y w+

	
	w
	w w
	w w+


¼ maschi occhio bianco

¼ maschi occhio rosso

¼ femmine occhio bianco

¼ femmine occhio rosso

GRUPPO B
1) Femmine vergini OR x maschi w
	
	
	gameti

femminili

	
	
	w+
	w+

	gameti

maschili
	Y
	Y w+
	Y w+

	
	w
	w w+
	w w+


½ maschi occhio rosso, 

½ femmine occhio rosso


2) Maschi F1 con occhio rosso x femmine F1 occhio rosso

	
	
	gameti

femminili

	
	
	w
	w+

	gameti

maschili
	Y
	Y w
	Y w+

	
	w+
	w w+
	w+ w+


¼ maschi occhio bianco

¼ maschi occhio rosso

¼ femmine occhio rosso (eterozigoti)

¼ femmine occhio rosso (omozigoti)

Eredità autosomica

Si può analizzare la segregazione dell’allele mutante recessivo ebony e(3) se individui omozigoti vengono incrociati con individui selvatici OR-R (che sono omozigoti per l’allele selvatico e+, dominante). 

1) Femmine vergini OR x maschi e

	
	
	gameti 

femminili

	
	
	e+
	e+

	gameti

maschili
	e
	e+ e
	e+ e

	
	e
	e+ e
	e+ e


tutta la progenie ha corpo chiaro(selvatico)


2) Maschi F1 x femmine F1 

	
	
	gameti 

femminili

	
	
	e+
	e

	gameti

maschili
	e+
	e+ e+
	e+ e

	
	e
	e+ e
	e e


¼ progenie corpo chiaro (omozigote dominante)

½ progenie corpo chiaro (eterozigote)

¼ progenie corpo scuro (omozigote recessivo)

· Sapendo che l’allele di  ebony  che dà corpo scuro è recessivo, quali genotipi e quali fenotipi mi aspetto da ciascun incrocio?

· Incrociando tra di loro gli individui della F1 che tipo di progenie mi aspetto?

· I risultati che ho osservato, contando gli individui appartenenti a ciascuna classe fenotipica, concordano con quanto atteso?

Associazione genica

Questa esperienza può essere utile per spiegare l’associazione di geni situati sullo stesso cromosoma.

Geni situati su cromosomi differenti assortiscono nei gameti in modo indipendente 

a/a; b/b x A/A; B/B ( A/a; B/b (F1 tutta con fenotipo selvatico)

A/a; B/b x a/a; b/b ( F2 (secondo la seguente tabella): 

	
	
	gameti prodotti dall’eterozigote

	
	
	AB
	Ab
	AB
	ab

	gameti prodotti dall’omozigote
	ab
	A/a B/b
	A/a b/b
	a/a B/b
	a/a b/b


tutte le combinazioni avranno frequenza ¼ e rapporti reciproci 1:1:1:1.

Geni situati sullo stesso cromosoma non possono assortire nei gameti in modo indipendente, e si dicono associati.
AB/AB x ab/ab ( AB/ab (F1 tutta con fenotipo selvatico)

Se i geni presi in considerazione sono molto strettamente associati tra loro (al punto tale che eventi ricombinativi tra questi geni sono rarissimi) allora vale quanto segue: 

AB/ab x ab/ab ( F2 secondo la seguente tabella

	
	
	gameti dell’eterozigote

	
	
	AB
	ab

	gameti dell’omozigote
	ab
	AB/ab
	ab/ab


le combinazioni avranno frequenza ½ e rapporto 1:1.

Possiamo osservare l’associazione di geni utilizzando i ceppi yw; glass( e OR-R selvatico

si ricorda ancora una volta che in tutti gli incroci è essenziale utilizzare esclusivamente femmine vergini.

Incrocio 1

       maschi: 

femmine:

Y / y w; glass/glass  x y+ w+/y+ w+; glass+/glass+  ( ( F1 tutta con fenotipo selvatico)

maschi  Y/ y+ w+  ; glass+/ glass  

femmine  y w/ y+ w+  ; glass+/ glass-  

Incrocio 2

maschi: 

femmine:

Y / y w; glass/glass  x  y w/y+ w+  ; glass/glass+  ( F2

	
	
	gameti femminili

	
	
	y w; glass+
	y w ; glass  
	y+ w+ ; glass+
	y+ w+ ;  glass  

	gameti 
	Y glass
	Y/ y w 

glass+ /glass
	Y/ y w 

glass /glass
	Y/ y+ w+ 

glass+ /glass
	Y/ y+ w+ 

glass /glass

	maschili
	y w; glass
	y w/ y w 

glass+ /glass
	y w/ y w 

glass /glass
	y w / y+ w+ 

glass+ /glass
	y w/ y+ w+ 

glass /glass


Per semplicità osservare solamente il fenotipo della progenie femminile.

	A) Contare i fenotipi:

 occhio bianco o rosso

occhio glass o selvatico
	( occhio rosso e sfaccettato (selvatico)
	

	
	( occhio rosso e glass
	

	
	( occhio bianco e sfaccettato 
	

	
	( occhio bianco e glass
	

	
	totale
	

	
	
	

	B) Contare i fenotipi:

cuticole e peli gialli o scura (selvatico)

occhio glass o selvatico
	( cut. scura, occhio sfaccettato (selvatico)
	

	
	( cut. scura, occhio glass
	

	
	( cut. gialla, occhio sfaccettato (selvatico)
	

	
	( cut. gialla, occhio glass
	

	
	totale
	

	
	
	

	C) Contare i fenotipi:

cuticole e peli gialli o scura (selvatico)

occhio bianco o rosso
	( cut. gialla, occhio bianco 
	

	
	( cut. gialla, occhio rosso
	

	
	( cut. scura, occhio bianco
	

	
	( cut. scura, occhio rosso
	

	
	totale
	


Sapendo che per geni non associati i rapporti tra fenotipi attesi sono 1:1:1:1 verificare l’ipotesi che i geni w e glass, y e glass, w e y  siano su cromosomi diversi o sullo stesso cromosoma.

Nota per l’insegnante:

I geni w e y  sono sullo stesso cromosoma (X) e si dovrebbero osservare solamente i fenotipi cuticola gialla-occhio bianco, cuticola scura-occhio rosso. Per essi è stata tuttavia osservata una frequenza di ricombinazione dell’1,3%, quindi potrebbero comparire anche fenotipi ricombinanti (cuticola gialla-occhio rosso, cuticola scura-occhio bianco) rendendo necessaria una spiegazione sul crossing-over e sulla ricombinazione (vedi capitolo seguente).

Ricombinazione

Come è stato osservato nell’esperimento precedente, alleli di geni situati sullo stesso cromosoma non possono assortire in maniera indipendente, così, dato un incrocio

AB/AB x ab/ab ( AB/ab (F1 fenotipo selvatico)

AB/ab x ab/ab ( AB/ab  ab/ab  F2

nella F2 si dovrebbero osservare solamente due fenotipi con rapporto 1:1. Sebbene questi fenotipi siano i più frequenti, vengono a volte osservati anche i fenotipi Ab/ab e aB/ab. Questo accade perché durante la gametogenesi il crossing-over meiotico ha interessato la zona compresa fra i due geni  A e B. 

               A




B






La probabilità che un evento di crossing-over interessi la regione di cromosoma compresa tra due geni è proporzionale alla distanza tra questi (è più probabile tra geni lontani). 

Possiamo osservare questo fenomeno utilizzando i ceppi b,vg e OR-R selvatico

Nel ceppo b,vg il gene black porta una mutazione recessiva che, in omozigosi,  conferisce colore scuro alla cuticola del moscerino. Il gene vestigial porta una mutazione recessiva che in omozigosi risulta in ali di dimensioni ridotte. I due geni sono situati sul II cromosoma, rispettivamente in posizione 48.5 e 67.0. 

si ricorda ancora una volta che in tutti gli incroci è essenziale utilizzare esclusivamente femmine vergini.

Incrocio 1

b, vg/ b, vg  x  b+, vg+/ b+, vg+  ( ( F1 tutta con fenotipo selvatico)

Incrocio 2

b, vg / b+, vg+  x  b, vg / b, vg( F2 attesa

	
	
	gameti femminili

	
	
	b, vg
	b+, vg+

	gameti

maschili
	b, vg
	b, vg/b, vg
	b, vg/b+, vg+  


½ corpo nero, ala ridotta

½ fenotipo selvatico (corpo chiaro, ala normale)

Se nei gamenti dell’individuo eterozigote è avvenuta ricombinazione:

 ____________b___________vg_____________

                                     X

____________b+___________vg+______________

                              (
____________b___________vg+_____________

____________b+___________vg______________

si possono osservare anche i fenotipi ricombinanti corpo scuro, ala normale; corpo chiaro, ala ridotta. 

	Contare i fenotipi:


	( cuticola chiara e ala normale
	

	
	( cuticola scura e ala ridotta
	

	
	( cuticola chiara e ala ridotta 
	

	
	( cuticola scura e ala normale
	

	
	totale
	


Valutare, mediante il test del chi quadrato ((2) la possibilità che gli alleli dei due geni mostrino assortimento indipendente (ricorda che in questo caso i rapporti dovrebbero essere 1:1:1:1). Se le frequenze dei quattro fenotipi non sono uguali, calcolare la percentuale di individui ricombinanti. L’unità di mappa è il centimorgan (cM)
, sapendo che una distanza di mappa di 1cM equivale ad una frequenza di ricombinanti dell’1%, stimare la distanza dei geni b e vg sul II cromosoma.

Test del chi quadrato ((2)

In tutti gli esperimenti che sono stati descritti, oltre alla semplice osservazione dei fenotipi, può essere richiesto di contare la progenie, suddivisa per classe fenotipica, e di confrontare il risultato ottenuto con quello atteso in base alle leggi di Mendel. Molto difficilmente i risultati attesi e quelli osservati concorderanno esattamente e sarà quindi necessario disporre di uno strumento statistico che permetta di valutare se la discordanza tra osservati ed attesi sia tale da far pensare che l’ipotesi di indipendenza dei due geni debba essere rifiutata.

Tale confronto si può attuare applicando il test del chi quadrato ((2). 

La formula generale del test è la seguente:

(2= ([(O-A)2/A]

dove 
O = dati osservati in ciascuna categoria

A = dati attesi in ciascuna categoria

 Il simbolo ( (sommatoria) indica che l’operazione [(O-A)2/A] deve essere eseguita per ciascuna categoria e successivamente i singoli risultati sommati tra loro.

Tutta la procedura è riassunta in tabella I 

tabella i

	fenotipi
	numero osservato
	numero atteso 

(= totale x frazione attesa)
	deviazione

(= atteso – osservato)
	deviazione2
	deviazione2
numero atteso

	fenotipo 1
	
	
	
	
	

	fenotipo 2
	
	
	
	
	

	fenotipo 3
	
	
	
	
	

	fenotipo 4
	
	
	
	
	

	totale
	
	
	
	(2 =
	


gradi di libertà = n° fenotipi - 1

A questo punto è necessario confrontare il risultato ottenuto con i dati riportati in tabella II. 

Qui sono elencate le probabilità che un determinato valore del chi quadrato sia dovuto puramente al caso. Se si osserva, ad esempio, un valore del chi quadrato = 0.004 con 1 grado di libertà (prima riga) significa che le differenze tra dati osservati e attesi hanno il 95% di probabilità di essere dovute al caso. Mentre se si trova un valore del chi quadrato = 10.83, le discordanze tra osservati e attesi hanno solo lo 0.1% di probabilità di essere dovute al caso, e quindi tale differenza si dice significativa  (in genere si considerano significativi valori di chi quadrato a cui corrispondano probabilita’ inferiori al 5%).

Abbiamo visto che prima di attuare il confronto e’ necessario però calcolare i gradi di libertà, i quali costituiscono una misura  del numero di categorie dei nostri dati che sono indipendenti una dall’altra, ed in questo caso i gradi di libertà corrispondono al numero di classi fenotipiche – 1.

tabella II
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Infine... una piacevole lettura consigliata a chi vuole conoscere più da vicino il nostro protagonista:

Martin Brookes – Dio creò la mosca. E la moderna biologia ci spiega perché. Longanesi & C. 2003.

Protagonista di questo libro è "Drosophila melanogaster", altrimenti nota come moscerino della frutta. Una creatura apparentemente trascurabile, eppure fondamentale per la scienza fin da quando, in epoca vittoriana, ha fatto il suo ingresso nei laboratori. Da allora, la drosofila ha indicato la strada per rispondere ad alcune delle domande fondamentali della biologia: e Martin Brookes ha deciso di raccontarne le avventure, con la competenza dello scienziato ma anche con tutta l'abilità e l'irriverenza di un ottimo narratore.
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Figura � SEQ Figura \* ARABIC �1� - maschio adulto di D. melanogaster





Figura � SEQ Figura \* ARABIC �2� - morfologia del maschio e della femmina di Drosophila (Richardson R.)
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Figura � SEQ Figura \* ARABIC �3� – larva III stadio di D. melanogaster (Thomas R.L., modificato)





Figura � SEQ Figura \* ARABIC �5� - regolazione dello sviluppo di zampe ed antenne (Morata & Sanchez-Errero, 1998)








Figura 6 – Uncini buccali e spiracoli anterioni a diversi stadi dello sviluppo larvale di Drosophila (Ashburner, 1989)





Figura 7 – Estrazione delle ghiandole salivari dalla larva di Drosophila (Breitenbach et al., 1997)





Figura 8 – Intestino e ghiandole salivari di Drosophila dopo dissezione della larva
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Figura 9 – Cromosomi politenici da ghiandole salivari di Drosophila colorati con orceina acetica





Figura 10 – Rappresentazione schematica dei cromosomi politenici (Breitenbach et al., 1997). 





gameti








( Per quanto riguarda il fenotipo di questo ceppo vedi la sezione “Ceppi di drosophila melanogaster”.


� cM., da Thomas Hunt Morgan, scienziato americano che contribuì all'elaborazione della teoria cromosomica dell'ereditarietà; propose che i fattori mendeliani fossero disposti in sequenza lineare sui cromosomi
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