
1 
 

 

 

 

ARIANE KASAI 

 

 

 

 

EFEITO DA DESNUTRIÇÃO PROTÉICA SOBRE A PROLIFERAÇÃO CELULAR 

NO EPITÉLIO GÁSTRICO E SOBRE A EXPRESSÃO E OS NÍVEIS DE GHRELINA 

DURANTE O DESENVOLVIMENTO PÓS-NATAL EM RATOS 

 

 

 

 

 
Dissertação apresentada ao Programa de 
Pós-Graduação em Biologia Celular e 
Tecidual do Instituto de Ciências 
Biomédicas da Universidade de São 
Paulo, para obtenção do Título de Mestre 
em Ciências. 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

São Paulo 

2009 



2 
 

 

 

 

 

ARIANE KASAI 

 

 

 

 

EFEITO DA DESNUTRIÇÃO PROTÉICA SOBRE A PROLIFERAÇÃO CELULAR 

NO EPITÉLIO GÁSTRICO E SOBRE A EXPRESSÃO E OS NÍVEIS DE GHRELINA 

DURANTE O DESENVOLVIMENTO PÓS-NATAL EM RATOS 

 

 

 

 

 
Dissertação apresentada ao Programa de 
Pós-Graduação em Biologia Celular e 
Tecidual do Instituto de Ciências 
Biomédicas da Universidade de São 
Paulo, para obtenção do Título de Mestre 
em Ciências. 
 
 
Área de concentração: Biologia Celular e 
Tecidual 

 
 

Orientadora: Profa. Dra. Eliana P. Alvares 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

São Paulo 
2009 



3 
 

 

RESUMO 

 

Kasai A. Efeito da desnutrição protéica sobre a proliferação celular no epitélio 
gástrico e sobre a expressão e os níveis de ghrelina durante o desenvolvimento pós-
natal em ratos [Dissertação]. São Paulo: Instituto de Ciências Biomédicas da 
Universidade de São Paulo; 2009.  
 

O epitélio gástrico de ratos sofre importantes modificações morfofisiológicas 

importantes durante o primeiro mês de vida pós-natal e a dieta é um dos principais 

fatores que influenciam esse desenvolvimento. No presente trabalho, avaliamos os 

efeitos da restrição protéica sobre o epitélio gástrico de ratos com 14, 30 e 50 dias 

de vida pós-natal. Ratos Wistar foram submetidos à dieta com 20% de proteína (C) 

ou de restrição protéica a 8% (RP) durante todo o período pré e pós-natal. A 

proliferação celular foi analisada pelo Índice Metafásico (IM) e Índice de Síntese de 

DNA (IS). Além disso, observamos a massa corpórea, massa do estômago e 

comprimento do intestino desses animais. Paralelamente, avaliamos a presença de 

ghrelina no epitélio gástrico por imunohistoquímica e sua concentração plasmática 

por ensaio imunoenzimático (EIA). Animais do grupo RP apresentaram massa 

corpórea, massa do estômago e do comprimento do intestino reduzidos em relação 

aos animais do grupo C (p<0,05). A proliferação celular no epitélio gástrico em todas 

as idades estudadas do grupo RP também se apresentou reduzida (p<0,05). 

Observamos um maior número de células imunomarcadas para ghrelina em animais 

com 30 e 50 dias do grupo RP em comparação aos animais de mesma idade do 

grupo C (p<0,05). Não houve diferença no número de células imunomarcadas para 

ghrelina entre os animais de 14 dias. Os níveis plasmáticos de ghrelina 

apresentaram a mesma tendência observada na imunomarcação. A partir dos 

resultados obtidos, enfatizamos a importância do consumo de quantidade adequada 

de proteína durante o desenvolvimento gástrico de ratos e observamos que a 

ghrelina apresenta resposta hormonal diferente de acordo com a idade do animal. 

 

Palavras-chave: Estômago. Restrição protéica. Ghrelina. 
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ABSTRACT 

 

Kasai A. Effect of protein restriction on cell proliferation of the gastric epithelium and 
on ghrelin levels and expression throughout the postnatal development of rats 
[Dissertação]. São Paulo: Instituto de Ciências Biomédicas da Universidade de São 
Paulo; 2009.  
 

The gastric epithelium of rats undergoes morphophysiological changes throughout 

the first month of life and diet is one of the main factors influencing the development. 

This study aimed to evaluate the effect of protein restriction on stomach development 

of rats at 14, 30 and 50 days. Wistar rats were fed a 20% protein diet (NP) or 8% 

protein diet (RP) throughout the pre- and post-natal life. We analyzed the cell 

proliferation by calculating the Metaphasic (MI) and DNA synthesis (SI) indexes. We 

also observed the body and stomach weight and small intestine length. Additionally, 

we evaluated ghrelin in gastric epithelium by immunohistochemistry and its plasma 

levels by immunoenzymatic assay (EIA). Body weight, stomach weight and small 

intestine length were reduced in RP animals when compared to C animals (p<0.05). 

Cell proliferation in the gastric epithelium also decreased in the RP group at all ages 

(p<0.05). We observed an increase in the number of labeled cells for ghrelin in 30- 

and 50-d-old RP rats when compared to the C group at the same ages (p<0.05) and 

no difference was found in 14-d-old animals. Plasma ghrelin levels showed the same 

results observed in immunohistochemical reactions. Therefore, we can conclude that 

protein restriction can affect the cell proliferation in all studied ages. These results 

emphasize the importance of diet protein on the development of gastric mucosa and 

protein restriction seems to differently modulate ghrelin response at different ages.   

 
Key words: Stomach. Protein restriction. Ghrelin. 
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1 INTRODUÇÃO 

 

1.1 Estômago 

 

 O estômago é um órgão do trato gastrintestinal que, em ratos e 

camundongos, pode ser dividido em três regiões histologicamente distintas, 

denominadas: córnea, corpo e antro (Lee et al., 1982). A região da córnea 

apresenta-se como uma porção dilatada e em forma de saco, contínua ao esôfago, 

revestida por um epitélio não-glandular, estratificado pavimentoso queratinizado (Lee 

et al., 1982). O corpo e o antro são formados por um epitélio prismático simples que 

sofre invaginação formando numerosas fossetas onde se abrem de 2 a 4 glândulas 

tubulares (Lee et al., 1982). 

 A superfície luminal e as fossetas são revestidas por células secretoras de 

muco denominadas células mucosas superficiais. A glândula gástrica de um rato 

adulto pode ser subdividida em três segmentos: istmo, colo e base (Helander, 1981) 

(Figura 1). Os diversos tipos celulares que compõem a glândula são: células 

parietais (oxínticas), células zimogênicas (principais), células mucosas do colo, 

células endócrinas e células indiferenciadas (Helander, 1981; Kataoka et al., 1984) 

(Figura 1). 

 
Figura 1.  À esquerda: Fotomicrografia de epitélio gástrico de ratos (Aumento original: X20; 

coloração: Hematoxilina e Eosina). À direita: Esquema simplificado de glândula 
gástrica de rato adulto. (Esquema adaptado de Modlin et al., 2003).  

 
 As células parietais podem ser encontradas em toda a extensão glandular, 

porém são mais abundantes na região do istmo e colo da glândula. São células 
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grandes quando comparadas às outras que constituem a glândula gástrica, 

apresentam uma rede de canalículos e são caracterizadas pelo alto número de 

mitocôndrias (Helander, 1981). Produzem íons H+ e Cl- que na luz gástrica formam o 

ácido clorídrico (Helander, 1981), que tem ação bacteriostática e é responsável pela 

ativação da pepsina (Johnson, 1985). As células zimogênicas são secretoras de 

pepsinogênio que, em presença de pH ácido, é convertido em pepsina, a enzima 

responsável pela digestão de proteínas (clivagem de ligações peptídicas) (Johnson, 

1985). Localizam-se na base da glândula gástrica e apresentam coloração basofílica 

devido à grande concentração de RNA na região basal de seu citoplasma, enquanto 

os grânulos contendo pepsinogênio encontram-se no ápice da célula (Helander, 

1981). 

 As células mucosas do colo são pequenas e piramidais, e localizam-se entre 

as células parietais na região do colo da glândula (Helander, 1981). São produtoras 

de muco (Helander, 1981), importante para a lubrificação da parede do estômago e 

proteção contra danos físicos e químicos causados pela ingesta (Johnson, 1985; 

Laine et al., 2008).  

As células endócrinas são encontradas dispersas por toda a glândula 

gástrica, porém em maior quantidade na região basal. Existe uma ampla diversidade 

de tipos celulares endócrinos, tais como células “enterochromaffin-like” (ECL), G, D, 

“X/A-like”, dentre outras. As células ECL localizam-se principalmente no corpo 

gástrico e são repletas de grânulos contendo histamina (Helander, 1981). A célula D 

produz somatostatina que age sobre as células parietais, inibindo a ação da gastrina 

(Helander, 1981). Células X/A-like são produtoras de ghrelina, hormônio que 

estimula a liberação do hormônio de crescimento (GH) e também o apetite (Kojima 

et al., 1999; Date et al., 2000). No antro, a célula G é responsável pela secreção de 

gastrina que, entre outras funções, estimula a produção de ácido gástrico (Helander, 

1981).  

As células epiteliais gástricas originam-se a partir de células-tronco 

localizadas na região do istmo e colo da glândula (Simões, 1992; Karam e Leblond, 

1999). Todas as células que revestem a unidade fosseta-glândula da mucosa do 

corpo do estômago têm origem a partir dessas células-tronco que migram bi-

direcionalmente para originar as diferentes linhagens celulares que constituem a 

glândula gástrica (Karam e Leblond, 1999). Estudos morfológicos e funcionais 

sugerem que a partir dessas células-tronco surgem células pré-mucosas que migram 
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em direção à fosseta e se diferenciam em células mucosas superficiais; células pré-

parietais que têm migração bi-direcional e originam células parietais; células pré-

mucosas do colo migram em direção à região do colo, onde se diferenciam em 

células mucosas do colo, que continuam migrando em direção à base da glândula 

para originar células pré-zimogênicas e zimogênicas; e células pré-enteroendócrinas 

que podem dar origem aos diferentes tipos celulares endócrinos (Karam e Leblond, 

1999).  

 O corpo do estômago, principal região secretora do órgão, apresenta mucosa 

espessa devido à grande quantidade de glândulas que a preenchem (Helander, 

1981). No animal adulto, essa região é constituída por fossetas curtas e glândulas 

tubulares alongadas formadas pelos diferentes tipos celulares mencionados, 

enquanto a região do antro possui fossetas profundas e glândulas relativamente 

curtas, compostas por células mucosas e endócrinas (Lee et al., 1982). 

 O estômago possui três funções básicas: a) atividade secretora: secreção de 

ácido clorídrico, pepsinogênio, fator intrínseco, muco, água, e alguns eletrólitos; b) 

ação endócrina: síntese de hormônios como a gastrina, somatostatina, ghrelina, 

entre outros e c) mistura e trituração do alimento ao fluido estomacal (Johnson, 

1985). 

 A mucosa gástrica desenvolve-se tardiamente na vida fetal do rato e continua 

a sofrer modificações morfológicas e fisiológicas importantes durante o primeiro mês 

de vida pós-natal (Simões, 1992). No início do desenvolvimento do animal, as 

glândulas gástricas não apresentam regiões distintas e são pouco profundas. Nessa 

fase é possível identificar apenas células parietais e células em diferenciação 

(Kataoka et al., 1984; Simões, 1992).  

 Por volta da terceira semana de vida pós-natal, o amadurecimento estrutural e 

funcional das células do epitélio gástrico ocorre concomitantemente com a transição 

alimentar do animal. Até os 14 dias de vida, o filhote alimenta-se exclusivamente de 

leite e, após esse período, começa a se alimentar com ração mantendo uma 

alimentação mista até a fase do desmame, que ocorre por volta dos 21 dias de vida 

(Henning, 1981). Enquanto o filhote passa por esse período de transição entre a 

amamentação e a ingestão de ração (Henning, 1981), ocorrem os últimos estágios 

de diferenciação das células gástricas. A célula zimogênica finaliza sua maturação, 

com a mudança no tipo de pepsinogênio produzido (Kageyama, 2002). As células 

mucosas do colo são morfologicamente evidentes somente a partir da 3º semana de 
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vida pós-natal (Kataoka et al., 1984), período em que também ocorre o 

desenvolvimento dos receptores para gastrina (Takeuchi et al., 1981). Por volta do 

22º dia de vida, as regiões do istmo, colo e base começam a ser reconhecidas 

(Simões, 1992).  

 Esta transição de dieta, passando de um alimento rico em gorduras e lactose 

e pobre em carboidratos para um alimento sólido, rico em carboidratos e sacarose e 

pobre em gorduras (Henning, 1981), é paralela a alterações importantes como a 

acidificação gradual do conteúdo gástrico (Johnson, 1985). Durante as duas 

primeiras semanas após o nascimento o pH é aproximadamente 4 e diminui para 2,5 

logo após o desmame (Johnson, 1985), quando o órgão deverá estar apto a digerir 

ração sólida. 

 Do ponto de vista de cinética celular, o epitélio gástrico dos ratos jovens 

apresenta diferenças em relação aos animais adultos. De modo geral, pode-se dizer 

que os índices proliferativos são mais baixos nos animais jovens devido ao 

comprometimento desses epitélios com o crescimento e não ainda com reposição de 

células. Por outro lado, o compartimento proliferativo é mais amplo, abrangendo toda 

a glândula gástrica (Alvares, 1992). A cinética celular deste epitélio continua a sofrer 

alterações até a maturação completa, que ocorre após 30 dias de idade (Simões, 

1992). 

No rato adulto, o compartimento proliferativo é restrito às regiões do istmo e 

colo da glândula (Alvares, 1992; Simões, 1992). A partir desse compartimento, as 

células migram principalmente em direção à superfície para reposição celular 

(Karam e Leblond, 1993a). 

Todo o processo de renovação celular, que inclui proliferação, migração, 

diferenciação, morte e exfoliação, é controlado por um conjunto de agentes. Os 

mecanismos que coordenam o crescimento e a maturação do trato gastrintestinal 

envolvem diferentes fatores como as mudanças na dieta do animal, programa 

genético, presença de hormônios e fatores de crescimento (Lee e Lebenthal, 1983; 

De Andrade Sá et al., 2008).  

 Diversos estudos demonstraram que alterações na dieta como o jejum 

alimentar influenciam positivamente a proliferação celular no epitélio gástrico de 

animais lactentes (Alvares, 1992; Alvares e Gama, 1993). Essa resposta é inversa à 

observada em animais com 30 dias de vida pós-natal, que apresentam um quadro 

inibitório (Alvares e Gama, 1993) semelhante ao animal adulto (Alvares, 1987). 
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Quando o rato sofre desmame precoce aos 15 dias de idade, passando para 

alimentação exclusivamente semi-sólida (ração) e é submetido ao jejum aos 18 dias 

de idade, a proliferação celular é inibida (Gama e Alvares, 2000). Assim, a mucosa 

gástrica desses filhotes passa a responder ao jejum como o epitélio gástrico de um 

rato adulto, evidenciando a dependência da maturação da proliferação celular desse 

epitélio em função da alimentação. 

O leite e os hormônios presentes no leite (Koldovský, 1980) e o próprio 

desmame, do ponto de vista fisiológico, têm profunda influência sobre o 

desenvolvimento normal da mucosa gástrica e também sobre a proliferação celular. 

A somatostatina e o hormônio de liberação do hormônio luteinizante (LHRH) são 

hormônios encontrados no leite e inibem a proliferação do epitélio gástrico tanto in 

vivo (Gama e Alvares, 1996) como in vitro (Goldfeder e Alvares, 2001). 

Corticosteróides, também presentes no leite, atuam sobre o epitélio gastrintestinal 

de animais em desenvolvimento, promovendo a maturação e a diferenciação celular 

(Henning, 1981). A administração de glicocorticóides em ratos lactentes estimula o 

desenvolvimento precoce dos receptores para gastrina (Peitsch et al., 1981), a 

atividade precoce de pepsinogênio (Furihata et al., 1972; Ikesaki e Johnson, 1983) e 

inibe a proliferação celular no epitélio gástrico (Gama e Alvares, 1998; Gama et al., 

2000). 

 

1.2 Restrição Protéica 

 

A desnutrição é um problema mundial, presente principalmente nos países 

subdesenvolvidos. Considerada uma doença, a desnutrição ou deficiência nutricional 

caracteriza-se pela deficiência crônica de um ou mais nutrientes (proteínas, 

vitaminas, carboidratos, entre outros) na alimentação do indivíduo (Monteiro, 2003). 

Para o crescimento e a manutenção das dimensões corporais é necessário que haja 

condições ótimas, principalmente quanto à ingestão e utilização biológica de calorias 

e proteínas (Hoffmann, 1995). A deficiência nutricional também está associada a 

outras patologias tais como infecções, diabetes e obesidade (Sawaya, 2006) e 

acomete principalmente crianças (0-4 anos), atingindo cerca de 10% das crianças no 

Brasil (Monteiro, 2003).  Nos últimos anos, uma corrente de estudos tem sugerido 

que um déficit nutricional durante um período crítico e específico do 

desenvolvimento acarreta um efeito duradouro e persistente ao longo da vida do 
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indivíduo, que o predispõe a doenças como obesidade, diabetes e hipertensão. Tal 

efeito é denominado imprinting metabólico (Waterland e Gaza, 1999). 

 Devido à sua gravidade, estudos têm utilizado modelos animais para 

investigar os efeitos do déficit nutricional no organismo, principalmente sobre a 

progênie. Diversas são as metodologias empregadas para desenvolver a 

desnutrição em filhotes: aumento do número de filhotes por mãe, diminuindo a 

quantidade de leite disponível aos filhotes; retirada dos filhotes da mãe lactente por 

um período do dia para deixá-los com uma fêmea não-lactente ou em uma 

incubadora. No entanto, os modelos experimentais mais utilizados são os que 

empregam um déficit energético e/ou protéico durante as fases pré e/ou pós-natal do 

animal, ou seja, é possível que o animal seja gerado e/ou amamentado por uma 

fêmea que recebeu uma dieta com quantidade restrita de ração ou apenas com 

restrição de proteínas (Crnic e Chase, 1978). 

 A redução protéica na dieta materna durante os períodos de gestação e/ou 

lactação promove diversas alterações no organismo da progênie. Filhotes com 21 

dias de vida, cujas mães foram alimentadas com dieta restrita a 8% de proteína 

durante a prenhez e lactação ou apenas durante a lactação, apresentam redução de 

50% na massa corpórea. Além disso, esses animais têm redução significativa na 

massa do estômago e no comprimento do intestino delgado em relação aos 

controles (Weaver et al., 1998). Entretanto, esses autores observaram que, com 

exceção da massa corpórea, tais efeitos são revertidos quando os animais recebem 

dieta com 20% de proteína após o desmame. 

 Segundo Desai et al. (1996), os órgãos têm sua massa afetada de uma 

maneira diferencial. Cérebro e pulmão, por exemplo, têm uma diminuição menor de 

massa (5%) do que órgãos como pâncreas e baço (30%) (Desai et al., 1996).  

 Dentre os estudos que abordaram os efeitos da restrição protéica sobre o 

trato gastrintestinal, o intestino teve maior enfoque, provavelmente devido à sua 

importante função absortiva. Deo e Ramalingaswami (1965) observaram retardo na 

velocidade de migração celular (da cripta para o vilo) no intestino delgado de 

macacos que receberam uma dieta com restrição total de proteína. Em ratos, a 

ausência de proteína na dieta durante os períodos pré e pós-natal provoca redução 

do comprimento do intestino delgado e do número de neurônios mioentéricos nesse 

órgão (Gomes et al., 2006).  
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 Ratos separados de sua mãe durante a transição para o desmame aos 17 

dias de vida e submetidos à dieta de restrição protéica a 8% apresentaram redução 

da incorporação de timidina pelo intestino delgado e fígado aos 21 dias de idade, 

(Buts e Nyakabasa, 1985). Uma dieta de restrição protéica após o desmame até os 

5 meses de idade pode desencadear aumento do número de apoptoses no vilo 

intestinal desses ratos (Bodiga et al., 2005). 

 Sabe-se que as enzimas intestinais sofrem maturação também durante o 

primeiro mês de vida pós-natal de ratos, coincidindo com a transição da dieta líquida 

para a dieta sólida (desmame). No entanto, quando ratos são submetidos à dieta de 

restrição protéica a 8% durante os períodos pré e pós-natal, verifica-se que ocorre 

atraso na maturação das enzimas intestinais, ou seja, aos 21 dias o animal 

apresenta altos níveis de lactase e baixos níveis de maltase e sucrase (Weaver, et 

al., 1998). Esse atraso na maturação das enzimas também foi observado em ratos 

que sofreram restrição alimentar a 50% durante a gestação e toda a lactação (Young 

et al., 1987). 

 Foram poucos os estudos que abordaram os efeitos da desnutrição protéica 

sobre a histofisiologia gástrica. Majumdar (1984) observou que ratos que sofreram 

desnutrição (por aumento do número de filhotes para cada mãe) desde o 

nascimento até o 14º dia de vida pós-natal apresentam retardo de crescimento e 

diminuição da concentração de gastrina antral, hormônio que, dentre suas diversas 

funções, estimula a secreção de ácido gástrico. Com a reversão do quadro 

nutricional, os órgãos recuperam sua massa, porém a concentração de gastrina 

ainda se mantém reduzida, com metade da quantidade normal (Majumdar, 1984). 

Por outro lado, Montoya, Leterme e Lalles (2006), que usaram como modelo de 

desnutrição animais adultos tratados com uma dieta ausente em proteína, embora 

não tenham avaliado os níveis de gastrina, observaram que os animais 

apresentavam pH muito baixo e esvaziamento acelerado do conteúdo gástrico, o 

que pode sugerir um aumento na secreção do hormônio. 

 Animais adultos que sofreram restrição protéica durante os períodos de 

gestação e lactação produzem maior quantidade de muco e prostaglandinas na 

mucosa gástrica. Assim, esse epitélio é menos afetado pela ulceração causada por 

ingestão elevada de etanol ou por administração de indometacina (Paula et al., 

2005).  
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 A regulação do crescimento de órgãos é um tema complexo e ainda em 

estudo. Há hormônios de ação geral sobre o organismo, como os hormônios 

tireoidianos, GH e fator de crescimento semelhante à insulina –1 (IGF-1); e outros de 

ação local, como fatores de crescimento. No epitélio gástrico, vários fatores de 

crescimento estão presentes desde o nascimento, enquanto outros chegam ao 

estômago por meio do leite e da saliva (Koldovský, 1989). O fator de crescimento 

transformante β (TGF- β) é um desses peptídeos e está presente no estômago 

desde o período fetal (De Andrade Sá et al., 2003). Entre suas funções, encontra-se 

a regulação local da proliferação celular (Alvares et al., 2007).  

 Em ratos com 21 dias de vida submetidos à dieta hipoprotéica, foi observado 

que níveis de IGF-1, hormônio muito importante para o crescimento do animal, 

sofrem redução de quase 90% em relação aos animais controle e essa redução é 

minimizada com a progressão da idade do animal. Desta forma, pode-se dizer que 

esse hormônio é dependente da quantidade de proteína na dieta e responde 

diferentemente de acordo com a idade do animal (Fliesen et al., 1989).  A restrição 

protéica na dieta de ratos adultos também reduz os níveis séricos de IGF-1 (Oster et 

al., 1995). Em humanos com hábito alimentar vegetariano também ocorre redução 

dos níveis séricos desse hormônio (Fontana et al., 2008).  

 Filhotes nutridos por mães submetidas à dieta de restrição protéica durante o 

período de lactação apresentam aumento nas concentrações de hormônios 

tireoidianos (Passos et al., 2002) e diminuição da expressão de RNAm de GH 

durante o desenvolvimento (De Moura et al., 2007). A reabilitação nutricional não 

consegue reverter esse quadro e a expressão do GH permanece reduzida (De 

Moura et al., 2007). Esses resultados demonstram, particularmente, a importância 

de uma nutrição protéica balanceada, principalmente durante os períodos iniciais da 

vida do animal. 

  Até meados da década de 90, acreditava-se que a liberação de GH estava 

vinculada apenas à ação do hormônio liberador do hormônio de crescimento 

(GHRH) e da somatostatina (responsável pela inibição da liberação de GH). 

Recentemente, um novo hormônio foi descoberto, a ghrelina, cuja ação está 

intimamente ligada à liberação do GH (Kojima et al., 1999). 
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1.3 Ghrelina 

 

 A ghrelina é um peptídeo formado por 28 aminoácidos (Kojima et al., 1999) 

resultante de um processo pós-traducional pela ação da enzima pró-hormônio 

convertase 1/3 (PC1/3) a partir de uma proteína precursora denominada pró-ghrelina 

(Zhu et al., 2006). Constitui-se no primeiro peptídeo modificado por um ácido graxo e 

a presença de uma acilação na terceira serina (Ser-3) é fundamental para ativação 

de seu receptor (Kojima et al., 1999).  

 Esse hormônio liga-se ao receptor secretagogo do GH (GHS-R1a), que é um 

tipo de receptor acoplado à proteína G (GPCR) com sete domínios 

transmembrânicos (Smith et al., 1999). A ação do GHS-R1a se dá pela ativação da 

fosfolipase C, gerando inositol-trifosfato (IP3) e diacilglicerol, que resulta no aumento 

dos níveis intracelulares de cálcio, desencadeando respostas celulares específicas 

(Kojima et al., 1999). 

 A acilação (octanoilação) da Ser-3 ocorre principalmente no estômago pela 

ação da enzima ghrelina o-acil-transferase (GOAT) (Gutierrez et al., 2008). Assim 

sendo, as formas principais de ghrelina encontradas no rato são: não acilada (sem 

modificação pós-traducional) e acilada (modificada pós-tradução) (Hosoda et al., 

2000). A forma acilada corresponde ao peptídeo ativo e a forma des-acilada é 

inativa, pois não se liga ao GHS-R (Hosoda et al., 2000). A forma des-acilada 

corresponde à maior parte da ghrelina encontrada no estômago (Hosoda et al., 

2000).  

 O GHS-R1a é expresso na hipófise principalmente nas células somatotrofas 

hipofisárias do lobo anterior. Também é expresso no hipotálamo, na região do 

núcleo arqueado (ARC) (Nakazato et al., 2001; Camiña, 2006). Apesar da relevância 

da expressão do GHS-R1a nos tecidos neuroendócrinos, outros tecidos também 

apresentam expressão para esse receptor, tais como: pâncreas (Kageyama et al., 

2005), estômago, intestino delgado e intestino grosso (Shuto et al., 2001; Dass et al., 

2003).  

 A ghrelina é produzida predominantemente pelo estômago, mais 

especificamente pelas células endócrinas denominadas “X/A-like” (Date et al., 2000).   

Essas células estão presentes na região do colo e base da glândula oxíntica e 

raramente na região do antro-piloro de ratos e humanos, apresentam formato 

arredondado a ovóide, com grânulos citoplasmáticos elétron-densos e compactos e 
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podem também ser denominadas como células secretoras de ghrelina (Date et al., 

2000). Em ratos, esse peptídeo é expresso principalmente na mucosa do estômago, 

com concentração diminuindo ao longo do intestino (Dornonville de La Cour et al., 

2001; Lee et al., 2002).  

  Foram identificados dois tipos de células produtoras de ghrelina no trato 

gastrintestinal: células do “tipo fechado” e células do “tipo aberto”. No estômago, a 

maioria das células são do “tipo fechado”, e as células do “tipo aberto” aumentam 

progressivamente do estômago para o intestino (Dornonville de La Cour et al., 2001; 

Sakata et al., 2002; Zhao e Sakai, 2008). As células do “tipo fechado” não 

apresentam contato com o lúmen glandular e recebem estímulo hormonal, neuronal 

ou por distensão mecânica. Já as células do “tipo aberto”, têm contato luminal, e são 

reguladas por nutrientes ou pH (Solcia et al., 2000). Desta forma, pode-se observar 

que as células produtoras de ghrelina podem ser reguladas por diferentes estímulos 

e desempenhar diversos papéis fisiológicos.  

 Células positivas para ghrelina podem ser visualizadas na mucosa gástrica de 

ratos a partir do 21º dia de vida fetal e a concentração dessas células aumenta 

progressivamente durante a segunda e terceira semanas de vida pós-natal 

(Hayashida et al., 2002; Walia et al., 2009). 

 Além do estômago, intestino delgado e intestino grosso, diversos outros 

órgãos tais como pâncreas, rins, hipófise e testículo são capazes de sintetizar 

ghrelina, porém em concentrações bem menores (Rindi et al., 2004; Yabuki et al., 

2006). A gastrectomia reduz cerca de 80% da concentração plasmática de ghrelina 

(Dornonville de La Cour et al., 2005). No entanto, após a cirurgia essa concentração 

aumenta gradualmente, possivelmente devido à produção compensatória desse 

hormônio por outros órgãos, como o duodeno (Wang et al., 2008).  

 A ghrelina foi caracterizada, primeiramente, como sendo um hormônio 

liberador de GH por uma via independente do GHRH hipotalâmico (Kojima et al., 

1999), ou seja, esse peptídeo estimula a liberação de GH pela hipófise, tanto in vivo 

como in vitro (Wren et al., 2000; Arvat et al., 2001).  

 Toshinai et al. (2001) demonstraram que o jejum alimentar leva ao aumento 

dos níveis plasmáticos de ghrelina e sua conseqüente redução no estômago. Com a 

realimentação, os níveis plasmáticos de ghrelina sofrem redução, e no estômago 

voltam às concentrações normais, sugerindo que a ghrelina é secretada do 

estômago para a corrente sanguínea em resposta ao jejum. Desta forma, a ghrelina 



15 
 

também é responsável pelo aumento do apetite (peptídeo orexigênico) (Wren et al., 

2000; Nakazato et al., 2001; Toshinai et al., 2001). 

 No núcleo arqueado (ARC) do hipotálamo, uma região relacionada à 

regulação do apetite, Kojima et al. (1999) relataram a existência de neurônios que 

expressam ghrelina. O ARC é crítico para a regulação da alimentação e massa 

corporal, pois contém neuropeptídeos orexigênicos como o neuropeptídeo Y (NPY) e 

a proteína agouti (AgRP). A ghrelina, que atua como um antagonista da leptina 

(hormônio supressor do apetite), estimula a expressão do RNAm de NPY induzindo 

o aumento do consumo de alimentos (Nakazato et al., 2001).  

 As informações sobre o estado nutricional do indivíduo chegam aos neurônios 

do ARC através da corrente sanguínea (Nakazato et al., 2001), com o aumento dos 

níveis plasmáticos de ghrelina antes de cada refeição e redução a níveis mínimos 

uma hora depois. Ao agir como um sinal da fome, a ghrelina contribui para regulação 

da homeostase energética (Cummings et al., 2001). 

 Essa resposta de regulação do apetite pode ser encontrada desde o início da 

vida pós-natal. Ratos lactentes com uma semana de vida submetidos ao jejum por 

oito horas apresentam redução da concentração de ghrelina no estômago e 

aumento de sua concentração plasmática (Hayashida et al., 2002). 

 A ghrelina também tem a capacidade de modular a proliferação de diversas 

linhagens celulares como células hipofisárias e osteoblastos (Nanzer et al., 2004; 

Maccarinelli et al., 2005), aumenta a motilidade gástrica e a secreção de ácido 

gástrico (Masuda et al., 2000), estimula a formação óssea (Fukushima et al., 2005), 

tem ação anti-inflamatória (Dixit e Taub, 2005), reduz a pressão arterial (Nagaya et 

al., 2001). Além dessas diversas funções, foi observado que a administração de 

ghrelina reduz a apoptose na mucosa intestinal de ratos submetidos ao jejum (Park 

et al., 2008) e também inibe a apoptose em linhagens de célula de cardiomiócitos e 

células endoteliais, agindo como um protetor desses tecidos (Baldanzi et al., 2002).  

 Tschöp et al. (2000) observaram que a administração de ghrelina leva a 

alterações metabólicas, resultando no aumento da massa corpórea e redução da 

utilização de gordura, além disso esse hormônio estimula a adipogênese (Choi et al., 

2003). A administração subcutânea diária de ghrelina em ratas grávidas, do 15º ao 

21º dia de gestação resulta no aumento da massa corporal de ratos recém-nascidos 

(Hayashida et al., 2002).  
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 Em indivíduos obesos a concentração de ghrelina plasmática é reduzida 

(Tschöp et al., 2001), enquanto em pacientes com anorexia nervosa ou bulimia 

esses níveis encontram-se elevados (Tanaka et al., 2002; Janas-Kozik et al., 2007), 

possivelmente numa tentativa de reequilibrar a homeostase energética.  

 O nível de glicose no sangue também influencia a regulação da ghrelina. 

Quando a glicose é administrada oral ou intravenosamente, a concentração de 

ghrelina plasmática diminui (Shiiya et al., 2002). Em caso de hipoglicemia induzida 

pela insulina, foi observado que houve aumento da expressão de RNAm de ghrelina 

no fundo gástrico, sugerindo que a ghrelina provavelmente deve agir como uma 

molécula de sinal anabólico durante uma depleção energética (Toshinai et al., 2001). 

 Ratos adultos que receberam dieta com grande quantidade de gordura 

apresentam redução dos níveis plasmáticos e da expressão de RNAm para ghrelina 

no estômago, enquanto animais que tiveram alimentação com baixo teor protéico 

apresentam expressão e níveis plasmáticos elevados de ghrelina (Lee et al., 2002). 

 A ghrelina está profundamente envolvida em diversos processos fisiológicos, 

sendo fundamental na regulação do consumo alimentar, conectando o eixo cérebro-

estômago com a finalidade de alcançar a homeostase energética. 
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7 CONCLUSÕES 

  

 A restrição protéica durante os períodos pré e pós-natal reduz o crescimento 

e a proliferação celular no epitélio gástrico, enfatizando a importância do consumo 

de quantidade adequada de proteína durante o desenvolvimento do animal. 

 Concluímos também que há uma evidente diferença na resposta hormonal 

entre animais lactentes e desmamados, uma vez que a presença de ghrelina nas 

células gástricas e seus níveis séricos não sofrem alteração com a dieta aos 14 dias, 

mas são significativamente aumentados nos ratos de 30 e 50 dias. 

 O aumento na expressão e nos níveis plasmáticos de ghrelina induzido pela 

dieta de restrição protéica por um longo período pode ser uma estratégia adaptativa 

de sobrevivência em resposta à diminuição da massa corpórea destes animais. 
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