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RESUMO 
 
 
 

SANTOS, P. R. S. Estudo ultraestrutural do desenvolvimento da 
espermatogenese e da via espermática de preás (Galea spixii; Wagler, 1831) 
criados em cativeiro. [Ultrastructural study of the development of spermatogenesis 

and sperm airway in preá (Galea spixii; Wagler, 1831)]. 2012. 149 p. Dissertação 
(Mestrado em Ciências) – Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia, 
Universidade de São Paulo, São Paulo, 2012. 
 

 

 

A potencialidade da produção de inúmeras espécies silvestres vem sendo 

pesquisada em todo mundo, demonstrando que estas podem se transformar em 

fontes renováveis de produtos de grande rentabilidade. Alguns espécimes vêm 

sendo explorados indiscriminadamente como fonte de proteína de origem animal, 

como o preá (Galea spixii) que já está sendo criado com objetivo de manejo e 

reprodução, com repercussão econômica. Para perspectiva de produção comercial e 

de preservação da espécie, tem de haver estudo das diversas etapas do 

desenvolvimento testicular, especialmente daquelas associadas à puberdade e a 

maturidade sexual na reprodução. Assim, o presente projeto desenvolvido teve 

como objetivo avaliar os detalhes ultraestruturais dos componentes dos 

compartimentos testiculares, a evolução do processo espermatogênico e os 

aspectos relativos à evolução dos demais órgãos da via espermática em preás em 

diferentes fases do ciclo reprodutivo. Fragmentos testiculares e da via espermática 

de preás machos em diferentes idades foram coletados no Centro de Multiplicação 

da Universidade Federal Rural do Semiárido, Mossoró, RN, por ocasião do projeto 

de IC (Processo FAPESP n º 08/57190-8). O material coletado foi processado para 

microscopia de luz, microscopia eletrônica de varredura e microscopia eletrônica de 

transmissão. As observações e eletromicrografias sub-celulares e de superfície 

foram realizadas nos microscópios eletrônicos de transmissão e varredura do Setor 

de Anatomia da FMVZ/USP. Dados microscópicos revelaram a presença de 

espermatozoides no lúmen do túbulo seminífero e do epidídimo aos 45 dias de 

idade. O desenvolvimento das células de Sertoli e Leydig está diretamente 

relacionado com a entrada à puberdade dos preás. Os estádios de desenvolvimento 

sexual em preás podem ser classificados nas seguintes fases: impúbere (zero e 15 



 

 

dias), pré-púbere (30 dias), púbere (45, 60, 75 e 90 dias de idade) e pós-púbere (120 

e 150 dias). 

 
 
Palavras-chave: Animais silvestres. Órgãos genitais masculinos. Testículo. Macho. 
 



 

 

ABSTRACT 

 

 

SANTOS, P. R. S. Ultrastructural study of the development of spermatogenesis 
and sperm airway in preá (Galea spixii; Wagler, 1831). [Estudo ultraestrutural do 
desenvolvimento da espermatogenese e da via espermática de preás (Galea spixii; 
Wagler, 1831) criados em cativeiro]. 2012. 149 p. Dissertação (Mestrado em 
Ciências) – Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia, Universidade de São 
Paulo, São Paulo, 2012. 

 

 

 

The production capability of many wild species has been researched worldwide, 

demonstrating that these can turn into renewable products with high profitability. 

Some specimens have been indiscriminately exploited as a source of animal protein, 

such as the cavy (Galea spixii) that is already created with the purpose of handling 

and reproduction, with economic impact. To view the commercial production and 

preservation of the species, there must be study of the various stages of testicular 

development, especially those associated with puberty and sexual maturity in 

reproduction. Thus, this project was developed to evaluate the ultrastructure details 

of the components of testicular compartments, the evolution of the spermatogenic 

process and aspects of the evolution of spermatic via in spix's yellow-toothed cavy at 

different stages of the reproductive cycle. Testicular fragments and spermatic via the 

male spix's yellow-toothed cavy at different ages were collected Multiplication Center 

of Universidade Federal Rural do Semi-Arido, Mossoró, RN, at the Scientific Initiation 

Project (FAPESP Process No. 08/57190-8). The collected material was processed for 

light microscopy, scanning electron microscopy and transmission electron 

microscopy. The observations and photomicrographs cellular and surface were 

performed in transmission and scanning  electron microscopes of the Department of 

Anatomy FMVZ / USP. Microscopic data revealed the presence of spermatozoa in 

the lumen of the seminiferous tubule and epididymis at 45 days old. The 

development of Sertoli and Leydig cells are directly related to the entry of puberty in 

spix's yellow-toothed cavy. The stages of sexual development in spix's yellow-

toothed cavy may be classified into the following phases: impuberal (zero and 15 



 

 

days), prepubertal (30 days), pubertal (45, 60, 75 and 90 days old) and post pubertal 

(120 and 150 days). 

 

 

Keywords: Male. Male genital organs. Testis. Wild animals. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

 

O crescimento populacional e a demanda crescente de alimentos remetem 

urgente a procura do uso racional dos recursos naturais existentes, desde que não 

comprometa a sobrevivência de várias espécies animais, muitos das quais em via de 

extinção. Como resultado, a conservação de um recurso natural biótico engloba 

tanto sua proteção como sua exploração racionais sendo ambos os aspectos 

baseados no conhecimento da ecologia das espécies a conservar (COUTINHO, 

1982). 

A potencialidade da produção de inúmeras espécies silvestres vem sendo 

pesquisada em todo mundo, demonstrando que estas podem se transformar em 

fontes renováveis de produtos de grande rentabilidade, contribuindo para o aumento 

da produção de alimentos e concorrendo, em custo de produção, com os animais 

domésticos tradicionais (ODA et al., 2004). 

A fauna silvestre brasileira é bastante diversificada, apresentando uma gama 

variável de espécies no grupo dos mamíferos. Alguns espécimes vêm sendo 

explorados indiscriminadamente desde a época dos pioneiros da colonização 

agropecuária até a atualidade como fonte de proteína de origem animal, situação 

agravada pelo avanço de fronteiras agrícolas levando a uma redução significativa do 

nível de população destes animais, os quais atualmente são passíveis de exploração 

econômica racional como produção de carne, ou como modelo racional. 

Correntes conservacionistas atuais apontam a criação de animais silvestres 

com finalidade comercial como um dos caminhos para a preservação de algumas 

espécies da fauna brasileira, como a capivara (Hydrochaeris hidrochaeris), a cutia 

(Dasyprocta aguti), a paca (Agouti paca), a ema (Rhea americana), as perdizes, os 

catetos (Tayassu tajacu), os queixadas (Tayassu pecari), etc. Estas espécies têm 

potencial zootécnico, pois apresentam capacidade de reprodução em cativeiro, boa 

prolificidade e outros atributos desejáveis à domesticação. Porém, a falta de 

pesquisas para a abordagem zootécnica desta atividade é o ponto crítico da 

exploração de animais silvestres, bem como a falta de tecnologia desenvolvida nas 
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diversas regiões do Brasil para que resulte em atividades economicamente 

rentáveis.  

As populações rurais de regiões tropicais a subtropicais dependem de 

animais silvestres para sua alimentação proteica. Com isto, essas espécies sofrem 

com a caça predatória e a destruição de seus habitat, levando suas populações a 

uma diminuição progressiva, e até mesmo a extinção. 

Vale ressaltar que o consumo de carne de caça ou de animais silvestres está 

aumentando e ganhando adeptos, no mundo todo. A demanda comercial de seus 

produtos (principalmente a carne e o couro) e subprodutos (óleos e plumas) não 

está sendo atendida e por isso abre imenso potencial econômico e zootécnico para 

as espécies. Além dessa produção não atender a demanda interna, existe o 

mercado externo cada vez mais interessado em carnes de melhor qualidade e 

consideradas mais saudáveis. 

Nos últimos anos, no Brasil tem se notado um incremento na criação de 

animais silvestres, com a organização de criatórios específicos. Destas espécies a 

preá (Galea spixii) já está sendo criados com objetivo de manejo e reprodução, com 

repercussão econômica, pois apresenta uma carne com alto teor de proteína, baixo 

teor de colesterol e níveis insignificantes de lipídios e gorduras (PARAÍBA, 2007). 

Os programas de preservação e aprimoramento de qualquer espécie ou raça 

requerem conhecimentos básicos de sua fisiologia reprodutiva. Assume relevância, 

no caso de machos, o estudo de diversas etapas do desenvolvimento testicular, 

especialmente daquelas associadas à puberdade e a maturidade sexual, uma vez 

que a entrada em atividade sexual depende da cronologia desses eventos 

(FRANÇA; CARDOSO, 1988). Isto é de fundamental importância para perspectiva 

de produção comercial e de preservação da espécie, tendo em vista o uso racional 

dos machos na reprodução, seja na cobertura natural ou na inseminação artificial. 

Pesquisas sobre função testicular em roedores silvestres limitam-se a 

descrição da composição e organização de seus compartimentos, com estudos 

ultraestrutural, que abordam as características do compartimento tubular (FRANÇA 

et al., 1999), o desenvolvimento da espermatogênese (RASGOT et al., 1988), a 

formação do acrossomo (PICHERAL, 1972), modificações citoplasmáticas e 

eliminação de membranas (SPRANDO; RUSSELL, 1988).  
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Este projeto vem a dar continuidade ao projeto de iniciação científica que 

objetivou estudar o desenvolvimento dos órgãos genitais masculino da espécie em 

questão (Processo FAPESP: 08/57190-8). Entretanto, os aspectos relacionados à 

ultraestrutura do desenvolvimento da espermatogênese, assim como a evolução dos 

demais órgãos genitais do macho foram apresentados neste trabalho. 
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2 REVISÃO DE LITERATURA 

 

 

2.1 O PREÁ 

 

 

O preá silvestre do semiárido (Galea spixii, Wagler, 1831) é um roedor que 

pertence à família Caviidae. Possui um corpo alongado, uma coloração uniforme, 

com a superfície dorsal cinza-escura amarelada e com um ventre branco (OLIVEIRA 

et al., 2010). São menores que os roedores da família Dasyproctidae como as 

cutias, e maiores que os roedores da família Muridae. Possuem três dedos nas 

mãos e quatro nos pés (Murideos possuem cinco), sua pelagem é rala e áspera 

apresentando um anel de coloração mais clara ao redor dos olhos, além disso 

observa-se ausência de uma cauda (PERCEQUILLO et al., 2007). 

Esta espécie de roedores vive na vegetação do Semiárido da Caatinga do 

Nordeste brasileiro (OLIVEIRA et al., 2008). Apresenta hábito crepuscular, vive em 

bandos e alimenta-se de folhas, ramos e frutos de plantas rasteiras, raízes 

tubérculos e casca de árvores (OLIVEIRA et al., 2010). 

Os preás silvestres do semiárido possuem tamanhos variando entre 22,5-23,5 

cm de comprimento e seu peso varia entre 375- 405 gramas, sendo, portanto, muito 

menor que o Guinea pig. Em adição a este fato a ninhada do Galea spixii também é 

menor, gerando entre dois e quatro filhotes e apresenta um período gestacional 

máximo de 48 dias (OLIVEIRA et al., 2008). 

É um animal muito social que se reproduz em diferentes épocas do ano, 

mesmo na estação de verão seco e na ausência de abundância de alimento 

relativos à estação do ano (OLIVEIRA et al., 2008). As fêmeas desta espécie podem 

inclusive manter a gestação mesmo desprovidas de condições nutricionais ideais  

No Brasil, o preá silvestre do semiárido já vem sendo criado em cativeiro, com 

o intuito de fornecer alimento, preservar a espécie e proporcionar o desenvolvimento 

de pesquisas nesses animais. Todavia, verifica-se que, na literatura, há carência de 

dados referentes à anatomia funcional destes animais (OLIVEIRA et al., 2010). 
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2.2 MORFOLOGIA DO TESTICULO 

 

 

Os testículos são órgãos exócrinos e endócrinos combinados, e que se 

apresenta revestido por uma camada conjuntiva, a túnica albugínea. Este órgão é 

composto por dois compartimentos: o compartimento tubular, responsável pela 

produção de espermatozóides, onde se encontram os túbulos seminíferos e o 

compartimento intertubular ou intersticial, contendo células e fibras do tecido 

conjuntivo, vasos sanguíneos, vasos linfáticos e, sobretudo, as células de Leydig, 

principal fonte de andrógenos do organismo (CASTRO; BERNDTSON; CARDOSO, 

1997; BANKS, 1992). Apesar da estrutura geral do testículo seguir um padrão 

relativamente rígido para as diversas espécies de mamíferos, há uma grande 

variação no que concerne a proporção volumétrica do diferentes componentes que o 

constituem, principalmente em relação aos túbulos seminíferos, células de Leydig e 

vasos sanguíneos e espaços linfáticos. 

 

 

2.2.1 Compartimento tubular 

 

 

O túbulo seminífero apresenta grande variação na densidade volumétrica no 

testículo nas diferentes espécies de mamíferos, geralmente é o componente mais 

abundante do parênquima testicular (FRANÇA; RUSSELL, 1998). Parâmetros 

quantitativos relacionados com o túbulo seminífero, como: diâmetro tubular, 

espessura do epitélio seminífero e o comprimento total e por grama de testículo, 

possuem uma relação positiva com a atividade espermatogênica, assim fornecendo 

informações do estabelecimento da mesma, em determinada espécie (FRANÇA; 

RUSELL, 1998; PAULA, 1999). São constituídos por uma túnica própria, epitélio 

seminífero e lume. Estão presentes na túnica própria células mióides ou 

peritubulares, membrana basal e fibras colágenas. Células de Sertoli de origem 

somática e as células germinativas são os dois tipos celulares presentes no epitélio 
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seminífero. No lume tubular encontram-se o fluido secretado pelas células de Sertoli 

e os espermatozóides (RUSSELL et al., 1990a). 

De acordo com Courot, Hochereaua-de-Reviers e Ortavant (1970), os cordões 

testiculares contêm dois tipos de células: os gonócitos e as células somáticas. Os 

gonócitos multiplicam-se e dão origem as espermatogônias, que sofrem divisões 

mitóticas, e da diferenciação das células filhas forma um grupo de células 

germinativas. Há espermatogônia do tipo A, cuja cromatina do núcleo é homogênea 

e poeirenta em todos os mamíferos, mas o nucleoplasma é mais escuro nos 

roedores e tipo B, onde o núcleo apresenta cromatina pequena (CLERMONT, 1972). 

Os espermatócitos são células germinativas que se originam por divisões mitóticas 

ocorridas nas espermatogônias tipo B e que sofrem um processo meiótico, 

originando as espermátides. As células que irão sofrer a primeira divisão são 

denominadas espermatócitos primários e a segunda divisão meiótica espermatócitos 

secundários.  A próxima divisão meiótica originará duas espermátides redondas cujo 

núcleo se assemelha a dos espermatócitos secundários, em menor tamanho. A 

primeira e segunda divisão pode ser distinguida pelo tamanho da placa metafásica 

(COUROT; HOCHEREAUA-DE-REVIERS; ORTAVANT, 1970).  

As células somáticas são as únicas presentes dentro do túbulo seminífero, 

tendo um papel estrutural e envolvimento nas relações das células germinativas com 

o ambiente interno, mais tardiamente originando as células de Sertoli (COUROT; 

HOCHEREAUA-DE-REVIERS; ORTAVANT, 1970). O número de células de Sertoli 

por testículo é o principal fator na produção espermática e no tamanho do testículo 

(FRANÇA et al., 1995). Dentro dos túbulos, as células de Sertoli podem estar em 

três regiões: no compartimento basal que contém o início células germinativas 

(espermatogônias e espermatócitos primários precoce) em contato direto com os 

vasos sangüíneos, um compartimento intermédio contendo células transicionais 

(antigos espermatócitos primários), e um adluminal compartimento que contém os 

mais avançados tipos de células germinativas (antigos espermatócitos primários, 

espermatócitos secundários, espermátides) separada da permeabilidade dos vasos 

sanguíneos por uma barreira (RUSSELL et al., 1990b).  

As células de Sertoli desempenham um papel importante na regulação da 

espermatogênese (RUSSEL; GRISWOLD, 1993), como no suporte e nutrição das 

células germinativas em desenvolvimento, a compartimentalização do epitélio 
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seminífero, a liberação do espermatozóide no lume tubular, a secreção de fluidos e 

proteínas e a fagocitose de células germinativas em degeneração e do excesso de 

citoplasma das espermátides em espermiação (FRANÇA; RUSSEL, 1998), também 

desempenha função na mediação da ação do FSH e da testosterona na 

espermatogênese, atuando de maneira cíclica (RUSSEL et al., 1990b). Segundo 

França (1991), estas células podem ser usadas como referência para a 

quantificação e a correção de contagem de células germinativas e como fator de 

correção de retração tubular, pois a população de células de Sertoli é estável ao 

longo dos estádios do ciclo do epitélio seminífero e não variam de acordo com a 

idade do animal adulto. Também pode ser analisada como parâmetro em alterações 

do processo espermatogênico, em decorrência de fatores patológicos (RUSSELL; 

CLERMONT, 1977; RUSSELL et al., 1990a). 

Existem junções intercelulares altamente especializadas conhecidas como 

junções de oclusão ou “tight junctions”, que formam uma barreira de células de 

Sertoli (barreira hemato-testicular), que além de controlar o fluxo de substâncias no 

epitélio seminífero, delimita neste, dois compartimentos, o basal e o adluminal 

(RUSSELL et al., 1990b; JUNQUEIRA; CARNERO, 2005). Em que no primeiro, 

encontram-se as espermatogônias e os espermatócitos primários nas fases iniciais 

(pré-leptóteno/leptóteno). No compartimento adluminal, são encontrados os 

espermatócitos primários, em fase de maior desenvolvimento (zigóteno, paquíteno e 

diplóteno), os espermatócitos secundários e as espermátides arredondadas e 

alongadas (LEBLOND; CLERMONT, 1952; RUSSELL; CLEMONT, 1977). 

 

 

2.2.2 Compartimento Intertubular 

 

 

O arranjo do compartimento intertubular nas diferentes espécies indica uma 

variação de células de Leydig, vasos linfáticos, vasos sanguíneos, nervos e uma 

população celular de fibroblastos, macrófagos e mastócitos (FAWCETT, 1973; 

RUSSEL, 1996). A célula de Leydig é o principal componente deste compartimento 

(HOOKER, 1970), sendo responsável pela síntese e armazenamento de 

testosterona, para incrementar a libido, a ocorrência do processo espermatogênico, 
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manter a função das glândulas acessórias e as características sexuais secundárias 

(DELLMANN; WROBEL, 1982; JUNQUEIRA; CARNEIRO, 2005). Estas iniciam a 

secreção da testosterona ainda na vida fetal, para a diferenciação embriológica dos 

órgãos genitais masculino, estimuladas pelo hormônio gonadotrófico materno, que 

atravessa a placenta e atinge o sangue fetal (JUNQUEIRA; CARNEIRO, 2005). 

Inúmeros fatores podem influir na quantidade de células de Leydig por animal, 

dentre os quais podem ser destacados: a quantidade de LH disponível; o número de 

receptores de LH por célula; a quantidade de testosterona que a célula de Leydig é 

capaz de secretar em um dado tempo; a velocidade pela qual a testosterona deixa o 

testículo via casos linfáticos, vasos sanguíneos e fluidos seminais; o volume 

sanguíneo do animal e a taxa de metabolismo da testosterona (RUSSELL et al., 

1994; RUSSELL, 1996). Variações na secreção de testosterona resultam mais na 

capacidade individual desta célula em secretar este hormônio do que diferenças do 

volume total das mesmas no testículo (EWING et al., 1979). Foi observado em 

capivaras (Hyfrochoerus hydrichaeris), que os níveis de testosterona, apresentaram 

uma correlação positiva e significativa com o volume individual de células de Leydig 

e não com a sua proporção total ou o número das mesmas por testículo (COSTA; 

SILVA, 2006). 

 

 

2.3 ESPERMATOGÊNESE 

 

 

Espermatogênese é o desenvolvimento de células germinativas, 

espermatogônias tronco, originando os espermatozóides, uma célula haplóide 

altamente especializada (FRANÇA; RUSSELL, 1998). Pode ser dividida em três 

fases. Na primeira fase, espermatocitogênese, as espermatogônias do tipo B se 

diferenciam nos espermatócitos primários, mantendo a população espermatogonial 

necessária para a continuação deste processo, conhecidas também como células 

estaminais de renovação. A segunda fase, a meiótica, os espermatócitos primários e 

secundários originam células haplóides, as espermátides, através da divisão 

reducional ou meiótica. A terceira fase, a espermiogênese, processo em que as 

espermátides sofrem transformações citológicas formando os espermatozóides 
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(BANKS, 1992). É um processo contínuo em que cada fase é caracterizada por 

alterações morfológicas e bioquímicas dos componentes do citoplasma e do núcleo 

(COUROT; HOCHEREAUA-DE-REVIERS; ORTAVANT,1970). De acordo com 

Clermont (1972) a primeira e terceira fases mostram características morfológicas 

que são espécie-específica, comum em várias espécies de mamíferos domésticos. 

Em animais sexualmente maduros, as espermatogônias do tipo A podem ser 

agrupadas em espermatogônias indiferenciadas e diferenciadas; no primeiro grupo 

estão presente as espermatogônias isoladas (Ai), pareadas (Apr) e as alinhadas 

(Aal), no segundo grupo estão as espermatogônias do tipo A, intermediárias (In) e 

do tipo B, que estão comprometidas irreversivelmente com a formação de 

espermatozóides (RUSSELL et al., 1990a; DE ROOIJ; GROOTEGOED, 1998). Na 

primeira fase da espermatogênese, a sua produção total é ajustada numericamente 

para a capacidade de suporte das células de Sertoli, fazendo com que ocorram 

degenerações em um grande número de células (DE ROOIJ; LOK, 1987). 

Os espermatócitos primários formados a partir das espermatogônias do tipo B 

iniciam a prófase meiótica e migram para o compartimento adluminal, onde terminam 

as divisões meióticas, culminando com a produção de espermátides arredondadas, 

que sofrem espermiogênese no qual há transformação até uma das células 

especializadas e diferenciadas do corpo, o espermatozóide (SHARPE, 1994). 

Durante a meiose ou espermiogênese, pode ocorrer alguma degeneração, sendo 

que o período mais crítico para que isto ocorra é na fase de metáfase, no fim da 

meiose. Durante o período de metáfase a degeneração é um fator comum à maioria 

dos mamíferos (ROOSEN-RUNGE, 1973). 

 O estágio do ciclo do epitélio seminífero é considerado como um conjunto de 

gerações de células germinativas encontradas, em determinado momento, num 

túbulo seminífero (CASTRO et al., 1997). A associação celular ou estágio é definido 

por um agrupamento de tipos de células germinativas em fases de desenvolvimento 

(RUSSELL et al., 1990b). Cada associação distinta é constituída de uma ou duas 

gerações de espermatogônias, espermatócitos, espermátides (BERNDTSON, 1977) 

e cada tipo de célula é morfologicamente integrado com as outras no seu processo 

de desenvolvimento. O ciclo do epitélio seminífero é definido como a seqüência dos 

eventos celulares que ocorrem entre dois estágios idênticos sucessivos (BANKS, 

1992; CLERMONT, 1972; ORTAVANT; COUROT; HOCHEREAU-DE-REVIERS, 
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1984; RUSSELL et al., 1990b). De acordo com Clermont, 1972 e Amann e 

Schanbacher, 1983, a duração do ciclo do epitélio seminífero é uma constante 

biológica espécie-específica, a qual está sob o domínio de uma célula germinativa, 

não sendo influenciada por qualquer fator. No entanto, a duração da 

espermatogênese varia de uma espécie para outra, e entre animais de mesma 

espécie (COUROT; HOCHEREAUA-DE-REVIERS; ORTAVANT, 1970). 

 A duração da espermatogênese permanece do tempo necessário para 

produzir um espermatozóide a partir da primeira divisão espermatogonial. Para 

estimar a duração completa da espermatogênese, é necessário conhecer o início e o 

término deste processo. O término da espermatogênese é definido como o momento 

da liberação de espermatozóides no lúmen. No entanto, o início depende da forma 

como define o ponto de partida. 

 Um método básico utilizado para identificar as etapas do ciclo do epitélio 

seminífero de várias espécies, é conhecido como o método da morfologia tubular, 

baseado em mudanças na forma do núcleo dos espermátides, e na ocorrência de 

divisões meióticas e ao arranjo do epitélio germinativo (CURTIS, 1918). 

 Através do método da morfologia tubular, Toledo, Messias e Ohashi (1995) 

descreveu as seguintes associações celulares para o epitélio seminífero da cutia 

macho (Dasyprocta prymnolopha) em cativeiro: Estágio I - Espermatogônias A, 

espermatócitos primários em pré-leptóteno/leptóteno, espermatócitos primários em 

paquíteno, e espermátides arredondadas; Estágio 2 - Espermatogônias A, 

espermatócitos primários em paquíteno, espermatócitos primários em zigóteno, 

espermátides e início de alongamento; Estágio III - Espermatogônias A, 

espermatócitos primários em paquíteno, espermatócitos primários em diplóteno, e 

espermátides alongadas formando feixes; Estádios IV - Espermatogônias A e In, 

espermatócitos primários em paquíteno, espermatócitos secundários, figuras de 

meiose, e feixes de espermátides alongadas; Estágio V - Espermatogônias A e B, 

espermatócitos primários em paquíteno, e espermátides alongadas em feixes; 

Estágio VI - Espermatogônias A e B, espermatócitos primários em paquíteno e inicio 

de dissociação dos feixes das espermátides alongadas; Estágio VII - 

Espermatogônias A e B, espermatócitos primário em paquíteno, início da formação 

de camadas das espermátides alongadas e presença de corpos residuais; Estágio 

VIII - Espermatogônias A, espermatócitos primários em pré-leptóteno, 
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espermatócitos primários em paquíteno, espermátides alongadas organizadas em 

uma única camada e presença de grande quantidade de corpos residuais. 

 

 

2.4  ESTABELECIMENTO DA ESPERMATOGÊNESE EM ANIMAIS COM 

POTENCIAL ZOOTÉCNICO 

 

 

O desenvolvimento testicular de machos tem sido estudado por diversos 

autores em muitas espécies ou raça de animais domésticos e até mesmo em 

roedores de laboratórios, tendo como objetivo determinar o período em que se 

assume a puberdade a partir de análises histológicas: bovino (CURTIS; AMANN, 

1981); suíno (FRANÇA, 1987), búfalo (MELO, 1991), caprino (SILVA, 2000), 

hamster (MARTINS, 1988) cobaia (TSE, 1991), entretanto, são deficientes os 

trabalhos com roedores silvestres. Métodos de quantificação da eficiência da 

espermatogênese através de estudo histológico podem verificar com acurácia 

performances de produção espermáticas em indivíduos da mesma espécie, ou entre 

espécies (VALE FILHO, 2001). 

Conforme Assis Neto et al. (2003a,d,e) em cutia, o desenvolvimento testicular, 

após o nascimento, pode ser dividido nas seguintes fases: 1) impúbere, fase em que 

os animais possuem cordões testiculares sólidos, formados por gonócitos e células 

de suporte correspondem ao período de 0 a 5 meses de idade; 2) pré-pubere, 

caracterizada por túbulos seminíferos em luminação e espermatogênese incipiente, 

com espermatócitos e espermátides presentes; 3) púbere, quando a 

espermatogênese apresenta-se incompleta, com liberação dos primeiros 

espermatozóides no lume tubular e luminação completada; ocorrem entre 6 a 8 

meses de idade e caracteriza uma fase de transição da pré-puberdade à puberdade; 

4) pós-púbere, caracterizada pelo aumento do número de espermatócitos e 

espermátides, com a melhoria progressiva do rendimento da espermatogênese, de 9 

a 10 meses de idade a fase de puberdade e 5) fase adulta (maturidade sexual), na 

qual os níveis altos do rendimento da espermatogênese são alcançados e 

permanecem constantes, embora os pesos corporais e testiculares continuem 

aumentando, de 12 a 14 meses de idade a fase pós-puberdade.  
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A análise quantitativa do processo espermatogênico, realizada por Melo e 

Vale Filho (1993) em búfalos jovens (10 a 24 meses de idade) com a finalidade de 

caracterizar o período pós-puberal e determinar a maturidade sexual, revelou que o 

aumento da população de espermatócitos primários e espermátides arredondadas a 

partir de 16 meses de idade correspondem ao período inicial da pós-puberdade. A 

análise geral da instalação do processo espermatogênico, utilizando-se o total de 

células espermatogênicas, mostrou que não houve tendência à estabilização 

numérica, sendo este um indicativo de que, até 24 meses de idade, estes animais 

ainda não haviam atingido o seu potencial máximo de produção espermática. 

Ojasti (1973) ao realizar estudos sobre as condições reprodutivas da capivara 

macho afirma que os espermatozóides estão presentes em todos os machos 

estudados a partir de um peso total de 20Kg (peso testicular de 80g). Isto significa 

que a partir desta etapa a espermatogênese é continua. O autor acrescenta que é 

difícil determinar a que idade ou tamanho do macho adquire a maturidade sexual, 

pois a presença de esperma nos animais de 20Kg não significa uma capacidade 

efetiva de se reproduzirem adequadamente.  

Avaliação histológica quantitativa do testículo de capivaras (Hydrochoerus 

hydrachaeris) adultas teve o objetivo de verificar a proporção volumétrica dos 

componentes do parênquima testicular, bem como a determinação do índice 

gonadossomático, comprimento e diâmetro dos túbulos seminíferos. Concluiu que o 

índice gonadossomático encontrado para capivaras encontra-se dentre os mais 

baixos observados para roedores e que a proporção volumétrica encontrada para os 

túbulos seminíferos e para as células de Leydig encontram-se, respectivamente, 

entre a mais baixa e a mais alta observada entre os mamíferos já estudados 

(PAULA; NAVARRO, 2001). 

Toledo, Messias e Ohashi (1995) estudando os aspectos reprodutivos básicos 

da cutia macho (Dasyprocta prymnolopha) em cativeiro, através da análise de 

secções transversais de túbulos seminíferos, descreveu oito estágios do ciclo do 

epitélio seminífero e as associações celulares nesta espécie. Entretanto, não foi 

descrito os eventos da puberdade ou maturidade sexual.  

Pashov e Matamoros (1984) descreveram histologicamente o epitélio 

seminífero do testículo de paca (Cuniculus paca, BRISSON, 1762) e observaram as 

células germinativas com espermatogônias, tipo A e B, espermatócitos primários 
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jovens e velhos, espermatócitos secundários e espermatozóides. Estas células 

formaram grupos de composição celular constante, a qual origina um ciclo de outras 

etapas. Observou também que a produção de espermatozóides foi um processo 

continuo durante o ano e as células de Leydig apresentaram-se em pouquíssimas 

quantidades. 

Conhecimentos básicos da biologia reprodutiva, como a determinação do 

estabelecimento da puberdade, permitirão fornecer subsídios para melhor criação 

racional, dentro de uma tecnologia científica e zootécnica, proporcionando uma 

maior disponibilidade de animais, desta forma evitando a caça predatória sem riscos 

de extinção e assim atingindo a população de baixa renda, principalmente naquelas 

regiões mais carentes do país. 

 

 

2.5 ESTABELECIMENTO DA ESPERMATOGÊNESE 

 

 

Segundo Courot, Hochereaua-de-Reviers e Ortavant, (1970) a curva de 

crescimento testicular é sigmóide, com uma zona média de rápido aumento de peso. 

Esta zona correspondente ao período de estabelecimento da espermatogênese e 

maturidade sexual, direcionado á puberdade e à fase adulta. A iniciação da 

espermatogênese começa com a conversão de gonócitos em espermatogônias, 

envolvendo mudanças na estrutura testicular, tais como: aumento do diâmetro, do 

comprimento e do volume dos túbulos seminíferos. Tudo isto resulta em aumento do 

peso testicular, o qual pode ser relacionado com as etapas do estabelecimento da 

espermatogênese. 

França (1987) descreve as seguintes fases para dividir o estabelecimento da 

espermatogênese após o nascimento: (a) impúbere caracterizada pela presença de 

cordões sólidos, contendo somente gonócitos primordiais e células indiferenciadas 

de suporte; (b) pré-púbere, na qual se inicia o processo de luminação dos cordões 

testiculares e a diferenciação espermatogênica, com o aparecimento dos primeiros 

espermatócitos primários e espermátides arredondadas; (c) puberdade, 

caracterizada pela presença de espermatogêneses completa nos túbulos 
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seminíferos, com a liberação dos primeiros espermatozóides no lume tubular; (d) 

pós-púbere, na qual ainda aumenta a população de células dos túbulos seminíferos, 

com melhoria progressiva do rendimento da espermatogênese; (e) maturidade 

sexual, na qual o rendimento da espermatogênese alcança níveis adultos e 

permanece constante, enquanto os testículos e o peso corporal continuam 

crescendo. 

Em estudo sobre o desenvolvimento morfológico testicular pós-natal no 

hamster, foi observado que aos 10 dias de idade eram vistos cordões testiculares 

isentos de luz e núcleos celulares predominantemente periféricos representados por 

células indiferenciadas de suporte e núcleos com contornos nucleares mais 

definidos ou então figuras de divisão mitótica precursora das espermatogônias tipo 

A. Aos 20 dias de idade os túbulos já se encontravam luminados e o epitélio 

seminífero formado por células de Sertoli, espermatogônias e espermatócitos em 

pré-leptóteno. Nos animais com 30 e 40 dias de idade alguns eventos morfológicos 

de diferenciação celular já eram observados, como presenças de espermatogônias 

entremeadas a células de Sertoli, espermatócitos primários em diferentes etapas de 

maturação e espermátides de forma arredondada e alongada. Aos 45 dias o 

processo espermatogênico se completa com caracterização de túbulos seminíferos 

onde foram observados espermatozóides em fase de pré-espermiação e 

espermiação, no entanto o processo se encontra consolidado aos 60 dias de idade 

com caracterização de todos os estágios do ciclo do epitélio seminífero 

(MARTINS,1988). 

Em cutias Assis Neto et al. (2003b) observou que a fase impúbere 

corresponde do nascimento aos cinco meses de idades, em que predominaram nos 

cordões testiculares a presença de gonócitos e de lume tubular; de seis a oito meses 

de idade a fase de transição da pré-puberdade à puberdade, com início da 

luminação tubular e aparecimento dos primeiros espermatócitos primários e 

espermátides arredondadas ; nove a dez meses de idade a fase de puberdade, 

ocorrendo proliferação das células espermatogênicas, aumentos do diâmetro e peso 

testicular; e doze a quatorze meses de idade a fase de pós-puberdade, onde a 

espermatogênese apresentou-se estabelecida com a presença das associações dos 

estágios do ciclo do epitélio seminífero. 
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Em cobaia foram observados os seguintes eventos introdutivos ao 

estabelecimento pleno da espermatogênese: presença de cordões testiculares 

sólidos aos oito e 10 dias de idade; presença de luminação tubular e de 

espermatócitos primários aos 20 e 30 dias, exceção das células em diplóteno-

diacinese que só apareceram aos 30 dias de idade; observações do término da 

segunda divisão de maturação, caracterizado pela presença das primeiras 

espermátides arredondadas, aos 45 dias de idade; observações das espermátides 

alongadas ou “pós-espermátides”, já tendo início a fase de maturação da 

espermiogênese, aos 60 dias; processo espermatogênico completo, com 

observações de espermatozóides no lume tubular, aos 70 dias (TSE, 1991). 

De acordo com Ortavant, Courot e Hochereau-de-Reviers, (1984), ocorre um 

crescimento vagaroso nos primeiros meses após o nascimento, seguido por um 

período de crescimento acelerado quando começa a espermatogênese. Ao final 

deste período o crescimento testicular se mostra novamente lento. 

 

 

2.6 VIA ESPERMÁTICA 

 

 

2.6.1 Epidídimo  

 

 

O epidídimo é um órgão considerado importante na via espermática extra 

testicular, tem como função maturação e armazenamento de espermatozóides 

(BEDFORD, 1967). Entretanto, o epitélio epididimário é responsável por criar 

condições ideais para produção de espermatozóides férteis e capazes de mover-se 

pelas vias de absorção e secreção (HINTON, 1990; TURNER, 1991). 

Nos mamíferos o epidídimo caracteriza-se por ser um tubo enovelado, 

dividido em três áreas distintas na maioria das espécies: cabeça, receptora de 

espermatozóides e fluídos dos túbulos eferentes; o corpo, que conecta a cabeça a 

cauda; e a cauda, a qual armazena os espermatozóides antes da ejaculação 

(BARONE et al., 1973; MATAMOROS, 1981; BORGES, 2004; MARTUCCI et al., 

2006).  
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Olds e Olds (1979) afirmaram que no rato o epidídimo é um túbulo fino e 

tortuoso, que dobra sobre si mesmo, formando uma bulbosa cabeça, no qual 

apresenta uma massa de tecido adiposo e esta liga o corpo e cauda. 

Greene (1963) e Junqueira e Martins (1947) descreveram que o epidídimo do 

rato é composto por uma cabeça, que adere á extremidade proximal dos testículos, 

um corpo fixo parcialmente a sua margem epididimária e sua cauda, encontram-se 

completamente livre. Entretanto, no camundongo de laboratório a cabeça do 

epidídimo esta ligada ao testículo pelo ducto eferente (COOK, 1965). 

No rato branco, o epidídimo é um túbulo altamente convoluto, relacionando os 

ductos eferentes e deferentes, este apresenta uma cabeça, revestindo a porção 

anterior dos testículos, seguindo um corpo aderido à superfície lateral e conflui como 

a caudal na porção posterior da glândula (CHIASSON, 1969). 

Segundo Ojasti (1973) na capivara o epidídimo apresenta um formato de 

faixa, que inicia com uma dilatação no pólo cranial dos testículos, volta-se 

caudalmente para o pólo distal deste órgão, no qual se dilata novamente para formar 

a cauda do epidídimo. 

Nos animais domésticos a cabeça do epidídimo é longa e se curva sobre a 

extremidade dorsal, o corpo é relativamente estreito e situado ao longo da parte 

lateral da borda caudal do testículo, o qual está inserido por uma estreita prega 

peritoneal. A cauda é grande e está intimamente inserida na extremidade ventral do 

testículo (GETTY, 1997). 

O epidídimo do porquinho da índia, apresenta a cabeça, como a sua maior 

parte, esta se situa caudodorsal a um grande corpo adiposo, percorre toda a borda 

medial dos testículos, até sua cauda que prende-se a túnica vaginal dos testículos 

(COOPER; SCHILLER,1975), porém para Hoffer e Greenberg (1978)  a cabeça do 

epidídimo deste roedor é estreita desde o porção cranial dos testículos, seguindo 

caudalmente até o porção caudal da gônada, onde ocorre uma expansão, formando 

uma região globosa, denominada de cauda do epidídimo. 

O ducto epididimário é dividido anatomicamente em cabeça, corpo e cauda, 

entretanto, este termo parece ser inadequado para os estudos histológicos e 

metabólicos comparativos, uma vez que as células de revestimento do túbulo sofrem 

alterações histológicas e funcionais, descritas na estrutura do epitélio epididimário 

nos diversos mamíferos. Desta forma, histologicamente o epidídimo compreende o 
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segmento inicial, cabeça, corpo ou segmento médio e cauda com suas partes distal 

e proximal (ROBAIRE; HERMO, 1988). 

Robaire e Hermo (1988) citaram que os autores dividem o epidídimo 

adotando critérios histológicos, assim Hoffer e Greenber (1978) descreveram o 

epidídimo do porquinho da índia, dividido em sete zonas distintas, das quais cinco 

localizadas na cauda, sendo segmento inicial, com epitélio pseudo-estratificado 

colunar, zona II com epitélio mais curto, zona V com epitélio mais curto e 

estereocílios mais curtos, zona VI com estereocílios mais longos e zona VII onde o 

diâmetro do túbulo era maior que a anterior. 

No rato, camundongo isogênico e no hamster este órgão dividia-se em cinco 

segmentos, porém no rato o segmento I, o epitélio alto e torna-se sucessivamente 

mais baixo nos segmentos posteriores, ocorrendo o inverso com relação à 

quantidade de espermatozóides no lúmen do tubo, o qual aumenta em direção ao 

segmento V (ABE; TAKANO; ITO, 1982; ORSI et al., 1993; CALVO et al., 1999). 

Morfologicamente o epidídimo dos mamíferos adultos é um ducto longo e 

enovelado revestido por epitélio pseudoestratificado, como observado no coelho; 

rato; hamster champanha e porquinho da índia. Porém em outros roedores, este 

epitélio apresenta-se do tipo pseudoestratificado e se altera para cilíndrico simples 

conforme se aproxima do ducto deferente (NICANDER, 1956; NICANDER; 

GLOVER, 1973; HOFFER; GREENBERG, 1978; MATAMOROS, 1981; VICENTINI; 

ORSI, 1987).  

No rato gigante, na cutia e no hamster, o epidídimo apresenta os ductos 

revestidos por um epitélio colunar simples com estereocílios, e células epiteliais, 

maiores na cabeça deste órgão, porém a altura do epitélio diminui em direção a 

cauda, diferente do lúmen e a quantidade de espermatozóides que são menores na 

cabeça e aumentam em direção da cauda (AMIYA; MAITI, 1982; CALVO et al., 

1999; MENEZES, 2001).  

No epitélio pseudo-estratificado colunar do epidídimo dos mamíferos, nota-se 

seis tipos celulares distintas, as células principais, basais, claras, halos, delgadas e 

apicais (ROBAIRE; HERMO, 1988). Os tipos celulares mais abundantes no epitélio 

são as células principais, as quais estão envolvidas no processo de absorção do 

fluído luminal e há secreção de alguns produtos como proteínas e glicoproteínas. 
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No mamíferos os tipos celulares do epitélio do ducto epididimário, podem 

variar regionalmente, sendo que algumas células aparecem com maior freqüência 

em alguns segmentos do que em outros, estas variações não ocorrem somente 

quanto ao tipo celular, mas também em outras características como a altura do 

epitélio (geralmente diminui da cabeça para a cauda) e o diâmetro luminal, que 

apresenta um comportamento regional oposto (ROBAIRE; HERMO, 1988). 

Calvo et al. (1999) no hamster, constataram a presença das células principais 

e basais, porém estas apresentam variações morfológicas, conforme a região. Hebel 

e Stromberg (1986) e Orsi et al. (1993) observaram no camundongo e no rato, cinco 

tipos de células no epitélio do ducto epididimário, sendo: principais, basais, apicais, 

claras e basofílicas. Entretanto, na paca nota-se quatro destes tipos de células: 

principais, basais, apicais e linfócitos, localizadas no epitélio da região da cabeça e 

corpo do epidídimo (BORGES, 2004). 

 Aguilera-Merlo et al. (2009) relataram que na viscacha, estas células, 

variam em distribuição e nos diferentes segmentos epiteliais. No rato e no hamster 

estas alterações também foram evidenciadas (REID; CLELAND, 1957). Segundo 

estes autores, as células principais e basais são encontradas em todos os 

segmentos do epidídimo, porém as células delgadas são observadas apenas no 

segmento inicial. Estas células sofrem modificações evidentes, influenciadas pelo 

fotoperíodo, assim no período reprodutivo, apresentam um núcleo alongado, 

citoplasma com abundantes vacúolos e corpos densos e cromatina frouxa. 

 

 

2.6.2 Ducto Deferente 

 

 

 Nos animais domésticos e em roedores, como as chinchilas, o ducto 

deferente é um órgão tubular longo com origem na cauda do epidídimo, relacionado 

com as estruturas vacúolos-nervoso do funículo espermático e termina dorsalmente 

no colo da vesícula urinária, junto ao colículo seminal. Seu epitélio é composto por 

células cilíndricas, altas, apicais e basais; sua lâmina própria apresenta células 

mióides com predomínio de feixes de fibras de colágeno (MARTINEZ; MARTINEZ; 

GARCIA, 1994). 
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Na cutia, camundongo e na paca o ducto deferente emerge da cauda do 

epidídimo, segue cranialmente, acompanhando as glândulas vesiculares e junto com 

esta desemboca no colículo seminal e na uretra, formando o ducto ejaculatório 

(COOK, 1965; MATAMOROS, 1981; MENEZES, 2001). 

Hebel e Stromberg (1986) citaram que no rato o ducto deferente emerge a 

partir da superfície medial da cauda do epidídimo, dirigindo-se cranialmente, ao 

longo da borda medial do testículo e inserindo-se na cavidade abdominal, ao longo 

do ostio vaginal, curvando-se perpendicularmente, seguindo pelo colo da vesícula 

urinária, onde se unem com o lado oposto, penetrando no lobo dorsolateral da 

próstata e se abre dorsalmente na uretra. Este termina em forma de papila, como 

um vão em uma ampla ampola. 

O ducto deferente da chinchila é um órgão oco, longo, que não apresenta 

grandes variações quanto ao diâmetro, este origina-se na porção distal da cauda do 

epidídimo, sendo que sua parte medial é longa envolta pelo funículo espermático, 

termina dorsal ao colo da vesícula urinária, juntamente com a glândula coaguladora 

e vesicular. Neste animal o ducto deferente abre isoladamente dos ductos destas 

glândulas, na face craniodorsal da uretra, com colículo seminal (MARTINEZ; 

MARTINEZ; GARCIA,1994). 

Alguns autores dividem o ducto deferente dos roedores seguindo vários 

critérios, no porquinho da índia o critério utilizado foi o aspecto anatômico, sendo 

divido em porção: epididimária, tortuosa; emaranhada e reta (COOPER; SCHILLER, 

1975). No rato utilizou-se o critério levando em consideração a espessura da parede 

muscular, dividindo o ducto em porção: proximal e distal (KENNEDY; HEIDGER JR., 

1979;). Na cutia e no rato gigante o ducto deferente apresenta-se anatomicamente 

dividido em porção: inicial, relacionada com os testículos, uma porção média que 

esta em contato com o funículo espermático e uma porção distal (AMIYA; MAITI, 

1982; MENEZES, 2001). 

Estudos descritivos do ducto deferente, de varias espécies, mostram que este 

apresenta variações morfológicas, conforme o segmento. No rato o ducto tem uma 

transição gradual, marcada por um aumento na espessura da parede muscular, e 

variação na estrutura do epitélio. Entretanto, alguns autores observaram que a 

porção proximal do ducto mostra-se aplanada, sendo esta forma resultado da 
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distribuição irregular das camadas de músculo liso ao redor do ducto (KENNEDY; 

HEIDGER JR., 1979). 

Neste roedor as fibras musculares são longitudinais, porém no segmento 

proximal, abaixo da lâmina própria há uma camada de músculo com fibras em 

disposição circular. Na porção distal do ducto, o epitélio é alto com microvilos, 

diferentemente da região de transição da parte proximal para a distal onde o epitélio 

torna-se pregueado e na sua porção terminal o epitélio mostra-se com pequenas 

células sobrepostas, o qual ativamente fagocitam espermatozóides (HAMILTON; 

COOPER, 1978). 

Segundo Niemi (1965) o ducto deferente do rato, apresenta um epitélio 

pseudo-estratificado com estereocilios, composto por células altas colunares e 

células basais aplanadas e uma estreita membrana basal, que separa o epitélio da 

lâmina própria composta por capilares sanguíneos. O ducto deferente do rato 

gigante é um tubo reto coberto por tecido fibromuscular denso, revestido por um 

epitélio pseudo-estratificado colunar com estereocilios, este apresenta pregas que 

aumentam gradualmente da parte proximal para a parte distal, juntamente com a 

camada fibromuscular (AMIYA; MAITI, 1982). 

Gude et al. (1982) descreveram que no rato de laboratório o ducto deferente 

apresenta um epitélio pseudo-estratificado colunar, como observado em outros 

roedores, porém este  se encontra rodeado por uma camada de tecido conjuntivo 

frouxo e túnica que consiste de uma camada interna mais espessa com células 

musculares lisas dispostas longitudinalmente, camada média circular e externa 

longitudinal. 

Na paca e no porquinho da índia, o ducto deferente apresenta um epitélio 

pseudo-estratificado colunar, com poucos estereocílios, composto por células 

principais e basais. Seu epitélio encontra-se sobre uma camada de tecido conjuntivo 

frouxo entremeado por duas camadas de músculo liso, sedo uma camada circular 

interna e uma longitudinal externa (HOFFER; GRENBERG, 1978; BORGES, 2004). 

Entretanto, no rato de areia (Psammonmys obesus), o ducto apresenta três 

camadas musculares: longitudinal interna, camada circular média e externa 

longitudinal (SPRANDO et al., 1999). 

 

 

2.6.3 Uretra e Pênis 
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Segundo Dyce, Sack e Wensing (2004), o pênis nos mamíferos fica suspenso 

abaixo do tronco e está parcialmente escondido entre as coxas, onde fica preso ao 

assoalho pélvico pelo ligamento suspensor. O órgão é construído por colunas de 

tecido erétil. Cada uma estas colunas consistem em um núcleo de tecido conjuntivo 

(túnica albugínea), sendo o complexo conhecido corpo cavernoso. A uretra esta 

envolta por uma bainha vascular denominada corpo esponjoso. A expansão cranial a 

extremidade distal do corpo cavernoso, geralmente conhecida como glande, forma o 

ápice de todo o órgão.  

Nos roedores como na paca, capivara, cutias e camundongos o pênis 

apresenta formato cilíndrico, comprido lateralmente e está localizado ventral á 

sínfise púbica, direcionando caudalmente, formando uma flexura em forma de “U” 

deitado (OJASTI, 1973; CAVALCANTE-FILHO et al., 1996), diferente do que ocorre 

com a maioria dos Histricomorfos que apresenta o pênis em formato sigmoide, ou 

seja, em formato de “S” (COOPER; SHILLER, 1975; VAN AARDE; SKINNER; 1986). 

O pênis do Hutia (Capromys pilorides) é formado por duas porções distintas, 

uma proximal, a qual compreende a crua e o corpo cavernoso e a porção distal, 

constituída pela glande e prepúcio. O óstio uretral abre-se para uma fenda em forma 

de “T” invertido, no qual abre-se duas saculações (ANGULO; ALVAREZ, 1948).   

Na superfície da glande dos roedores como, hutia, porquinho da índia, paca e 

no rato, nota-se a presença de minúsculas espículas córneas, também denominadas 

com projeções papilares, as quais recobrem totalmente esta estrutura (ANGULO; 

ALVAREZ, 1948; COOPER: SCHILLER, 1975; HEBEL; STROMBERG, 1986).  

Nos roedores pertencentes à subordem dos Histricomorphos, a glande do 

pênis apresenta espículas ou esporões córneos, localizados em fissuras e pregas 

epiteliais, situadas laterais ou caudoventral ao orifício uretral, porém em Proechimys 

estas espículas não revestem toda a superfície da glande (OJASTI, 1973; WEIR, 

1974; COOPER; SCHILLER, 1975; MATAMOROS, 1981; CAVALCANTE-FILHO et 

al., 1996). 

Cavalcante-filho et al. (1996) ao estudarem o pênis da cutia (D. Aguti) citam 

que este se estende entre a região pré-umbilical e púbica cuja exteriorização pelo 

ostio prepucial faz-se no sentido caudal.  
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Entretanto, na cutia segundo Menezes et al. (2003) o pênis emerge do arco 

isquiático e segue cranialmente no plano sagitalmendiano, ventral a sínfise púbica 

até a região do pécten do osso púbis. Este órgão apresenta dois tecidos eréteis, o 

corpo cavernoso e o corpo esponjoso, sendo que o primeiro encontra-se revestido 

pela túnica albugínea. Segundo Chiasson (1969) e Olds e Olds (1979) relataram que 

o pênis do rato branco, consiste de três corpos cavernosos (Dois corpos cavernosos 

peniano e um uretral), glande e osso peniano. Neste roedor nota-se a presença da 

glândula prepucial, sendo que segundo o autor é uma pequena estrutura lobulada 

presente na abertura do prepúcio, entre este e a glande. 

Histologicamente o pênis é semelhante nas diferentes espécies mamíferas, 

porém apresentam variações na sua organização, desta forma, o pênis pode ser 

divido em raiz, corpo e glande (COOPER; SCHILLER, 1975; HEBEL; STROMBERG, 

1986; MENEZES, 2001). 

O corpo peniano e a raiz apresentam semelhança, são formados pela 

albugínea, tecido erétil (corpo cavernoso) músculo liso, musculo esquelético e 

uretra. O corpo cavernoso está envolto por tecido conjuntivo denso e fibras elásticas 

da túnica albugínea, A glande é revestida pelo prepúcio que é uma dobra de pele, 

constituída por tecido conjuntivo “trabecular” altamente vascularizado. Esta estrutura 

dependendo da espécie pode conter tecido erétil, osso ou cartilagem e tecido 

conjuntivo denso (BANKS, 1992). 

Na cutia e nos ratos o pênis, apresenta o corpo cavernoso constituído por 

tecido erétil e aureolas calibrosas, revestidas por espessas camadas de tecido 

conjuntivo denso, o corpo esponjoso e a uretra peniana estão envoltos pela túnica 

albugínea (JUNQUEIRA; MARTINS, 1947; MENEZES et al., 2003). 

A glande na cutia encontra-se revestida por uma epiderme espessa, uma 

camada córnea e não apresenta glândulas cutâneas, embora a derme se mostra 

bastante vascularizada. No prepúcio histologicamente nota-se duas glândulas 

prepuciais, de formato arredando e achatadas dorsoventralmente (MENEZES et al., 

2003). 

Borges (2004) cita que o pênis da paca, microscopicamente é constituído por 

grande quantidade de tecido fibroelástico e tecido erétil, sendo classificado como 

fibroelástico, diferentemente do pênis da cutia, o qual nota-se grande quantidade de 

tecido erétil classificando-o como fibrocavernoso (MENEZES et al., 2003). 
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Na cutia e no rato de laboratório, o osso peniano inicia-se na transição do 

corpo para a glande, como uma continuação do corpo cavernoso do pênis. Este é 

constituído de tecido ósseo compacto nas cutias, porém, nos ratos há um segmento 

proximal formado pela fusão de um osso membranoso e cartilagem hialina que se 

ossifica gradualmente após o nascimento (GRIFFITH; FARRIS, 1942; MURAKAMI; 

MIZUNO, 1986; MENEZES et al., 2003). 

Segundo Banks (1992) a uretra nos machos é a continuação dos sistemas de 

ductos excretores dos testículos, tendo como função o transporte de urina, bem 

como o sêmen e o espermatozóides.  

Nos animais domésticos e alguns roedores, a uretra esta divida em duas 

regiões, a pélvica e peniana (esponjosa), que são revestidas por epitélio de 

transição (COOPER; SCHILLER, 1975; HEBEL; STROMBERG, 1976; MENEZES, 

2001; PINHEIRO et al., 2003).  

A uretra pélvica possui uma lâmina própria, ou “submucosa” que é constituída 

por tecido conjuntivo frouxo, numerosos elementos granulares e tecido erétil com 

espaços cavernoso de parede fina em toda sua extensão, presente principalmente 

na uretra esponja (BANKS, 1992). 

Segundo Nakano e Muto (1989) a uretra de alguns mamíferos está dividida 

em três porções: prostática, membranosa e esponjosa. A uretra prostática apresenta 

um epitélio de transição, entretanto a membranosa e esponjosa apresenta epitélio 

colunar estratificado. 

No gerbil e no rato a uretra pélvica inicia no óstio interno na vesícula urinária, 

apresenta um epitélio de transição, com espessa camada de músculo uretral que a 

envolve, e termina entre o músculo isquiocavernoso e o pênis. A uretra peniana 

inicia no divertículo uretral localizado no bulbo do pênis, de formato de coração e 

simetria bilateral, encontra-se revestida pelo corpo esponjoso, ventral ao osso 

peniano e termina no óstio externo da uretra na parte distal do pênis, sendo 

constituída por epitélio estratificado colunar (PINHEIRO et al., 2003). 

Bacha Jr. e Bacha (2003), mostra em seus estudos que a uretra peniana 

passa através da região ventral do pênis e é revestida por uma mistura de epitélio 

transicional, cubóide estratificado, colunar estratificado ou colunar simples. Os 

espaços cavernosos são maiores e mais abundantes na uretra peniana e o corpo 

esponjoso que circunda a túnica albugínea. 
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De acordo com Junqueira e Martins (1947) no rato a uretra esta dividia em 

três partes: prostática, membranosa e peniana. A uretra peniana do rato consiste de 

um corpo cavernoso uretral, com espaços anfractuosos envolvidos por tecido 

conjuntivo denso e revestidos por endotélio. Dorsal a uretra, nota-se dois corpos 

cavernosos que se fundem na parte mais distal do pênis. 

Borges (2004) descreveu que na paca, a uretra é dividia em duas porções: 

pélvica e peniana, como em outros roedores, porém a uretra pélvica desta espécie é 

constituída pelo músculo uretral, exceto na sua porção mais dorsal a qual é 

composta por uma fita fibrosa, em toda sua extensão. 
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3 OBJETVOS 

 

3.1 OBJETIVO GERAL 

 

 

Considerando a importância de projetos voltados a potencialização 

comercial e preservação de espécies silvestres este trabalho teve como objetivo 

detalhar a ultraestrutura dos componentes dos compartimentos testiculares, 

averiguar a evolução do processo espermatogênico e os aspectos relativos à 

evolução dos demais órgãos da via espermática em preás da espécie Galea spixii. 

. 

 

 

3.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

 

 

1- Averiguar as características histológicas dos órgãos reprodutivos do 

macho; 

2- Estudar o processo espermatogênico na espécie Galea spixii ao longo do 

desenvolvimento pós-natal; 

3-  Caracterizar a evolução morfológica das células espermatogênicas; 

4- Definir a ultraestrutura dos compartimentos intertubulares e tubulares nas 

diferentes fases do desenvolvimento testicular;  

5- Definir a ultraestrutura dos componentes da via espermática. 
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4 MATERIAIS E MÉTODOS 

 

 

 O experimento proposto foi conduzido sob avaliação e aprovação da 

Comissão de Bioética da Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia da 

Universidade São Paulo (Protocolo nº 2486/2011). 

O material foi previamente coletado no Centro de Multiplicação da 

Universidade Federal Rural do Semi-árido, Mossoró, RN (Projeto FAPESP 

08/57190-8) (Autorização IBAMA nº2028236/2008). 

Os fragmentos dos órgãos dos testículos e da via espermática de preás foram 

destinados às analises obedecendo as fases do desenvolvimento sexual de acordo 

com a metodologia definida por Assis Neto et al. (2003e) (impúbere, pré-púbere, 

púbere, pós-púbere e maturidade sexual).  

 

 

4.1 GRUPOS EXPERIMENTAIS 

 

Foram utilizados grupos etários nas diferentes fases do desenvolvimento 

(Apêndice), como definido a seguir:  

- Grupo 0 (Animais impúberes ): sendo o G0 composto por animais de um dia 

de nascido; 

- Grupo 1 (Animais impúberes ): sendo G1 de animais de 15 dias de idade; 

- Grupo 2 (Animais pré-púberes): sendo G2 de animais de 30 dias de idade; 

- Grupo 3 (Animais púberes ): sendo G3 de animais de 45 dias de idade;  

- Grupo 4 (Animais púberes ): sendo G4 de animais de 60 dias de idade; 

- Grupo 5 (Animais púberes ): sendo G5 de animais de 75 dias de idade; 

- Grupo 6 (Animais púberes): sendo G6 de animais de 90 dias de idade; 

- Grupo 7 (Animais pós-púberes ): sendo G8 animais de 120 dias de idade; 

- Grupo 8 (Animais pós-púberes): sendo G9 de animais de 150 dias de idade.  
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4.2 FIXAÇÃO E PROCESSAMENTO DO MATERIAL PARA OBSERVAÇÃO AO 

MICROSCÓPIO DE LUZ 

 

 

Parte do material foi fixada em solução de Glutaraldeído a 2,5% ou em 

Paraformaldeído a 4%. Pós-fixados, os fragmentos de testículos e da via foram 

lavados com soluções de PBS (Tampão Sódio Fosfato), e posteriormente para 

remoção do fixador, foram submetidos a uma serie de lavagem em álcoois : a 30%, 

a 50% e a 70%. Após a remoção do fixador, os materiais foram submetidos ao 

processo de desidratação com soluções de álcool 90%, álcool etílico absoluto I, 

álcool etílico absoluto II, xilol I, xilol II, histosec I, e histosec II. Para a inclusão do 

material foram montadas as travas de alumínio e preenchidos de histosec III junto 

com o material com sua devida identificação.  

Cortes de 5 µm de espessura foram realizados em Micrótomo (Modelo Leica 

RM 2145) onde passaram pelo “banho-maria” em uma temperatura aproximada de 

40° C, cujo cortes testes, corados com azul de toluidina, e os cortes definitivos 

foram retirados. O processo de coloração se estabelece em duas baterias. A bateria 

I constitui: xilol I (10 min), xilol II (10 min), álcool etílico absoluto I (05 min), álcool 

etílico absoluto II (05 min), álcool 90% (05 min), álcool 70% (05 min), água destilada 

(15 min). Seguida pela utilização dos corantes Hematoxilina e Eosina: Hematoxilina 

de Harris (03 min), água corrente (04 min) e Eosina 5% (02 min), e assim 

prosseguindo a Bateria II: álcool 95% (05 min), álcool etílico absoluto I (05 min), 

álcool etílico absoluto II (05 min), xilol diafanizador (05 min), xilol intermediário (05 

min) e xilol de montagem (15 min). Após esses procedimentos as lâminas foram 

analisadas para caracterizar o desenvolvimento da espermatogênese e dos órgãos 

da via espermática. 
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4.3 PROCESSAMENTO PARA MICROSCOPIA ELETRÔNICA DE 

TRANSMISSÃO  

 

 

Os fragmentos foram previamente fixados em glutaraldeído 2.5%1 em tampão 

fosfato 0,1M, PH 7.2. O material foi lavado em tampão fosfato de sódio a 0,1 M, PH 

7,4 por três vezes durante dez minutos e pós-fixado em tetróxido de ósmio 1%2 por 1 

hora. Após novas lavagens em tampão fosfato, os fragmentos foram desidratados 

em álcool etílico a 50%, 70%, 90% e 100% e lavados em óxido de propileno3.  

Por um tempo de 12 a 16 horas, os fragmentos permaneceram sob-rotação a 

1:1 de óxido de propileno e resina4. Na sequência, esta mistura foi substituída por 

resina pura por 4 a 5 horas. Após este período, foram embebidas com resina pura 

em moldes. Uma vez incluída, os fragmentos permaneceram em estufa a 69º por 72 

horas para consolidar a polimerização da resina. 

 

 

4.4 PROCESSAMENTO PARA CORTES HISTOLÓGICOS SEMIFINOS 

 

 

Com a finalidade de localizar e caracterizar as áreas de interesse, os blocos 

foram cortados em ultra-micrótomo Leica ULTRACUT UCT®. Cortes semifinos de 

1m de espessura foram obtidos, corando-se o quente com solução de borato de 

sódio a 1% em água destilada, contendo 0,25% de azul de Toluidina para 

observação ao microscópio de luz. 

Os cortes ultrafinos de cerca de 60 nm de espessura foram colhidos em telas 

de cobre e contrastados pelo acetato de uranila 2% em água destilada por 5 minutos 

e pelo citrato de chumbo 0,5% em água destilada durante 10 minutos. As 

                                            
1  Glutaraldehyde grade I: 70% aqueoso solution (Sigma chemical Co., USA 

2  Osmium tetroxide 4% w/w solution in water (polyscience, Inc., USA) 

3  Propylene oxide EM Grade, Polyciences, Inc., USA 

4  Spurr Spurr´s kit-Electron Microscopy Sciences, Co. USA 
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observações e eletromicrografias sub-celulares foram realizadas no microscópio 

eletrônico da Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia da Universidade de 

São Paulo – FMVZ/USP. 

 

 

4.5 PROCESSAMENTO PARA MICROSCOPIA ELETRÔNICA DE VARREDURA 

 

 

Fragmentos dos testículos e via espermática foram fixados em 

parafolmodeído a 4% e glutaraldeído a 2,5% em tampão fosfato a 0,1 M pH 7,4 e 

pós-fixadas em tetróxido de ósmio a 1%. Desidratações em álcool etílico a 50%, 

70%, 90% e 100% e em ponto críticas (Balzers CPD 020) foram feitas, com posterior 

montagem em suportes metálicos “stubs” e revestimento com ouro (“sputtering” 

Emitech K 550). A microscopia de varredura foi realizada em um Microscópio 

Eeltronico Leo 435 VP na Faculdade de Medicina Veterinária e Zootecnia – FMVZ - 

USP. 
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5 RESULTADOS 

 

 

5.1 TESTÍCULO 

 

 

5.1.1 Microscopia de Luz e Microscopia Eletrônica de Varredura 

 

 

O parênquima testicular dos animais ao nascimento é formado por cordões 

testiculares, sem luminação e liberação de espermatozoides, e um compartimento 

intercordonal, constituído de tecido conjuntivo frouxo, células Leydig, vasos e nervos 

(Figuras 5, 6 e 7). No interior dos cordões testiculares observou-se gonócitos e 

células indiferenciadas de suporte (Figura 6). Os primeiros localizam-se próximos à 

membrana basal e seus núcleos apresentam formato circular/ovalado. Já as células 

indiferenciadas de suporte caracterizam-se por um núcleo alongado e se encontram 

na membrana basal, dispostas lado a lado, entremeadas por gonócitos. 

Assim como ao nascimento, aos 15 dias de idade foram observados os 

cordões testiculares com o epitélio constituído por gonócitos e células 

indiferenciadas de suporte (Figuras 8 e 9). Um animal apresentou espaçamentos no 

lúmen dos cordões testiculares com células em processo de transformações: 

gonócitos se modificaram em espermatogônias e espermatócitos primários. Entre os 

cordões testiculares, pode-se observar tecido conjuntivo frouxo com vasos 

sanguíneos e grupos de células intersticiais ou de Leydig. 

Aos 30 dias de idade foram observados no parênquima testicular do preá a 

presença de cordões testiculares e túbulos seminíferos, sendo que um animal 

apresentou túbulos seminíferos com processo de luminação avançado. Neste 

mesmo animal foram visualizadas células de Sertoli, placas metafásicas e células 

em diferentes fases do epitélio seminífero, como espermatogônias e espermatócitos 

primários (Figura10). Nos demais animais foram observados cordões testiculares 

com gonócitos e células indiferenciadas de suporte. No espaço intersticial notou-se 
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tecido conjuntivo frouxo com grupos de vasos sanguíneos e células intersticiais de 

Leydig (Figura10). 

Aos 45 dias de idade, o parênquima testicular é completamente formado por 

túbulos seminíferos. Estes, na maioria dos animais, são estruturados pelo epitélio 

germinativo, formado em diferentes estádios do ciclo do epitélio seminífero (Figura 

11). Pela primeira vez foi observado espermatozoides no lúmen tubular, 

evidenciando a entrada na puberdade (Figura 11). 

Assim como os animais de 45 dias de idade, aos 60 dias o parênquima 

testicular é composto pelos túbulos seminíferos. Estes túbulos apresentam o 

processo de luminação completo e com os estádios do ciclo do epitélio seminífero 

definido (Figura 12). Porém, ainda foram constatados em regiões do corte 

histológico, túbulos seminíferos em processo de luminação e células do epitélio em 

diferentes fases de divisões celular (Figura 12). 

No parênquima testicular do preá com 75 dias de idade, pode-se observar a 

presença de túbulos seminíferos com luminação completa e células do epitélio 

seminífero em diferentes estádios (Figura 13), além de interstício (Figura 13). 

Com 90 dias de idade o parênquima testicular do preá também apresentou 

túbulos seminíferos e interstício. Nota-se luminação completa e células do epitélio 

seminífero em diferentes estádios (Figura 14). 

Aos 120 dias de idade, pode-se observar que os túbulos seminíferos no 

parênquima testicular estavam completamente luminados, com o epitélio germinativo 

formado, em diferentes estádios do ciclo do epitélio seminífero (Figura 15), indicando 

que nesta idade o animal encontra-se na fase de pós-puberdade. 

A morfologia dos tipos celulares do epitélio seminífero foi estudada no estádio 

1 (Figura 11). As espermatogônias encontravam-se próximas à membrana basal, 

possuíam núcleos claros, nucléolo escuro e de formato ovalado, em sua maioria 

(4,04 ± 0,21 µm de diâmetro). Os espermatócitos primários em pré-

leptóteno/leptóteno localizavam-se próximos à membrana basal. Os pré-leptótenos 

possuíam núcleos claros e arredondados; e os leptótenos, com núcleos mais 

escurecidos (3,08 ± 0,23 µm de diâmetro). Os espermatócitos primários em 

paquíteno foram os que mais predominaram nos túbulos em todas as idades, 

caracterizando-se pelo maior diâmetro (4,84 ± 0,37 µm de diâmetro), localizados 

mais distantes da membrana basal e com núcleo mais distribuído. As espermátides 
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arredondadas apresentam núcleo claro (2,80 ± 0,12 µm de diâmetro), dispostas com 

4 a 6 camadas do epitélio seminífero (Figura 15). As células de Sertoli localizam-se 

próximas à membrana basal, e exibem um contorno nuclear irregular, levando a um 

formato triangular, com presença de um ou dois nucléolos pequenos (2,12 ± 0,26 µm 

de diâmetro). 

 

 

5.1.2 Desenvolvimento da Espermatogênese  

 

 

5.1.2.1 Espermatogônias 

 

 

Levando em consideração as características ultraestruturais apenas três tipos 

de espermatogônias pode ser identificado com precisão para o preá: 

espermatogônias do tipo A “escuro”, espermatogônias do tipo A “pálida”, e 

espermatogônias do tipo B (Figura 11). As espermatogônias do tipo A “escuro”, 

geralmente se apresenta com formato elíptico, aderido à lâmina basal, com a qual 

forma projeções e depressões. Células de Sertoli encontram-se próximas no 

compartimento basal do epitélio germinativo (Figura 11A). Tem como característica 

um núcleo oval contendo uma cromatina finamente granular, “grupos” de cromatina 

condensada são também observados. Apresenta um nucléolo único, grande, 

granular e de forma irregular, geralmente com localização central. O citoplasma se 

mostrou pequeno, com poucas organelas, algumas mitocôndrias e extensões de 

retículo endoplasmático (liso e rugoso) são observadas. 

As espermatogônias do tipo A “pálida” apresentam um formato alongado e 

uma menor aderência à lâmina basal. Como nas espermatogônias do tipo A 

“escuro”, encontram-se próximas às células de Sertoli e ao compartimento basal do 

dos túbulos seminíferos (Figura 11B). Possuem um núcleo oval, contendo uma 

homogênea cromatina granular. Em casos raros é visto um nucléolo grande granular 

(Figura 11B). O citoplasma se mostra maior, com mitocôndrias, extensões de 

retículo endoplasmático (liso e rugoso), complexo de Golgi, centríolos. 



50 

 

 

As espermatogônias do tipo B apresenta a menor adesão de células para a 

lâmina basal entre todas as espermatogônias. Geralmente é circundado pelas 

células de Sertoli e células do compartimento adluminal. Possui um núcleo redondo 

contendo cromatina homogénea, com pontos de cromatina condensada próximo ao 

envelope nuclear (Figura 11C). O nucléolo mostra-se grande, granular, e com uma 

localização central. O compartimento citoplasmático mostra-se semelhante às outras 

espermatogônias. 

 

 

5.1.2.2 Espermatócitos 

 

 

Os espermatócitos se originam da diferenciação das espermatogônias 

durante a primeira divisão meiótica. Nesta fase, ocorre à condensação da cromatina, 

formação de complexos sinaptonêmicos (uma estrutura constituída por proteínas 

que formam um eixo central e duas barras laterais às quais se associam aos 

cromossomos para que ocorra o emparelhamento dos cromossomos homólogos), e 

a ascensão das células para o lúmen tubular. O inicio da ascensão pode ser 

observado na transição entre as fases pré-leptóteno e leptóteno. Os espermatócitos 

em pré-leptóteno possui um formato circular, apresentando um núcleo circular 

contendo cromatina homogênea. O citoplasma mostra-se pequeno com poucas 

organelas (Figura 12). 

No espermatócito em leptóteno o núcleo apresenta um maior tamanho, 

evidenciando-se o inicio da condensação da cromatina. A condensação da 

cromatina ocorre gradualmente dos espermatócitos em zigóteno para os 

espermatócitos em diacinese (Figura 12). A organização do nucléolo mostra-se 

uniforme entre os espermatócitos em pré-leptóteno e espermatócitos em zigóteno. A 

desorganização do nucléolo começa nos espermatócitos em paquíteno, através de 

sua ruptura. O nucléolo perde sua morfologia apresentando uma forma mais 

fragmentada (Figura 12). 

 Os espermatócitos em diplóteno e em diacinese, apresentam fragmentos de 

nucléolos que podem estar associados com determinadas regiões cromossômicas 

(Figura 12). Na fase de diacinese há uma redução nos fragmentos dos nucléolos. 
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Em algumas regiões pode encontra-lo associado com uma única região 

cromossômica (Figura 12). Nesta fase, foi observado o emparelhamento dos 

cromossomos (Figura 12). 

 

 

5.1.2.3 Espermátides 

 

 

 O processo de diferenciação das espermátides pode ser observado em 12 

etapas. Nestas etapas, alterações morfológicas podem ser notadas, tais como a 

formação do flagelo e do acrossomo, condensação da cromatina, alongamento 

nuclear e a eliminação do citoplasma. As etapas de 1-3 correspondem a Fase de 

Golgi, de 4-5 a Fase do Capuz, de 6-9 a Fase do Acrossomo, e de 10-12 Fase de 

Maturação (Figuras 13-14).  

As espermátides I são originadas a partir da segunda divisão meiótica. 

Apresenta um núcleo esférico com pontos de cromatina condensada, uma região de 

cromatina concentrada foi vista próxima ao envelope nuclear. Em grande parte do 

compartimento citoplasmático são vistos o retículo endoplasmático rugoso e 

mitocôndrias. O complexo de Golgi mostra-se pouco desenvolvido associado a 

pequenas vesículas, precursoras do vacúolo proacrosomal, ou associado aos corpos 

cromatóides (Figura 13).  

As espermátides II mostra a permanência esférica do núcleo. O nucléolo é 

visto em uma região mais periférica do núcleo. Nesta espermátide, o complexo de 

Golgi mostra-se em desenvolvimento, aumentando seu tamanho, cujas vesículas 

começam a se fundirem para formar as vesículas proacrosomal. Nota-se o 

deslocamento do centríolo para a região do complexo de Golgi (Figura 13). 

As espermátides III apresenta uma morfologia semelhante às outras 

espermátides. Observa-se nesta etapa o deslocamento de centríolos para o polo 

oposto à formação do acrossoma. Sendo o centríolo distal que dará início a 

formação do axonema (Figura 13). 

As espermátides IV mostra um complexo de Golgi desenvolvido com maior 

produção de vesículas proacrosomal que irão aderir o envelope nuclear para formar 

uma concavidade no núcleo celular (Figura 13). Seu formato nuclear permanece 
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esférico, com uma maior quantidade de cromatina. Nota-se a formação do 

acrossoma. 

Nas espermátides V, a região do acrossoma começa a cobrir o núcleo, 

ocupando quase toda a superfície (Figura 14). 

As espermátides VI mostra a condensação do acrossoma, apresentando uma 

matriz forte, densa e granular. O acrossoma propaga-se formando uma “tampa” 

cobrindo grande parte do envoltório nuclear (Figura 14). 

As espermátides VII mostra a migração do núcleo para região periférica da 

membrana plasmática, nota-se o inicio da desorganização do nucléolo. O acrossoma 

passa a cobrir grande parte da superfície nuclear, ocorrendo uma associação aos 

microtúbulos na região distal (Figura 14). 

Nas espermátides IX ocorre o alongamento nuclear, o acrossoma cobre por 

sua totalidade o núcleo, assumindo um formato de seta. Observa-se que nesta etapa 

o nucléolo não pode ser visto (Figura 14). 

As espermátides X apresenta o deslocamento total do anel nuclear na região 

do núcleo, há o inicio da organização da peça intermediária, com os aglomerados 

mitocondriais. Também foi notada a formação do “perfuratorium” na região rostral do 

núcleo (Figura 14). 

As espermátides XI mostram-se de formato alongado, a cabeça da 

espermátide apresenta um “perfuratorium” proeminente. Observa-se na cauda 

atribuição e alinhamento dos aglomerados de mitocôndrias para a peça 

intermediária (Figura 14). 

As espermátides XII possuem um formato semelhante ao do espermatozóide, 

com a bainha mitocondrial organizada, a partir da peça intermediária, e da bainha 

fibrosa, a partir da peça principal. Nota-se grande mudança no compartimento 

citoplasmático diferindo das outras espermátides (Figura 14). Esta é a ultima etapa 

antes da espermiação e liberação dos espermatozóides no lúmen tubular. 

 

 

5.1.2.4 Espermatozóides 
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O espermatozóide é formado por uma cabeça, pescoço, peça intermediaria, 

peça principal e por uma parte final. A cabeça do espermatozoide é coberta 

externamente por uma membrana plasmática na parte superior do núcleo, com um 

espaço separando-o da membrana externa acrossomal, e ligando a sua porção final, 

na região terminal do acrossoma, o segmento equatorial. Estendendo-se da 

membrana interna acrossomal para o meio do acrossoma nota-se o “perfuratorium”. 

O núcleo mostra-se com um uma cromatina densa e homogênea, e de formato em 

seta (Figura 15). O pescoço mostra-se na concavidade da base do núcleo, onde o 

centríolo proximal está ligado à placa basal e a membrana nuclear. A peça 

intermediária é uma região mais curta e apresenta pares mitocondriais. O diâmetro 

vai diminuindo na região da cauda, dando origem a peça principal.  

A peça principal mostra-se maior que a peça intermediária. Apresentam fibras 

densas exteriores a partir da bainha fibrosa que se estendem e diminui e 

desaparecem na porção final da parte principal. A parte final, de difícil observação, 

apresenta um filamento axial delimitado por uma membrana plasmática (Figura 15).  

 

 

5.1.2.5 Células de Sertoli e Células de Leydig 

 

 

As células de Sertoli na fase impúbere são chamadas como células 

indiferenciadas de suporte. Nesta fase estas células são caracterizadas por um 

formato nuclear irregular, mostrando-se aderida à membrana basal e com um 

compartimento citoplasmático pequeno com poucas organelas. Com a entrada na 

fase púbere, estas permanecem associadas à membrana basal, onde possuem 

extensões citoplasmáticas envolvendo as células da linhagem espermatogênica. O 

núcleo se mostra grande e de formato triangular, com um nucleoplasma eucromático 

e homogêneo. O nucléolo apresentou-se disperso, ocupando uma região da área 

nuclear. O compartimento citoplasmático apresenta estruturas subcelulares, como o 

retículo endoplasmático, complexo de Golgi, mitocôndrias e ribossomos (Figura 18).  

 Ao nascimento, as células de Leydig não preencheram o espaço intersticial, 

encontrava-se em grupos de células, com um formato nuclear irregular, de coloração 

escura com citoplasma granular altamente denso. O citoplasma nestas células 
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encontra-se marcado por abundantes inclusões lipídicas. As mitocôndrias são 

abundantes com cristas tubulares típicas de células esteroidogênica. O reticulo 

endoplasmático liso e vesículas são comuns, e o reticulo endoplasmático rugoso 

encontra-se associado às mitocôndrias. Aos 45 dias, as células de Leydig 

encontravam-se emparelhadas e associadas aos vasos sanguíneos. Também são 

observados o complexo de Golgi, uma extensa rede de reticulo endoplasmático liso 

e poucos lipídeos. Aos 120 dias, nota-se que as células de Leydig preencheram a 

maior parte do espaço intersticial em um menor espaço intercelular entre os túbulos 

seminíferos. As células de Leydig apresentaram-se de formato arredondado e 

núcleos ovais. O compartimento citoplasmático mostrou-se rico em reticulo 

endoplasmático. Raramente foi observadas gotículas de lipídeo no citoplasma 

(Figura 19). 
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Figura 1 - Testículo, preá (G. spixii) ao nascimento e aos 15 dias de idade. Observam-se cordões 

testiculares sólidos (c), apresentando gonócitos (g) e células indiferenciadas de suporte 

(seta). No espaço intercordonal observa-se células intersticiais de Leydig (L). 

Fotomicrografia, Método HE, Barra= 50 µm. 

 

 

 

Figura 2 - Testículo, preá (G. spixii) 30 dias de idade. Observar os túbulos seminíferos, 

apresentando espermatogônias (a) e células de Sertoli (s), placas metafásicas (seta) e 

espermatócitos primários (e). Nota-se o processo de luminação (L) e túbulos seminíferos 

em processo de luminação avançado (L). Fotomicrografia, Método HE. Barra= 50µm 
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Figura 3 - Testículo, preá (G. spixii), 45, 60, 75 e 90 dias de idade. Túbulos seminíferos luminados 

em diferentes fases do ciclo do epitélio seminífero (Ts). Notam-se espermatozóides (e) 

no lúmen pela primeira vez aos 45 dias. Em maior aumento, observa-se parte do epitélio 

seminífero no estádio 1 do ciclo do epitélio seminífero composto por espermatogônias 

(a), espermatócitos primários em pré leptóteno/leptóteno (Pl/l), espermatócitos primários 

em paquíteno (pq) e espermátides arredondadas (ar) . Em “A” 45 dias, em “B” 45 dias, 

em “C” 60 dias, em “D” 75 dias, em “E” 90 dias, em “F” 90 dias. Fotomicrografias, Método 

HE. 
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Figura 4 - Testículo, preá (G. spixii), 120 e 150 dias de idade. Túbulos seminíferos luminados com o 

epitélio germinativo formado em diferentes fases do ciclo do epitélio seminífero. Observa-

se a presença de espermatozóides no lúmen tubular (e). Notam-se nas duas idades o 

epitélio seminífero no estádio 1 do ciclo do epitélio seminífero: espermatogônia (a), 

espermatócitos primários em PL / L (Pl/l), espermatócitos primários em paquíteno (pq), 

espermátides arredondadas (ar) e células de Sertoli (seta). Em “A” 120 dias, em “B” 150 

dias. Fotomicrografia, Método HE. Barra= 20 µm. 
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Figura 5 - Testículo, preá (G. spixii). Em “A”, corte sagital do testículo. Observam-se os túbulos 

seminíferos separados em lóbulos (ts), na região central, nota-se a rede testis (rt) e a 

túnica albugínea envolvendo o testículo, Eletromicrografia, Método MEV, 300µm. Em “B”, 

observa-se ao nascimento, o testículo na fase sexual impúbere, mostrando um 

parênquima testicular composto por cordões testiculares sólidos (cs), Eletromicrografia, 

Método MEV, 200µm. Em “C”, nota-se o parênquima testicular na puberdade, aos 75 dias 

de idade, os túbulos seminíferos (ts) encontram-se em luminação completa (cabeça da 

seta). Observa-se também que o ducto epidimário mostra-se em mesmo estágio de 

luminação (e), Eletromicrografia, Método MEV, 1 nn 
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Figura 6 - Testículo, preá (G. spixii) ao nascimento e aos 15 dias de idade. Observam-se cordões 

testiculares sólidos (cs, seta), poucos tipos celulares no compartimento cordonal. Ausência 

de luminação tubular (*) foi notada. Em “A” e “B” ao nascimento, em “C” e “D” aos 15 dias 

de idade. Eletromicrografia, Método MEV. 
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Figura 7 - Testículo, preá (G. spixii) 30, 45, 60, 75 e 90 dias de idade. Primeiras modificações no 

compartimento tubular foram observadas aos 30 dias de idade. Nota-se o processo de 

luminação (l) e túbulos seminíferos em processo de luminação avançado (L). No 

decorrer das idades, observa-se túbulos seminíferos com processo de luminação 

completo, epitélio germinativo (ep) em diferentes fases do ciclo do epitélio seminífero. 

Presença de espermatozóide (e) se mostrou constante a partir de 45 dias de idade. Em 

“A” 30 dias, em “B” 45 dias, em “C” 60 dias, em “D” e “F” 75 dias, em “E” 90 dias. 

Eletromicrografia, Método MEV. 
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Figura 8 - Testículo, preá (G. spixii), 120 e 150 dias de idade. Túbulos seminíferos luminados com o 

epitélio germinativo (ep) formado em diferentes fases do ciclo do epitélio seminífero. 

Observa-se a presença de espermatozóides no lúmen tubular (e). Em “A” e “C” 120 dias, 

em “B” 150 dias. Eletromicrografia, Método MEV. 

 



62 

 

 

Figura 9 - Testículo, preá (G. spixii) ao nascimento, aos 15 dias e aos 30 dias de idade. 

Observam-se cordões testiculares sólidos (c), apresentando gonócitos (g) e 

células indiferenciadas de suporte (s). Aos 15 dias, os cordões testiculares 

apresentam células germinativas em diferenciação (estrela) e início de luminação 

do cordão (*). Aos 30 dias, podem ser vistos que os cordões estão em processo 

de luminação (*). No compartimento cordonal as células germinativas 

encontraram-se em diferenciação (estrela). Nota-se no compartimento 

intercordonal as células de Leydig e vasos sanguíneos (seta). Em “A” ao 

nascimento, em “B” e “C” aos 15 dias e em “D” aos 30 dias de idade. 

Fotomicrografia, Método Azul de Toluidina. 
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Figura 10 - Testículo, preá (G. spixii), 45, 60, 75, 90, 120 e 150 dias de idade. Túbulos seminíferos 

luminados com o epitélio germinativo (ep) formado em diferentes fases do ciclo do 

epitélio seminífero. Observa-se a presença de espermatozóides no lúmen tubular (e). 

Notam-se o desenvolvimento do epitélio germinativo nos diferentes grupos etários. Em 

“A” 45 dias, em “B” 60 dias, em “C” 75 dias, em “D” 90 dias, em “E” 120 dias e em “F” 

150 dias. Fotomicrografia, Método Azul de Toluidina.  
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Figura 11 – Células da linhagem espermatogênica, células pré-meióticas, preá (G. spixii). Em “A” 

espermatogônias do tipo Ad “escura”, nota-se elevado grau de aderência à lamina basal 

(seta). Em “B” espermatogônia do tipo Ap “pálida”, observa-se um grau intermediário de 

adesão à lamina basal (seta). Em “C” espermatogônias do tipo B, nota-se o menor grau 

de aderência à lâmina basal (seta) e a presença de aglomerados de cromatina 

condensada no núcleo e pontos de cromatina condensada (estrela). (BL, lâmina basal; 

m, mitocôndrias; N, núcleo; No, nucléolo; rER, retículo endoplasmático rugoso; sER, 

retículo endoplasmático liso; Mc, células mióides).Eletromicrografia, Método MET. 
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Figura 12 – Células da linhagem espermatogênica, células meióticas (meiose I), preá (G. spixii). Em 

“A” espermatócitos em pré-leptóteno, “B” espermatócitos em leptóteno, “C” Espermatócitos 

em zigóteno, “D” espermatócitos em paquíteno, “E” espermatócitos em diplóteno, “F” 

espermatócitos em diacinese, “G” espermatócitos em metáfase. Observa-se a formação 

de pontos de condensado cromatina no núcleo (A). Nota-se o aumento no grau de 

condensação da cromatina em torno dos complexos sinaptonêmicos (setas). Há uma 

desorganização do nucléolo (materiais nucleolares dispersos) do leptóteno para diplóteno, 

com certas partes associadas a uma única região cromossômica em diacinese (F); o 

quadro estrutural no meio dos cromossomas em diacinese (F); a quebra do envelope 

nuclear na metáfase (G - seta) com os centríolos posicionados em polo oposto da célula 

(C, centríolos; Ch, cromossomos; m, mitocôndria; rER, RE rugoso; sER, RE liso; No, 

nucléolo). Eletromicrografia, Método MET. 
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Figura 13 – Células da linhagem espermatogênica, células meióticas (meiose II), preá (G. spixii). Em 

“A” Espermátides I. Nota-se a pouca diferenciação deste tipo de espermátide, os núcleos 

são esféricos. O corpo cromatóide e o complexo de Golgi estão estreitamente 

relacionados. Os centríolos são vistos na proximidade da membrana plasmática e 

mitocôndrias estão espalhadas por todo o citoplasma. “B” Espermátides II, observa-se o 

desenvolvimento do complexo de Golgi e formação de vesículas pro-acrossomal (C, seta), 

mitocôndrias estão associadas a este complexo. O deslocamento de centríolos para a 

vizinhança do complexo de Golgi também foi observado. “C” Espermátides III, nota-se o 

deslocamento dos centríolos para o polo oposto a formação do acrossomo para o 

desenvolvimento do axonema. “D” Espermátides IV, observa-se vacúolos pro-acrosomal 

com forma redonda e compacto, juntando-se ao envelope nuclear (setas). Note-se a 

proximidade do corpo cromatóide para a região da formação acrossoma. (a, acrossoma; 

C, centríolos; Cb, o corpo de cromatóide; G, complexo de Golgi; m, mitocôndrias; N, 

núcleo; No, nucléolo; PV, pro-acrosomal vacúolo; rRE, RE rugoso).Eletromicrografia, 

Método MET. 
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Figura 14 – Células da linhagem espermatogênica, células meióticas (meiose II), preá (G. spixii). Em 

“A” Espermátides V, Nota-se a associação íntima do acrossoma com o envelope nuclear. 

“B” Espermátides VI, condensação e expansão do acrossoma, formando uma tampa de 

matriz granular densa, que cobre uma grande superfície do núcleo. “C” Espermátides VII, 

migração do núcleo para a membrana plasmática; início da desorganização nucleolar; e 

desenvolvimento de uma elevação na região distal do acrossoma que se associa com os 

microtúbulos (seta). “D” Espermátides IX, ocorre o alongamento nuclear, acrossoma 

estende-se em sua totalidade o núcleo (seta), assumindo uma forma de seta. “E” 

Espermátides X, o anel nuclear completa o seu deslocamento para a região posterior do 

núcleo (seta). “F” Espermátides XI, a cabeça das espermátides possui um “perfuratorium” 

proeminente (seta). “G” Espermátides XII, as espermátides alcançam o formato básico do 

espermatozóide, com a bainha da peça intermediária mitocondrial e da bainha fibrosa. (a, 

acrossoma; m, mitocôndrias; N, núcleo; No, nucléolo; MP, peça intermediária; P/seta, 

“perfuratorium”; PP, peça principal). Eletromicrografia, Método MET. 
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Figura 15 - Ultraestrutura do espermatozóide, preá (G. spixii). (A) secção longitudinal do 

espermatozóide. (a, acrossoma; Af, filamento axial; An, anel, Bp, placa basal; Es, 

segmento equatorial; Fs, bainha fibrosa; m, mitocôndrias, N, núcleo; Od, fibras exteriores 

densas; P, perfuratorium; Pc, centríolo proximal; Pm, membrana plasmática; RNM, 

membrana nuclear redundante; Sf, fibras satélite; Ss, espaço subacrosomal). 
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Figura 16 - Testículo, preá (G. spixii). Observam-se os compartimentos cordonal e intercordonal do 

testículo na fase sexual impúbere. No espaço intercordonal (1) observa-se células 

intersticiais de Leydig (2) e vasos sanguíneos (3). A membrana basal (5) dos cordões 

testiculares sólidos (6) apresentam células mióides (4). No interior dos cordões são vistos 

gonócitos (7) e células indiferenciadas de suporte (8). Eletromicrografia, Método MET, 10 

µm. 
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Figura 17 - Testículo, preá (G. spixii). Porção da parede tubular na fase sexual impúbere 

mostrando a organização das células dentro do limite do cordão seminífero (2). Nota-se 

gonócitos (g) em processo de transformação para espermatogônias (g) e células 

indiferenciadas de suporte (3). No espaço intercordonal observa-se células intersticiais 

de Leydig e vasos sanguíneos (1). Eletromicrografia, Método MET, 10 µm. 
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Figura 18 – Células de Sertoli em diferentes fases sexuais, preá (G. spixii). Em “A” célula 

indiferenciada de suporte, nota-se o formato irregular do núcleo e citoplasma com 

poucas organelas. Em “B” célula de Sertoli, fase púbere, observa-se o formato triangular 

do núcleo, nucléolo com  cromatina condensada e presença de muitas mitocôndrias no 

compartimento citoplasmático. Em “C” células de Sertoli, nota-se aderência à lâmina 

basal e uma maior área citoplasmática. (BL, lâmina basal; m, mitocôndrias; N, núcleo; 

No, nucléolo; rER, retículo endoplasmático rugoso; sER, retículo endoplasmático 

liso;).Eletromicrografia, Método MET. 
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Figura 19 – Células de Leydig em diferentes fases sexuais, preá (G. spixii). Em “A” célula de Leydig, 

ao nascimento, nota-se o formato irregular do núcleo. Mostra-se com um grande espaço 

intersticial. Nesta fase, observam-se grupos de células com muitas inclusões lipídicas. 

Em “B” célula de Leydig, 45 dias, observa-se a abundancia de mitocôndrias, retículo 

endoplasmático desenvolvido e vesículas. Em “C” células de Leydig, 90 dias, nota-se 

muitos grupos de mitocôndrias associadas ao retículo endoplasmático. Poucas gotículas 

de lipídio foram vistas. Em “D” célula de Leydig, 120 dias, mostra-se com mitocôndrias e 

retículo endoplasmático. Gotículas de lipídio são vistas ocasionalmente. (LC, células de 

Leydig; m, mitocôndrias; No, nucléolo; rER, retículo endoplasmático rugoso; sER, 

retículo endoplasmático liso; L, gotículas de lipídio; v, vesículas). Eletromicrografia, 

Método MET. 
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5.2 VIA ESPERMÁTICA 

 

 

5.2.1 Epidídimo 

 

 

O epidídimo do preá ao nascimento a 105 dias de idade apresentam várias 

secções em diferentes orientações, com um epitélio que varia de colunar alto a 

colunar baixo ou pseudo-estratificado esterociliado, entremeado por tecido 

conjuntivo. Uma camada de tecido conjuntivo denso envolve o epidídimo (Figuras 

20-29). O lúmen do epidídimo passa por um processo de luminação do nascimento 

aos quinze dias de idade (Figuras 20-22). Nas fases púberes e pós-púberes os 

espermatozoides são identificados no lúmen tubular (Figuras 22 -23). 

A cabeça do epidídimo apresenta um epitélio do tipo pseudoestratificado 

esterociliado envolto por uma camada de tecido conjuntivo. Notam-se diferentes 

tipos celulares característicos: células principais, de maior número; células basais, 

de núcleo ovóide, localizadas na lâmina basal; e as células apicais próximas ao 

lúmen com presença de linfócitos migrantes (Figuras 21-29). 

O corpo do epidídimo mostra características epiteliais, entre a cabeça e a 

cauda do epidídimo, do tipo colunar pseudoestratificado, com presença de 

espermatozoides em seu lúmen (Figura 22). 

 A cauda do epidídimo apresenta um epitélio colunar baixo, de menor 

espessura que nas outras regiões do epidídimo, sendo colunar simples. No 

interstício nota-se tecido conjuntivo e vasos sanguíneos (Figuras 22-23). 
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Figura 20- Epidídimo, preá (G. spixii) ao nascimento e aos 15 dias de idade. Ductos epididimários 

(D) com ausência de espermatozóides e interstício composto por tecido conjuntivo frouxo 

(c). Observa-se que os ductos epididimários (D) estão revestidos internamente por 

epitélio colunar simples (setas). Em “A” e “B” ao nascimento, em “C” e “D” aos 15 dias de 

idade. Fotomicrografia, Método HE. 
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Figura 21- Epidídimo, preá (G. spixii) aos 30 dias de idade. Nota-se o tecido conjuntivo denso (c) 

envolvendo o epidídimo. Observa-se que os ductos epididimários (D) estão sofrendo o 

processo de luminação (*), portanto não há presença de espermatozóides no tubo 

epididimário. Em “A” e “B” aos 30 dias de idade. Fotomicrografia, Método HE. 
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Figura 22- Epidídimo, preá (G. spixii) aos 45, 60, 75 e 90 dias de idade. Ductos epididimários (D) 

com processo de luminação completo. Nota-se pela primeira vez aos 45 dias de idade a 

presença de espermatozóides (e). Interstício composto por tecido conjuntivo frouxo (c) e 

vasos sanguíneos. A porção do ducto apresentou um epitélio que varia de colunas 

pseudo-estratificado a colunar simples (Ep). Em “A” e “B” aos 45 dias, em “C” e “D” aos 

60 dias, em “E” e “F” aos 75 dias, em “G” e “H” aos 90 dias de idade. Fotomicrografia, 

Método HE. 

 



77 

 

 

Figura 23 - Epidídimo, preá (G. spixii) aos 120 e aos 150 dias de idade. Ductos epididimários (D) com 

processo de luminação completo. Nota-se espermatozóides (e) no lúmen do ducto. 

Interstício composto por tecido conjuntivo frouxo (c) e vasos sanguíneos (setas). A 

porção do ducto apresentou um epitélio colunar simples (Ep), com predominância das 

células principais (p) e células basais (b). Em “A” e “B” aos 120 dias, em “C” e “D” aos 

150 dias. Fotomicrografia, Método HE. 
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Figura 24 - Epidídimo, preá (G. spixii), ao nascimento e aos 15 dias de idade. Observa-se que os 

ductos epididimários (D) estão revestidos internamente por epitélio colunar simples (Ep). 

Nota-se que os ductos epididimários (D) estão sofrendo o processo de luminação, 

portanto não há presença de espermatozóides no lúmen. Em “A” Eletromicrografia, 

Método MEV, 100µm, em “B” Eletromicrografia, Método MEV, 30µm, em “C” 

Eletromicrografia, Método MEV, 100µm, em “D” Eletromicrografia, Método MEV, 30µm. 
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Figura 25 - Epidídimo, preá (G. spixii), aos 30, 45, 75 e 90 dias de idade. Observa-se que os ductos 

epididimários (D) estão revestidos internamente por epitélio colunar simples (Ep). Nota-

se que aos 30 dias, os ductos epididimários (D) estão em processo de luminação (*), não 

apresentando espermatozóides em seu lúmen. Espermatozóides (e) foram vistos a partir 

dos 45 dias de idade. Em “A” 30 dias, em “B” 45 dias, em “C” 75 dias e em “D” 90 dias de 

idade. Eletromicrografia, Método MEV. 

 



80 

 

 

Figura 26 - Epidídimo, preá (G. spixii), aos 120 e 150 dias de idade. Ductos (D) da cauda do 

epidídimo com presença de espermatozoides (e), epitélio colunar simples (Ep). Em “A” e 

“B” 120 dias, e em “C” e “D” 150 dias de idade. Eletromicrografia, Método MEV. 

 



81 

 

 

Figura 27 - Epidídimo, preá (G. spixii), ao nascimento, 30, 45 e 120 dias de idade. Nota-se a 

evolução do desenvolvimento do ducto epididimário (D). Nota-se pela primeira vez 

aos 45 dias de idade a presença de espermatozóides (e). Interstício composto por 

tecido conjuntivo frouxo (c) e vasos sanguíneos (seta). A porção do ducto apresentou 

um epitélio que varia de pseudo-estratificado colunar a colunar simples (Ep) com 

predominância das células principais (p) e células basais (b). Em “A” e “B” ao 

nascimento, em “C” e “D” aos 30 dias, em “E” e “F” aos 45 dias, em “G” e “H” aos 120 

dias de idade. Fotomicrografia, Método Azul de Toluidina. 
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Figura 28 - Epidídimo, preá (G. spixii), porção do epitélio epididimário diagramado para mostrar a 

organização das células do epidídimo nas fases impúbere e púbere. Notam-se as 

células basais (B) e células principais (P) compondo o epitélio seminífero. Reticulo 

endoplasmático rugoso (RER) e mitocôndrias (m) mostram-se evidentes na região 

citoplasmática. Em “A” aos 15 dias e em “B” aos 120 dias. Eletromicrografia 

Fotomicrografia, Método MET. 
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Figura 29 – Células do epitélio do epidídimo, preá (G. spixii). Em “A” célula principal, “B” célula basal. 

(G, complexo de Golgi; m, mitocôndria; rER, RE rugoso; sER, RE liso; N, núcleo). 

Eletromicrografia, Método MET. 
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5.2.2 Ducto Deferente 

 

 

5.1.1 Microscopia de Luz e Microscopia Eletrônica de Varredura 

 

 

Diferentes segmentos de ductos deferentes de preás em secções transversais 

são observados e assim foi determinado seu desenvolvimento. Do nascimento aos 

150 dias de idade o epitélio do ducto deferente mostra-se do tipo pseudoestratificado 

colunar esterociliado (Figuras 30 -38), com células variando de altas a baixas (Figura 

38). As células principais apresentaram um núcleo alongado com um citoplasma 

claro e as células basais uma forma arredondada e com um citoplasma claro 

(Figuras 30, 31, 38). O epitélio apoia-se sobre uma lâmina basal seguida pelo tecido 

conjuntivo que com o avanço da idade emite septos para o lume, apresentando um 

aspecto pregueado da mucosa. O epitélio apresenta-se circundado por duas 

camadas de tecido muscular, uma mais interna, disposta de forma circular, e outra 

mais externamente, com uma orientação longitudinal (Figuras 30-38). Aos 150 dias 

de idade são notadas presença de espermatozoides no lúmen (Figura 32). 
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Figura 30- Ducto deferente, preá (G. spixii) ao nascimento e aos 15 dias de idade. Notam-se as 

camadas musculares internas (mi) e externas (me) do ducto, o epitélio mostrou-se ser do 

tipo pseudoestratificado colunar (Ep), constituído pelas células principais (p) de formato 

alongado e pelas células basais circulares (c), apoiados por uma lâmina própria (lm). 

Observa-se um lúmen (l) pouco desenvolvido. Em “A” ao nascimento, em “B” aos 15 

dias, em “C” ao nascimento. Fotomicrografia, Método HE. 
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Figura 31- Ducto deferente, preá (G. spixii) aos 45, 60, 75 e 90 dias de idade. Observa-se a mucosa 

do ducto pregueada envolta por uma camada muscular interna (mi) e outra mais externa 

disposta longitudinalmente (me). O epitélio (Ep) pseudoestratificado colunar esterociliado 

(seta) foi observado, e suas células principais mostram-se de citoplasma claro (p) e as 

células basais circulares (c), apoiados sobre a lâmina própria (lm). Espermatozóides (e) 

foram vistos no lúmen do ducto. Em “A” e “B” 45 dias, em “C” 60 dias, em “D” 75 dias, em 

“E” e “F” 90 dias. Fotomicrografia, Método HE. 
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Figura 32- Ducto deferente, preá (G. spixii) aos 120 e 150 dias de idade. Observa-se a mucosa do 

ducto pregueada, envolta por duas camadas musculares, uma mais interna (m i) e outra 

mais externa (me). A mucosa do ducto apresenta um epitélio pseudoestratificado colunar 

estereociliado (Ep) apoiado sobre a lâmina própria (lm). Espermatozóides (e) foram 

presentes no lúmen do ducto. Em “A” e “B” 120 dias F, em “C” e “D” aos 150 dias. 

Fotomicrografia, Método HE. 
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Figura 33 - Ducto Deferente, preá (G. spixii), ao nascimento e aos 15 dias de idade. Notam-se as 

camadas musculares internas (mi) e externas (me) do ducto, o epitélio mostrou-se com 

diferentes pregueamento. Observa-se um lúmen (l) pouco desenvolvido. Em “A” ao 

nascimento, em “B” e “C” 15 dias. Eletromicrografia, Método MEV. 
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Figura 34 - Ducto Deferente, preá (G. spixii), 30, 45, 60, 75 e 90dias de idade. Notam-se as 

camadas musculares internas (mi) e externas (me) do ducto, o epitélio mostra-se com 

diferentes pregueamento. Observa-se estereocilios no epitélio (seta). Em “A” 30 dias, “B” 

45 dias, “C” 60 dias, “D” 75 dias, “E” 90 e em “F” 60 dias de idade. Eletromicrografia, 

Método MEV. 
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Figura 35 - Ducto Deferente, preá (G. spixii), 120 e 150 dias de idade. Notam-se as camadas 

musculares internas (mi) e externas (me) do ducto, o epitélio mostra-se do tipo 

pseudoestratificado colunar (ep). Observa-se o lúmen completamente desenvolvido (L). 

Em “A” e “C” 120 dias, em “B” e “D” 150 dias de idade. Eletromicrografia, Método MEV. 
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Figura 36- Ducto deferente, preá (G. spixii) ao nascimento, 30 e 45 dias de idade. Observa-se a 

mucosa do ducto pregueada envolta por uma camada muscular interna (m i) e outra 

mais externa disposta longitudinalmente (me). O epitélio (Ep) pseudoestratificado 

colunar esterociliado (seta) foi observado, e suas células principais mostram-se de 

citoplasma claro (p) e as células basais circulares (c), apoiados sobre a lâmina 

própria (lm). Espermatozóides (e) foram vistos no lúmen do ducto. Em “A” e “B” ao 

nascimento, em “C” e “D” 30 dias, e em “D” e “E” 45 dias de idade. Fotomicrografia, 

Método Azul de Toluidina. 
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Figura 37- Ducto deferente, preá (G. spixii). Porção do epitélio diagramado para mostrar a 

organização das células do ducto deferente. Notam-se as células basais (B) as 

células principais (P) e os estereocilios (E) compondo o epitélio seminífero. Em “A” 

aos 120 dias. Eletromicrografia Fotomicrografia, Método MET. 
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Figura 38- Ducto deferente, preá (G. spixii). Células do epitélio do epidídimo, preá (G. spixii). Em 

“A” célula principal, “B” célula basal. (G, complexo de Golgi; m, mitocôndria; rER, RE 

rugoso; sER, RE liso; N, núcleo). Eletromicrografia, Método MET. 
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5.2.3 Uretra e Pênis 

 

 

O Pênis do preá é formado por uma cápsula de tecido conjuntivo denso que 

constituí a túnica albugínea do tecido erétil do corpo cavernoso. Observa-se que ao 

redor da uretra existe uma menor quantidade de tecido erétil. O corpo esponjoso da 

uretra mostra-se envolto por uma camada de tecido conjuntivo denso a exemplo do 

corpo cavernoso (Figura 39A). Pode-se observar o epitélio de transição na uretra 

peniana (Figura 39B). 

 

Figura 39 - Secções do corpo do pênis do preá aos 30 dias de idade. Em A (50x), Observa-se o 

corpo cavernoso (c) rodeado de tecido conjuntivo denso; nota-se também o corpo 

esponjoso (e), próximo à uretra (u) e circundado pela túnica albugínea (ta). Em B (200x), 

nota-se o epitélio de transição (Ep) da uretra peniana. Fotomicrografia, Método HE. 

 



95 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

DISCUSSÃO 
__________________________________________________________ 



96 

 

 

6 DISCUSSÃO 

 

 

Os órgãos genitais masculinos do preá estão representados por um par de 

testículos, epidídimo, ducto deferente, as glândulas genitais acessórias, o pênis, o 

prepúcio e o escroto. As glândulas sexuais acessórias da maioria dos mamíferos 

incluem a glândula vesicular, glândula coaguladora, próstata e as glândulas 

bulbouretrais, contudo nem todas as glândulas sexuais acessórias estão presentes 

nas espécies de mamíferos (MOLLINEAU et al., 2009). 

A organização morfológica dos órgãos genitais masculinos do preá se 

assemelha a disposição e a localização das encontradas em outras espécies de 

roedores. Nos preás impúberes os órgãos genitais masculinos estão pouco 

desenvolvidos. Os testículos são pequenos com o epidídimo aderido, um ducto 

deferente retilíneo e pequena proporção das glândulas acessórias. Ao Atingir a 

puberdade aos 45 dias, o testículo mostra-se os túbulos seminíferos formados com 

as diferentes células da linhagem espermatogênica e espermatozóides presente no 

lúmen tubular (SANTOS et al., 2012). 

 

 

6.1 TESTICULO 

 

 

6.1.1 Morfologia do testículo 

 

 

O parênquima testicular do preá (Galea. spixii) ao nascimento e aos 15 dias 

de idade, são formados por cordões testiculares e um compartimento intercordonal 

com presença de células Leydig, vasos e nervos. No interior dos cordões 

testiculares observaram-se gonócitos e as células indiferenciadas de suporte. Os 

cordões testiculares ainda não se encontravam em processo de luminação e 

liberação de espermatozóides. O interstício constituído de tecido conjuntivo frouxo 

apresentou grupos de células de Leydig, assim como relatado em porquinhos da 
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Índia (COOPER; SCHILLER, 1975). Em cutias Assis Neto et al. (2003b,e) descreveu 

o inicio do processo de luminação dos cordões entre 6 a 8 meses de idade. 

Aos 30 dias de idade observou-se um aspecto histológico semelhante. Foram 

ainda vistas, nos túbulos seminíferos do preá, placas metafásicas. De acordo com 

CLEMONT e PEREY (1957) numerosas figuras de mitoses foram visualizados em 

ratos de quatro dias de idade.  

Os animais de 45, 60, 75 e 90 dias apresentam túbulos seminíferos com 

processo de luminação formado e com estádios do ciclo do epitélio seminífero 

definido, ainda foram constatados túbulos seminíferos em processo de luminação e 

células do epitélio em diferentes fases de divisões celulares, no rato albino tais tipos 

celulares foram observados aos 18 dias de idade. 

Aos 120 e 150 dias de idade os túbulos seminíferos se encontravam em 

diferentes associações celulares do epitélio seminífero, mostrando espermatozóides 

liberados no lúmen tubular. Foram observados também túbulos seminíferos em 

processo de luminação com as células do epitélio germinativo em processo de 

divisão celular, como observado em suínos por França (1991) aos seis meses de 

idade. 

Nos grupos etários a partir dos 45 dias de idade observa- se uma assincronia 

do desenvolvimento testicular, notado em suínos (FRANÇA et al., 1988) e aos sete 

meses de idade em cutias (ASSIS NETO et al., 2003a,b,d,e). Nestas idades, em 

alguns animais, há presença de espermatozóides no lúmen tubular, entretanto, os 

estágios do ciclo do epitélio seminíferos não se apresentavam completamente 

definidos por todo parênquima testicular. Considerando a visualização de 

espermatozóide no lume tubular, pode-se afirmar que o referido animal encontrava-

se na fase puberal concordando com Courot et al., (1970) para a definição de 

puberdade do ponto de vista histológico. 

 

 

6.1.2 Desenvolvimento da Espermatogênese  

 

 

Espermatogênese é o desenvolvimento de células germinativas, 

espermatogônias tronco, originando os espermatozóides, uma célula haploide 
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altamente especializada (FRANÇA; RUSSELL, 1998). Pode ser dividida em três 

fases: fase de proliferação, a fase meiótica e espermiogênese (CLERMONT, 1972). 

A fase de proliferação é a uma fase de renovação de células estaminais, cujo 

algumas espermatogônias dividem-se para reabastecer o “pool” de células-tronco, e 

outras irão sofrer divisões mitóticas, originando os espermatócitos (RUSSELL et al., 

1990b). As espermatogonias possuem duas classificações: a associação entre as 

células e a sua disposição topográfica em relação à lâmina basal, que caracteriza 

em nove espermatogônias em espécies de roedores – As, Apr, Aal, A1, A2, A3, A4, e 

B (DE ROOIJ, 2001); e a partir da morfologia nuclear, da condensação da cromatina 

e da posição dentro do epitélio seminífero, tendo três tipos identificados - Ad (escura), 

Ap (pálida) e B (SMITHWICK et al, 1996; EHMCKE et al, 2005). No presente estudo, os 

três tipos espermatogônias foram identificados e caracterizados como Ad, Ap e B. No 

entanto, nas diversas espécies de mamíferos, o numero de gerações de 

espermatogônias não ultrapassa seis gerações (DE ROOIJ; RUSSELL, 2000).  

A segunda fase do processo espermatogenico, a fase meiótica, é o processo 

em que espermatócitos (2n) sofrem divisões meióticas que originam espermátides 

(n) (RUSSELL et al., 1990b). O processo começa nos espermatocitos em pré-

leptótenos aumentando o seu tamanho nuclear, diferenciando-se em espermatócitos 

em leptóteno, iniciando a divisão celular. As caracteristicas ultraestruturais do 

presente estudo são semelhantes a roedores e outros mamiferos 

(SCHLEIRMACHER; SCHMIDT, 1973; SOLARI; MOSES, 1973). A última fase 

corresponde a espermiogênese, o processo em que uma espermátide arredondada 

diferencia-se em um espermatozóide capaz de fertilizar (CLERMONT, 1972). O 

número de passos na diferenciação das espermátides varia em diferentes espécies 

(GUNAWARDANA; SCOTT, 1977; SINGWI; LALL, 1983; LIN; JONES, 1993; GÓES; 

DOLDER, 2002; SEGATELLI et al., 2002). Durante espermiogênese no G. Spixii,os 

seguintes eventos ocorrem: a condensação da cromatina nuclear, a formação do 

acrossoma, a eliminação do citoplasma residual, e o desenvolvimento do flagelo, 

processo semelhante na maioria dos mamiferos (GUNAWARDANA; SCOTT, 1977; 

LALLI; CLERMONT, 1981; CHATCHAVALVANICH et al., 2005).  

Atualmente, a observação e análise da ultraestrutura do espermatozóide têm 

sido utilizadas como uma ferramenta importante para a identificação e classificação 

de diversos grupos de animais, desde anfíbios (COSTA et al., 2004.) e para alguns 
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grupos de mamíferos (SOON-JEONG et al, 2006) A ultraestrutura do 

espermatozoide do preá, mostra uma cabeça mais alongada dotada de um 

“perfuratorium”, semelhante aos marsupiais (LLOYD et al, 2008), a chinchila, gerbil, 

rato e hamster (FAWCETT; EDDY; PHILLIPS, 1970;. SEGATELLI et al., 2002). 

Assim, os dados mostram que o processo do desenvolvimento da espermatogênese 

do preá segue a conformação dos mamíferos (FAWCETT; EDDY; PHILLIPS, 1970; 

HOFFER et al, 1981). 

 

 

6.1.3 Células de Sertoli e Células de Leydig  

 

 

No que diz respeito à organização e modificação das células de Sertoli 

durante a espermatogénese em preás, são semelhantes aos descritos nos 

mamíferos em geral (RUSSEL; GRISWOLD, 1993). Os presentes resultados 

sugerem que, por sua organização estrutural, as células de Sertoli podem 

desempenhar um papel na regulação da espermatogênese, contribuindo para a 

maturação simultânea de células germinativas. Depois de atingir a puberdade, as 

células de Sertoli estão modificadas, com estruturas como um retículo 

endoplasmático estendido, e mitocôndrias com cristas tubulares. A este respeito, 

pode ser discutido que os elementos celulares derivados das células de Sertoli dão 

suporte a espermatogênese a se manter ativamente (FRANÇA; RUSSEL, 1998).  

No preá, células de Leydig adultos podem ser distinguidas das células fetais 

pelo baixo teor lipídico, maior tamanho, uma tendência para formar agregados e 

uma forma irregular, assim como em outros roedores (ZIRKING; EWING, 1987, 

KERR e KNELL, 1988). O padrão de diferenciação celular de Leydig nos testículos 

do preá segue o observado em mamíferos e difere apenas no que diz respeito ao 

tempo. As células de Leydig podem ser identificadas ao nascimento como células 

intersticiais que são marcadas por um acumulo de inclusões lipídicas, sendo estas 

derivadas de células mesenquimais indiferenciadas do interstício testículo. Algumas 

destas células mesenquimais tornam-se células de Leydig, enquanto outras formam 

células mióides peritubulares, fibroblastos e as células da túnica albugínea. 
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À medida que as células se desenvolvem o número de mitocôndrias, e 

especialmente a quantidade de REL, aumentam gradualmente. O aumento no 

tamanho da célula é acompanhado por um aumento global na abundância das 

células intersticiais. O acumulo de lipídios é comum em populações fetais e puberal 

(LORDING e De KRETSER, 1972; GONDOS et al 1974), provavelmente resultado 

de animais imaturos ou vias de andrógenos inativa. No preá o conteúdo lipídico 

inicialmente é alto, acompanha de uma diminuição e reaparece em animais aos 45 

dias, indicando o inicio da produção de espermatozoides. Em marsupiais, os 

andrógenos apresentam níveis baixos até a puberdade, coincidindo com o alto teor 

de lipídeos nessa fase (WILLIAMSON et al. 1990; RENFREE et al. 1992). 

As células de Leydig apresentam um citoplasma de coloração escura, 

contendo mitocôndrias com cristas tubulares típico de células produtoras de 

esteroides. O REL se desenvolve com o avanço dos grupos etários, sendo que está 

diretamente relacionado com a produção de testosterona (ZIRKIN et al. 1980). Aos 

120 dias, o REL é mais desenvolvido. No entanto, o REL nos dias iniciais não 

apresenta uma grande extensão, e a presença de lipídio nestas células sugere que a 

via enzimática esteroidogênica não é totalmente funcional. 

 

 

6.2 VIA ESPERMÁTICA 

 

 

6.2.1 Epidídimo 

 

 

O mesmo revestimento epitelial observado nas regiões da cabeça do 

epidídimo do preá foi descrito para a capivara (PAES-DE-BARROS et al., 2000) 

sendo do tipo pseudo-estratificado. Na região da cauda, o epitélio mostra-se do tipo 

colunar simples, visto para a espécie Cuniculus paca como também no rato gigante 

da Índia (AMIYA; MAITI, 1982). Embora que para esta espécie, os autores relatam 

que a altura das células epiteliais diminui da região da cabeça para a cauda; este 

arranjo epitelial foi também encontrado no hamster dourado (NICANDER; GLOVER, 

1973) e no rato (ABE; TAKANO; ITO, 1982). No coelho (NICANDER, 1956) e para a 
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cobaia (HOFFER; GREENBERG, 1978), o epitélio epididimário foi descrito como do 

tipo colunar, com presença de estereocílios, esta estrutura é observada no preá. Nas 

regiões da cabeça e corpo do epidídimo do preá, foi constatada a presença de 

diferentes tipos celulares: células principais, basais, apicais e linfócitos, já, no rato, 

Hebel e Stromberg (1986) encontraram, além dos três primeiros tipos, células claras 

e basofílicas. 

 

 

6.2.2 Ducto deferente 

 

 

O epitélio do ducto deferente no preá mostra-se pseudo-estratificado colunar 

com crescente presença de estereocilios com o avanço da idade, apresentando 

semelhanças ao rato gigante da Índia (AMIYA; MAITI,1982) e no rato (NIEMI, 1965), 

espécies em que o epitélio também identificado como pseudoestratificado com 

estereocilios proeminentes. O epitélio do preá possui dois tipos celulares: as células 

principais e as basais, ambas apresentando citoplasma claro, diferindo-se pela 

forma de seus núcleos, as primeiras mostraram um núcleo alongado, enquanto as 

basais seus núcleos tem formato arredondado, estes dois tipos celulares foram 

observados por Sprando et al. (1999) no ducto deferente do rato de areia.  

Dando sustentação ao epitélio, nota-se um tecido conjuntivo entremeado por 

duas camadas de músculo liso, uma delgada camada longitudinal externa e uma 

circular interna mais espessa que a primeira; sendo que esta disposição foi 

observada em ratos por Kennedy e Heider JR. (1979). 

 

 

6.2.3 Uretra e Pênis 

 

 

Histologicamente o pênis do preá apresenta uma estrutura que se assemelha 

ao da paca (BORGES, 2004) e ao da cutia (MENEZES, 2001), constituído por uma 

camada de tecido conjuntivo denso compondo a túnica albugínea do corpo 

esponjoso e corpo cavernoso. O epitélio que revestia a uretra, na paca, era do tipo 
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de transição e este mesmo tipo de epitélio foi observado por Junqueira e Martins 

(1947) na uretra do rato. 
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7 CONCLUSÃO  

 

 

No estudo da espermatogênese e da via espermáticas de preás (Galea spixii) 

do nascimento a 150 dias de idade, por meio das análises dos resultados conclui-se 

que: 

 

O início da atividade reprodutiva dos preás foi observado a partir dos 45 dias 

de idade, pois já podem ser observados espermatozoides liberados no lúmen 

tubular; 

O desenvolvimento das células da linhagem espermatogênica apresenta 

semelhança a outros roedores e mamíferos; 

O desenvolvimento das células de Sertoli e de Leydig está diretamente 

relacionado com a entrada da puberdade; 

Os órgãos genitais masculinos do preá passaram por transformações 

morfológicas no transcorrer das fases do desenvolvimento sexual. Este estudo foi 

importante para confirmar o início da puberdade que nesta espécie ficou evidenciada 

aos 45 dias de idade, quando são observados espermatozóides em segmento da via 

espermática; 

Os dados apresentados permite determinar pela primeira vez, o início da 

puberdade e o desenvolvimento gonadal de preás criados em cativeiro, contribuindo, 

desse modo, para o aprimoramento de estudos da fisiologia reprodutiva a fim de que 

seja possível melhorar o manejo produtivo da espécie. Podem-se classificar as 

seguintes fases do desenvolvimento sexual: do nascimento aos 15 dias de idade 

corresponderam à fase impúbere; 30 dias de idade a fase pré-púbere; 45, 60, 75 e 

90 dias de idade a fase púbere; e 120 e 150 dias de idade a fase pós-púbere. 
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Abstract  

The aim of this study was to evaluate the phases of sexual development and 

spermatogenesis of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) based on analyses of 

the structural components of the testes. The testes of animals from 0 to 150 days of 

age were collected by orchiectomy, weighed, and processed for analysis by light 

microscopy. At 45 days of age, spermatozoa were seen in the tubular lumen. 

Spermatogenesis was not established in animals from 45 to 150 days of age. The 

stages of sexual development may be classified into the following phases: from birth 

to the age of 15 days (immature); 30 days of age (prepubertal); 45–105 days of age 

(pubertal); and 120 and 150 days of age (postpubertal). This is the first study to 

address the male reproductive biology of Spix’s yellow-toothed cavy. 

Additional keywords: puberty, rodentia, sexual development, testis, wild animal. 

 

Introduction 

Over the past few years, increased wild animal breeding has occurred with 

the establishment of specific farms. Knowledge of reproductive biology and 

physiology is important for conservation and species management; such 

knowledge also aids efforts to ensure the propagation of endangered species and 

provides tools for more sustainable use of animals by industry (Busso et al. 2005; 

Wildt 2005). 
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For male animals, the study of the stages of testicular development is 

particularly relevant. The stages associated with puberty and sexual maturity, 

which are crucial parameters in determining the magnitude of sperm production, 

are especially important (França et al. 1988a). These aspects of development are 

also important for male reproductive physiology and management (Leal and 

França 2009). The spermatogenic process occurs through the development of 

germ cells, the stem spermatogonia, which give rise to highly specialised haploid 

cells, the spermatozoa. The Sertoli cells and Leydig cells are extremely important 

in this process. Additionally, Sertoli cells are responsible for supporting and 

nourishing the germ cells, releasing spermatozoa into the lumen, while Leydig 

cells boost libido and maintain spermatogenesis (Bilaspuri and Guraya 1986; 

Benton et al. 1995; Chamindrani Mendis-Handagama and Siril Ariyaratne 2001; 

França et al. 2005; Gendt et al. 2005). 

Various investigators have studied the testicular development of males of 

different species or breeds of domestic animals by histological analysis with the 

purpose of determining the period in which the onset of puberty takes place. 

These studies have included investigations of cattle (Cardoso and Godinho 1979; 

Curtis and Amann 1981), pigs (Orsi et al. 1985; França 1987), buffalo (Melo and 

Vale Filho 1992) and goats (Silva et al. 2000). However, similar studies on 

Brazilian wildlife are scarce and have primarily been performed on the collared 

peccary, white-lipped peccary, agouti paca and capybara (Assis-Neto et al. 2003a; 

Costa et al. 2004, 2006). Methods for histological quantification of the efficiency of 

spermatogenesis can accurately determine spermatozoa production in individuals 

of the same species or among species (Vale Filho 2001). 

Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) is found in regions of the semidry 

to arid caatinga vegetation of northeast Brazil. It is an herbivorous species with 

grey hair and a ring of white hairs around the eyes. When mature it has a length of 

22.5–23.5 cm, weighs between 375 and 405 g, and breeds throughout the year 

with a gestation period of ~48 days, producing litters of 2–4 pups (Eisenberg and 

Redford 1999; Oliveira et al. 2008). The aim of this study was to evaluate the 

histological and morphological characteristics of the testes to determine the 
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development of the spermatogenic process and the phases of sexual development 

in this species. 

 

Materials and methods 

 Twenty-five male Spix’s yellow-toothed cavies were studied, which were 

obtained from the Center of Reproduction of Wild Animals at the Universidade 

Federal Rural do Semi-Árido (UFERSA), Mossoró, Rio Grande do Norte, Brazil. The 

animals were divided into the following age groups for sampling: newborns (n = 4), 

15 days (n = 5), 30 days (n = 3), 45 days (n = 2), 60 days (n = 2), 75 days (n = 2), 90 

days (n = 2), 120 days (n = 2) and 150 days (n = 2) to facilitate the characterisation of 

the sexual phases of this species. 

 Collection was scheduled and performed in the period between 7 February 

2009 and 30 November 2009. The project was conducted in accordance with the 

ethical principles of animal experimentation of the Animal Experimentation Ethics 

Committee of the School of Animal Science of Unesp Dracena (Protocol No. 

009/2008). 

 

Testis collection 

 The testes of animals from 0 to 150 days old were collected by orchiectomy 

and weighed. During the procedure, the older animals were anesthetised with 

0.025 mg mL–1 of atropine sulfate administered subcutaneously and 0.2 mL kg–1 of 

Zoletil administered intramuscularly. Animals that were 0, 30 and 45 days old were 

anaesthetised similarly to the other groups and then sacrificed due to the difficulty of 

finding the small testes within the abdominal cavity. After the orchiectomy, each testis 

was separated from its respective epididymis and then weighed and measured. The 

weight (g) was determined using an analytical balance (Kern 430–21 max. 50 g 

d = 0.001 g; Baden, Württemberg, Germany), and the length was measured with a 

stainless steel pachymeter with divisions in millimetric units (Vernier caliper 4-way 

measurement, 150 × 0.02 mm; Mitutoyo, Kawasaki, Japan). 

 

Histological processing 

 Subsequently, the testes of each animal were placed in Bouin’s solution for a 

period of 24 h. After dehydration in increasing concentrations of alcohol, followed by 
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changes of xylenes, they were embedded in paraffin (Luna 1968). A microtome 

(Leica RM 2145, Berlin, Germany) was used to obtain sections of 5-µm thickness, 

which were stained with hematoxylin-eosin (HE). The slides were analysed under a 

light microscope (Leica DM 2500) and used to obtain microscopic descriptions of the 

organs. 

 

Cord and tubular diameters 

 The diameter was determined from 30 cross-sections of seminiferous cords 

and/or tubules of each testis using an image analysis system (Leica Qwin 3.0). The 

cross-sections were randomly chosen by horizontal scanning, and those with 

contours that were as circular as possible were used. The mean diameters of cords 

and tubules were compared by applying Tukey’s test (5%). 

 

Seminiferous epithelial height 

 The seminiferous epithelial height was measured in 30 cross-sections of 

seminiferous tubules from animals of each age in stage I of the seminiferous 

epithelial cycle (SEC) chosen according to the tubular morphology method (Courot et 

al. 1970). The samples with the most circular contours were randomly chosen with 

the aid of an image analyser (Leica Qwin 3.0). The seminiferous epithelial heights 

were compared by applying Tukey’s test (5%). 

 

Seminiferous tubule cell type counts 

 These counts were performed in 10 cross-sections of the seminiferous tubules 

with contours that were as circular as possible and that exhibited the same stage of 

the SEC each testis. For counts of different cell types, stage 1 of the SEC was 

chosen according to the tubular morphology method (Courot et al. 1970). All cell 

counts were corrected for the thickness of the cut and nuclear diameter (DM) in 

accordance with the Abercrombie (1946) correction factor, as modified by Amann 

and Almquist (1962). 
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 The mean DM was obtained by measuring 10 nuclei of the studied cell type in 

each testis. The DMs were measured with the aid of Leica Qwin 3.0 software. 

 

Yield and Sertoli index 

 From puberty onwards, the following parameters were determined: 

spermatogenetic yield, which was calculated from the ratio between round 

spermatids and spermatogonia at stage I; and the Sertoli cell index, which was 

calculated from the ratio between the total number of round spermatids at stage I and 

the total number of Sertoli cells. 

 

Statistical analysis 

 Mean and standard deviation descriptive analyses were performed for 

testicular biometric parameters with the GraphPad Prism4 program (GraphPad 

Software Inc, USA). The model used in the analysis of variance for age and testicular 

development was a completely randomised design, and Tukey’s tests (5% 

significance level) and t-tests (5%) were used for comparisons among the means. 

Age, bodyweight and testicular biometric parameters were submitted to correlation 

tests conducted using Statistic-R software (R Development Core Team 2009). 

 

Results 

 

Macroscopic aspects 

 The mean and standard deviation of the biometric parameters of each age 

group are shown in Table 1. An abrupt increase in bodyweight and body length was 

observed from birth to the age of 15 days (Figura 1). After this peak, the bodyweight 

has shown in growth, and significant differences were observed relating to the 

establishment of puberty (Table 1). Figura 2 shows that from the age of 15 days the 

body length exhibited constant growth until 150 days of age. 

 The mean testicular weight showed linear growth from birth to the age of 15 

days and was observed to slow during the prepubertal phase (Figura 3). Growth 

during the prepubertal and pubertal stages was not statistically different, although it 

differed from the growth at the immature and postpubertal stages (Table 1). As 
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depicted in Figura 4, the mean testicular length showed rapid growth up to 15 days, 

and after this period it presented linear growth, with no statistical differences being 

observed among groups (Table 1). These periods of increased growth in the first 

fifteen days of age coincide with the immature stage of sexual development. 

 Bodyweight showed a significant correlation with age, body length, testicular 

weight, testicular length, and seminiferous tubule diameter. A significant correlation 

was observed between body length and testicular length. There was a positive 

correlation between testicular weight and length and seminiferous tubule diameters 

(Table 2). 

 

Microscopic observations 

 

Testis histology 

 Histologically, the testicular parenchyma of animals from birth to the age 30 

days is formed by testicular cords and internal cord compartments associated with 

the presence of Leydig cells, vessels and nerves. Within the testicular cords, 

gonocytes and undifferentiated supporting cells were observed. Gonocytes were 

located in the region close to the basal membrane, and their nuclei presented shapes 

ranging from circular to oval. The undifferentiated supporting cells were characterised 

by an elongated nucleus interspersed with gonocytes, and they were found side by 

side in the basal membrane. The testicular cords at this stage had no lumen; one of 

the five 15-day-old animals had a lumen in seminiferous tubules and mitotic 

structures were present (Figs 5a, b, 6). In this section, primary spermatogonia and 

spermatocytes were visualised. A 30-day-old animal showed seminiferous tubules 

undergoing a luminal process. In the same animal, Sertoli cells, metaphasic plates 

and cells at different stages of the seminiferous epithelial cycle, such as 

spermatogonia and spermatocytes in the pachytene and zygotene stages, were 

seen. 

 At 45 and 60 days of age, the testicular parenchyma was observed to be 

constituted of seminiferous tubules and interstitial tissue that contained Leydig cells 

and blood vessels. Seminiferous tubules of these animals had lumen, with a 

germinative epithelium being formed at different stages of the seminiferous epithelial 

cycle (Figura 7a, b). Spermatozoa were first observed in the tubular lumen at 45 days 
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of age (Figura 7a). Only one 45-day-old animal did not present some development of 

the germinative epithelium, with cells being observed at different stages of division 

(not shown). 

 Testicular cords and seminiferous tubules were observed in the testicular 

parenchyma of different 75- and 90-day-old animals. It was observed that one animal 

of each age showed luminal development of the testicular cords with gonocytes and 

undifferentiated supporting cells. The other animals at these ages presented 

seminiferous tubules containing lumina and seminiferous epithelial cells at different 

stages (Figura 7d, e). 

 In the 120- and 150-day-old Spix’s yellow-toothed cavies, all of the 

seminiferous tubules had luminal areas with cells at different stages of division 

(Figura 8a, b), and it was possible to classify them into eight stages of cellular 

associations in accordance with the tubular morphology method (Curtis 1981). 

 

Cord and tubular diameters 

 The growth of the tubular diameter from birth to the first month (immature 

phase) of age was found to be slow, and differences were found during the pubertal 

and postpubertal phases (Table 1). At 45 days of age, the tubular diameter presented 

significantly more rapid growth that remained linear up to the age of 150 days (Figura 

9). The mean tubular diameter showed a strong significant correlation with age, 

bodyweight and testicular weight (Table 2). 

 

Seminiferous epithelial height 

 The seminiferous epithelial height showed no differences in growth among the 

pubertal and postpubertal groups observed (Table 1), and no significant correlation 

was found between the body and testicular biometric parameters (Table 2). 

 

Seminiferous tubule cell type counts 

 The mean corrected numbers of spermatogenic and Sertoli cell types per 

seminiferous tubule cross-section at stage I of the seminiferous epithelial cycle are 

shown in Table 3. 

 The spermatogonia presented a stable cellular population with no significant 

differences found between the pubertal and postpubertal phases; the primary 
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spermatocytes in the preleptotene/leptotene stage showed an increase associated 

with changes of the sexual phase. The populations of primary spermatocytes at the 

pachytene stage and round spermatids were statistically increased when the 

postpubertal stage was entered. With the change from pubertal stage to postpubertal 

stage there was a significant increase in the number of Sertoli cells (Table 3). 

 

Yield and Sertoli index 

 The general spermatogenetic yield was observed to increase, although no 

significant difference was observed. Additionally, the Sertoli cell index showed similar 

ratios among the groups of 60 and 120 days and 90 and 150 days; this index was 

stable and did not differ statistically between the ages observed (Table 4). 

 

Discussion 

 This was the first study to address the male reproductive biology of Spix’s 

yellow-toothed cavy, with an emphasis on investigating the structure of the testes 

and the spermatogenic process and on establishing the sexual stages of the animal 

based on morphological parameters. Previous studies related to the species Galea 

spixii evaluated the female reproductive biology (Oliveira et al. 2008). 

 

Macroscopic observations 

 The bodyweight and length of Spix’s yellow-toothed cavy at birth were less 

than the values found in the same age group of Cavia aperea (Corradello 1987). 

Body growth of Spix’s yellow-toothed cavy was rapid from birth to the age of 150 

days, as in the chinchilla (Leal and França 2009), two peaks of faster growth were 

observed. The periods of faster growth coincided with the immature and pubertal 

stages of sexual development. Additionally, similar to what is observed in the 

chinchilla (Leal and França 2009), the testicular weight of Spix’s yellow-toothed cavy 

exhibited progressive growth, showing a significant correlation (P < 0.05) with age, 

bodyweight and testicular length; this effect has also been observed in rodents 

(Kenagy and Trombulak 1986), pigs (França et al. 2000), wild boars (Almeida et al. 

2006) and Landrace boars (Okwun et al. 1996). 

 From birth to the age of 150 days, the testicular length of Spix’s yellow-toothed 

cavy showed a significant correlation with bodyweight, body length and testicular 
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weight, whose growth after 90 days coincides with the growth in the population of the 

spermatogenic cell type. This observation is similar to what has been found for other 

species of mammals (Attal and Courot 1963; França et al. 1988b; Melo and Vale 

Filho 1992). 

 

Microscopic observations 

 

Testis histology 

 The testicular parenchyma of Spix’s yellow-toothed cavy from birth to the age 

of 15 days is formed by testicular cords with immature Sertoli cells and gonocytes, 

which are more centrally located, and an internal cord compartment containing 

Leydig cells, vessels and nerves, which were also found in guinea-pigs (Cooper and 

Schiller 1975), chinchillas (Leal and França 2009) and rams (Lunstra and 

Schanbacher 1988). Additionally, metaphasic plates were found in the seminiferous 

tubules of Spix’s yellow-toothed cavy during the first month of life. According to 

Clermont and Perey (1957), several mitotic structures were also seen in rats at this 

stage. 

 In the age groups from 30 days onwards, testicular development was not 

completely established, as has also been noted at seven months of age in agoutis 

(Assis-Neto et al. 2003b) and pigs (França et al. 1988b). At these ages, spermatozoa 

have not been observed in the tubular lumen. From 45 days of age, all animals 

showed spermatozoa in the tubular lumen; however, the stages of the seminiferous 

epithelial cycle were not completely defined throughout the entire testicular 

parenchyma. Considering the observation of spermatozoa in the tubular lumen, it can 

be concluded that the animals were in the pubertal phase from 45 days of age, which 

is in agreement with the description of Courot et al. (1970) for the definition of 

puberty from a histological point of view. 

 

Cord and tubular diameters 

 The mean tubular diameter of Spix’s yellow-toothed cavy was below the 

values considered typical for most mammals (180–300 μm; Roosen-Runge and 

Giesel 1950). There was a significant correlation between age, bodyweight and 

testicular weight. Comparing these data with those obtained from the Piau pig, after 
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slow development in the first 3 months of life, the mean seminiferous tubule diameter 

of the pig increased suddenly between 4 and 5 months, also showing a positive 

correlation with age (França 1987). According to Assis-Neto et al. (2003d), the 

increased tubular diameter in agoutis was accompanied by an increase in the 

population of spermatogenic cells related to age; this effect was also observed in 

Spix’s yellow-toothed cavy. In rats, the tubular diameter was observed to increase 

during the later stages of the seminiferous epithelial cycle (Roosen-Runge and 

Giesel 1950). 

 Accelerated growth of the tubular diameter of Spix’s yellow-toothed cavy 

coincides with the onset of spermatogenesis, indicating that the cellular morphology 

can be used to mark the pubertal stage of the animal. 

 

Seminiferous epithelial height 

 According to Wing and Christensen (1982), the seminiferous epithelium height 

is more effective than the tubular diameter for evaluating sperm production, and it 

reveals the degree of tubular functionality (Courot et al. 1970). In Spix’s yellow-

toothed cavy, the mean seminiferous epithelium height was 27.48 ± 2.71 µm, which 

was lower than the values observed in domestic animals (60–100 µm) (França and 

Russell 1998) and wild rodents (63–78 µm) (Leal and França 2009). 

 

Seminiferous tubule cell population 

 Spix’s yellow-toothed cavies aged 60, 90, 120 and 150 days were confirmed to 

be in the pubertal stage, which is in agreement with the method of tubular 

morphology of Courot et al. (1970). When comparing the mean numbers of 

spermatogonia in Spix’s yellow-toothed cavy at different ages with the number of 

spermatogonial obtained for Piau pigs by França (1991) and male peccaries by 

Costa et al. (2006), similar mean values were found. The mean numbers of 

spermatocytes I in the preleptotene/leptotene and pachytene stages in Spix’s yellow-

toothed cavy in this study were lower than those in the Piau pigs studied by França 

(1991). Similarly, the number of round spermatids was lower than in swine (Godinho 

and Cardoso 1979; França 1987), collared peccaries (Costa et al. 2006) and 

capybara (Paula et al. 1999) in previous studies. The Sertoli cell population was 

found to be stable, with an increase at postpubertal sexual phase. The stabilisation of 
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the population of Sertoli cells and its relationship with the round spermatids suggests 

that there is variation in daily sperm production (Okwun et al. 1996). 

 

Spermatogenetic yield and Sertoli index 

 Spermatogenic output is an important indicator of sperm production capacity, 

and it may serve as a parameter for determining the ideal age for entering 

reproductive activity (Assis-Neto et al. 2003c). From the time of puberty, this yield 

increases gradually and stabilises upon reaching sexual maturity (França and 

Cardoso 1988; Melo and Vale Filho 1992). In Spix’s yellow-toothed cavy, the yield 

was shown to be stable from puberty to the postpubertal stage, similar to what has 

been observed in chinchillas, which did not change from 5 to 30 months of age (Leal 

and França 2009). At the age of 150 days, it was observed that each type A 

spermatogonia produced only 35.82 round spermatids. This rate was similar to what 

was found in adult boars (Costa and Silva 2006), but below the rate described for 

domestic pigs (França and Russell 1998), Piau pigs (França 1991) and sheared 

sheep (Martins et al. 2008), and higher than the rates found for adult peccaries 

(Costa et al. 2004) and agoutis (Assis-Neto et al. 2003e). 

 The Sertoli cells are of fundamental importance for the spermatogenic 

process. They provide structural support and nutrition for germ cells, spermation of 

mature spermatids, phagocytosis of degenerating germ cells and residual bodies, 

secretion of proteins and cell-to-cell communication (Johnson and Nguyen 1986). In 

the Spix’s yellow-toothed cavies studied here, the Sertoli cell index was not stable, 

which indicates that up to 150 days of age Spix’s yellow-toothed cavy is not in a 

stage of sexual maturity. This is similar to what has been reported in agoutis (Assis-

Neto et al. 2003c), while in chinchillas, the index of Sertoli cells was found to 

increase 2-fold from 5 to 17 months of age (Leal and França 2009). 

 Based on our investigation of the spermatogenesis of Spix’s yellow-toothed 

cavy from birth to the age of 150 days, it was concluded that the onset of 

reproductive activity in this species occurs at 45 days of age, as spermatozoa 

released into the tubular lumen could be seen at this time. In this species, 

spermatogenesis was not established in the testicular parenchyma, and the 

spermatogenetic yield was constant during puberty. The stages of sexual 

development may be classified into the following phases: from birth to the age of 15 
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days corresponds to the immature stage; 30 days of age to the prepubertal stage; 45, 

60, 75, 90 and 105 days of age to the pubertal stage; and 120 and 150 days of age 

to the postpubertal stage. It was not possible to determine the stabilisation degree of 

the testicular cells and it was therefore not possible to determine the stage of sexual 

maturity. 
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Figura 1.  Mean bodyweight of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) from 0 to 

150 days of age. 

 

 

 

 

 

http://www.r-project.org/
http://www.publish.csiro.au/view/journals/OpenURL_BaseURL?atitle=A%20evolu%C3%A7%C3%A3o%20da%20andrologia%20veterin%C3%A1ria%20no%20Brasil%20e%20no%20mundo.&title=Cad.%20Tec.%20Vet.%20Zootec.&date=2001&volume=35&spage=7&epage=14&sid=csiro&aulast=Vale%20Filho&aufirst=V.%20R.


139 

 

 

Figura 2.  Mean body length of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) from 0 to 

150 days of age. 

 

 

Figura 3.  Mean testicular weight of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) from 0 

to 150 days of age. 
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Figura 4.  Mean testicular length of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) from 0 

to 150 days of age. 

 

 

 

Figura 5.  Testis of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) characterised by 

immature sexual phase: (a) 0 days and (b) 15 days. Observe solid testicular cords (c) 

with gonocytes (g) and undifferentiated supporting cells (arrow). In the interstitium 

Leydig (L) cells, vessels and nerves. Photomicrograph, hematoxylin–eosin method, 

400×. 
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Figura 6.  Testis of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) featured in the 

prepubertal sexual phase at 30 days of age. (a) Note the presence of testicular cords 

(c) and internal cord (i) with interstitial cells. (b) Survey the seminiferous tubules, with 

spermatogonia (a) Sertoli cells (s), metaphase plates (arrow) and primary 

spermatocytes (e). Note the commencement of lumination (L). Photomicrograph, 

hematoxylin–eosin method, 400×. 

 

 

 

Figura 7.  Development of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) testes during the 

pubertal sexual phase. Testicular parenchyma composed of seminiferous tubules 

and interstitium. Observe the germinal epithelium (ep) (a, spermatogonia; arrow, 

primary spermatocytes in preleptotene/leptotene; p, primary spermatocytes at 

pachytene; ar, round spermatids; s, Sertoli cells; e, spermatozoa). For the first time, 

the presence of spermatozoa was observed in the tubular lumen at 45 days of age. 

The internal cord (i) consists of the interstitial Leydig cells. (a) 45 days, 40×; (b) 60 

days, 40×; (c) 60 days, 100×; (d) 75 days, 40×; (e) 90 days, 40×; and (f) 90 days, 

100×. Photomicrograph, hematoxylin–eosin method, 400×. 
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Figura 8.  Testis of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) in postpubertal sexual 

phase. The seminiferous tubules are bright, with germ cells at different stages of 

division. At this stage we can see various stages of sexual cycle of the seminiferous 

epithelium. Note the seminiferous tubule germinal epithelium with developed (p) 

comprising: spermatogonia (a), primary spermatocytes in PL/L (p), primary 

spermatocytes at pachytene (pq), round spermatids (ar) and Sertoli cells (arrow). 

Note spermatozoa (e) in the tubular lumen. (a) 120 days, 40×; and (b) 150 days, 

100×. Photomicrograph, hematoxylin–eosin method. 
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Figura 9.  Mean testicular cord and seminiferous tubule diameter of Spix’s yellow-

toothed cavy (Galea spixii) from 0 to 150 days of age. 

 

 

Table 1.  Mean body and testicular biometric and histometric parameters due to 

the stage of sexual development of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) 

from 0 to 150 days of age. Means with different superscript letters are significantly 

different (P < 0.05) as estimated by analysis of variance and Tukey’s test (5%) 

 

Table 2.  Correlation coefficient between age, bodyweight and testicular 

parameters of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) from 0 to 150 days of 

age. BW, bodyweight; BL, body length; TW, testicular weight; TL, testicular length; 

TD, tubular diameter; SEH, seminiferous epithelium height; **, P < 0.05 
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Table 3.  Corrected number1 of cells per cross-section of the seminiferous 

tubule of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) from 60 to 150 days of age. 

Means with different superscript letters are significantly different (P < 0.05) as 

estimated by analysis of variance and t-test; SPG, spermatogonia; Pl/L, young 

primary spermatocyte in the preleptotene/leptotene stage; P, old primary 

spermatocyte in the pachytene stage; SPD Ar, round spermatid at stage I; 1correction 

according to Abercrombie (1946) modified by Amann and Almquist (1962); 245, 60, 

75 and 90 days (n = 8); 3120 and 150 days (n = 4). 

 

 

Table 4.  Ratio between the number of spermatogenic cells per cross-section of 

the seminiferous tubule of Spix’s yellow-toothed cavy (Galea spixii) from 60 to 

150 days of age. Means with different superscript letters are significantly different 

(P < 0.05) as estimated by analysis of variance and Tukey’s test; SPD ar, round 

spermatid; SPA, spermatogonia; CS, Sertoli cells. 

 


