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RESUMO 
 

 
O xenoenxerto de células testiculares isoladas trata-se de uma abordagem 
estabelecida recentemente e que recapitula o desenvolvimento dos testículos 
sob a pele de camundongos imunodeficientes. Esta técnica permite manusear 
diferentes tipos de células testiculares, a fim de investigar as suas interações 
durante a organização do testículo. Além disso, esta técnica revela-se útil para 
a conservação e armazenamento de material genético de diferentes espécies 
de mamíferos ameaçados ou de alto valor zootécnico. O cateto (Tayassu 
tajacu) apresenta uma citoarquitetura testicular única, no qual as células de 
Leydig estão localizadas em torno dos túbulos seminíferos formando lobos. 
Esta característica particular poderia representar um indício importante 
relacionado com os mecanismos que regulam o desenvolvimento dos testículos 
em mamíferos. Desta forma, este trabalho teve o intuito de investigar a 
capacidade de interação funcional das células dos testículos de cateto e de 
suíno em retomar o desenvolvimento testicular após a dissociação enzimática. 
Para isto, foram utilizados testículos de 6 catetos de três meses e 8 suínos de 
30 dias de idade. As suspensões celulares obtidas a partir de cada uma das 
espécies foram misturadas e sedimentadas formando os seguintes grupos: 
células de Leydig de suíno com túbulos seminíferos de catetos; células de 
Leydig de cateto com túbulos seminíferos de suíno, e os controles (suspensões 
de cateto e de suíno). Os pellets foram enxertados sob a pele de camundongos 
CB-17/SCID castrados e avaliados de 10/16 dias até 8 meses após o enxerto. 
Assim, foi observado que de maneira geral houve aumento do peso dos tecidos 
ao longo do período investigado. Embora aos 5 meses o menor peso registrado 
tenha sido verificado no grupo contendo suspensão pura de suíno. O peso da 
vesícula seminal demonstrou uma redução inicial com subsequente 
recuperação aos dois 2 meses exceto no animal contendo tecidos formados a 
partir da suspensão pura de cateto. As análises histológicas revelaram que aos 
10 dias nenhuma estrutura testicular típica foi observada, mas com 16 dias 
uma rede testicular central e alguns cordões seminíferos já eram reconhecidos. 
No período compreendido entre 1 e 4 meses cordões seminíferos 
predominaram em todos os grupos investigados. Entretanto aos 5 meses dois 
padrões foram facilmente definidos em função da espécie na qual as células de 
Leydig se originaram. Assim os grupos contendo células de Leydig de cateto 
não apresentaram evolução do processo espermatogênico, permanecendo 
estabilizados em cordões seminíferos Sertoli Cell Only (SCO) até os 8 meses. 
O segundo padrão observado está relacionado com a presença da célula de 
Leydig do suíno, no qual aos 5 meses espermatides alongadas e paquítenos 



 
 

foram observados respectivamente na quimera Leydig de suíno e suspensão 
pura de suíno. Aos 6  e aos 8 meses foram observados túbulos seminíferos 
contendo espermatogênese completa nestes mesmos grupos. A citoarquitetura 
testicular típica de cateto com células de Leydig formando cordões entre os 
lobos testiculares ficou bem definida aos 8 meses no tecido quimera Leydig de 
suíno e túbulos seminíferos de cateto. A expressão de marcadores moleculares 
tais como: 3betaHSD, receptor de andrógeno, GATA4 e Ki67, nas células 
somáticas e germinativas dos tecidos obtidos a partir da suspensão contendo 
quimera Leydig de suíno e suspensão pura de suíno revelou a integridade 
funcional destes tipos celulares.  Tomados juntos, os resultados obtidos no 
presente estudo demonstraram a habilidade de interação entre células 
testiculares de diferentes espécies de mamíferos resultando na formação de 
um testículo funcional, no qual todos os componentes celulares estavam 
preservados. Além disso apesar de pertencerem a espécies diferentes a célula 
de Leydig de suíno respondeu a modulação provavelmente promovida pelo 
componente tubular de cateto, o que resultou na formação do arranjo testicular 
típico dessa espécie silvestre. Neste contexto, estudos mais profundos a fim de 
determinar os mecanismos de regulação e interações celulares durante o 
desenvolvimento testicular pós-natal ainda serão necessários.  
 
 
 
Palavras-chave: Testículo. Espermatogênese. Cateto. Xenoenxerto. 
Interações celulares. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 INTRODUÇÃO  
 



INTRODUÇÃO 

13 
 

 

1 INTRODUÇÃO E REVISÃO DA LITERATURA 
 

1.1 Catetos: generalidades  
 

O cateto (Tayassu tajacu Linnaeus, 1758), também chamado catitu, 

taititu, coleira branca, pecari ou porco-do-mato (LOBO, 1962) é um mamífero 

ungulado pertencente à ordem Artiodactyla, à subordem Suiformes, 

Superfamília Suoidea e à família Tayassuidae.( ROTTA e RÖNNAU, 2006).  

Apresenta ampla distribuição, ocorrendo do sul dos Estados Unidos da América 

até o norte da Argentina, inclusive na Amazônia, e pode ocupar diversos 

habitats, desde florestas tropicais úmidas até savanas e desertos (Gilbert, 

1999).  

Tayassuídeos e suídeos têm origem em um ancestral comum, entretanto 

estima-se que a divergência evolutiva tenha ocorrido há cerca de 40 milhões de 

anos (Adega et al., 2008). Este aspecto resultou nas diferentes distribuições 

geográficas observadas: tayassuídeos na América do Norte e Novo Mundo, e 

suídeos na Eurásia e Velho Mundo (SOWLS, 1997). O cateto é considerado 

onívoro, pois se alimenta de invertebrados, sementes, raízes, alimentos 

fibrosos, sobras de legumes, frutos e insetos (DEUSTSCH E PUGLIA, 1988). 

Em cativeiro, se adapta facilmente a diferentes tipos de alimentação, 

frequentemente, o milho, mandioca, abóbora, banana, cana-de-açúcar 

triturada, silagem de milho, silagem de sorgo e ração comercial de suínos 

(LIVA et al., 1989). 

 Tayassu tajacu é uma espécie gregária e rústica que, em condições 

naturais, vive em grupos de 3 a 50 indivíduos, com frequência, de até 15 

animais (SOWLS, 1984), dentro dos quais os caititus exibem dominância 

hierárquica, com status possivelmente relacionado ao tamanho do animal. 

(BISSONETTE, 1982). São sedentários, diferentemente dos queixadas 

(Tayassu pecari) (SOWLS, 1997). A forma compacta e cilíndrica do seu corpo é 

vista como uma adaptação morfológica que permite o ágil deslocamento destes 

animais entre a vegetação densa.  O cateto adulto tem em torno de 0,75 a 1,0 

m de comprimento; de 0,40 a 0,45 m de altura e seu peso adulto varia de 14 a 
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30 kg (NOWAK, 1991). Seus pelos são longos e ásperos, geralmente pretos 

com anéis brancos, o que confere aos animais uma pelagem acinzentada. Em 

seu dorso, existe uma crina erétil composta por pelos que tendem a ser mais 

escuros; na região do pescoço, destaca-se uma faixa de pelos brancos, 

conferindo um aspecto de colar (SOWLS, 1984; FOWLER e MILLER, 2003). 

 Sabe-se que em condições naturais, catetos se reproduzem durante o 

ano todo, com comportamento de cópula e nascimento de filhotes ocorrendo 

sem época preferencial. O início da vida reprodutiva de machos e fêmeas 

ocorre dos 8 aos 16 meses de idade. A duração do ciclo estral é de 22 a 28 

dias, e a duração média da gestação em caititus é de 140 a 150 dias, sendo 

mais longa que na porca doméstica, a qual apresenta gestação de 114 dias. O 

tamanho da ninhada varia de um a quatro filhotes (média de dois), sendo que o 

peso ao nascer é aproximadamente de 604 gramas, e o desmame ocorre em 

torno de dois meses (SOWLS, 1966, 1984). 

Apesar de até o momento serem poucos os estudos na literatura que 

abordem aspectos relacionados à biologia reprodutiva de catetos (COSTA et 

al., 2010; CAMPOS-JR et al., 2011; CAMPOS-JR et al., 2012; GUIMARÃES et 

al., 2013; CAMPOS-JR et al., 2014), os mesmos apontam características que 

tornam esta espécie silvestre como um modelo experimental importante para 

se investigar a interação entre as células testiculares durante o 

desenvolvimento testicular em mamíferos. 
 

1.2 Desenvolvimento dos testículos  
 

A célula de Sertoli é a primeira célula somática a se diferenciar nos 

testículos. Origina-se provavelmente do epitélio celômico e seus precursores 

expressam o gene determinante do sexo masculino Sry no braço curto do 

cromossomo Y. Desta forma, a célula de Sertoli desempenha papel crucial no 

direcionamento da diferenciação do testículo que ocorre em torno de 11,5 dias 

de gestação em camundongos (CAPEL, 2000, COMBES et al., 2009) e por 

volta de 26 e 56 dias em suínos e humanos (PELLINIEMI, 1975; PELLINIEMI et 

al., 1993), respectivamente. A migração das demais células somáticas do 

testículo, tais como células endoteliais, fibroblastos e células de Leydig a partir 
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da região mesonéfrica (ou provavelmente de outros locais) para a crista genital 

ocorre sob a influência de fatores tais como Sox 9, produzidos pelas células 

precursoras das células de Sertoli (MERCHANT-LI LARIOS & MORENO-

MENDOZA, 2001; TILMANN & CAPEL, 2002; YAO et al., 2002, SEKIDO et al., 

2004; KANAI et al., 2005; SVINGEN & KOOPMAN, 2013). Assim, estudos 

recentes mostram que a remoção da célula de Sertoli durante a fase fetal 

resulta em profundas modificações na arquitetura do testículo, não sendo 

observados túbulos seminíferos e mesmo a expressão de proteínas expressas 

pelas células peritubulares mióides (REBOURCET et al., 2014). Neste 

contexto, foi demonstrado que as células peritubulares mióides não fazem 

parte da população de células que migram do mesonefro e sim, tem origem 

mais provável do epitélio celômico ou mesmo do mesênquima que constitui a 

crista genital (COMBES et al., 2009). Conforme visto para as outras espécies 

de mamíferos já investigadas neste aspecto (BARSOUM & YAO, 2010), 

estudos desenvolvidos em suínos têm mostrado que a diferenciação das 

células de Leydig fetal é provavelmente dependente da diferenciação das 

células de Sertoli (KAMINSKI et al., 1999).  

 Apesar da escassez de trabalhos a cerca do desenvolvimento testicular 

durante o período fetal em catetos, à semelhança de outros vertebrados, 

incluindo o suíno, somente dois tipos celulares estão presentes no epitélio 

seminífero durante o período pós-natal inicial: células de Sertoli, 

abundantemente distribuídas, principalmente na periferia dos cordões 

seminíferos, e gonócitos/espermatogônias, localizadas centralmente (VAN 

STRAATEN & WENSING, 1977; GODINHO & CARDOSO, 1979; VAN 

VORSTENBOSCH et al., 1984; FRANÇA et al., 2000; FRANÇA et al., 2005; 

FORD & WISE, 2009; CAMPOS-JR et al.,2011;GUIMARÃES et al.,2013). 

Particularmente em suínos, o desenvolvimento das células germinativas 

durante o período fetal, é provavelmente independente da ação de 

gonadotrofinas, especificamente do FSH (VAN VORSTENBOSCH et al., 1984; 

VAN VORSTENBOSCH et al., 1987; HAEUSSLER et al., 2007). Porém, nos 

mamíferos em geral, considera-se que o FSH desempenha importante papel 

para a iniciação da espermatogênese durante o desenvolvimento pós-natal dos 

testículos (Sharpe, 1994). Embora num ritmo diferente de crescimento, quando 

comparadas às células de Leydig e de Sertoli, as células germinativas 
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proliferam continuamente após o nascimento (VAN STRAATEN & WENSING, 

1977; GODINHO & CARDOSO, 1979; OKWUN et al., 1996; FRANÇA et al., 

2000; CAMPOS-JR et al., 2011; GUIMARÃES et al., 2013). Assim, em suínos, 

os primeiros espermatócitos primários e as primeiras espermátides são 

observados somente entre dois a três meses e após os três meses de idade, 

respectivamente (ERICKSON, 1964; GODINHO & CARDOSO, 1979; FRANÇA 

et al., 2000), Por esta razão, o crescimento mais acentuado de testículos pré-

púberes em raças suínas de grande porte inicia-se após 10 semanas de idade 

e o peso testicular aumenta dramaticamente após 15 semanas (GODINHO & 

CARDOSO, 1979). A maturação testicular em catetos ocorre em um ritmo mais 

lento quando comparado com o suíno doméstico. Neste contexto, os primeiros 

espermatócitos primários são observados entre 7-8 meses e as espermátides 

alongadas a partir de 10 meses (CAMPOS-JR et al., 2011; GUIMARÃES et al., 

2013).  

Baseado em vários parâmetros, tais como peso do testículo, diâmetro 

tubular, maturação da célula de Sertoli, primeira liberação de espermátides do 

epitélio seminífero e aumento dos níveis plasmáticos de testosterona, a 

puberdade, na maioria das raças de suínos, ocorre entre 4 e 5 meses de idade. 

Já a maturidade sexual na grande maioria das raças de suínos já investigadas 

é alcançada entre 7 e 8 meses de idade, época na qual se observa 

estabilização do diâmetro tubular, do percentual de túbulos seminíferos e de 

células de Leydig no parênquima testicular, e no número de células 

germinativas e núcleo de células de Sertoli por secção transversal de túbulo 

seminífero (WROBEL & DIERICHS, 1975; VAN STRAATEN & WENSING, 

1977; OKWUN et al., 1996; FRANÇA et al., 2000). No entanto, baseado na 

avaliação da qualidade espermática e fertilidade nesta espécie, a maturidade 

sexual plena só é alcançada após os 10 meses de idade (RODRIGUÉZ-

MARTINÉZ, 2001). Em catetos, o número de célula de Sertoli aumenta 

consistentemente até 10-11 meses, período no qual se observa o término da 

proliferação deste tipo celular, culminando com a sua diferenciação terminal. 

Ainda, nesta fase os níveis plasmáticos de testosterona apresentam-se 

significativamente aumentados, coincidindo com a primeira espermiação, 

embora o diâmetro tubular demonstre um aumento significativo até os 24 

meses de idade. Neste contexto, observou-se que a puberdade em catetos 
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ocorre mais tardiamente, entre 11-12 meses de idade, e o estabelecimento da 

maturidade sexual somente após os 24 meses, idade na qual ainda há o 

aumento do diâmetro tubular (CAMPOS-JR et al., 2011; GUIMARÃES et al., 

2013).    

1.3 Aspectos gerais do testículo em mamíferos e as células de Sertoli 
 

Os testículos, na maioria das espécies de mamíferos, estão localizados 

no escroto, estrutura capaz de regular a temperatura testicular através de 

vários mecanismos envolvendo vasos sanguíneos, músculo liso e esquelético, 

glândulas sudoríparas e pelos (SETCHELL e BREED, 2006). O testículo é 

revestido externamente por tecido conjuntivo espesso denominado de túnica 

albugínea, que emite septos para o interior deste órgão, delimitando os lobos 

testiculares. Próximo à sua extremidade capitata localiza-se o funículo 

espermático constituído pelas artérias, vasos linfáticos, veias, nervos, músculo 

cremáster e o ducto deferente, que se origina na cauda do epidídimo (AMANN, 

1981; RUSSELL et al., 1990).  

Na grande maioria das espécies de vertebrados, o testículo é dividido 

morfofuncionalmente em compartimentos tubular e intertubular (RUSSELL et 

al.,1990). O compartimento tubular compreende os túbulos seminíferos, que 

representam aproximadamente de 70% a 90% do parênquima testicular e se 

estendem numa rede convoluta que se conecta com a rete testis localizada na 

região do mediastino testicular (FRANÇA e RUSSELL, 1998). Os túbulos 

seminíferos são formados pela túnica própria, epitélio seminífero e lume. A 

túnica própria é formada pelas células peritubulares mióides, que possuem 

características de células contráteis, e a membrana basal, (Dym, 1994; 

Skinner, 2005). Assim, o epitélio seminífero, delimitado pela túnica própria, é 

constituído pelas células germinativas (originadas do epiblasto) nas diferentes 

fases de desenvolvimento e pelas células de Sertoli (DE FALCO E CAPEL, 

2009). Já a região central dos túbulos compreende o lume tubular que resulta 

da secreção de fluido através das células de Sertoli, sob a influência 

principalmente dos andrógenos, particularmente a testosterona. É por meio do 

lume tubular que os espermatozoides recém-formados/espermiados e ainda 

imóveis são carreados através de parte dos ductos excretores (rete testis, 
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dúctulos eferentes, e ducto epididimário) (RUSSELL et al., 1990; RUSSELL e 

GRISWOLD, 1993). 

As células de Sertoli desempenham papel crucial na espermatogênese e 

na estrutura dos túbulos seminíferos e, juntamente com as células 

peritubulares mióides, sintetizam a membrana basal que é fundamental para a 

integridade e a função tubular, sendo um elemento importante para o 

estabelecimento do nicho das células tronco espermatogoniais, as quais 

produzem as células germinativas, que irão se desenvolver para formar o 

espermatozoide (DYM, 1994; RICHARDSON et al., 1995; SKINNER, 2005). 

Por meio de suas junções de oclusão, as células de Sertoli dividem o epitélio 

seminífero em compartimentos basal e adluminal (RUSSELL e GRISWOLD, 

1993). No compartimento basal estão localizadas as espermatogônias e 

espermatócitos primários iniciais (pré-leptótenos/leptótenos), enquanto no 

adluminal encontram-se os espermatócitos primários a partir de zigóteno, 

espermatócitos secundários e espermátides. Funcionalmente, as junções de 

oclusão compõem a barreira de células de Sertoli, o que propicia um 

microambiente específico e imunoprivilegiado essencial para o 

desenvolvimento do processo espermatogênico (RUSSELL et al., 1990; 

RUSSELL e GRISWOLD, 1993, SMITH E WALKER, 2014). 

Nos testículos de animais sexualmente maduros as células de Sertoli 

estão completamente diferenciadas. A variação considerável na forma e 

estrutura da célula de Sertoli, durante o ciclo do epitélio seminífero, demonstra 

o alto grau de plasticidade desta célula, o que reflete as alterações 

morfológicas e funcionais que ocorrem nas células germinativas (RUSSELL et 

al., 1993). Além da formação da barreira de célula de Sertoli, estas células 

somáticas desempenham funções essenciais para o desenvolvimento das 

células germinativas. Assim, podem ser citados o fornecimento de nutrientes e 

inúmeros outros fatores importantes para as células germinativas, mediação da 

ação do FSH e da testosterona na espermatogênese, fornecimento de suporte 

físico (sustentação) para as células espermatogênicas, participação ativa no 

processo de liberação (espermiação) das espermátides alongadas para o lume 

tubular, fagocitose do excesso de citoplasma (corpos residuais) resultante da 

liberação das células espermiadas bem como de células germinativas que 

sofrem apoptose. As células de Sertoli secretam o fluido tanto em direção ao 
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lume tubular quanto para o compartimento intertubular. Em direção ao lume o 

fluido colabora com o transporte dos espermatozoides, além de contribuir com 

substâncias importantes para a função epididimária e maturação espermática.  

No compartimento intertubular o fluido está relacionando com os mecanismos 

de regulação parácrina de outros tipos celulares do testículo tais como as 

células peritubulares mióides, de Leydig e musculares lisas dos vasos 

(RUSSELL e GRISWOLD, 1993; SHARPE, 1994; FRANÇA e RUSSELL, 1998; 

HESS e FRANÇA, 2007). Ainda em relação às células de Sertoli ressalta-se 

que diversos estudos mostram que o número desta importante célula somática 

por testículo é o principal fator na determinação da magnitude da produção 

espermática e do tamanho do testículo (HESS et al., 1993; SHARPE, 1994; 

FRANÇA et al., 1995; HESS E FRANÇA, 2007). Neste contexto, a capacidade 

das células de Sertoli de suportar um número de células germinativas é 

relativamente fixa para cada espécie, e que a população deste tipo celular 

mantém-se estável após a puberdade (FRANÇA e RUSSELL, 1998; SHARPE 

et al., 2003), não havendo também alteração no seu número ao longo dos 

diferentes estádios do ciclo do epitélio seminífero (WING e CHRISTENSEN, 

1982).  

Em relação ao compartimento intertubular seus elementos componentes 

são as células de Leydig, vasos sanguíneos e linfáticos, nervos e uma 

população celular variável constituída principalmente de fibroblastos, 

macrófagos e mastócitos (RUSSELL et al., 1990). Apesar de existir grande 

variação entre as diversas espécies quanto à proporção volumétrica dos 

diferentes componentes do compartimento intertubular, a célula de Leydig é o 

tipo celular mais frequente neste compartimento (FAWCETT et al., 1973; 

FRANÇA e RUSSELL, 1998).  

 De acordo com trabalho realizado por Fawcett et al. (1973) e 

posteriormente revisado por Russell (1996), o arranjo e a proporção dos 

elementos constituintes do espaço intertubular seguem três padrões distintos: 

(I) espécies nas quais as células de Leydig e o tecido conjuntivo ocupam uma 

área relativamente pequena no espaço intertubular, contrastando com extensos 

sinusóides e espaços linfáticos, conforme observado em ratos, camundongos, 

hamsteres, chinchilas e guinea pig; (II) espécies que apresentam grupos de 

células de Leydig espalhados em abundante tecido conjuntivo frouxo que é 
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drenado por vasos, arranjo este observado em bovinos, ovinos e primatas, 

incluindo-se o homem; e (III) espécies nas quais abundantes agrupamentos de 

células de Leydig ocupam praticamente todo o espaço intertubular, 

apresentando muito pouco tecido conjuntivo e linfáticos, conforme visto em 

suídeos e zebras. Entretanto, o cateto, uma espécie que assim como o suíno 

doméstico, pertence a subordem Suiformes (GROOVER E GRUBB, 1993), 

apresenta uma citoarquitetura testicular peculiar, não sendo a mesma 

observada em nenhuma das espécies de mamíferos já investigadas. Neste 

contexto, as células esteroidogênicas ficam localizadas principalmente nos 

lobos que circundam os túbulos seminíferos, sendo rara a ocorrência das 

mesmas no compartimento intertubular (COSTA et al., 2010; CAMPOS-JR et 

al., 2012). 

1.4  Espermatogênese e demais interações celulares no testículo  
 

Conforme já mencionado, um dos componentes do túbulo seminífero é o 

epitélio seminífero, formado pelas células de Sertoli e pelas células 

germinativas que se encontram em diferentes fases de um processo altamente 

complexo e bem organizado denominado espermatogênese e que dura cerca 

de 40 a 60 dias na maioria das espécies de mamíferos já investigados 

(FRANÇA e RUSSELL, 1998; FRANÇA et al., 1998; HESS e FRANÇA, 2007). 

Com base nas características morfológicas e funcionais, o processo 

espermatogênico pode ser dividido em três etapas: fase espermatogonial ou 

mitótica, fase espermatocitária ou meiótica e fase espermiogênica ou de 

diferenciação (RUSSELL et al., 1990; SHARPE, 1994). 

A fase espermatogonial é caracterizada pela auto-renovação e 

diferenciação das espermatogônias, gerando células “amplificadoras” e de 

reserva ou células comprometidas com a diferenciação. Estas células mais 

diferenciadas darão continuidade ao processo espermatogênico de modo que 

um intrincado processo de diferenciação e proliferação irá ocorrer até a última 

divisão mitótica que originará os espermatócitos primários (pré-leptótenos), 

dando assim início à fase espermatocitária (DE ROOIJ e RUSSELL, 2000). 

Nesta etapa, na qual ocorre a duplicação do DNA, a recombinação gênica e a 

segregação dos cromossomos homólogos, a fase mais longa corresponde à 

prófase I que é subdividida em pré-leptóteno/leptóteno, zigóteno, paquíteno e 
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diplóteno que formará os espermatócitos secundários. Após a segunda divisão 

meiótica, estes espermatócitos secundários darão origem a células haploides 

denominadas espermátides (HESS e FRANÇA, 2007). Estas espermátides 

constituem a fase espermiogênica na qual, através de um complexo processo 

de diferenciação, que inclui a formação do acromossomo e do flagelo e a 

compactação do DNA (substituição das histonas por protaminas), as 

espermátides arredondadas se alongam para originar os espermatozoides. 

Estes últimos, após passarem pelo processo de maturação no epidídimo, 

estarão aptos a fertilizarem o ovócito (RUSSEL et al., 1990; HESS e FRANÇA, 

2007). 

Assim como a célula de Sertoli, cujo papel na regulação da função 

testicular e especificamente na espermatogênese já foi mencionado, as células 

de Leydig são fundamentais para a síntese e secreção dos esteroides sexuais, 

seja durante a fase fetal quanto pós-natal, os quais são sintetizados a partir de 

uma molécula base, o colesterol (BARDIN, 1996). De modo geral as células de 

Leydig são encontradas próximas aos vasos sanguíneos ou do tecido 

conjuntivo da cápsula testicular (túnica albugínea) e sua ultra-estrutura 

evidencia sua atividade esteroidogênica pela presença de retículo 

endoplasmático liso bem desenvolvido e mitocôndrias com cristas tubulares 

(RUSSELL et al., 1996). A produção dos esteroides ocorre através de 

estímulos do LH (hormônio luteinizante) em receptores localizados na 

membrana citoplasmática destas células. À semelhança do FSH, o LH é uma 

glicoproteína sintetizada e secretada na adenohipófise sob a influência do 

hormônio liberador de gonadotrofinas (GnRH) proveniente do hipotálamo. O 

controle de retroalimentação negativo do LH é exercido principalmente pela 

testosterona tanto na adenohipófise quanto no hipotálamo (SHUPNIK & 

SCHREIHOFER, 1997). Nos testículos, existem receptores para andrógenos 

nas células de Sertoli, peritubulares mióides, musculares lisas dos vasos e na 

própria célula de Leydig (SCHLATT et al., 1997; SUÁREZ-QUIAN et al., 1998; 

DE GENT et al., 2004). Dentre os andrógenos sintetizados pelas células de 

Leydig incluem-se a testosterona e a diidrotestosterona, os quais são 

responsáveis pela diferenciação do trato genital masculino e da genitália 

externa na fase fetal (PELLINIEMI et al., 1996; WU et al., 2007) e pelo 

aparecimento dos caracteres sexuais secundários e a manutenção quantitativa 
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da espermatogênese a partir da puberdade (SHARPE, 1994; ZIRKIN et al., 

1994; DE GENDT et al., 2004; WU et al., 2007). Particularmente, a 

diidrotestosterona é também responsável pela manutenção funcional das 

glândulas sexuais acessórias e do epidídimo (FAN & ROBAIRE, 1998; GOYAL 

et al., 1999). Além dos andrógenos, as células de Leydig também são 

responsáveis pela produção do estrógeno no sistema genital masculino. Desse 

modo, durante o desenvolvimento testicular pós-natal, associada às células de 

Sertoli imaturas, as células de Leydig apresentam atividade da enzima 

aromatase, responsável pela síntese de estrógenos. Entretanto, após o 

estabelecimento da puberdade, as células de Sertoli perdem a capacidade de 

sintetizar este esteroide sexual, de maneira que as principais fontes de 

estrógenos no testículo pós-púbere e adulto são as células de Leydig e as 

células germinativas (CARREAU et al., 1999; PETERSEN & SÖDER, 2006). 

Nas espécies sazonais, a expressão da aromatase é dependente do 

fotoperíodo (TSUBOTA et al., 1997; BILINSKA et al.; 2001). Os principais alvos 

da ação dos estrógenos no sistema genital masculino são os dúctulos 

eferentes, nos quais ocorre a reabsorção de fluido tubular (OLIVEIRA et al., 

2002), e o epidídimo, onde também desempenham um importante papel na 

regulação da função deste órgão (CARREAU et al.; 2007; HESS et al., 2011). 

Além disso, o envolvimento do estrógeno na regulação da proliferação das 

células de Sertoli foi demonstrado em ratos (LUCAS et al., 2008) e em suínos 

(AT-TARAS et al., 2006a; BERGER et al., 2008). 

Nos mamíferos em geral, existem dois tipos de células de Leydig: as 

células de Leydig fetais, que são produtoras de andrógenos e do fator 

semelhante a insulina-3 (INSL3), responsáveis pela masculinização fetal e 

descenso testicular, e as células de Leydig do tipo adulto produtoras 

principalmente de testosterona (KERR & KNELL, 1988; HUHTANIEMI & 

PELLINIEMI, 1992; HAIDER, 2004; BARSOUM & YAO, 2006; WU et al., 2007). 

No homem e outros primatas, um terceiro tipo de células de Leydig, 

denominadas do tipo infantil, são também encontradas (GRISWOLD & 

BEHRINGER, 2009). O início da diferenciação das células de Leydig fetais, que 

podem se originar de células somáticas que expressam o fator esteroidogênico 

1 (Sf1) (BARSOUM & YAO, 2009), e da produção de andrógenos, não estão 

sob o controle das gonadotrofinas (VAN VORSTENBOSCH et al., 1982; 
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LEJEUNE et al., 1998; MAJDIC et al., 1998; O’SHAUGHNESSY et al., 1998; 

WU et al., 2007). Entretanto a proliferação e a diferenciação destas células são 

reguladas por diversos hormônios, tais como os esteroides sexuais (estrógenos 

e andrógenos) e o hormônio tireoidiano, e por fatores de transcrição como 

GATA (WU et al., 2007, HU et al., 2013). O desenvolvimento pós-natal das 

células de Leydig envolve a proliferação celular, diferenciação morfológica e 

aquisição da capacidade de produção de testosterona (WU et al., 2007). À 

semelhança das células de Leydig fetais, a proliferação e diferenciação das 

células de Leydig do tipo adulto e suas progenitoras são também reguladas por 

diversos hormônios e fatores, dentre os quais podem ser mencionados o 

LH/hCG, IGF-I, TGF alfa e beta, FSH, MIS, estrógenos, hormônio tireoidiano e 

andrógenos (GE et al. 1996; ROUILLER-FABRE et al. 1998; MENDIS-

HANDAGAMA & ARIYARATNE, 2001; WU et al., 2007; ). 

As células mesenquimais peritubulares são consideradas as principais 

precursoras das células de Leydig do tipo adulto (RUSSELL et al., 1995; GE et 

al., 1996; LEJEUNE et al., 1998; LANDREH et al., 2013). Outros tipos celulares 

do testículo tais como as células peritubulares mióides, células endoteliais dos 

vasos linfáticos e células perivasculares (pericitos) também podem dar origem 

às células de Leydig (DE KRETSER et al., 1994; GAYTAN et al., 1994; 

RUSSELL et al., 1995; DOMBROWICZ et al., 1996; DAVIDOFF et al., 2004). 

Apesar de pouco documentado, mitoses de células de Leydig em animais 

adultos também ocorrem (RUSSELL et al., 1995). 

Em contraste com a maioria das espécies de mamíferos investigadas, as 

quais exibem um padrão bifásico (fetal e pós-natal) de desenvolvimento das 

células de Leydig (GONDOS et al., 1976), em suínos estas células 

esteroidogênicas apresentam três fases de desenvolvimento. Duas fases 

transitórias, uma durante a fase inicial (de 30 a 35 dias) do período fetal (VAN 

STRAATEN & WENSINg, 1978) e a outra durante o período perinatal 

(DIERICHS et al., 1973; VAN STRAATEN & WENSING, 1978; FRANÇA et al., 

2000). A última fase ocorre a partir do período pré-puberal, estendendo-se para 

a idade adulta (DIERICHS et al., 1973; VAN STRAATEN & WENSING, 1978; 

FRANÇA et al., 2000). Ainda em suínos, já é bem estabelecido que o volume 

das células de Leydig e o número de receptores de LH e de andrógenos por 

célula de Leydig alteram-se substancialmente durante as diferentes fases do 
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desenvolvimento testicular (DIERICHS et al., 1973; VAN STRAATEN & 

WENSING, 1978; LUNSTRA et al., 1986; FRANÇA et al., 2000; TRIPEPI et al., 

2000).  

Além da produção de andrógenos, várias outras substâncias são 

também produzidas pelas células de Leydig do tipo adulto. Estas substâncias 

participam no controle autócrino e parácrino das funções das células de Leydig 

e de Sertoli. Por exemplo, através de peptídeos derivados da pro-

opiomelanocorticotrofina (POMC), tais como -endorfina, hormônio 

adrenocorticotrófico (ACTH) e hormônio melanotrófico (MSH), as células de 

Leydig podem influenciar a função das células de Sertoli tanto em animais 

imaturos quanto em animais adultos (BARDIN et al., 1987). Evidências 

relatadas na literatura (ORTH & BOEHM, 1990; ORTH, 1993; SHARPE, 1994) 

sugerem que as células de Leydig têm influência direta na determinação do 

número definitivo de células de Sertoli via -endorfina. Da mesma forma, as 

células de Sertoli parecem regular de forma parácrina a determinação da 

população das células de Leydig e a capacidade esteroidogênica das mesmas, 

através da secreção de fatores de crescimento estimulados pelo FSH e 

andrógenos, dentre outros (TABONE et al., 1984; WAITES et al., 1985; De 

GENDT et al., 2005; REBOURCET et al., 2014).  

Indicativos da ação parácrina das células de Leydig sobre as células 

germinativas em catetos foram recentemente demonstrados (CAMPOS-JR et 

al., 2012). Nesta espécie, as células de Leydig parecem desempenhar um 

importante papel na regulação da diferenciação espermatogonial, que consiste 

na transição da espermatogônia A alinhada para A1. Neste aspecto, foi 

observado que as espermatogônias A indiferenciadas localizam-se 

preferencialmente em regiões do túbulo seminífero que não estejam em 

contato com partes do compartimento intertubular que contenham células de 

Leydig. Assim, tão logo ocorra o processo de diferenciação, as 

espermatogônias diferenciadas A1 apresentam um posicionamento que indica a 

transição entre uma localização preferencial e outra distribuída ao acaso, 

conforme é vista para as gerações espermatogoniais subsequentes (A2, A3, A4, 

In e B) (CAMPOS-JR et al., 2012). 

As células peritubulares mióides constituem o principal componente da 

parede dos túbulos seminíferos e provavelmente participam de maneira 
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bastante ativa da regulação parácrina da função testicular. A partir de trabalhos 

recentemente desenvolvidos, esta importante interação entre as células 

somáticas do testículo tem sido fortemente demonstrada. Assim, conforme 

relatado por Welsh et al. (2009), camundongos cujas células peritubulares 

mióides não possuem receptores de andrógenos (PTM-ARKO) são inférteis. 

Conforme mencionado anteriormente, essas células, juntamente com as 

células de Sertoli, são responsáveis pela formação da lâmina basal (DYM, 

1994; SKINNER, 2005). A relação funcional entre células peritubulares mióides 

e células de Sertoli foi demonstrada recentemente por Rebourcet et al. (2014), 

utilizando modelo murino no qual as células de Sertoli foram removidas tanto 

na fase fetal quanto após o nascimento. Neste contexto ficou evidenciado que 

a manutenção do status diferenciado das células peritubulares mióides durante 

o desenvolvimento fetal e neonatal, representado pela secreção de proteínas 

típicas de células contráteis (-isoactina, F-actina e miosina), é dependente 

tanto da presença quanto da proximidade física com as células de Sertoli 

(REBOURCET et al., 2014). De maneira geral, as células peritubulares mióides 

apresentam citoplasma delgado e núcleo central. Ao microscópio eletrônico, o 

citoplasma dessas células possui grande número de filamentos paralelos ao 

seu grande eixo e o núcleo é fusiforme, com cromatina formando massas 

eletrondensas distribuídas por toda sua extensão (DYM, 1994). As células 

peritubulares mióides secretam várias substâncias componentes da matriz 

extracelular (laminina, fibronectina, colágenos dos tipos I e IV e proteoglicanas) 

e fatores de crescimento como PmodS, IGF-I, activina-A e TGF- que regulam 

a função parácrina das células de Sertoli (RICHARDSON et al., 1995; 

SKINNER, 2005). Os filamentos produzidos nas células peritubulares 

apresentam-se arranjados longitudinal e circularmente ao maior eixo do túbulo 

seminífero. A atividade desses filamentos é responsável pela contração dos 

túbulos seminíferos que resulta em movimentação de fluidos e propulsão dos 

espermatozóides (SKINNER, 2005).  
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1.5 Xenoenxerto de fragmentos do testículo e morfogênese de novo a 
partir do enxerto de suspensões de células testiculares 
 

O enxerto de fragmentos de testículo de animais jovens na região 

subcutânea do dorso de camundongos imunodeficientes (HONARAMOOZ et 

al., 2002; DOBRINSKI, 2005) constitui uma excelente abordagem experimental, 

que diferentemente do que ocorre com o transplante de células germinativas 

(BRINSTER E AVARBOCK, 1994; DOBRINSKI et al., 1999; BRINSTER, 2002), 

pode ser adaptada a diversas espécies de mamíferos filogeneticamente 

distantes, produzindo espermatozoides viáveis geralmente alguns meses após 

o enxerto  (HONARAMOOZ et al., 2002; SCHLATT et al., 2002; SHINOHARA 

et al., 2002; NAKAI et al., 2010). Mais especificamente, o desenvolvimento bem 

sucedido dos fragmentos enxertados deve-se ao fato das células germinativas 

serem co-transplantadas para o camundongo receptor, juntamente com as 

células somáticas do testículo, preservando-se assim o ambiente testicular 

original (DOBRINSKI, 2008; RODRIGUEZ-SOSA et al., 2013). Desta forma, o 

xenoenxerto de fragmentos testiculares é uma importante ferramenta que pode 

ser utilizada para se investigar a função testicular, particularmente os aspectos 

relacionados ao processo espermatogênico. No entanto, merece ser ressaltado 

que, por razões ainda não conhecidas, dentre as várias espécies nas quais 

esta técnica já foi realizada, o sucesso da progressão da espermatogênese 

varia de acordo com a espécie doadora (DOBRINSKI, 2005). Assim, a maior 

frequência de sucesso do xenoenxerto tem sido associada com a espécie 

suína, utilizando-se ambos tecido fresco ou criopreservado (HONARAMOOZ et 

al., 2008; NAKAI et al., 2010; KANEKO et al., 2013; KANEKO et al., 2014), 

Recentemente foi demonstrada, com sucesso, a eficiência desta técnica para a 

conservação de tecido testicular de cateto (CAMPOS-JR et al., 2014). Contudo, 

no xenoenxerto de fragmentos de testículo a possibilidade de estudar 

individualmente os tipos celulares e suas interações dentro do nicho 

espermatogonial é limitada (DORES E DOBRINSKI, 2014). Neste contexto, o 

xenoenxerto das células testiculares isoladas foi desenvolvido mais 

recentemente. Nesta abordagem, células obtidas pela digestão enzimática de 

testículos de suínos recém-nascidos, quando transplantadas sob a pele do 

dorso de camundongos imunocomprometidos foram capazes de formar uma 
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unidade endócrina e espermatogênica funcional, suportando a completa 

maturação e desenvolvimento do gameta masculino (HONARAMOOZ et al., 

2007). Até o presente momento, a capacidade morfogenética das células 

testiculares isoladas pode ser investigada em suínos (HONARAMOOZ et al. 

2007), roedores (KITA et al. 2007), ovinos (ARREGUI et al. 2008), bovinos 

(ZHANG et al. 2008), cateto (CAMPOS-JR et al., 2014) e organismos utilizados 

como modelos em biologia do desenvolvimento tais como zebrafish 

(KAWASAKI et al. 2010) e Xenopus (KAWASAKI et al. 2006). Particularmente 

em cateto, o espermatozoide formado foi utilizado para fertilização in vitro, 

resultando em embrião viável (CAMPOS-JR et al., 2014). A dinâmica de 

manipulação propiciada pela morfogênese de novo a partir do enxerto de 

células testiculares foi demonstrada recentemente por Dores e Dobrinski 

(2014). Neste estudo, o desenvolvimento dos enxertos foi avaliado em 

diferentes condições, tais como variações no número total de células e no 

percentual de células germinativas utilizadas bem como o uso de Matrigel 

como um molde para o rearranjo testicular.  

 Desta forma, a partir da habilidade morfogenética das células 

testiculares isoladas em reconstituir um “testículo funcional”, permitindo o 

estabelecimento da espermatogênese após o transplante (RODRIGUEZ-SOSA 

e DOBRINSKI, 2009), criam-se novas possibilidades envolvendo, por exemplo, 

o estudo das interações entre as células somáticas e germinativas do testículo 
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2 JUSTIFICATIVA 
 

A célula de Sertoli tem sido considerada um importante elemento para o 

direcionamento do desenvolvimento gonadal, em ambos os períodos fetal e 

pós-natal. Entretanto, a participação das demais células na orientação da 

organização testicular deve ser investigada. Assim, conforme demonstrado 

recentemente por Avelar et al. (2010), a regionalização da maturação tubular 

observada durante o período pós-natal em suínos está correlacionada com a 

presença de um tipo específico de células de Leydig. Contudo, apesar dos 

diversos modelos animais geneticamente manipulados disponíveis, ainda não é 

possível estabelecer como os vários processos celulares durante o 

desenvolvimento dos testículos são integrados e coordenados (WARR E 

GREENFIELD, 2012).  Neste contexto, o cateto é uma espécie que apresenta 

uma citoarquitetura testicular peculiar, com as células de Leydig predominando 

entre os lobos testiculares, que o torna um sugestivo modelo para se estudar 

as interações celulares durante o desenvolvimento testicular. Diante disso e 

utilizando a técnica de enxerto de células testiculares e a morfogênese de 

novo, o presente trabalho tem como proposta dar início a uma ampla 

investigação, a partir da manipulação do conteúdo das suspensões celulares, 

das interações celulares que direcionam o desenvolvimento dos testículos em 

mamíferos. 
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3  OBJETIVOS 

3.1 Objetivo Geral 
 
Investigar nos tecidos quiméricos neoformados a partir do enxerto da mistura 

de células testiculares de catetos (Tayassu tajacu) e suínos (Sus scrofa 

domesticus) jovens em camundongos imunodeficientes, a viabilidade de 

interação funcional e recapitulação do desenvolvimento testicular  utilizando 

espécies diferentes.  

3.2 Objetivos específicos 
 
 Avaliar o peso dos tecidos neoformados e da vesícula seminal em 

diferentes tempos após o enxerto (10/16d, 1, 2, 4, 5, 6 e 8 meses);  

 Caracterizar histologicamente os tecidos neoformados quanto à 

progressão da espermatogênese aos 10/16d, 1, 2, 4, 5, 6 e 8 meses;  

 Investigar a morfometria dos fragmentos obtidos a partir da mistura de 

células de Leydig de suíno e túbulos seminíferos de catetos bem como 

da suspensão pura de suíno aos 5, 6 e 8 meses, através da proporção 

volumétrica dos diferentes componentes do parênquima testicular, 

incluindo-se o diâmetro das espermatogônias A indiferenciadas e dos 

túbulos seminíferos; 

 Avaliar a distribuição das células esteroidogênicas no compartimento 

intertubular e nos cordões que circundam os túbulos seminíferos nos 

tecidos neoformados por mistura de células de Leydig de suíno e túbulos 

seminíferos de catetos bem como pela suspensão pura de suíno aos 5, 

6 e 8 meses; 

  Analisar o grau de maturação dos túbulos seminíferos, através da 

identificação das células germinativas mais avançadas nos tecidos  

obtidos a partir da mistura de células de Leydig de suíno e túbulos 

seminíferos de catetos bem como da suspensão pura de suíno aos 5, 6 
e 8 meses; 
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 Avaliar o peso dos tecidos neoformados e da vesícula seminal em 
diferentes tempos após o enxerto (10/16d, 1, 2, 4, 5, 6 e 8 meses);  

 Caracterizar histologicamente os tecidos neoformados quanto à 

progressão da espermatogênese aos 10/16d, 1, 2, 4, 5, 6 e 8 meses;  

 Investigar a morfometria dos fragmentos obtidos a partir da mistura de 

células de Leydig de suíno e túbulos seminíferos de catetos bem como 

da suspensão pura de suíno aos 5, 6 e 8 meses, através da proporção 

volumétrica dos diferentes componentes do parênquima testicular, 

incluindo-se o diâmetro das espermatogônias A indiferenciadas e dos 

túbulos seminíferos. 
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4 MATERIAL E MÉTODOS 
 

4.1 Local 
 

A pesquisa foi realizada nos Laboratórios de Pesquisas Morfológicas em 

Ciência Animal da Universidade Federal do Piauí - UFPI e de Biologia Celular-

Universidade Federal de Minas Gerais-UFMG (Programa Casadinho/Procad). 

Os catetos foram obtidos junto ao Núcleo de Estudos e Preservação de 

Silvestres (NEPAS) – (Certificado de Registro IBAMA/PI Nº. 02/08-618) da 

Universidade Federal do Piauí-UFPI; os suínos foram obtidos junto à Fazenda 

Experimental Prof. Hélio Barbosa, localizada no município de Igarapé-MG e 

vinculada à Escola de Veterinária da UFMG; os camundongos imunodeficientes 

originaram-se da criação própria do Laboratório de Biologia Celular/ICB/UFMG. 

Esta pesquisa possui autorizações do CEUA/UFMG nº64/2013; CEEA/UFPI no 

001/13 e do IBAMA/SISBIO nº 37988-1.  

 

4.2 Animais experimentais  

4.2.1 Catetos  
 
 Seis catetos (Tayassu tajacu) machos, com até 5 meses de idade, foram 

utilizados como doadores das células de Leydig e também das demais células 

testiculares (células germinativas, células de Sertoli e outras células 

somáticas). Nesta fase, as células germinativas mais avançadas observadas 

nos cordões seminíferos são espermatogônias do tipo A (Campos-Jr et al., 

2011; Guimarães et al., 2013).  

 

4.2.2 Suínos  
 
 Testículos de oito suínos domésticos (Sus domesticus), com 30 dias de 

idade, foram  utilizados como doadores de células de Leydig e também das 

demais células testiculares (células germinativas, células de Sertoli e outras 

células somáticas) para a elaboração das suspensões celulares. De maneira 
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semelhante aos catetos, nos testículos de suínos aos 30 dias de idade também 

são observadas espermatogônias do tipo A (Avelar et al., 2010).  

4.2.3 Camundongos 
 
 Vinte e oito camundongos imunodeficientes da linhagem CB-17/SCID, 

machos, sexualmente maduros e castrados foram utilizados como receptores. 

Durante todo o período experimental, estes animais foram mantidos em 

microisoladores sob condições de manejo e tratamento apropriados. 

4.3 Coleta dos testículos e preparação dos pellets  

 
  Os catetos foram submetidos a jejum alimentar de 12 horas e hídrico de 

8 horas. Em seguida foi administrado 15 mg/Kg de cloridrato de cetamina 

(Francotar®, Virbac) associado a 1 mg/Kg de maleato de midazolam (Dormire, 

CRISTÁLIA®) e 2 mg/Kg de cloridrato de meperidina (Dolosal, CRISTÁLIA®) 

por via intramuscular profunda com auxílio de zarabatana pneumática (Mod.45 

DELTA STANDARD®). Os animais foram então encaminhados ao Hospital 

Veterinário Universitário (HVU) da Universidade Federal do Piauí e 

posicionados em decúbito dorsal para tricotomia do escroto. Em seguida foi 

realizada antissepsia de rotina com álcool a 70% e Iodopovidona (PVPI). Os 

testículos foram posicionados em situação pré-escrotal, onde pele e tecido 

subcutâneo foram incisados e os funículos espermáticos foram divulsionados e 

expostos. A fim de se manter os testículos estéreis, sem que houvesse a 

abertura das demais fáscias testiculares, foram realizadas duas transfixações 

do funículo espermático com fio cirúrgico inabsorvível 2-0 (Nylon®) e foi 

realizada uma incisão no meio das duas suturas para total exérese dos 

testículos. A rafia da pele e tecido subcutâneo foi realizada com fio cirúrgico 

inabsorvível 2-0 (Nylon 2-0 ®). Quando necessário, foi administrada metade da 

dose inicial de cloridrato de cetamina por via intramuscular para manutenção 

anestésica. Com relação aos suínos antes da cirurgia foram sedados pela via 

intramuscular com 1 mg/Kg de azaperone (Destress, Des-Far Laboratórios 

LTDA, São Paulo, SP, Brasil) e anestesiados pela via endovenosa com 3 

mg/Kg com a associação zolazepam e tiletamina (Zoletil 50; Virbac do Brasil, 

Ind. E Com. LTDA, São Paulo, Brazil). Todos os procedimentos cirúrgicos 
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foram realizados por um veterinário e seguiram as recomendações do Comitê 

de Ética em Experimentação Animal da Universidade Federal de Minas Gerais 

– CETEA/UFMG. 

 Após as cirurgias, em ambas as situações os testículos obtidos foram 

transferidos para o HBSS contendo 0,1% de antibiótico e transportados em 

gelo. No laboratório e em ambiente estéril, os testículos foram separados da 

túnica albugínea e mediastino. O parênquima testicular foi submetido a 

digestão enzimática dupla (colagenase e hialuronidase). A suspensão obtida foi 

mantida em repouso por 30 minutos, permitindo assim que os fragmentos dos 

túbulos seminíferos se depositassem no fundo do frasco e o sobrenadante 

contendo as células intersticiais fosse recolhido. As células de Leydig foram 

recuperadas e mantidas em DMEM enriquecido com 10% de soro fetal bovino, 

em banho de gelo, até serem utilizadas. Após o procedimento inicial de 

digestão, os fragmentos de túbulos seminíferos foram incubados por 20 

minutos a temperatura de 37ºC em uma solução de tripsina. Posteriormente, as 

células foram filtradas através de filtros com mesh de 60μm, para remover 

todos os agregados celulares e assegurar que uma suspensão de células 

isoladas fosse adquirida. As alíquotas com aproximadamente 5 x 107 células 

foram  preparadas de acordo com um dos seguintes protocolos: células de 

Leydig de suínos + túbulo de cateto; células de Leydig de cateto + túbulos 

seminíferos de suínos; suspensão contendo somente células de cateto; 

suspensão contento somente células de suíno. Os pellets foram obtidos por 

centrifugação e mantidos em banho de gelo até o momento do xenoenxerto 

nos camundongos imunodeficientes.  

4.4 Xenoenxerto 
 
 Vinte e oito camundongos imunodeficientes CB-17/SCID com 

aproximadamente 60 dias de idade foram anestesiados com a associação de 

cloridrato de cetamina (135 mg/Kg PV, Vetanarcol, König, Brasil) e cloridrato de 

xilazina (6mg/Kg PV, Dopaser, Calier, Espanha). Inicialmente, os animais foram 

orquiectomizados e em seguida, posicionados em decúbito ventral e 4 incisões 

com aproximadamente 0,5 cm foram feitas bilateralmente ao plano mediano. 

Estas foram divulsionadas formando bolsos, dentro dos quais foi colocado um 

pellet contendo a mistura celular. Após receberem o enxerto, as incisões foram 
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suturadas com grampos cirúrgicos de Michel 11mm. Com a finalidade de 

impedir a hipotermia durante a cirurgia e facilitar a recuperação, os animais 

foram mantidos sobre uma superfície aquecida a 37º C.  

4.5 Recuperação dos enxertos  
 
 Os camundongos receptores foram distribuídos em 4 grupos com 7 

indivíduos seguindo a distribuição já descrita neste Material e Métodos (ver 

item 4.3). As coletas foram realizadas inicialmente após 10 e 16 dias; 1, 2, 4, 5, 

6 e 8 meses. Os camundongos foram eutanasiados após anestesia com 

tiopental (50 mg/Kg PV, Thiopentax, Cristália, Brasil) e os enxertos, bem como 

as glândulas sexuais acessórias andrógeno-dependentes (vesícula seminal e 

glândula de coagulação) foram coletadas e pesadas.  

4.6 Coleta e fixação dos fragmentos   
 
 No período programado para a coleta do material foram tomados dados 

biométricos referentes ao peso dos camundongos, das vesículas seminais e 

dos enxertos retirados do seu dorso (craniais e caudais). 

 

4.6.1 Preparação histológica 
 

 Os fragmentos craniais e caudais direito e esquerdo retirados do dorso 

dos camundongos foram fixados em solução de Bouin por um período de 24h. 

Em seguida foi realizada desidratação em concentrações crescentes de álcool 

(70º, 90º e 100º) e diafanizados em xilol e incluídos em paraplast. Cortes 

histológicos com 5µm de espessura foram obtidos e corados pela técnica de 

hematoxilina-eosina (HE), montadas com Entellan e analisadas em microscópio 

óptico. Fragmentos das mesmas regiões também foram fixados em solução de 

glutaraldeído a 4% em tampão fosfato 0,05M, pH 7,2 pelo tempo aproximado 

de 24h, a 4ºC. Estes foram posteriormente desidratados em concentrações 

crescentes de álcool (70º, 80º, 95º e 100º) com trocas a cada 1h. Após a 

desidratação, os fragmentos foram incluídos em glicol metacrilato (Leica 

Historresin Embedding Kit, Leica Instruments), e posteriormente seccionados 

na espessura de 4 µm em micrótomo rotativo Leica, com navalhas de vidro e 
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tungstênio. As secções obtidas foram coradas com azul de toluidina-borato de 

sódio a 1%, montadas com Entellan e analisadas em microscópio óptico.  

 

4.6.2 Avaliação histológica 
 

Para se verificar o sucesso de desenvolvimento dos tecidos que se 

formaram após o enxerto das suspensões celulares, foram avaliadas lâminas 

representativas de todos os tecidos recuperados. Para se investigar o 

desenvolvimento das células germinativas, 30 secções transversais de 

cordões/túbulos seminíferos foram avaliadas para cada um dos fragmentos. A 

presença dos seguintes tipos de células germinativas foi avaliada:, 

espermatogônia (incluindo-se as do tipo A, intermediária e tipo B), 

espermatócito primário (pré-leptóteno, leptóteno e zigóteno, paquíteno e 

diplóteno), espermátides arredondada e alongada. Esta avaliação foi realizada 

em aumento de 1000x.   

  

4.7 Morfometria  
 
 Em função dos resultados obtidos para os tecidos que ser formaram a 

partir das misturas contendo células de Leydig de cateto, para os dados 

relativos a proporção volumétrica, diâmetro tubular e diâmetro nuclear das 

espermatogônias indiferenciadas foram utilizados somente das suspensões 

contendo células de Leydig de suínos e túbulos seminíferos de catetos e nas 

suspensões contendo apenas células de suínos nas idades mais avançadas de 

5, 6 e 8 meses. Todos os resultados obtidos foram expressos como média ± 

erro padrão da média (e.p.m.) mensurados para regiões representativas 

craniais e caudais de cada suspensão analisada 

4.7.1 Proporção volumétrica  
 

As proporções volumétricas dos componentes tubulares e intertubulares 

presentes nas suspensões foram determinadas através de microscopia de luz, 

em aumento de 400x, utilizando-se retículo com 441 intersecções ajustada à 

ocular do microscópio Olympus BX40. Nesta análise, 15 campos escolhidos ao 
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acaso foram utilizados para cada fragmento cranial e caudal, perfazendo-se um 

total de 6615 pontos por fragmento investigado.  

4.7.2 Diâmetro dos túbulos seminíferos e espermatogônias 
 

Fragmentos craniais e caudais foram utilizados para esta análise, onde o 

diâmetro tubular médio por suspensão foi obtido a partir da mensuração ao 

acaso de 15 secções transversais de cordões/túbulos seminíferos que 

apresentavam contorno o mais circular possível. Estas medidas foram 

realizadas utilizando-se régua micrométrica adaptada a uma das oculares de 

10x, em aumento de 200x. Para o diâmetro nuclear das espermatogônias 

indiferenciadas de catetos e suínos foram escolhidas 20 células, caracterizadas 

morfologicamente de acordo com Campos-Jr et al., (2012) e Avelar et a. 2010; 

respectivamente, nas quais o nucléolo estivesse mais evidente. Assim, o 

diâmetro obtido é resultado da mensuração dos eixos nucleares maior e menor 

destas células. 

4.7.3 Distribuição das células de Leydig 
 

Para se investigar o padrão de distribuição das células de Leydig nos 

fragmentos recuperados, foram escolhidos 15 campos ao acaso, em aumento 

de 200x, utilizando-se retículo com 441 intersecções ajustada à ocular.e foram 

consideradas as células de Leydig presentes nos lobos testiculares e no 

compartimento intertubular. 

4.8 Imunohistoquímica 
 

Após a fixação inicial com solução de Bouin, as secções histológicas 

obtidas foram aderidas em lâminas tratadas com poli-L-lisina, desparafinizadas 

em xilol e hidratadas em concentrações decrescentes de etanol e água 

destilada. Em seguida, o bloqueio da peroxidase endógena foi realizado 

através da incubação dos cortes com “Dual Endogenous Enzyme Block” (Dako 

Envision), por 30 minutos.  

A recuperação antigênica foi realizada utilizando-se tampão citrato (pH 

6,0) em microondas, com potência máxima, por cinco minutos contados a partir 

da ebulição. Após o resfriamento, as lâminas foram incubadas com Ultra V 
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Block (Dako Envision) por 5 minutos e em seguida com o anticorpo primário 

“overnigth” à 4°C. Em diferentes baterias foram utilizados anticorpos para 

GATA-4, um marcador específico das células de Sertoli; Ki67, um marcador de 

proliferação celular; 3beta-HSD, enzima da via esteroidogênica e receptor de 

andrógeno (TABELA 1). Todos os anticorpos foram testados quanto à titulação 

ideal. Posteriormente, as lâminas foram lavadas em tampão e incubadas com o 

anticorpo secundário biotinilado por 60 minutos à temperatura ambiente. Em 

seguida, as lâminas foram expostas ao complexo estreptavidina-peroxidase 

(Peroxidase Dual Link System- Dako Envision) por 15 minutos, à temperatura 

ambiente. A reação foi revelada com diaminobenzidina (DAB) e os cortes 

contra-corados com Hematoxilina de Mayer. Secções histológicas de testículos 

de camundongos adultos foram utilizadas como controle positivo, enquanto no 

controle negativo o anticorpo primário foi substituído por PBS (omissão do 

anticorpo primário). Após esta etapa, as lâminas foram analisadas para se 

investigar os tipos celulares marcados, bem como a localização dos mesmos 

nas diferentes regiões do testículo. 
 
 



 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

RESULTADOS 
 



RESULTADOS 
 

42 
 

 

5  RESULTADOS 
 

5.1 Biometria 
 
 Como pode ser observado na Figura 1, os tecidos formados produziram 

uma elevação facilmente perceptível sob a pele dos camundongos receptores 

(A). Após a coleta, verificou-se a superfície lisa, com um revestimento externo 

de tecido conjuntivo (B). De maneira geral o peso dos tecidos recuperados 

aumentou em função do tempo. Entretanto aos 5 meses, o peso obtido para o 

tecido formado a partir das células de suíno apresentou um decréscimo 

importante em relação aos 4 e aos 6 meses. (Figura 2 A). O peso da vesícula 

seminal obtido a partir de um animal do grupo Leydig de suíno e túbulos de 

cateto, 10 dias após a castração e o enxerto foi semelhante ao controle. 

Contudo, uma queda entre 10 e 16 dias pós-enxerto foi observada, seguida 

pela recuperação, atingindo o peso controle aos 2 meses. Entretanto. para os 

animais que hospedavam a suspensão pura de cateto, o peso da glândula 

retornou ao controle apenas aos 4 meses (Figura 2 B). 

 

5.2 Morfogênese testicular de novo e progressão da espermatogênese  
 

  A avaliação histológica revelou que maiores pesos não estavam 

diretamente relacionados ao grau de desenvolvimento dos tecidos, 

particularmente em relação à maturação dos túbulos seminíferos e a presença 

de células germinativas mais avançadas (Figura 3). Isto foi particularmente 

observado nos grupos em que havia células de Leydig de cateto com túbulos 

seminíferos de suíno e nas suspensões celulares puras de catetos, onde os 

fragmentos aumentaram de tamanho, mas se encontravam atrasados em 

relação aos grupos que continham células de Leydig de suíno com túbulos 

seminíferos cateto e nas suspensões celulares puras de suíno (Figura 3). 

Assim, a primeira avaliação foi realizada nos tecidos recuperados entre 

10 e 16 dias após o enxerto. Nas unidades teciduais formadas a partir das 

suspensões puras (cateto e suíno) já foi possível identificar cordões 
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seminíferos, formados por células de Sertoli imaturas e espermatogônias 

(Figura 3; A e A’’’). Apenas células de Leydig estavam presentes no tecido que 

se organizou a partir da suspensão contendo célula de Leydig de cateto e 

túbulos de suíno (Figura 3; A’). Nenhuma formação típica do testículo foi 

identificada no grupo Leydig de suíno e túbulos de cateto (Figura 3; A’’),  

 O padrão de organização observado entre 1 e 4 meses foi semelhante 

para os quatro grupos estudados (Figura 3; B – B’’’, C – C’’’, D – D’’’). Neste 

contexto, cordões seminíferos, rede testicular e o compartimento intertubular 

bem definidos estavam presentes. Entretanto, o ritmo de desenvolvimento das 

unidades teciduais se tornou diferente entre os grupos a partir de 5 meses, 

quando 2 padrões puderam ser definidos, baseando-se na espécie doadora da 

célula de Leydig. Assim, os grupos nos quais as células de Leydig de cateto 

estavam presentes, a progressão da espermatogênese não foi observada 

(Figura 3; E, E’). O aspecto imaturo, isto é, a presença de cordões seminíferos 

contendo apenas células de Sertoli (SCO, Sertoli cell only, somente células de 

Sertoli, sem células germinativas), caracterizou estes testículos formados de 

novo 

 também aos 6 e 8 meses (Figura 3; F, F’, G, G’). Desse modo não foi 

possível identificar o padrão para a distribuição das células de Leydig nestes 

tecidos. Por outro lado, nos grupos que continham células de Leydig de suínos 

observou-se o avanço da espermatogênese. Assim, aos 5 meses espermátides 

alongadas e espermatócitos primários em paquíteno eram as células 

germinativas mais avançadas encontradas respectivamente, nos túbulos 

seminíferos do tecido Leydig suíno (célula de Leydig de suíno e túbulos de 

cateto) e  no tecido formado a partir da suspensão pura de suíno  (Figura 3; E’’, 

E’’’). Diante disso, aos 6 meses a espermatogênese completa estava presente 

em ambos os grupos, inclusive sendo observados espermatozoides no lume 

tubular (Figura 3; F’’, F’’’). Aos 8 meses observou-se a continuidade do 

processo espermatogênico (Figura 3; G’’, G’’’; Figura 4 I, J).  

Contudo, o estabelecimento a citoarquitetura testicular, no que diz 

respeito ao padrão de distribuição seguido pelas células de Leydig, 

especialmente no tecido formado a partir da mistura das células de espécies 

diferentes (quimera), ocorreu aos 8 meses após o enxerto. Conforme pode ser 

observado na Figura 4 A, que representa o tecido com células de Leydig de 
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suíno e túbulos de cateto, os lobos testiculares estavam bem definidos, e as 

células de Leydig formando cordões nesta região, também estavam localizadas 

entre os túbulos seminíferos (Figura 4 C, E, G). Diferentemente do que ocorre 

no tecido de suíno, no qual não se observa lobos (Figura 4 B) e as células de 

Leydig se localizam entre os túbulos seminíferos (Figura 4 D, F, H).   
 

5.3 Avaliação morfométrica dos testículos após enxerto e morfogênese de 
novo  

 

Embora espermatogênese completa tenha sido alcançada nos grupos 

contendo células de Leydig de suínos (quimera e suspensão pura), conforme 

pode ser visto na Figura 5 (A e B), o percentual de túbulos com células 

germinativas foi menor diante do grande número de túbulos SCO. Assim, do 

total de túbulos analisados, pelo menos 50% deles apresentavam a 

característica SCO. Com relação à célula germinativa mais avançada, 

conforme já mencionado, aos 5 meses espermátides alongadas estavam 

presentes no tecido formado da mistura e paquítenos no tecido suspensão 

suíno. Contudo, aos 6 meses, em 7,3% e 9,3%, e posteriormente aos 8 meses, 

em 17% e 38%  dos túbulos, respectivamente para os grupos Leydig suíno 

(quimera) e suspensão suíno, a espermatogênese estava completa (Figura 5, A 

e B).           

O diâmetro tubular foi obtido para os túbulos seminíferos nos quais 

células germinativas estavam presentes (Figura 6). Assim, aos 5 meses o 

diâmetro tubular nos tecidos da suspensão pura de suíno correspondeu a 

aproximadamente 52% daquele obtido para o tecido com células de Leydig de 

suíno e túbulos de cateto. Com o estabelecimento da espermatogênese a partir 

de 6 meses,  as médias encontradas para este parâmetro foram semelhantes 

em ambos os grupos. 

A distribuição dos componentes do parênquima testicular nos tecidos 

quimera Leydig suíno e suspensão pura de suíno pode ser vista nas figuras 7 e 

8. Assim, entre 5 e 6 meses observou-se um aumento de aproximadamente 

28,5% e 38% de epitélio seminífero, respectivamente, no tecido quimera e 

suspensão de suíno. Aos 8 meses estes valores se mantiveram estáveis 

(Figura 7 A). O lume tubular foi observado pela primeira vez no tecido suíno 
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aos 6 meses após o enxerto, tornando-se cerca de 38% maior aos 8 meses. 

Por outro lado, aos 5 meses o lume já estava presente no tecido quimera 

Leydig suíno, refletindo a antecipação da maturação tubular (Figura 7 B). De 

maneira geral, o percentual de túnica própria apresentou um padrão de 

redução dentro do período investigado. Neste contexto, na quimera foi 

observada uma redução de aproximadamente 50% entre 5 e 8 meses e, em 

menor amplitude (~19%), no tecido suíno entre 5 e 6 meses (Figura 7 C). 

Seguindo a mesma tendência observada para o epitélio seminífero, o 

percentual do total ocupado pelo compartimento tubular aumentou 10% e 34%, 

respectivamente para os tecidos quimera Leydig suíno e suíno entre 5 e 6 

meses. Aos 8 meses, cerca de 82% e 88% do parênquima, respectivamente, 

da quimera e suíno estavam ocupados pelos túbulos seminíferos (Figura 7 D). 

Embora tenha sido observada uma redução no percentual ao longo do período 

estudado, as células de Leydig correspondem ao principal componente do 

compartimento intertubular. Assim, 5 meses pós-enxerto o percentual de 

células de  Leydig correspondeu, respectivamente, a 15,8% e 17,4% nos 

tecidos quimera Leydig suíno e suíno. Aos 6 meses observou-se uma redução 

deste percentual (13,9% e 10,6%, respectivamente, quimera e suíno), mas que 

manteve-se em valores próximos aos 8 meses (14,4% e 9,9%, 

respectivamente, quimera e suíno) (Figura 8 A). A diminuição do percentual de 

tecido conjuntivo e vasos sanguíneos foi observada ao longo dos três 

momentos investigados. Assim, aos 8 meses valores tão baixos quanto 2,8% e 

1,7% para o tecido conjuntivo, e 0,2% e 0,4% para vaso sanguíneo foram 

obtidos respectivamente, para a quimera e suíno (Figura 8 B e C). Neste 

contexto e configurando, conforme o esperado, uma relação inversa com o total 

de túbulos seminíferos, o total de compartimento intertubular reduziu ao longo 

do período em ambos os grupos (Figura 8 D). 

Conforme já indicado pela análise histológica e confirmado pela 

morfometria, no tecido quimera as células de Leydig apresentaram-se 

distribuídas tanto entre os lobos testiculares quanto entre os túbulos 

seminíferos (Figura 9 A). Diferentemente no suíno, as células esteroidogênicas 

permaneceram entre os túbulos seminíferos (Figura 9 B).  

O diâmetro nuclear associado à caracterização morfológica das 

espermatogônias foi utilizado para se definir a espécie doadora em cada um 
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dos tecidos avaliados. Assim, apesar do diâmetro nuclear não ter variado numa 

amplitude maior entre os grupos (Figura 10 A), as espermatogônias A 

indiferenciadas presentes nos túbulos seminíferos do tecido quimera Leydig 

suíno apresentavam núcleo esférico e um nucléolo central, compacto e 

arredondado, com a heterocromatina dispersa de maneira homogênea pelo 

nucleoplasma (Figura 10 B). Nos túbulos doados pelos suínos, a 

espermatogônias A indiferenciadas foram identificadas pelo núcleo levemente 

achatado, nucléolo ligeiramente excêntrico e heterocromatina formando 

pequenos acúmulos junto ao envoltório nuclear (Figura 10 C).  

 

5.4 Caracterização molecular da atividade funcional das células somáticas 
e germinativas 8 meses após morfogênese de novo 

 

A enzima 3betaHSB apresentou ampla distribuição nas células de 

Leydig, entretanto, a marcação mais forte foi obtida quando as células 

esteroidogênicas de suíno estavam associadas aos túbulos seminíferos de 

cateto (Figura 11, A e B). Quanto ao receptor de andrógeno, as células 

peritubulares, Sertoli e Leydig apresentaram um padrão semelhante de 

marcação, independentemente do grupo (Figura 11, C e D). A expressão do 

fator de transcrição GATA4 foi observada nas células de Sertoli de cateto e 

suíno, e no caso do grupo Leydig suíno, nas células de Leydig (Figura 11, E e 

F). 

 Por meio da avaliação do marcador de proliferação celular Ki67 foi 

possível identificar células no compartimento basal dos túbulos seminíferos, em 

ambos os grupos, que mantinham sua atividade proliferativa, o que revela a 

capacidade das células em sustentarem a renovação do processo 

espermatogênico (Figura 11, G e H).  
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6 DISCUSSÃO 
 

Este estudo é pioneiro na descrição da morfogênese testicular de novo a 

partir do enxerto de suspensões contendo células de diferentes composições 

genéticas, neste caso por duas espécies diferentes, o cateto e o suíno. Nossos 

resultados demonstraram a formação de uma quimera testicular funcional, mas 

que em função das interações celulares que se estabeleceram, foi capaz de 

produzir gametas de uma espécie tardia como o cateto, mais precocemente. 

Assim, o conhecimento obtido no presente trabalho abre perspectivas para 

estudos que visem a melhor compreensão destas possíveis interações 

celulares responsáveis pelo direcionamento do desenvolvimento testicular pós-

natal em mamíferos.  

 Em reprodução, a obtenção do peso testicular é fundamental para se 

inferir a atividade espermatogênica de um indivíduo. Assim, pesos testiculares 

maiores estariam indicando progressão da espermatogênese, haja vista o 

aumento de peso observado durante o desenvolvimento pós-natal até a 

puberdade e durante a fase adulta, quando finalmente estabiliza. Apesar de no 

presente estudo haver uma recapitulação da morfogênese testicular, e de 

modo geral, o peso dos tecidos formados após o enxerto aumentarem, a 

avaliação histológica dos mesmos ao longo de todo o período investigado, 

mostrou em alguns casos a ausência da progressão da espermatogênese 

(túbulos contendo apenas células de Sertoli, sem células germinativas) ou 

mesmo a existência fragmentos constituídos exclusivamente por células de 

Leydig. De maneira geral, os tecidos que se formaram a partir das suspensões 

celulares contendo Leydig de cateto não apresentaram a progressão da 

espermatogênese enquanto aqueles nos quais as células de Leydig de suíno 

estavam presentes observou-se a espermatogênese completa já aos 5 meses 

pós-enxerto. Estes achados sugerem um importante mecanismo de regulação 

da maturação tubular promovido provavelmente pelas células de Leydig de 

suíno. Uma vez que a puberdade do suíno ocorre entre 4 e 5 meses (França et 

al., 2000) as células de Leydig estariam produzindo os fatores necessários para 

o compartimento tubular que resultariam na formação de um ambiente muito 
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favorável para 1) a maturação das células de Sertoli e 2) sustentação e 

manutenção (via Sertoli) da diferenciação das células germinativas. Neste 

sentido, pode-se sugerir que associação das células de Leydig de suíno aos 

túbulos de cateto, espécie cuja puberdade ocorre por volta de 11-12 meses 

(Campos-Jr et al., 2011; Guimarães et al., 2013), resultou na antecipação do 

estabelecimento da espermatogênese. Esta hipótese é reforçada quando 

verificamos que a presença de espermátides alongadas em tecido de cateto 

formado a partir da suspensão de células testiculares totais foi demonstrada 

por Campos-Jr e colaboradores (2014) somente aos 8 meses após o enxerto.   

O peso das vesículas seminais como um indicador bioativo para a 

produção de testosterona tem sido utilizado para várias espécies submetidas 

ao xenoenxerto (Snedaker et al., 2004; Honaramooz et al., 2004; Rodriguez-

Sosa e Dobrinski, 2009), incluindo-se  o cateto (Campos-Jr et al., 2014). Em 

nosso estudo, a variação observada no peso da glândula refletiu diretamente 

os níveis circulantes de andrógenos, até atingir o peso controle. Este dado é 

um importante indicativo da função da célula esteroidogênica, uma vez que a 

partir do momento em que os hormônios esteroides sexuais passaram a ser 

produzidos pelas células de Leydig da espécie doadora, eles atuam 

positivamente na manutenção da atividade das estruturas andrógeno-

dependentes (Simanainen et al., 2008). 

 Em todos os grupos investigados no presente estudo foram observados 

cordões e túbulos SCO. Para os tecidos contendo células de Leydig de cateto, 

sugere-se como causas mais provável para a ausência de progressão da 

espermatogênese, 1) as perdas iniciais que normalmente ocorrem em resposta 

à hipóxia (Dores e Dobrinski, 2014), 2) associado ao pequeno percentual de 

espermatogônias A indiferenciadas presentes na suspensão celular (De Rooij, 

2000) e 3) a característica mais tardia das células esteroidogênicas desta 

espécie (Campos-Jr et al., 2011; Guimarães et al., 2013). Quanto aos grupos 

de célula de Leydig de suíno nos quais a espermatogênese se completou, 

o,percentual de túbulos SCO foi alto entre 5 e 8 meses, ou seja, desde o 

aparecimento dos primeiros espermatócitos até as espermátides alongadas. 

Segundo Arregui et al.(2008) no tecido testicular intacto de várias espécies de 

mamíferos, a percentagem de túbulos SCO diminui rapidamente quando as 
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células germinativas pós-meióticas surgem e a porcentagem de túbulos com 

espermátides arredondadas e alongadas aumentam. Contudo, nos tecidos 

formados após o enxerto de suspensões celulares de ovinos e nos quais a 

espermatogênese também avançou (Arregui et al., 2008), as mudanças quanto 

à presença de túbulos SCO foram menos pronunciadas, à semelhança do que 

ocorreu no presente estudo. Neste contexto, duas razões podem explicar este 

fato: (1) os fatores que apoiam o desenvolvimento dos túbulos não estão 

disponíveis uniformemente a todos os túbulos; (2) os túbulos não estão 

igualmente receptivos a sinais estimulantes (Arregui et al., 2008).     

 Nosso estudo demonstrou que a citoarquitetura testicular típica de cateto 

prevaleceu no tecido formado a partir de células de Leydig de suíno e túbulos 

de cateto, com células de Leydig formado cordões entre os lobos testiculares e 

presentes entre os túbulos seminíferos (Costa et al., 2010; Campos-Jr et al., 

2012) Diante desse resultado, podemos afirmar que fatores emanados do 

compartimento tubular estariam direcionando a organogênese testicular em 

catetos. O fato das células de Leydig de suíno responderem a estes estímulos 

de maneira semelhante a Leydig de cateto pode ser um indicativo de que trata-

se de um mecanismo envolvendo fatores conservados filogeneticamente. No 

entanto, ainda resta esclarecer quais são estes fatores e as células diretamente 

envolvidas neste processo. 

 A proporção dos diferentes componentes dos compartimentos tubular e 

intertubular não apresentou uma grande amplitude de variação entre a quimera 

com Leydig de suíno e o tecido da suspensão pura de suíno. Com relação  ao 

diâmetro tubular, a variação encontrada para o mesmo estava dentro da faixa 

esperada para as espécies doadoras, sendo, portanto, semelhantes aos 

valores obtidos no testículo in situ (Avelar et al., 2010; Costa et al., 2010).  

 A expressão dos marcadores moleculares nas células somáticas e 

germinativas presentes nos tecidos obtidos a partir das suspensões com 

Leydig de suíno e túbulo de cateto bem como suíno, demonstrou a integridade 

funcional destes tipos celulares. Recentemente foi demonstrado que o fator de 

transcrição GATA4, associado a outros fatores como SF-1, participa da 

regulação da enzima esteroidogênica StAR (Hu et al., 2013). Neste contexto a 
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expressão encontrada nas células de Leydig para GATA4 no presente estudo 

sugere que esta via de regulação  esteja atuando também em suínos. 

Sumarizando, os achados obtidos no presente estudo mostraram pela 

primeira vez a interação entre células testiculares de diferentes espécies de 

mamíferos resultando na formação de um testículo funcional, no qual todos os 

componentes celulares estavam preservados. Neste contexto, ainda foi 

possível observar que apesar da célula de Leydig pertencer a outra espécie 

(suíno), a organização foi típica do cateto, revelando um papel importante dos 

componentes tubulares para a definição da citoarquitetura testicular nesta 

espécie silvestre. Diante disso, nossas perspectivas apontam para mais 

estudos, os quais possam determinar os mecanismos de regulação e o papel 

desempenhado por cada uma das células dentro da organogênese testicular. 
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7 CONCLUSÕES 
 
 Células testiculares de espécies diferentes são capazes de interagir e 

formal um testículo funcional; 

 A função das células somáticas e germinativas está preservada nos tecidos 

quiméricos contendo células de Leydig de suíno; 

 Os componentes do túbulo seminífero do cateto podem desempenhar um 

importante papel na formação dos cordões de células de Leydig. 

  A interação entre as células de Leydig do suíno e os túbulos seminíferos de 

cateto promoveu uma aceleração da espermatogênese conforme pôde ser 

verificada a partir da presença de espermátides alongadas aos 5 meses no 

tecido quimérico. 
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Figura 1: Morfogênese testicular de novo 4 meses após o enxerto de uma 
suspensão contento células de Leydig de suíno e túbulos seminíferos de cateto. 
Nesta condição o tecido corresponde a uma quimera, uma vez que é formado por 
células derivadas de duas linhagens geneticamente diferentes. Observe uma 
elevação sob a pele do camundongo imunodeficientes (A) e o aspecto 
macroscópico do tecido recuperado (B). Barra = 1 cm. 
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Figura 2: Biometria dos tecidos após morfogênese de novo a partir 
do enxerto de suspensões celulares puras (cateto e suíno) ou 
quiméricas (Leydig de cateto e túbulo de suíno; Leydig de suíno e 
túbulo de cateto) e da vesícula seminal. De maneira geral, foi 
observada tendência de aumento do peso dos tecidos ao longo de 
período investigado, embora aos 5 meses o menor peso registrado 
tenha sido verificado no grupo contendo suspensão pura de suíno 
(A). O peso da vesícula seminal é um importante marcador biológico 
da ação dos andrógenos. Observe que o peso da vesícula seminal 
foi semelhante entre os animais controle e castrado hospedando a 
quimera Leydig suíno (células de Leydig de suíno e túbulo de 
cateto), 10 dias após o enxerto. Porém, para os outros grupos, o 
peso foi obtido aos 16 d após a castração/enxerto, e neste momento 
já era possível identificar uma redução em relação ao controle, 
resultado da diminuição nos níveis de andrógenos. Entretanto, com 
2 meses o peso da glândula já havia retornado ao padrão controle, 
exceto para no grupo contendo suspensão pura de cateto, onde 
somente aos 4 meses esta característica foi observada (B). 
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Figura 3: Morfogênese testicular de novo 10/16 d, 1, 2, 4, 5, 6 e 8 meses após o 
enxerto de suspensões puras (cateto ou suíno) ou contendo células de cateto e 
suíno (quimeras) em camundongos imunodeficientes. Aos 10 d (A’’) não foi 
observado nenhum arranjo testicular típico, enquanto aos 16 d após o enxerto os 
fragmentos provenientes das suspensões de doadores únicos (A cateto e A''' 
suíno) já apresentavam organização típica, com cordões seminíferos (*). Apenas 
células de Leydig (L) foram encontradas na quimera formada pelas células de 
Leydig de cateto e túbulo seminífero de suíno (A’). De maneira semelhante para os 
4 grupos estudados, nos períodos subsequentes de desenvolvimento (1, 2 e 4 
meses) foram observados cordões seminíferos contendo apenas células Sertoli 
(SCO; B – B”’, C – C”’, e D – D”’, respectivamente). Entretanto aos 5 meses, 
observe que os tecidos contendo células de Leydig de cateto (E e E’) 
apresentaram o mesmo padrão anterior, isto é, cordões SCO, enquanto 
espermátides alongadas e espermatócitos primários em paquíteno foram 
observados nos tecidos formados a partir de suspensões contendo células de 
Leydig de suíno (E’’ e E”’, respectivamente). Embora não tenha sido observado o 
desenvolvimento das células germinativas nos grupos contendo suspensões puras 
de cateto e a quimera de célula de Leydig de cateto e túbulo seminífero de suíno 
aos seis (F e F’) e oito meses (G e G’) após o enxerto, a progressão da 
espermatogênese foi observada nos grupos contendo a quimera de célula de 
Leydig de suíno e túbulo seminífero de cateto bem como nas suspensões puras de 
suíno  tanto aos seis (F’’ e F”’) quanto aos 8 meses (G’’ e G’’’). Barra = 40 µm. 
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Figura 4: Citoarquitetura do parênquima testicular após morfogênese de 
novo. Observe em A, que representa a quimera com células de Leydig de 
suíno, que os túbulos seminíferos estão delimitados por lobos, onde 
também estão localizadas as células de Leydig, seguindo o arranjo típico já 
descrito para catetos (Costa et al., 2010; Campos-Jr et al., 2012).  Por outro 
lado, o tecido formado a partir da suspensão pura de suíno recapitulou a 
organização típica para esta espécie (B). Nos maiores aumentos (C – J), 
observe os detalhes dos compartimentos tubular e intertubular. Barras; A e 
B = 200 µm, C e D = 105 µm, E e F = 60 µm, G e H = 35 µm, I e J = 18 µm. 
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Figura 5: Percentual de túbulos seminíferos representando os diferentes 
tipos de células germinativas na quimera com Leydig de suíno e no tecido 
formado a partir da suspensão pura de suíno. Note que aos 5 meses 
espermátides alongadas foram encontradas na quimera (A), enquanto 
espermatócitos primários em paquítenos representavam as células 
germinativas mais avançadas da suspensão pura de suíno (B). 
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Figura 6: Diâmetro dos túbulos seminíferos após 
enxerto e morfogênese de novo, obtido para a quimera 
com Leydig de suíno e a suspensão pura de suíno. 
Note em ambos os grupos, o aumento do diâmetro 
tubular entre 5 e 6 meses, correspondendo ao avanço 
da espermatogênese observado neste intervalo e a 
tendência a estabilização aos 8 meses. 
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Figura 7: Proporção dos diferentes componentes do compartimento tubular obtidos para a 
quimera de células de Leydig de suíno e suspensão pura de suínos aos 5, 6 e 8 meses após 
o enxerto.  



Figuras e Tabela 
 
 

64 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 

 
 
 

Figura 8: Proporção dos diferentes componentes do compartimento intertubular obtidos 
para a quimera de células de Leydig de suíno e suspensão pura de suínos aos 5, 6 e 8 
meses após o enxerto. 
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Figura 9: Distribuição das células de Leydig nos tecidos recuperados aos 
5, 6 e 8 meses após o enxerto de suspensões com células de Leydig de 
suíno e túbulo de cateto e suspensões puras de suíno. Observe em A 
que na quimera com Leydig de suíno as células esteroidogênicas 
estavam presentes entre os lobos, formando os cordões de células de 
Leydig e também entre os túbulos seminíferos. Por outro lado, no suíno 
as células se localizavam entre os túbulos seminíferos (B). 

Suíno 

Leydig suíno A) 

B) 
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Figura 10: Caracterização das espermatogônias A 
indiferenciadas de acordo com as espécies doadoras de 
túbulos seminíferos. Embora a avaliação qualitativa inicial 
indicasse uma amplitude maior para a variação do 
diâmetro nuclear, os valores obtidos na mensuração não 
confirmaram esta hipótese (A). Assim, este tipo celular foi 
identificado a partir da caracterização morfológica 
previamente descrita por Campos-Jr et al. (2012) para 
catetos e Avelar (2010) para suínos. Barra = 12 µm. 
S,Célula de Sertoli; L,célula de Leydig; PM, célula 
peritubular mióide; Sg, espermatogonia; P, espermatócito  
em paquíteno; R, Espermátide arredondada e E, 
espermatide alongada. 
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Figura 11: Imunomarcação (cabeça de seta) para 3betaHSD (A e B), receptor de 
andrógeno (C e D), GATA4 (E e F) e Ki67 (G e H), de tecidos recuperados 8 meses 
após o enxerto das suspensões com células de Leydig de suíno e túbulo de cateto e 
suspensão pura de suíno em camundongos imunocomprometidos. Observe que de 
acordo com a distribuição da expressão dos diferentes marcadores foi possível 
demonstrar que tanto as células somáticas quanto as células germinativas 
mantiveram suas características funcionais patentes. Barra = 40 µm. 
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Tabela1. Referencias dos Anticorpos utilizados na imunohistoquímica 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

ANTICORPO EMPRESA TITULAÇÃO PRIMÁRIO EXPRESSÃO 
 

AR 
 

Santa Cruz 
Biotech 

 

 
1:100 

 
goat 

 
Leydig, 

peritubulares, Sertoli 

GATA4 Santa Cruz 
Biotech 

 

1:200 mouse Sertoli, 

Ki-67  BD 
Biosciences 
Pharmingen 

 

1:50 mouse proliferação 

3BHSD Santa Cruz 
Biotech 

1:750 goat Leydig 
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