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RESUMO 
 

Este trabalho teve como objetivo avaliar a maturação nuclear e citoplasmática em 

duas condições experimentais. No experimento I (Exp I) comparou–se a utilização 

de três diferentes meios de cultivo TCM-199, SOFaa e HTF:BME na maturação in 

vitro de ovócitos eqüinos. No experimento II (Exp II) avaliou–se a habilidade dos 

ovócitos eqüinos maturados em meio HTF:BME suplementado com FSH homólogo e 

heterólogo e hormônio de crescimento eqüino (eGH), de serem fertilizados e passar 

pelo desenvolvimento embrionário e fetal após a transferência de ovócitos. Os 

ovários eqüinos foram obtidos de abatedouro e os ovócitos recuperados pela técnica 

de fatiamento. Em cada experimento foram realizadas cinco procedimentos com 

uma média de 30 ovócitos por grupo, estes foram maturados por 36 a 40 horas à 

38,5ºC em atmosfera de 5% de CO2 em ar. A avaliação da maturação nuclear nos 

dois experimentos foi realizada em ovócitos desnudados, transferidos para gotas 

colocadas sobre lâmina histológica contendo 10µl Hoechst 33342 e examinados em 

microscópio invertido com luz fluorescente. A avaliação da morfologia citoplasmática 

foi realizada através de Microscopia Eletrônica de Transmissão. A análise estatística 

foi realizada através de ANOVA Para a transferência de ovócitos foram utilizadas 

receptoras não cíclicas, tratadas com Cipionato de Estradiol (ECP) por três dias (5, 3 

e 2ml/dia IM). As receptoras foram inseminadas 12 horas pré e pós cirurgia, com 

2x109  espermatozóides viáveis por inseminação. Foi realizada a transferência de 

12,8 ovócitos maturados em média, nas condições do Exp II para cada égua, que 

após a cirurgia recebeu 200 mg/dia de progesterona (Laboratório BET) até o 

diagnóstico de gestação ultra-sonográfico, realizado nos dias 15 e 90 após a 

transferência. Os resultados obtidos no Exp I demonstraram que não houve 

diferença estatística (p=0,095) entre os meios de maturação testados. A maturação 

nuclear foi de 29,2%, 23,8% e 13,8% para os grupos HTF:BME, SOFaa e TCM199, 

respectivamente. Estes índices menores que os observados na literatura. No 

entanto, neste trabalho não foi utilizada a adição de soro ao meio de cultivo. Da 

mesma forma a porcentagem de ovócitos degenerados não diferiu entre os grupos 

experimentais (32,6,%, 32,8% e 43,4% para HTF:BME, SOFaa e TCM199 

respectivamente, p=0,351). O alto número de ovócitos degenerados obtidos foi 

relacionado ao alto intervalo entre o abate e o início da maturação ovocitária (> 10 

 



 

horas). Na avaliação da morfologia citoplasmática, os ovócitos cultivados em meio 

TCM199 e SOFaa apresentaram sinais de incompleta maturação citoplasmática e 

exibiram características de reação cortical prematura, enquanto os ovócitos 

maturados em meio HTF:BME apresentavam aparente melhora nas características 

citoplasmáticas. No Exp II, esperava-se resultados positivos com a adição de 

gonadotrofina (FSHe) e hormônio de crescimento eqüino (eGH) no meio de cultivo 

HTF:BME. No entanto, os resultados obtidos demonstraram não haver diferenças 

estatísticas (p= 0,545) significativas entre os grupos estudados. As taxas de 

maturação nuclear foram de 37,1%; 25,8% e 29,8% para os grupos com FSHbov, 

FSHeq e FSHeq+eGH, respectivamente. A porcentagem de ovócitos degenerados 

não diferiu entre os grupos experimentais (36,5%; 35,0% e 21,3% para FSHbov, 

FSHeq e FSHeq+eGH respectivamente). Na análise da morfologia citoplasmática do 

Exp II, observou-se que somente a adição de FSHeq no meio HTF:BME, resultou em 

uma melhora significativa da morfologia citoplasmática, representada por sinais de 

maturação semelhantes aos encontrados em ovócitos maturados in vivo. Após a 

transferência de ovócitos, uma égua do grupo FSHbov e outra do grupo 

FSHeq+eGH ficaram prenhes, com a presença de uma vesícula embrionária em 

cada, representando taxas de 10 e 6,8% de gestação, respectivamente. Os 

resultados demonstram que a porcentagem ovócitos eqüinos competentes após a 

maturação in vitro ainda é baixa. 
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ABSTRACT 
 

This study was designed to evaluate the nuclear and citoplasmatic oocyte maturation 

in two situations. Experiment I (ExpI) aimed to compare the use of TCM-199, SOFaa 

and HTF:BME media to mature equine oocytes in vitro. Experiment II (ExpII) evaluate 

the ability of equine oocytes matured in HTF:BME media containing homologous and 

heterologous FSH, associated with equine growth hormone (eGH), to undergo 

maturation and development after oocyte transfer. Equine ovaries were obtained in a 

slaughterhouse and the oocytes recovered after slicing the ovaries. For each 

experiment, five replicates were performed. After selection an average of 30 oocytes 

per group were matured during 36 to 40 hours at 38.5oC In an atmosphere with 5% 

CO2 in air. Nuclear maturation in both experiments was evaluated staining the 

oocytes with 10µl Hoechst 33342. Citoplasmatic maturation was analyzed in five 

oocytes per group using Transmission Electron Microscopy. All data was analyzed 

using ANOVA. For oocyte transfer, non-cycling recipient mares were treated with 

Estradiol Cipionate (ECP) during 3 days (5, 3 and 2ml/day IM). After transfer of an 

average of 12,8 oocytes matured in the Exp II conditions, each recipient mare was 

inseminated 12 hours pre- and post ovulation with  2x109  live sperm cells. After the 

surgery all recipient mares received 200 mg/day of progesterone (BET Laboratory, 

Rio de Janeiro, Brazil) until pregnancy detection, by ultra sound examination at days 

15 and 90 after transfer. The results obtained in Exp I showed no statistic differences 

(p=0,095) when maturation media were tested. Nuclear maturation was 29,2%, 

23,8% and 13,8% for groups HTF:BME, SOFaa and TCM199 respectively. These 

results are lower than many observed in the literature, however, in this experiment no 

serum was added to the maturation media. The percentage of degenerated oocytes 

did not differ among experimental groups (32,6,%, 32,8% and 43,4% for HTF:BME, 

SOFaa and TCM199 respectively, p=0,351). The high number of degenerated 

oocytes obtained seems to be due to the long time between slaughter and the 

beginning of maturation (> 10 hours) and the use of BSA in culture. When the 

analysis of citoplasmatic morphology was performed, the oocytes cultured in 

TCM199 and SOFaa showed signs of incomplete citoplasmatic maturation and 

characteristics of premature cortical reaction, while the oocytes cultured in HTF:BME 

media had better citoplasmatic characteristics. In Exp. II, positive results were 

 



 

expected with the use of homologous FSH and GH to mature equine oocytes. 

However the results obtained showed no statistic differences (p= 0,545) when bovine 

or equine FSH was used, or when eGH was added. Nuclear maturation was 37,1%; 

25,8% and 29,8% for groups with FSHbov, FSHeq and FSHeq+eGH respectively. 

The percentage of degenerated oocytes did not differ among experimental groups 

(36,5%; 35,0% and 21,3% for FSHbov, FSHeq and FSHeq+eGH respectively). By 

the time the analysis of citoplasmatic morphology was done in the exp II, only the 

addition of FSHeq in the HTF:BME media resulted on a highly expressive 

improvement on citoplasmatic morphology, represented for signs of maturation like 

the ones found. After OT one mare of FSHbov group and one of FSHeq+eGH group 

become pregnant with one embryonic vesicle each, which represents 10 and 6,8% 

embryonic vesicle per mare, respectively. This data shows that the percentage of 

competent in vitro matured oocytes are still low. in in vivo matured oocytes. 
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INTRODUÇÃO 
 

Ao nascimento as fêmeas mamíferas possuem, em seus ovários, ovócitos 

no estágio de diplóteno da prófase I da meiose. Estes ovócitos não possuem 

habilidade de reassumir a meiose, ou de sofrerem fertilização; permanecendo no 

estágio de imaturidade conhecido como núcleo dictiado, ou vesícula germinativa 

(VG) (DOMNS, 1990; BUEHR, 1994; SATHANANTHAN, 1994). 

No interior do folículo, estes ovócitos estão envoltos por células da 

granulosa, formando o complexo cumulus ovócito (CCO). O conjunto de células 

próximas da zona pelúcida, que estão em íntimo contato com o ovócito por junções 

intercomunicantes do tipo gap é denominado de corona radiata. Essas células do 

cumulus têm função diferenciada daquelas presentes na parede folicular em 

conseqüência do seu íntimo contato com o ovócito. Substâncias reguladoras 

produzidas pelo ovócito têm função importante na atividade das células do cumulus 

e, da mesma maneira, componentes dessas células somáticas têm participação 

ativa no mecanismo de crescimento e maturação dos ovócitos (MARCOS et al., 

1996). 

O processo de maturação que resulta na aquisição da capacidade de ser 

fertilizado ocorre em duas fases. A primeira é conhecida como fase de crescimento e 

confere ao ovócito a capacidade de reiniciar a meiose (CRAN & MOOR, 1990) e 

regular a síntese de proteínas e formação de organelas, diferenciando a célula em 

um gameta funcional. A segunda fase, caracterizada pelo reinício da meiose é 

normalmente denominada de maturação final e ocorre após a puberdade no folículo 

pré-ovulatório (SCHULTZ, 1986; PAYNTON & BACHVAROVA, 1990; EPPIG, 1991).  

O ovócito é uma célula especial por possuir a habilidade de, após a 

fertilização, dar origem a um novo indivíduo. Antes de adquirir esta habilidade esta 

célula deve sofrer uma série de transformações seqüenciais que resultam na 

ovulação de um ovócito totalmente maturo e capaz de ser fertilizado (MASUI & 

CLARKE, 1979). A maturação ovocitária envolve modificações  nucleares e 

citoplasmática, e é um processo regulado pela combinação de influência extracelular 

das células foliculares, hormônios esteróides, gonadotrofinas e fatores de 

crescimento (CRAN et al., 1980; MOOR et al., 1981; SATHANANTHAN, 1994).  



 

O processo de fertilização, da maneira como ocorre no oviduto, é 

extremamente complexo e envolve interações específicas entre os gametas 

masculinos e femininos para formar um indivíduo diplóide; o zigoto, o qual em seu 

devido tempo, irá se desenvolver até um novo ser. O termo fertilização in vitro tem 

sido adotado como uma forma genérica para expressar os processos que incluem a 

maturação (MIV), a fertilização (FIV) e o cultivo in vitro (CIV). Hoje em dia o termo 

produção in vitro (PIV) de embriões tem sido utilizado para definir os três processos 

(MIV, FIV e CIV) normalmente  desenvolvidos em seqüência para produção de 

embriões exclusivamente in vitro. A produção in vitro de embriões tem sido utilizada 

em humanos em todo o mundo, na tentativa de solucionar problemas de infertilidade 

tanto masculina como feminina, sendo esta também, a principal indicação para o uso 

destas técnicas em eqüinos (SQUIRES et al., 2003). 

Em eqüinos os progressos envolvendo o estudo dos eventos precoces da 

fertilização tem sido lentos quando comparados a outras espécies de animais 

domésticos. Tentativas de fertilizar ovócitos eqüinos in vitro tem levado a sucesso 

relativo. O sucesso da produção in vitro de embriões depende de uma série de 

fatores como: disponibilidade de ovócitos imaturos saudáveis, métodos de MIV e 

capacitação espermática eficientes e condições ótimas de cultivo. Os índices de 

sucesso de etapas individuais que envolvem a PIV em eqüinos ainda estão longe de 

permitirem a utilização destas técnicas em protocolos de rotina, como acontece em 

bovinos (PARRISH et al., 1986; XU et al., 1987). 

Os únicos potros nascidos após procedimentos in vitro no eqüino são 

originados da fertilização de um ovócito maturado in vivo com sêmen eqüino 

capacitado com Ca++ ionoforo A23187 (PALMER et al., 1990) e da injeção 

espermática intracitoplasmática de um espermatozóide em ovócitos eqüinos 

maturado in vitro (SQUIRES, 1996; COCHAN et al., 1998).  

As condições para a maturação in vivo do ovócito eqüino são diferentes 

daquelas observadas em outros animais domésticos; pois não ocorre um pico pré-

ovulatório de Hormônio Luteinizante (LH), mas sim um aumento progressivo dos 

níveis deste, o qual permanece vários dias, atingindo concentrações máximas um 

dia após a ovulação (WHITMORE et al., 1973; IRVINE et al., 1994). As condições 

para a maturação in vitro também parecem ser diferentes, e a utilização de meios de 

 



 

cultivo clássicos adaptados de trabalhos em bovinos tem resultado em baixos 

índices de maturação (OKOLSKI et al., 1991; BEZARD & PALMER, 1992). As 

razões para a falha do ovócito eqüino em atingir a completa maturação in vitro ainda 

não são totalmente conhecidas (GOUDET et al., 1998a). 

Hoje, as técnicas de reprodução assistida em eqüinos incluem a Inseminação 

Artificial e a Transferência de Embriões. No entanto, com a utilização destas técnicas 

é impossível se obter gestações em éguas com problemas de subfertilidade e de 

animais que venham a óbito. Como visto, a PIV ainda não é uma realidade na 

reprodução eqüina. Portanto a Transferência de Ovócitos (TO), que é uma técnica 

de reprodução assistida, na qual o ovócito já maturado (in vivo ou in vitro) é 

transferido ao oviduto de uma égua receptora. Esta então é inseminada permitindo 

que a fertilização e o desenvolvimento embrionário ocorram no seu trato reprodutivo 

(CARNEVALE et al., 2001), possibilitando a obtenção de gestações de animais 

mortos e éguas sub-férteis com diferentes patologias e histórico de insucesso 

repetido em programas de transferência de embriões. 

A TO eqüinos maturados in vitro pode ser utilizada como uma forma de 

determinar a viabilidade ovocitária (ZHANG et al., 1989; CARNEVALE & GINTHER, 

1993; HINRICHS et al., 1997; HINRICHS et al., 1998a; HINRICHS et al., 1998b; 

HINRICHS et al., 1999; CARNEVALE et al., 2000), visto que parâmetros nucleares e 

citoplasmáticos são indicadores do desenvolvimento ovocitário, mas não refletem o 

desenvolvimento da competência para a fertilização e desenvolvimento embrionário 

e fetal, tendo assim esta técnica um importante papel em aumentar o conhecimento 

ainda básico da maturação e fertilização de ovócitos eqüinos (CARNEVALE, 1996). 

Visto que a maturação in vitro de ovócitos eqüinos, um dos passos 

fundamentais para a Produção in vitro (PIV), não está totalmente elucidada, o 

objetivo de presente trabalho foi o de avaliar o estágio de maturação nuclear e a 

morfologia citoplasmática de ovócitos de eqüinos, após o cultivo in vitro em 

diferentes meios. Analisou-se também se a utilização de diferentes fontes de 

gonadotrofinas e hormônio de crescimento poderiam melhorar as taxas de 

maturação nuclear e citoplasmática, bem como a capacidade dos ovócitos de 

eqüinos em serem fertilizados e passarem pelo desenvolvimento embrionário e fetal 

após realização de Transferência de Ovócitos. 

 



 

OBJETIVOS 
 

Tendo em vista o estado presente de conhecimento sobre a maturação 

ovocitária in vitro na espécie eqüina, este trabalho teve como objetivos: 

Experimento I 

1. Comparar as taxas de maturação nuclear de ovócitos eqüinos cultivados 

em três diferentes meios: “Tissue Culture Media –199” (TCM 199), 

“Sintetic Oviductal Fluid” acrescido de aminoácidos (SOFaa) e “Human 

Tubal Fluid”: “Basal Medium Eagle” (HTF:BME).  

2. Verificar com a utilização da Microscopia Eletrônica de Transmissão a 

morfologia citoplasmática dos ovócitos maturados in vitro nos três meios 

de cultivo testados, comparando com ovócitos eqüinos imaturos. 

Experimento II 

1. Avaliar se a adição de diferentes fontes de gonadotrofinas e hormônio de 

crescimento eqüino ao meio HTF:BME, poderia interferir nas taxas de 

maturação nuclear. 

2. Verificar pela Microscopia Eletrônica de Transmissão, se a utilização de 

diferentes fontes de gonadotrofinas e hormônio de crescimento eqüino 

poderiam melhorar a qualidade dos ovócitos maturados in vitro em meio 

HTF:BME. 

3. Avaliar pela Transferência de Ovócitos à capacidade de fertilização e 

desenvolvimento embrionário e fetal dos ovócitos maturados in vitro, com 

diferentes fontes de gonadotrofinas e hormônio de crescimento eqüino. 

 



 

REVISÃO DA LITERATURA 
 

 

MATURAÇÃO OVOCITÁRIA 

 

A habilidade de ser fertilizado depende de uma maturação ovocitária normal, 

tanto nuclear quanto citoplasmática. A maturação nuclear pode ser facilmente 

identificada pela configuração cromossômica. A maturação citoplasmática, a qual é 

necessária no desenvolvimento pós-fertilização, é pouco avaliada (HINRICHS et 

al.,1995).  

O processo de maturação ovocitária deve conferir ao ovócito a capacidade de 

ser fertilizado e de se desenvolver em um novo indivíduo ocorrendo em duas fases. 

A primeira é conhecida como fase de crescimento e confere ao ovócito a capacidade 

de reiniciar a meiose (CRAN & MOOR, 1990). O ovócito primário (15 a 20µm de 

diâmetro) é ativado provavelmente pela transmissão de sinais estimulatórios 

diretamente pelas células do cumulus. A ativação ovocitária causa uma intensa 

atividade transcripcional de Ácido Ribonucleico (RNA), a qual excede a necessidade 

momentânea do ovócito. Desta forma a maior parte deste RNA não é traduzido e sim 

estocado no citoplasma sob uma forma estável (sem a poliadenilação que é 

requerida para tradução). Imediatamente antes e após a fertilização ocorre a 

tradução das informações contidas no RNA dando suporte a finalização da meiose e 

ao desenvolvimento embrionário (PAYNTON & BACHVAROVA, 1990; CRAN & 

MOOR, 1990). Desta maneira, durante esta fase de crescimento a alta atividade de 

transcrição acumula macromoléculas e a pequena quantidade de RNA que é 

traduzida, suporta e regula a síntese de proteínas e a formação de organelas, tais 

como: mitocôndrias, ribossomos, grânulos corticais e vesículas contendo fontes 

energéticas, diferenciando a célula em um gameta funcional (SCHULTZ, 1986; 

PAYNTON & BACHVAROVA, 1990; EPPIG, 1991). Durante esta fase de 

crescimento a célula germinativa feminina apresenta um aumento de cinco vezes em 

seu diâmetro (100 a 120µm de diâmetro), permanecendo no estágio meiótico de 

diplóteno ou vesícula germinativa na prófase I (SCHULTZ, 1986; DOWNS, 1990). 

 



 

Uma das alterações mais surpreendentes durante a fase de crescimento de 

um ovócito é a secreção de uma membrana glicoproteica, denominada zona 

pelúcida (ZP), que forma um revestimento protetor ao redor do ovócito, o qual 

consiste de 3 glicoproteínas, ZP1, ZP2 e ZP3. Em contraste com a expressão de 

ZP1 e de ZP3, a expressão de ZP2 já ocorre em folículos primordiais. Estas 

proteínas da zona são essenciais para o desenvolvimento folicular normal e sua 

expressão exige o fator de transcrição (SOYAL, et al., 2000). As células da 

granulosa tornam-se não somente acopladas umas às outras, mas também, via 

prolongamentos, atravessam a ZP em desenvolvimento, formando junções gap com 

o ovolema (ANDERSON & ALBERTINI, 1976). 

A segunda fase, caracterizada pelo reinicio da meiose, é normalmente 

denominada de maturação final e ocorre após a puberdade no folículo pré-

ovulatório. Esta fase envolve modificações nucleares e citoplasmática que irão 

resultar na formação de um gameta com capacidade de ser fertilizado (CRAN et al., 

1980; MOOR et al., 1981; SATHANANTHAN, 1994). Entende-se como maturação 

nuclear as mudanças que ocorrem no núcleo do ovócito, mais especificamente a 

duplicação e divisão do ácido desoxirribonucleico (DNA) e é iniciado pela 

condensação da cromatina e dissolução da membrana nuclear. Este processo 

também é conhecido como quebra da vesícula germinativa (QVG). Ocorre a 

duplicação dos centríolos e os cromossomos, em pares diplóides, que encontravam-

se livres no citoplasma, migram para região equatorial (metáfase I). O ovócito 

primário sofre então duas divisões meióticas. Na primeira divisão, duas células filhas 

são formadas, mas uma delas contém quase todo citoplasma e constitui o ovócito 

propriamente dito. A outra, muito menor, é expulsa para o espaço perivitelino, sendo 

conhecida como corpúsculo polar (CP), que além de cromossomos, contém uma 

variedade de organelas, incluindo mitocôndrias, ribossomos e grânulos corticais. O 

ovócito agora é considerado secundário. Inicia-se então o segundo período de 

repouso da divisão meiótica que só será completada com a penetração espermática 

e extrusão do segundo corpúsculo polar e finalização da meiose (GORDON, 1994). 

O reinicio da meiose depende de uma série de fatores externos. Em 

mamíferos a maturação ovocitária é estimulada pela retirada da influência inibitória 

das células foliculares. A adição de hormônios (ou remoção do ovócito do interior do 

folículo) é seguida por um período latente, de duração variável entre as espécies. 

 



 

Este período corresponde à transdução do sinal hormonal. Sendo assim a 

ocorrência da maturação meiótica é acompanhada e provavelmente regulada por 

mudanças no padrão de fosforilação de varias proteínas celulares. Um componente 

importante é a atividade do fator promotor de maturação (MPF) (MASUI & 

MARKERT, 1971), o qual acredita-se ser um regulador universal do ciclo celular, 

tanto na mitose como na meiose (NURSE, 1990). O MPF é uma proteína composta 

por uma subunidade catalítica, a kinase 1 ciclina dependente (cdk1, também 

conhecida por p34cdc2) e uma subunidade reguladora, a ciclina B (DOWNS, 1993; 

TAIEB et al., 1997). O MPF ativo induz a condensação dos cromossomos, o 

desaparecimento do envelope nuclear (QVG) e a reorganização do citoplasma para 

entrada na fase M tanto do ciclo mitótico como meiótico (MURRAY, 1989; MURRAY 

& KIRSCHNER, 1989; MOTILIK & KUBELBA, 1990). Em ovócitos de vertebrados, o 

fuso da meiose I se organiza, e leva a uma divisão desigual correspondente a 

expulsão do primeiro corpúsculo polar, em paralelo com um decréscimo na atividade 

do MPF. A atividade do MPF aumenta novamente, induzindo a formação imediata do 

fuso da segunda divisão meiótica, sem a reorganização do envelope nuclear, 

descondensação dos cromossomos e replicação de DNA. Os ovócitos ficam então 

parados no estágio de metáfase II, com altos níveis de MPF até o momento da 

fertilização (HASHIMOTO & KISHIMOTO, 1988; CHOI et al., 1991; NAITO & 

TOYODA, 1991; JELINKOVA et al., 1994; DEDIEU et al., 1996; TAIEB et al., 1997; 

WU et al., 1997). Outras kinases também estão envolvidas na regulação dos eventos 

meióticos, como a Proteína Quinase Mitógeno Ativada (MAPK). 

A maturação citoplasmática é caracterizada por diversas mudanças no 

formato e localização das organelas celulares. Estas estão intimamente relacionadas 

com a aquisição da competência meiótica e com a capacidade do ovócito ser 

fecundado e sofrer desenvolvimento embrionário (HYTTEL et al., 1989). 

Em bovinos, os trabalhos realizados com auxílio da microscopia eletrônica 

de transmissão por Hyttel et al. (1989) demonstraram que, no ovócito imaturo, as 

vesículas com membrana são encontradas no citoplasma em grande número e com 

uma distribuição homogênea. As mitocôndrias se localizam em grupos na periferia 

do ovócito, assim como os grânulos corticais. Um atraso na distribuição periférica 

dos grânulos corticais indica incoordenação entre a maturação nuclear e 

citoplasmática (IZADYAR et al., 1997). Na periferia encontram-se também os 

 



 

complexos de Golgi bem desenvolvidos. No ovócito maturo, as mitocôndrias 

apresentam-se uma distribuição uniforme e não periférica, enquanto que os grânulos 

corticais (GC) se encontram mais dispersos e ligados ao sistema retículo 

endoplasmático liso (REL), ao contrário dos ovócitos imaturos. Os complexos de 

Golgi apresentam um menor desenvolvimento, ou seja, apresentam-se em estágio 

inativo (HYTTEL et al., 1989). 

Cran (1985), trabalhando com ovócitos suínos, definiu as mitocôndrias, as 

gotas lipídicas e as grandes vesículas rodeadas por membranas como as estruturas 

de maior importância a serem observadas para avaliar a maturação citoplasmática. 

A fração volumétrica das mitocôndrias aumenta nos ovócitos maturos de suíno em 

relação aos imaturos, sendo que estas apresentam a forma de ferraduras com 

poucas criptas (CRAN, 1985). As gotas lipídicas, apresentam-se de cor cinza nos 

ovócitos imaturos e de cor cinza com listras nos maturos. Estas representam de 10 a 

20% do volume do ovócito e podem estar relacionadas e, às vezes, encapsuladas 

pelo REL (CRAN, 1985). Ghadially (1988) estabeleceu que as gotas lipídicas podem 

ser visualizadas na microscopia eletrônica medianamente eletrolúcidas ou podem 

apresentar um halo eletrolúcido em volta. Segundo o autor o halo pode estar 

presente devido a composição dos ácidos graxos, em sua maioria ácidos graxos 

insaturados ou a metabolização das mesmas, já que é realizada da periferia para o 

centro. As vesículas com membrana ocupam 15% do volume do ovócito e esta 

porcentagem diminui com o processo de maturação citoplasmática. Elas 

apresentam-se como corpos eletrolúcidos com conteúdo amorfo e membranoso e 

em íntima relação com o REL (GHADIALLY,1988). O complexo de Golgi está em 

disposição periférica, e pode se apresentar unido a vesículas ou GC. Os grânulos 

corticais são responsáveis por uma das barreiras à polispermia, e apresentam-se 

próximos a membrana celular (CRAN, 1985). 

Na maturação ovocitária, a quebra das relações entre o ovócito e as células 

da granulosa adjacentes resulta em mudanças na atividade ovocitária. Esta 

atividade está relacionada com um rearranjo dos compartimentos celulares e 

migração das organelas citoplasmáticas para a periferia em direção a região cortical. 

Existe uma associação entre as mitocôndrias e o REL, formando um microambiente 

o qual facilita a troca de metabólitos intermediários entre as duas organelas 

(FLEMMING & SAACKE, 1972), que passam a utilizar os lipídeos estocados sob a 

 



 

forma de gotas lipídicas como uma importante fonte de nutrientes e energia para a 

maturação final e fertilização do ovócito até as clivagens iniciais. O rearranjo entre 

estas organelas parece ser essencial na produção de adenosina trifosfato nos 

eventos celulares da maturação ovocitária pré-ovulatória  

Resumidamente, as alterações na ultraestrutura que ocorrem durante a 

maturação final em bovinos são o desenvolvimento de um estoque lipídico, a 

redução nos complexos de Golgi, o alinhamento dos grânulos corticais responsáveis 

pelo bloqueio à poliespermia (HYTTEL et al., 1997), o aparecimento de numerosos 

ribossomos, especialmente nas adjacências dos cromossomos e a redistribuição das 

mitocôndrias (KRUIP et al., 1983). 

A maturação pode ser inibida por componentes secretados pelas células 

somáticas e isto é evidenciado quando os Complexos cumulus ovócitos (CCOs) 

liberados de seus folículos reiniciam a meiose. Estímulos hormonais podem 

promover a maturação do ovócito mesmo tendo contato com os componentes 

inibitórios secretados pelas células somáticas. Eppig & Downs (1987) sugerem que a 

inibição meiótica pode ser mantida por substâncias transferidas diretamente das 

células da granulosa para as células do cumulus oophorus e para o ovócito pelas 

uniões intercelulares, ou pela secreção do líquido folicular a partir das células da 

granulosa. Esta comunicação bidirecional permite a transferência de nutrientes, 

precursores metabólicos (como aminoácidos e nucleotídeos), moléculas de 

informação (como hormônios, neutrofinas e fatores de crescimento) e sinais 

meióticos inibitórios e estimulatórios. Deste modo ou pelo contato célula-célula na 

superfície celular, o ovócito em crescimento pode promover ativamente o 

crescimento e a diferenciação das células foliculares, enquanto as células da 

granulosa são capazes de assegurar o crescimento e diferenciação do ovócito 

(EPPIG & DOWNS, 1987). 
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FATORES QUE INFLUENCIAM A MATURAÇÃO OVOCITÁRIA 

 

Os fatores que podem influenciar a maturação ovocitária incluem as 

condições físicas como osmolaridade e composição iônica (YAMAUCHI et al., 1999), 

temperatura, pH, tensão de CO2 e O2  assim como volume de cultura, presença de 

células do cumulus, adição de gonadotrofinas ao meio de maturação e o tempo de 

cultivo dos ovócitos. Foi comprovado em humanos (KENNEDY & DONAHUE, 1969) 

e, em coelhos e vacas (ROBERTSON & BAKER, 1969) que a presença das células 

da granulosa durante a maturação é benéfica. A associação entre as células 

germinativas e somáticas regula os níveis de síntese e o padrão de fosforilação de 

proteínas específicas no ovócito em crescimento, regulando portanto o metabolismo 

do mesmo.  

Características macroscópicas do folículo são importantes para determinar o 

potencial de maturação nuclear e citoplasmática do ovócito. Ovócitos presentes em 

folículos menores que 2 mm de diâmetro na espécie bovina, geralmente não são 

competentes para reiniciarem a meiose, pois não completaram sua fase de 

desenvolvimento e síntese de RNA (HAWLEY et al., 1995). A influência do diâmetro 

do ovócito na progressão da maturação nuclear e produção de embriões in vitro foi 

bem explorada por Hyttel et al. (1997). Os resultados descritos pelo grupo de 

pesquisadores foram bastante similares e sugerem que o ovócito adquire a 

competência para reiniciar a meiose quando seu diâmetro atinge 110-115µm. 

Entretanto, o potencial de desenvolvimento embrionário se estabelece mais tarde 

quando o ovócito alcança um diâmetro de 120µm. O crescimento do ovócito e do 

folículo são eventos paralelos, de modo que o ovócito atinge 110µm quando seu 

folículo atinge 3mm, e o diâmetro de 120µm para o ovócito será encontrado em 

folículos maiores de 3mm.  

Na maioria das espécies de mamíferos, a competência meiótica, definida pela 

habilidade de prosseguir e concluir a meiose, é dependente e aumenta com o 

tamanho folicular, mas não é estritamente ligada ao diâmetro ovocitário 

(TROUNSON, et al., 2001). Em todas as espécies de não-roedores pesquisadas, a 

habilidade dos ovócitos em retomar a meiose é adquirida quando o crescimento 

 



 

ovocitário está completo, isto é, quando o diâmetro é de cerca de 9-13% do diâmetro 

ovulatório (GILCHRIST, et al., 1995). Em humanos, o tamanho mínimo do diâmetro 

folicular para que seja realizada maturação in vitro é de 5mm (WYNN, et al., 1998). 

Em vacas, folículos de 6mm possuem potencial cerca de duas vezes superior ao de 

ovócitos de folículos antrais menores. Em espécies monovulatórias, somente um ou 

dois folículos aumentam grandemente e tornam-se dominantes durante sua seleção 

na fase de crescimento final, o que leva a um marcante aumento da proporção entre 

estrógeno/andrógeno no(s) folículo(s) dominante(s). No entanto, o tamanho do 

folículo dominante não afeta os ovócitos vizinhos em relação à sua capacidade de 

fertilização e posterior desenvolvimento embrionário (TROUNSON et al., 2001; 

WITTMAACK et al., 1994). Estes dados sugerem que a competência para o 

desenvolvimento de ovócitos maturados in vitro é mais comprometida por algumas 

falhas inerentes, mas ainda não identificadas, durante o processo de maturação do 

que diretamente relacionada ao reduzido tamanho folicular. 

Tratando-se de atresia folicular, o complexo cumulus-ovócito é a última 

porção do folículo que é afetada pela atresia e, mesmo em estados avançados de 

atresia folicular, apenas 25% dos complexos apresentam sinais claros de 

degeneração. Folículos com mais de 73% de células apoptóticas ainda podem 

oferecer ovócitos competentes (HAWLEY et al., 1995). Estágios iniciais de atresia 

folicular não afetam negativamente o potencial do ovócito e, pelo contrário, parecem 

estimular a competência do ovócito para desenvolver-se.  A competência do ovócito 

somente será comprometida por estágios avançados de atresia (BLONDIN & 

SIRARD, 1995). 

Deve ser considerada que a diferença entre folículos subordinados e 

dominantes parece ter reflexo na capacidade do ovócito em progredir até a clivagem 

e sustentar o desenvolvimento embrionário. Ovócitos aspirados de folículos um 

pouco antes do pico ovulatório de LH têm maior capacidade de desenvolvimento até 

blastocisto do que aqueles com diâmetro entre 2 e 6mm. Provavelmente, a 

permanência do ovócito no folículo desde a divergência folicular até a ovulação é 

importante para completar o fenômeno denominado de capacitação do ovócito 

(BRUCK et al., 1999). Na prática, os folículos entre 2 e 8mm têm sido utilizados para 

a maturação in vitro em decorrência do número disponível no ovário e da dificuldade 

de determinar os ovócitos que estão capacitados antes da fertilização para espécie 

 



 

bovina. Métodos mais eficazes para capacitação de ovócitos in vitro devem ser 

desenvolvidos para incrementar os índices de produção de embriões (VAN DE 

LEMPUT et al., 1999). 

O ovócito pode ter o seu potencial de maturação, fecundação e capacidade 

de desenvolvimento embrionário estimado pela aparência do CCO. 

Morfologicamente, os ovócitos com maior potencial de viabilidade devem apresentar 

ovoplasma homogêneo com granulações finas, de coloração marrom e 

completamente envolvidos por várias camadas de células do cumulus dispostas de 

forma compacta. Entretanto, há grandes variações quanto aos padrões morfológicos 

de qualidade de ovócito entre as espécies. Por exemplo: ovócitos viáveis de 

camundongos apresentam ovoplasma claro, quase sem granulações, enquanto que 

eqüinos, suínos e cães, observa-se ovoplasma escuro e as granulações podem 

apresentar-se de forma heterogênea devido a quantidade e distribuição dos lipídeos 

citoplasmáticos (CARNEIRO et al., 2002a).  

A maturação meiótica in vivo de ovócitos mamíferos é conhecida por ser 

regulada por gonadotrofinas. Brackett et al. (1989), demonstraram que a utilização 

de LH bovino no meio de maturação in vitro aumentou significativamente a qualidade 

embrionária. Há evidências de que o LH altere a distribuição citoplasmática de 

cálcio, e que a gonadotrofina promova um aumento da glicólise, combinado a um 

aumento da oxidação mitocondrial de glicose, aumentando o metabolismo da 

glutamina (ZUELKE & BRACKETT, 1992; 1993). 

A inibição da secreção de LH ou a inativação do receptor de LH resulta na 

interrupção da maturação ovocitária e na falha da ovulação. Devido ao fato de que 

não foram identificados receptores de LH em ovócitos, os sinais estimulatórios para 

a maturação ovocitária originam-se das células da granulosa no folículo. Está bem 

caracterizado que os folículos respondem à onda de LH com a alteração da 

produção de esteróides pelas células da granulosa, partindo de um ambiente 

predominantemente estrogênico para um progesterônico e com a produção de 

hialuronidase pelas células do cumulus, esta última ação levando a mucificação e 

expansão das células do cumulus e da concomitante finalização dos contatos 

juncionais ovócito-cumulus (PICTON et al., 1998). A quebra destas junções gap 

significa o desaparecimento de uma eficiente e coordenada comunicação bi-

 



 

direcional entre o ovócito e as células somáticas ao seu redor. Apesar das 

diferenças espécie-específicas, o mecanismo molecular básico que governa o 

processo da maturação ovocitária em resposta à onda de LH, divide muitas vias 

regulatórias, como a alteração dos níveis de fosforilação de proteínas, adenosina 

monofosfato cíclico (AMPc) e níveis de cálcio (PICTON et al., 1998). 

Muitos trabalhos sugerem que o Hormônio Folículo Estimulante (FSH) tenha 

um efeito benéfico e que a presença de gonadotrofinas melhore a expansão das 

células do cumulus, e consequentemente promova melhoras na capacitação 

espermática e na fertilização (EYESTONE & BOER, 1993). Segundo Bevers et al. 

(1997), somente o FSH e não o LH influencia a maturação in vitro de ovócitos 

bovinos. Informações contraditórias seriam devido a contaminação do LH utilizado 

em pesquisas com FSH, na ordem de 0.1%. 

Quanto aos Hormônios Esteróides (HE), sabe-se que no bovino o pico de 

LH leva a um aumento na concentração folicular de HE, e que esta concentração 

diminui com o decréscimo de LH. Tsafiri et al. (1972) demonstraram que a Quebra 

da Vesícula Germinativa não é afetada pela inibição da síntese de esteróides, e que 

a ação do LH no reinício da meiose não é induzido pela síntese de HE. No entanto 

estes parecem ser necessários para a progressão da metáfase I e II.  

O Fator Promotor de Maturação é composto de duas subunidades; uma 

catalítica, constituída por uma proteína de 34 kD, a p34cdc2 (controle da divisão 

celular), e uma reguladora, formada por uma proteína de 45 kD, a ciclina B. Em sua 

forma inativa, a p34cdc2 é fosforilada em treonina 161, treonina14 e tirosina 15 pela 

fosfatase cdc 25. O MPF apresenta forte afinidade pela histona H1 quinase como 

substrato, a qual tem sido utilizada para demonstrar a atividade do MPF. Em 

ovócitos bovinos, a histona H1 quinase está em baixo nível no estádio de vesícula 

germinativa e, subseqüentemente, ocorre aumento gradativo, atingindo o máximo no 

estágio de metáfase I (MI). Após esse pico, os níveis de histona H1 quinase 

(atividade de MPF) têm diminuição abrupta, coincidindo com os estádios da anáfase 

I (AI) e telófase I (TI). Um outro aumento na atividade do MPF é observado no 

estágio de metáfase II (MII). Esses níveis elevados são mantidos várias horas após 

a maturação do ovócito e, gradativamente, diminuem após 30 horas da maturação 

ou, abruptamente, na fecundação ou ativação do ovócito (GOUDET et al., 1998a). 

 



 

Em mamíferos, existem evidências de que vários eventos durante a 

maturação de ovócitos ocorram também sob a regulação da MAP quinase (MAPK) 

também denominada de ERK (extracelular regulated kinase). A MAPK é ativada em 

conseqüência da fosforilação em resíduos específicos de tirosina e treonina durante 

a maturação de ovócitos. Em murinos, duas isoformas de MAPK, p42-ERK2 (42kDa) 

e p44-ERK1 (44kDa), foram identificadas. Em bovinos, a MAPK é ativada no 

rompimento da vesícula germinativa, atinge a atividade máxima em MI e permanece 

elevada até a formação dos pronúcleos, não diminuindo em MII. Esses dados 

sugerem que a MAPK é importante para manter a MII e entrar em interfase 

(GOUDET et al., 1998a).  

Várias seqüências nesse processo, desde o desencadeamento da QVG até o 

bloqueio em MII, não são completamente elucidadas. Por exemplo: não é conhecido 

o sinal que desencadeia a ativação do MPF e da MAPK, reiniciando a meiose em 

ovócitos de mamíferos. O ovócito de muitas espécies é mantido em G2 pelo AMPc 

que tem função inibitória na maturação nuclear em ovócitos de camundongos, 

bovinos e suínos, mas não de ovinos. Em bovinos, o AMPc induz uma inibição 

temporariamente curta na vesícula germinativa, não impedindo a progressão até MI 

(GOUDET et al., 1998b). 

Após maturação, os ovócitos são mantidos em MII até a fecundação ou 

ativação partenogenética. Existem evidências que os ovócitos são mantidos em MII 

por ação de fatores citostáticos (CSF) que são capazes de manter a atividade 

elevada do MPF. O CSF é composto por MAPK e c-mos protooncogene (Mos 

quinase). Mos é uma serina/treonina quinase encontrada somente no estádio de MII 

em ovócitos bovinos e é um ativador da MAPK (GOUDET et al., 1998b).  

O produto do fator c-mos proto-oncogene (Mos) é a chave reguladora da 

maturação ovocítica em diferentes espécies, e sua tradução representa um exemplo 

clássico de como a expressão dos genes pode ser regulada pela poliadenilação 

citoplasmática do RNA mensageiro (RNAm) (RICHTER, 1996). Mos é o produto de 

um RNAm materno estocado no citoplasma durante a fase de crescimento ovocítica. 

Ele é traduzido durante a maturação e degradado junto com muitos outros RNAs em 

estágios posteriores de desenvolvimento (GEBAUER et al., 1994; PARIS & 

RICHTER, 1990). O produto Mos tem a habilidade de ativar a cascata de quinases 

 



 

protéicas ativadas por mitógenos (MAPK), que media a atividade do MPF. O Mos 

pode atuar diferentemente nos estágios de desenvolvimento, podendo comportar-se 

como ativador na metáfase I e como inibidor na metáfase II, dependendo das 

estruturas e da bioquímica em contexto (GALLICANO et al., 1997). Hoje está claro 

que a distribuição do RNAm no citoplasma ovocítico não é uniforme e que a 

assimetria é necessária para o funcionamento celular normal (ST. JOHNSTON, 

1995). 

Existem fatores de crescimento produzidos nos ovários que estão 

envolvidos na regulação da maturação nuclear e na expansão das células do 

cumulus. Os fatores de crescimento relacionados com a maturação ovocitária são o 

Fator de Crescimento Epidermal (EGF), Fator de Crescimento semelhante a Insulina 

I e II, (Insulin like factor I e II / IGF-I e IGF-II), TGFα e TGFβ (Transforming growth 

factor α e β). O EGF reduz a atividade da adenilato ciclase e aumenta a atividade da 

fosfodiesterase, diminuindo assim os níveis de AMP cíclico nas células da granulosa, 

o que impede a indução de receptores para o LH pelo FSH (TSAFARI & ADASHI, 

1994). Estudos realizados com camundongos demonstram que o EGF estimula a 

QVG em ovócitos e induz a expansão do cumulus oophorus (BUCCIONE et al., 

1990). O EGF pode atuar como regulador intra-ovariano da maturação em resposta 

ao estímulo da gonadotrofina (ROY & GREENWALD, 1990) e desempenhar um 

papel na cascata bioquímica envolvida no ciclo meiótico, levando a ativação da 

Proteína Quinase Mitógeno Ativada (MAPK). 

Em bovinos, Lorenzo et al. (1994) observaram que o EGF atua estimulando 

a maturação em Complexo cumulus Ovócito (CCO), mas não em ovócitos sem 

células do cumulus. Quanto ao IGF-I receptores foram detectados tanto no ovócito 

quanto nas células do cumulus, e já foi demonstrado previamente por Adashi et al. 

(1985), May et al. (1988) e Xia et al. (1994) que o IGF-I modula uma variedade de 

funções das células foliculares somáticas como a proliferação, diferenciação e a 

esteroidogênese (CARNEIRO et al., 2002b). Pesquisas mostraram que a expansão 

das  células do cumulus ocorre por influência deste fator de crescimento, e que o 

IGF-I possa ser produzido endogenamente pelos CCOs (SINGH & ARMSTRONG, 

1997). Assim, inúmeros hormônios, fosfatases e quinases estão envolvidos no 

 



 

processo de regulação da maturação de ovócitos bovinos, processo que não está 

completamente elucidado. 

 

MATURAÇÃO DO OVÓCITO EQUINO 

 

Na ultima década, biotecnologias alternativas tem apontado para pesquisas, 

na produção de uma progênie de éguas selecionadas. A superovulação não tem 

sucesso estabilizado na égua (McCUE et al., 1993; PALMER et al., 1993), assim 

técnicas de produção in vitro tem sido exploradas como uma alternativa na produção 

de embriões. Estes esforços tem resultado no nascimento de potros a partir da 

fertilização in vitro de ovócitos maturados in vivo (PALMER et al., 1990). 

Considerando que ovócitos eqüinos adquirem competência para fertilização in vitro 

após maturado in vivo, o processo de maturação ovocitária parece ser um ponto 

crítico na produção in vitro de embriões eqüinos. 

O processo de maturação in vitro (MIV) em eqüinos tem sido motivo de 

investigações por diversos grupos: Fulka & Okolski (1981); Desjardins et al. (1985); 

Zhang et al. (1989); Okolski et al. (1991); Willis et al. (1991); Bezard et al. (1992); Del 

Campo et al., (1990); Choi et al., (1993); Hinrichs et al., (1993); Fayer-Hosken et al., 

(1993); Willis et al. (1994). Estes pesquisadores tem enfatizado a importância do 

meio de cultura, tempo e temperatura de incubação, nível hormonal, co-cultura de 

células, etc. A maioria dos protocolos utilizados para maturação nuclear in vitro de 

ovócitos eqüinos possuem entre seus componentes, hormônios gonadotróficos - LH 

e FSH, e estradiol. Os protocolos mais utilizados tem se baseado na produção in 

vitro de embriões bovinos. Porém, as taxas de maturação in vitro de ovócitos 

eqüinos são baixas quando comparadas as de outras espécies, geralmente obtêm-

se 40 a 60% ovócitos eqüinos atingindo metáfase II (DELL AQUILA et al., 1997), 

comparado a 97% em bovinos (SHIOYA et al., 1988).  

Apesar dos consideráveis esforços para produzir um sistema de cultivo que 

realmente induza a completa maturação nuclear e citoplasmática de ovócitos 

eqüinos, um sistema ótimo ainda não foi desenvolvido. Atualmente, os ovócitos 

 



 

eqüinos são incubados em meio TCM 199 acrescido de uma combinação de soros 

(ou componentes do soro), hormônios, macromoléculas e células somáticas. 

Baseado na avaliação da configuração cromossômica, a maturação dos ovócitos 

eqüinos sob estas condições de cultivo resultam em taxas variáveis (30 a 75%), que 

são tipicamente baixas quando comparadas as taxas de maturação das outras 

espécies (SQUIRES, 1996). 

Os ovócitos quando retirados do folículo sofrem a maturação nuclear 

espontaneamente. Portanto a principal estratégia utilizada para o desenvolvimento 

de sistemas de cultivo tem sido a de prover a cultura de condições que suportem e 

otimizem a maturação nuclear espontânea. No entanto, as condições atuais dos 

sistemas de cultivo suportam a maturação nuclear espontânea, mas não promovem 

a maturação citoplasmática do gameta (AGUILAR et al., 2001). 

As relações entre as mudanças morfológicas e endocrinológicas do fluido 

folicular e do ovócito em maturação são pobremente descritas no eqüino. Na maioria 

das espécies de mamíferos, a maturação nuclear in vivo ocorre após o pico pré-

ovulatório de LH (DEKEL et al., 1988; SIRARD & FIRST, 1988; HYTTEL et al., 1989; 

SUN & MOOR, 1991). Na égua não existe um pico de LH pré-ovulatório precedendo 

a ovulação; em lugar disso, as concentrações de LH aumentam gradualmente 

durante o estro, alcançando um maior nível no período de um a três dias após a 

ovulação (GESCHWIND et al., 1975; MILLER et al., 1980).  

Em folículos imaturos e pré-ovulatórios menores que 37mm (provavelmente 

antes do valor máximo de liberação de LH) o núcleo do ovócito é esférico e 

localizado central ou periférico ao ovoplasma. O espaço perivitelino está ausente e 

há uma forte união entre ovócito e células do cumulus, pelas numerosas junções 

com o ovolema (SZÖLLÖSI et al., 1978; MOOR et al., 1980; MOOR et al., 1981; 

KRUIP et al., 1983; CRAN, 1985; HYTTEL et al., 1987). As mitocôndrias estão 

concentradas na região cortical, e em íntimo contato com o retículo endoplasmático 

formando pequenas unidades metabólicas (ZAMBONI & MASTROIANNI, 1966; 

FLEMMING & SAAKE, 1972; CRAN et al., 1980; KRUIP et al., 1983; VOGELSANG 

et al., 1987). O estágio de vesícula germinativa na região central, com nucléolo 

vacuolizado não é uma característica de ovócitos eqüinos. O nucléolo deste grupo 

de ovócitos é constituído de dois componentes: uma porção interna fibrilar e densa e 

 



 

uma auréola fibrilar mais frouxa, observado em bovinos por Flemming & Saacke 

(1972) e Assey et al. (1994) e, em eqüinos por Volgelsang et al. (1987). O estágio de 

vesícula germinativa na região central, com nucléolo vacuolizado pode representar 

um ovócito na fase final de crescimento. Durante a fase de crescimento o nucléolo 

bovino é fibrino-granular e está ativamente sintetizando RNA. E na fase final de 

crescimento, exibe uma aparência de alo, e finalmente volta para a massa densa 

esférica e fibrilar (CROZET et al., 1986). O RNA transcrito é estocado 

(poliadenilado), e será usado durante a maturação meiótica e no desenvolvimento 

embrionário inicial até a transição materno embrionária (PAYNTON & 

BACHVAROVA, 1990) que ocorre no estágio de oito células nos embriões eqüinos 

(GRONDAHL et al., 1993; BALL et al., 1993; GRONDAHL et al., 1994). 

Uma segunda fase de mudanças dinâmicas é a quebra da vesícula 

germinativa, que depende da liberação gradual das células foliculares. No ovócito 

eqüino, o espaço perivitelino é marcadamente aumentado, e no seu interior ocorre a 

finalização dos processos de células do cumulus (CRAN et al., 1980).  

Uma descrição detalhada das modificações morfológicas que ocorrem no 

ovócito eqüino foi realizada por Grondahl et al. (1995), os quais utilizaram 

microscopia eletrônica de transmissão para visualizar o processo. Os autores 

observaram um achatamento do núcleo esférico do ovócito eqüino, seguido de um 

aumento da ondulação do envelope nuclear, formação da placa metafásica da 

primeira divisão meiótica, e finalmente, extrusão do 1o corpúsculo polar e 

subsequente formação da placa metafásica da segunda divisão meiótica. De acordo 

com o estágio de maturação nuclear observado utilizando-se microscopia de luz, 

ovócitos podem ser classificados em: VG (vesícula germinativa) – quando o ovócito 

apresenta um núcleo esférico localizado central ou perifericamente no ovoplasma.; 

QVG (quebra da vesícula germinativa) – quando o núcleo do ovócito apresenta 

carioteca irregular ao redor de cromatina condensada e dispersa ; MI (metáfase I) – 

caracterizado pela presença dos cromossomos arranjados na placa metafásica e 

localizados perifericamente no ovoplasma; e MII (metáfase II) – presença dos 

cromossomos metafásicos na periferia do ovoplasma e do corpúsculo polar no 

espaço perivitelínico 

 



 

Nas fases de metáfase I e II além das mudanças nucleares, existem 

grandes mudanças citoplasmáticas. Uma migração maciça para a região central de 

mitocôndrias, vesículas e gotas lipídicas resulta no aparecimento de um grande 

número de grânulos corticais e complexos de Golgi livres na região periférica. Os 

grânulos corticais são observados somente imediatamente abaixo do ovolema na 

metáfase II. Estas modificações morfológicas são bastante similares às observadas 

por Enders et al. (1987), em ovócitos em metáfase II recém ovulados, indicando que 

o ovócito eqüino completa todo o processo de maturação antes da ovulação.  

Volgelsang et al. (1987) e Landim-Alvarenga (2002) demonstraram que, em 

ovócitos pré-ovulatórios eqüinos, as mitocôndrias estavam localizadas tanto na 

periferia como próximas ao núcleo, apresentando forma arredondada ou em haltere 

com poucas cristas não diferindo das observadas em ovócitos imaturos, podendo 

aparecer junto a grupos de gotas lipídicas. Os grânulos corticais encontravam-se 

próximos ao complexo de Golgi (menos desenvolvidos que nos ovócitos imaturos),  

densos com membrana e de tamanho uniforme, mais comumente na periferia do 

ovócito. As gotas lipídicas são grandes, sem membranas, localizadas em todo 

citoplasma, e ocasionalmente aparecem unidas às mitocôndrias e ao retículo 

endoplasmático liso. 

Em eqüinos, Willis et al. (1994), trabalhando com ovócitos imaturos e 

maturados in vitro por 15 horas, descreveram que, enquanto o ovócito imaturo 

apresenta poucos grânulos corticais e poucas microvilosidades, no ovócito maturo 

os grânulos corticais apresentam-se esféricos, com forma e tamanho homogêneos, 

densos e migram até a membrana citoplasmática. 

Segundo Carneiro et al. (2002a), o estudo da migração dos grânulos corticais 

em ovócitos mamíferos é um importante critério para avaliar a maturação 

citoplasmática. Os ovócitos eqüinos em estágio de VG (imaturos) apresentam 

grânulos corticais dispersos no citoplasma, e com o decorrer da maturação (30 a 36 

horas), ocorre uma progressiva migração centrípeta dos GC em direção do cortex 

ovocitário, formando uma monocamada adjacente à membrana plasmática 

(LANDIM-ALVARENGA, 2002). Esta migração cortical têm uma correlação positiva 

com a maturação nuclear (FRANZ et al., 2002). 

 



 

A principal característica dos ovócitos de eqüinos independente do seu estado 

de maturação nuclear é a presença de uma grande quantidade de gotas de lipídeo 

em associação com mitocôndrias e retículo endoplasmático liso, apresentando 

conteúdo amorfo de densidade eletrônica média, sugerindo a formação de unidades 

metabólicas (FLEMMING & SAACKE, 1972; KRUIP et al., 1983). De fato a 

observação de algumas gotas sem o conteúdo amorfo e apresentando restos de 

membrana indica a metabolização do material neles contido, provavelmente  

colesterol. A aparência diferente do conteúdo presente nos ovócitos maturos, nos 

quais as gotas aparecem vazias e a associação menos consistente com as 

mitocôndrias, pode indicar que o processo de maturação demanda a metabolização 

do conteúdo desta gotas (LANDIM-ALVARENGA, 2002). É conhecido que o retículo 

endoplasmático liso está envolvido no metabolismo lipídico (ALBERTS, 1989). Esta 

observação morfológica pode indicar que ovócitos e/ou embriões de eqüinos tem a 

capacidade de sintetizar colesterol. De fato embriões de eqüinos são capazes de 

produzir estrógeno durante os estágios iniciais de seu desenvolvimento (GINTHER, 

1992). 

Tanto nos ovócitos maturos quanto imaturos foi observada a presença de 

complexos de Golgi localizado na periferia próximo ao ovolema. Entretanto, nos 

ovócitos imaturos, fixados logo após a colheita, o complexo de Golgi apresentou-se 

mais desenvolvido, constituído por inúmeras lamelas dilatadas associadas a 

vesículas membranosas de eletro-densidade variável, tanto na face cis como trans. 

As da face cis são vesículas recobertas e podem ser as vesículas picnóticas vistas 

na superfície do ovócito as quais estariam migrando em direção ao Golgi. Neste 

caso as vesículas da face trans poderiam conter o material absorvido já elaborado 

pelo Golgi. Como grânulos semelhantes aos grânulos corticais são observados na 

proximidade desta organela é possível que esta tenha um papel na sua produção. 

Nos ovócitos maturos, o complexo de Golgi também está presente na periferia do 

ovócito, mas com tamanho reduzido indicando menor atividade, o que poderia ser 

explicado por já ter concluído a produção de grânulos corticais (LANDIM-

ALVARENGA 2002). Estes resultados corroboram com os de Hyttel et al. (1989) que 

observaram complexos de Golgi menos desenvolvidos em ovócitos bovinos maturos, 

quando comparados com os imaturos. 

 



 

Durante a maturação nuclear e citoplasmática, as células somáticas que 

envolvem o ovócito também sofrem significativas modificações. As células da 

granulosa, tanto da camada quanto do cumulus, parecem desempenhar importantes 

funções no crescimento, divisão meiótica e maturação citoplasmática do ovócito. As 

células do cumulus, mas não as da camada, tornam-se suspensas em uma matriz 

de muco durante a maturação permanecendo separadas em conseqüência do 

acúmulo desse muco rico em ácido hialurônica. Hormônios endógenos e fatores 

produzidos pelo ovócito estimulam a síntese de ácido hialurônico, pelas células do 

cumulus, induzindo a mucificação ou expansão do cumulus durante o período da 

maturação (MARCOS et al., 1996).  

Nos ovócitos maturos as junções celulares comunicantes do tipo gap deixam 

de ser observadas. De acordo com Odor (1981), no folículo pré-ovulatório de rato, os 

processos das células da granulosa começam a se retrair, e no momento da 

formação do 1º corpúsculo polar, o espaço perivitelínico se encontra aumentado não 

sendo mais observadas junções celulares entre as células somáticas e o ovócito. Em 

mamíferos, a dissociação progressiva das células do cumulus do ovócito ocorre em 

resposta ao estímulo gonadotrófica durante o período pré-ovulatório (GILULA et al., 

1978). Aparentemente esta perda de contato é importante para a finalização da 

maturação citoplasmática e preparação para a fertilização (EPPIG & DOWNS, 1987).  

No eqüino, como em outras espécies, uma nova síntese de proteínas é 

necessária para a passagem de metáfase I a metáfase II. Isto inclui as proteínas 

necessárias para completar a Metáfase I - extrusão do corpúsculo polar – e o 

recomeço da meiose II. A formação da placa metáfasica I está associada a uma alta 

atividade do fator promotor de maturação (MPF) (ALM & TORNER, 1994).A 

retomada da meiose envolve além da síntese, a fosforilação de proteínas, e a 

cycloheximide, a qual inibe a peptidil transferase e suprime reversivelmente a 

maturação ovocitária por bloqueio na síntese de proteínas estágio específicas. São 

poucos os trabalhos em eqüinos enfatizando o efeito da supressão meiótica do 

ovócito. Sabe-se que com a supressão, o ovócito permanece mais tempo na fase de 

crescimento, acumulando RNA para as fases seguintes (HINRICHS et al., 1995). 

Hinrichs et al. (1995) afirmaram que o fluido folicular sozinho não suprime a 

maturação. Contudo, as células da parede folicular mantém o ovócito no estágio de 

 



 

vesícula germinativa. A diferença na viabilidade (chegada à metáfase II) após a 

supressão varia com o grau de expansão do CCO. CCOs expandidos maturam em 

proporções significativamente maiores. Estudos demonstram que CCO expandidos 

são normalmente recuperados de folículos atrésicos (HINRICHS, 1991), e que não 

há diferenças na proporção de células no estágio de vesícula germinativa quando 

comparado com CCO compactos (HINRICHS et al., 1993) e também não há 

diferenças na habilidade entre CCOs expandidos e compactos em completarem a 

meiose (ZHANG et al., 1989; HINRICHS et al., 1993). Porém existe uma diferença 

significativa no tempo de maturação, no qual CCOs expandidos maturam em 24 

horas enquanto CCOs compactos levam aproximadamente 32 horas para maturar 

(HINRICHS et al., 1993). 

As razões para a falha dos ovócitos eqüinos em completar a meiose durante 

a maturação in vitro são desconhecidas, mas podem estar ligadas a uma alteração 

da cascata bioquímica envolvida na meiose (GOUDET et al., 1998a). As duas 

subunidades da MPF, p34cdc2 e ciclina B e MAPK estão presentes nos eqüinos nos 

estágios de ovócitos imaturos, maturados in vivo e in vitro, competentes e 

incompetentes (GOUDET et al., 1998a). Portanto acredita-se que a falha dos 

ovócitos eqüinos em completar a meiose não seja pela ausência destas proteínas 

mas sim, por uma deficiência de reguladores de MPF e/ou uma inabilidade de 

fosforilar a MAPK. 

 

MATURAÇÃO IN VITRO DO OVÓCITO EQUINO 

 

Dados de PIV obtidos com ovócitos provenientes de animais de diferentes 

espécies demonstram a flexibilidade dos ovócitos em termos de sucesso na 

maturação, o que confirma a importância de fatores intrínsecos do ovócito na 

viabilidade nuclear e citoplasmática para a competência meiótica e posterior 

desenvolvimento embrionário. Em outras palavras, um embrião viável pode ser 

proveniente de uma ampla gama de condições fisiológicas e endócrinas, desde que, 

os meios e as condições de cultivo sejam apropriadas à manutenção do 

metabolismo e da expressão molecular essenciais (VAN BLERKOM & DAVIS, 1998). 

 



 

A relação anatômica entre o ovócito e a parede folicular, no eqüino interfere 

com a eficiência dos métodos de colheita. Na égua o folículo apresenta uma camada 

de células da teca logo abaixo da junção do cumulus à parede folicular. Esta 

estrutura é caracterizada por processos celulares emitidos pelas células da 

granulosa para o interior da camada de células tecais. Desta forma, os processos 

das células da granulosa, bem como a posição da camada de células tecais e a 

estrutura do componente polissacarídeo desta funcionam como uma âncora para o 

ovócito na parede folicular (HAWLEY et al., 1995). 

Vários métodos para obtenção in vitro de ovócitos de ovários eqüinos tem 

sido descritos: aspiração do fluido folicular (FULKA & OKOLSKI, 1981; HINRICHS, 

1991; WILLIS et al., 1991; SHABPAREH et al., 1992), dissecação individual dos 

folículos seguido de isolamento dos CCOs (OKOLSKI et al., 1987; OKOLSKI, 1988; 

ZHANG et al., 1989; ZHANG et al., 1990; DEL CAMPO et al., 1990; BARRISCO et 

al., 1992; HINRICHS et al., 1992) e curetagem dos ovários (BEZARD & PALMER, 

1992) técnicas trabalhosas e que consomem alto tempo. O número de estruturas 

coletadas por aspiração é de aproximadamente 1.5 (OKOLSKI et al., 1987) a 2.7 

ovócitos por ovário (HINRICHS, 1991). A eficiência na recuperação de ovócitos pode 

melhorar com repetidas lavagens do folículo (SHABPAREH et al., 1992). As 

estruturas recuperadas por dissecação dos folículos resultam em 3.1 (ZHANG et al., 

1990) a 5.3 ovócitos por ovário (BARRISCO et al., 1992). Recentemente tem sido 

relatado com sucesso o fatiamento com posterior lavagem de ovários na 

recuperação de ovócitos in vitro obtendo-se até 15 ovócitos imaturos por lavagem. É 

uma técnica simples e eficiente na recuperação de ovócitos morfologicamente 

normais com alto potencial de responder a maturação in vitro.  

Foram realizadas pesquisas para avaliar se o período entre a colheita dos 

ovários e o início do cultivo in vitro poderia afetar o desenvolvimento dos ovócitos. 

Na maioria dos trabalhos, o tempo entre a colheita dos ovários e o início do cultivo é 

de 3 a 5h. Trabalhos realizados comparando níveis de maturação de ovócitos 

coletados de ovários de 5 a 6h, 6 a 7h, ou de 7 a 8h após a morte do animal 

comprovam que não existe um efeito significativo negativo do tempo entre a colheita 

e o início do cultivo na maturação dos ovócitos, nem na expansão do cumulus 

oophorus (SHABPAREH et al., 1993). Similarmente Del Campo et al. (1995), não 

obtiveram mudanças nas taxas de maturação em cultivos de 3 a 9h e de 10 a 15h. 

 



 

Resultados contrários foram obtidos por Hochi et al. (1993), que demonstraram 

baixas taxas de maturação com o aumento do tempo de armazenagem em salina à 

30ºC. Ovários armazenados por 3 e 6 a 9 horas, tiveram 62.3%, 45% e 30.4% de 

maturação respectivamente. 

Hinrichs et al. (1993) indicaram que no eqüino o tempo de permanência do 

ovócito no meio de maturação deve ser maior que de outras espécies. Foi 

demonstrado que 83% dos ovócitos permaneciam no estágio de vesícula 

germinativa (VG) após 8h de cultivo, e que após 16h, 30% permaneciam no estágio 

de VG e 55% tinham alcançado metáfase I. Sosnowski et al. (1997) demonstraram 

que 42.2% de ovócitos chegam a metáfase II após 24h de cultura, 70.4% após 30h, 

75% após 36h e 74.4% após 42h de cultura. 

A temperatura ideal para o cultivo in vitro de ovócitos eqüinos ainda não foi 

determinada. Okolski et al. (1991) e Meintjes et al. (1995) descreveram temperaturas 

de 37ºC, enquanto Shabpareh et al. (1993) e Willis et al. (1991) determinaram 

temperaturas de 39ºC. A temperatura fisiológica da espécie eqüina varia de 37.5 a 

39ºC. 

A maioria dos métodos utilizados no cultivo de ovócitos eqüinos são 

provenientes de estudos da maturação in vitro de ovócitos bovinos. Okolski et al. 

(1991); Bezard & Palmer (1992), trabalhando com meios de cultivo, soros, 

macromoléculas, hormônios e adição de células somáticas, cultivaram in vitro 

ovócitos eqüinos utilizando dois meios: TCM-199 e Menezo B2, não obtendo 

diferenças significativas na proporção de ovócitos em metáfase II após o cultivo. 

Shabpareh et al. (1992), compararam a utilização dos meios TCM-199 e Ham’s F10 

na maturação de ovócitos eqüinos, demonstrando que em 36h após o cultivo o meio 

TCM-199 apresentava maior porcentagem de maturação (84.6%) em relação ao 

Ham’s F10 23.1%. Com o aumento no tempo de cultura de 36 para 48h, não 

obtiveram diferença no percentual de maturação entre os dois grupos cultivados. 

Willis et al. (1991) determinaram a influência de diferentes tipos de meios e 

de soros na expansão do cumulus na maturação in vitro de ovócitos eqüinos. Os 

ovócitos foram cultivados em: TCM-199, meio definido e Menezo B2 suplementados 

com diferentes fontes protéicas: albumina sérica bovina (BSA), soro fetal bovino 

 



 

(SFB), soro de égua no primeiro dia do estro (SE) ou soro de égua do dia da 

ovulação (SEO). Os melhores resultados de expansão (100%) foram obtidos com 

SFB adicionado a qualquer um dos meios de cultura. O tipo do meio não influenciou 

a maturação nuclear de ovócitos eqüinos, e SFB, SE e SEO produziram um aumento 

significativo no percentual de ovócitos que atingiram a metáfase II em relação ao 

BSA. 

Quanto às necessidades hormonais no meio de cultivo existem diferentes 

trabalhos relacionados com as concentrações ideais. Porém devido a grande 

variabilidade de concentrações que podem ser encontradas nos soros, torna-se 

difícil estabelecer um protocolo adequado (GORDON & LU, 1990). A maioria dos 

protocolos utilizados para maturação nuclear in vitro de ovócitos eqüinos possuem 

entre seus componentes hormônios gonadotróficos - LH e FSH, e estradiol. Há 

evidências de que o LH altere a distribuição citoplasmática de cálcio, e que a 

gonadotrofina promova um aumento da glicólise, combinado a um aumento da 

oxidação mitocondrial de glicose, aumentando o metabolismo da glutamina 

(ZUELKE & BRACKETT, 1992; 1993). Por outro lado, muitos trabalhos sugerem que 

o FSH tenha um efeito benéfico e que na presença de gonadotrofinas melhore a 

expansão das células do cumulus, o que consequentemente levará a melhoras na 

capacitação espermática e na fertilização (EYESTONE & BOER, 1993). 

Zhang et al. (1989) estabeleceram em seus estudos que não existem 

diferenças na maturação nuclear de ovócitos eqüinos cultivados com 20% de SEO 

ou com 10% de SFB acrescido de gonadotrofinas para cultivo, e que o LH bovino 

inibe a maturação in vitro de ovócitos eqüinos, enquanto que o LH eqüino não 

provoca esta inibição. Bezard & Palmer (1992) demonstraram que as gonadotrofinas 

eqüinas induzem uma maior porcentagem de maturação ovocitária e expansão do 

cumulus oophorus de ovócitos eqüinos quando comparadas às gonadotrofinas 

ovinas. 

Os hormônios gonadotróficos unem-se a receptores ováricos específicos 

(nas células do cumulus), que levam à ativação da enzima de membrana adenil 

ciclase, aumentando assim a produção do mensageiro intracelular monofosfato de 

adenosina cíclico (AMPc). Mckerns (1978) demonstrou que é possível que as 

gonadotrofinas sejam transferidas para as células alvo nas quais o LH é capaz de 

 



 

estimular a enzima glicose 6 fosfatase desidrogenase e prover o sustento para a 

hidroxilação dos esteróides, e que o LH poderia ativar a RNA polimerase. 

Aparentemente a adição de LH ao sistema de cultivo in vitro estimula a formação de 

AMPc (TSAFRIRI et al., 1972), aumentando, portanto a atividade da proteína kinase 

responsável pela dissociação da ciclina B e do MPF, permitindo o ovócito reassumir 

a meiose. 

O efeito da Gonadotrofina Coriônica Eqüina (eCG) na viabilidade ovocitária 

in vitro foi estudado por Goudet et al. (1998b), devido a similaridade da estrutura 

molecular do eCG com LH, e da possível necessidade de níveis altos de LH por 

vários dias para o ovócito eqüino maturar, foi concluído que o eCG circulante está 

associado com a melhora da competência ovocitária na maturação in vitro. As 

gonadotrofinas exógenas, por exemplo: FSH na presença de Gonadotrofina 

Coriônica humana (hCG) afrouxam as conecções entre o ovócito e a parede 

folicular, facilitando a recuperação dos CCOs (GOUDET et al., 1997b; DUCHAMP et 

al., 1995). 

Para o cultivo de ovócitos eqüinos in vitro, têm-se comumente trabalhado 

com hormônios de outras espécies, dada a dificuldade de se isolar e purificar as 

gonadotrofinas eqüinas. Bezard & Palmer (1992), utilizando gonadotrofinas de 

origem ovina, obtiveram menores índices de maturação em relação à utilização de 

extrato de pituitária eqüina (EPE) na maturação de ovócitos eqüinos. Willis et al. 

(1991) também obtiveram melhores índices de maturação (Metáfase II) utilizando 

hormônios eqüinos em relação a bovinos. 

 

TRANSFERÊNCIA DE OVÓCITOS 

 

Recentemente a transferência de ovócitos tem sido uma alternativa para a 

produção de potros apartir de éguas subférteis, com várias patologias reprodutivas e 

histórico de insucesso com a transferência de embriões (McKINNON et al., 1988.). A 

transferência de ovócitos é uma técnica de reprodução assistida em eqüinos na qual 

o ovócito já maturado (in vivo ou in vitro) é transferido ao oviduto de uma égua 

 



 

receptora, que é inseminada permitindo que a fertilização e o desenvolvimento 

embrionário ocorram no seu trato reprodutivo (CARNEVALE et al., 2001b). Para os 

programas de pesquisa, a transferência de ovócitos e a transferência intrafalopiana 

de gametas (GIFT) têm um importante papel em aumentar o conhecimento ainda 

básico da maturação e fertilização de ovócitos eqüinos (CARNEVALE, 1996). 

Na maior parte dos estudos (WILLIS et al., 1991; SHABPAREH et al., 1992; 

CHOI et al.,1993; DEL CAMPO et al., 1995), as taxas de maturação são baseadas 

no número de ovócitos que desenvolvem-se até Metáfase II, as vezes associado a 

avaliação da maturação citoplasmática com migração dos grânulos corticais, 

formação dos fusos meióticos e integridade da membrana citoplasmática (GOUDET 

et al., 1997a; GUIGNOT et al., 1999). Parâmetros nucleares e citoplasmáticos são 

indicadores do desenvolvimento ovocitário, mas não refletem o desenvolvimento da 

competência. A transferência cirúrgica de ovócitos eqüinos maturados pode ser 

utilizada como uma forma de determinar a viabilidade ovocitária (ZHANG et al., 

1989; CARNEVALE & GINTHER, 1993; HINRICHS et al., 1997; HINRICHS et al., 

1998a; HINRICHS et al., 1998b; HINRICHS et al., 1999; CARNEVALE et al., 2000). 

A transferência de ovócitos de doadoras em um programa comercial resulta 

em taxas de prenhez de 40% aos 16º dia de gestação (CARNEVALE et al., 2001b). 

Doadoras com mais de 15 anos de idade e com histórico de repetição de cio e falha 

nos programas de  transferência de embriões podem fornecer os seus ovócitos a 

receptoras saudáveis, obtendo assim uma prole de éguas selecionadas. 

Na transferência intrafalopiana de gametas (GIFT) um baixo número de 

espermatozóides é necessário para a fertilização em comparação com a 

inseminação intra-uterina (CARNEVALE et al., 2000). Esta técnica tem apresentado 

resultados na reprodução de humanos (ASCH et al., 1984) e suínos (RATH et al., 

1994). Em eqüinos o primeiro sucesso da GIFT foi em 1998 quando um ovócito e 

500 000 espermatozóides foram transferidos ao oviduto de uma égua receptora não 

cíclica, tratada com hormônios (CARNEVALE et al., 1999). Devido ao baixo número 

de espermatozóides utilizados e de ambos os gametas serem transferidos 

diretamente ao oviduto (local de fertilização), esta é uma técnica importante para a 

reprodução de garanhões subférteis, ou na utilização de sêmen congelado, sexado 

e/ou de baixa fertilidade (CARNEVALE et al., 1999). Um fator que poderia inviabilizar 

 



 

a técnica seria a incapacidade destes espermatozóides sofrerem capacitação, 

impossibilitando a fertilização. McCue et al. (1998) e Carnevale et al. (2000), 

obtiveram prenhez apartir de GIFT, indicando que a capacitação espermática pode 

ocorrer no oviduto de éguas receptoras. 

A colheita e transferência de ovócitos eqüinos foi primeiramente realizada 

em 1988 (McKINNON et al., 1988). No entanto, o sucesso da técnica somente foi 

relatado em 1993 quando Carnevale & Ginther (1993) obtiveram taxas de 

desenvolvimento embrionário de 92% após a transferência de ovócitos maturados in 

vivo. Carnevale et al. (2000), trabalhando com ovócitos coletados 24h após a 

administração de hCG e mantidos em estufa a 38,5ºC e 5% de CO2 em ar por 12h 

para finalizar a maturação, obtiveram 57% de vesículas embrionárias aos 25ºdia 

após a transferência. 

Taxas de 82% e 10% de gestação foram conseguidas para a transferência 

de ovócitos maturados in vivo e in vitro respectivamente (SCOTT et al., 2001). Zhang 

et al. (1989) obtiveram 24% de blastocistos recuperados no 8º dia após a 

transferência de ovócitos maturados in vitro ( 24 a 36h em TCM 199). Ovócitos 

maturados in vitro  podem ser transferidos ao oviduto de receptoras resultando no 

desenvolvimento de embriões. No entanto, as baixas taxas de gestação ou produção 

embrionária refletem a necessidade de mais pesquisas sobre a maturação in vitro de 

ovócitos eqüinos (SCOTT et al., 2001). 

A utilização de éguas cíclicas na transferência de gametas favorece eventos 

como o transporte espermático, capacitação e fertilização que são potencialmente 

sincronizados com os eventos da ovulação, incluindo mudanças nas secreções de 

esteróides no folículo pré-ovulatório e desenvolvimento de corpo lúteo (PICKETT et 

al., 1989). Porém, para que estas receptoras possam ser utilizadas deve haver uma 

sincronia reprodutiva entre doadora e receptora para que ambas estejam na mesma 

fase do ciclo estral, sob a influência dos mesmos hormônios no momento da 

transferência. Além disso, a receptora deve ter o seu folículo pré-ovulatório aspirado 

para que não haja a possibilidade desta vir a gestar um potro que não seja o da 

transferência de ovócito (PALMER et al., 1997). Desta forma a preparação das 

receptoras cíclicas dificulta a utilização da técnica. A utilização de receptoras não 

cíclicas submetidas a terapia com estrógenos e progesterona pode mimetizar as 

 



 

condições hormonais e morfológicas de uma égua com atividade folicular e assim 

ser utilizada com sucesso na transferência de gametas (CARNEVALE et al., 2001a).  

Na inseminação das éguas submetidas a TO sugere-se que na utilização de 

sêmen de baixa qualidade ou resfriado, deve-se inseminar a receptora 12h antes e 

2h após a transferência (1x109 SPTZ/dose). Para sêmen à fresco de garanhões férteis 

somente 12h antes (2x109 SPTZ/dose) é o suficiente para se obter bons índices de 

prenhez (CARNEVALE et al., 2001a). Um intervalo entre a inseminação e a 

transferência menor que 12h pode afetar o mecanismo de limpeza uterino devido a 

redução da motilidade uterina após a cirurgia (WILLIAMSON et al., 1987). 

 



 

MATERIAL E MÉTODO 
 
 

OBTENÇÃO DOS OVÁRIOS, COLHEITA E SELEÇÃO DOS OVÓCITOS 
 

Foram utilizados ovários eqüinos provenientes do Frigorífico Rei do Gado, 

localizado na cidade de Santa Fé – PR, com a distância de 460 Km do Laboratório 

de Fertilização in vitro da UNESP – Botucatu – SP, onde foram realizados os 

experimentos. 

Foram realizadas 10 viagens ao frigorífico, sendo coletados 50 ovários por 

viagem, perfazendo um total de 500 ovários.  

Os ovários tiveram ligamentos e tecidos adjacentes removidos, foram lavados 

três vezes com solução fisiológica 0,9% (NaCl 0,9%), uma vez com álcool 70º e mais 

três vezes com solução de NaCl 0,9% e foram transportados por aproximadamente 5 

horas em solução de NaCl 0,9% à 20 – 25ºC acrescida de 1000 UI de Penicilina, 

acondicionados em sacos plásticos dentro de caixa térmica até a chegada no 

laboratório (Figura 1).  

No laboratório os ovários foram lavados em solução de NaCl 0,9% à 37ºC e 

mantidos em bequers estéreis. Para a colheita dos ovócitos, os ovários foram 

fatiados de acordo com a técnica descrita por Choi et al. (1993). Assim os ovários 

foram cortados em fatias de aproximadamente 5mm de espessura, as quais foram 

então lavadas com solução de PBS aquecido à 37ºC acrescido de 0,1% de Heparina 

Sódica (5000UI/ml). Após 20 minutos de espera para a sedimentação dos ovócitos, 

o sobrenadante foi descartado e o precipitado transferido para placas de Petri onde 

foi realizada a identificação e dos ovócitos utilizando-se microscópio esteroscópio 

Leica MZ125 (Figura 2).  

Os ovócitos eqüinos foram mantidos em fluido folicular eqüino obtido de 

folículos de 25 a 30mm de diâmetro até o momento da seleção. Para seleção foram 

utilizados somente ovócitos com citoplasma esférico, não fragmentado e que 

apresentavam pelo menos uma camada de células da granulosa compacta ao redor 

(Figura 3).  

 



 

Após a seleção, os ovócitos foram separados em seis grupos experimentais 

sendo que na primeira estação de monta (Agosto a Dezembro de 2002) foi realizado 

o experimento I com três grupos experimentais e na segunda estação de monta 

(Junho a Outubro de 2003) o experimento II que compreendeu os outros três grupos 

experimentais e a transferência cirúrgica dos ovócitos maturados in vitro para o 

oviduto de receptoras não cíclicas. 

 

EXPERIMENTO I 

 

Foram realizados 5 procedimentos de Maturação in vitro de ovócitos eqüinos, 

com uma média de 30,4 ovócitos por grupo. Para a Maturação in vitro os ovócitos 

foram cultivados em placas com 4 poços (Nunc®, Dinamarca), contendo 400µl de 

meio de maturação em cada poço e 25 a 30 ovócitos por poço. Os ovócitos foram 

lavados por 5 vezes no meio de maturação correspondente ao grupo experimental e 

maturados à 39ºC em atmosfera com 5% de CO2 em ar por 36-40 horas.  

 

Grupos Experimentais: 

 

Grupo  TCM 199 - os ovócitos foram maturados em meio TCM-199 acrescido 

de 1mM L-glutamina, 0,32mM piruvato de sódio, 3,3 mM lactato de sódio, 0,4mM 

cisteína, 0,1mM taurina, 0,4mM glicina, 8mg/ml BSA, 10ng/ml IGF-1 (Sigma, St. 

Louis, I-1271), 50ng/ml EGF (Sigma, St. Louis, E-4269), 5µg/ml bFSH (Foltropin-V®, 

Vetepharm, Canadá) e 500ng/ml E2 (Sigma, St. Louis, E0130).  

Grupo  SOFaa – os ovócitos foram maturados em meio SOFaa, acrescido de 

1mM L-glutamina, 0,32mM piruvato de sódio, 3,3 mM lactato de sódio, 0,4mM 

cisteína, 0,1mM taurina, 0,4mM glicina, 8mg/ml BSA, 10ng/ml IGF-1 (Sigma, St. 

Louis, I-1271), 50ng/ml EGF (Sigma, St. Louis, E-4269), 5µg/ml bFSH (Foltropin-V®, 

Vetepharm, Canadá) e 500ng/ml E2 (Sigma, St. Louis, E0130).  

Grupo  HTF:BME – os ovócitos foram maturados em meio HTF:BME (1:1), 

acrescido de 1mM L-glutamina, 0,32mM piruvato de sódio, 3,3 mM lactato de sódio, 

0,4mM cisteína, 0,1mM taurina, 0,4mM glicina, 8mg/ml BSA, 10ng/ml IGF-1 (Sigma, 

 



 

St. Louis, I-1271), 50ng/ml EGF (Sigma, St. Louis, E-4269), 5µg/ml bFSH (Foltropin-

V®, Vetepharm, Canadá) e 500ng/ml E2 (Sigma, St. Louis, E0130).  

 

 Avaliação da Maturação Nuclear 

 

A maturação nuclear foi examinada após o final do período de maturação. As 

células da granulosa dos complexos cumulus ovócitos eqüino foram retiradas em 

meio Hepes-TCM 199 acrescido de 300UI/ml de hialuronidase (tipo V) com auxílio 

de uma pipeta de vidro de ponta fina. Os ovócitos totalmente desnudos foram 

incubados em 10µl de PBS e 10µl  de Hoechst 33342 em lâmina histológica coberta 

com lamínula e examinados em microscópio invertido Leica DMIRB equipado com 

luz fluorescente ultra-violeta (filtro 350 e 461nm) (Figura 4 A e B).  

 

Avaliação da Maturação Citoplasmática 

 

 A avaliação ultra-estrutural foi realizada no Centro de Microscopia Eletrônica 

do IB – UNESP, Botucatu-SP.A morfologia dos ovócitos foi analisada utilizando-se a 

Microscopia Eletrônica de Transmissão (MET). Foram utilizados neste experimento 5 

ovócitos colhidos aleatoriamente após o período completo de Maturação in vitro de 

cada grupo testado, bem como  previamente ao início do período de maturação. Os 

ovócitos foram fixados em glutaraldeído à 2,5% em tampão fosfato à 0,1M (pH 7,4) e 

após fixação em tetróxido de ósmio à 1% em mesmo tampão. Após a desidratação 

em séries crescentes de acetona, os ovócitos foram incluídos em Epon. Os cortes 

ultra-finos foram obtidos com navalha de diamante, montados em grades de cobre e 

corados com acetato de uranila e citrato de chumbo. As amostras foram então 

examinadas em um microscópio eletrônico de transmissão Philips EM 301. Foi 

realizada uma análise descritiva dos resultados obtidos na morflogia citoplasmática. 

 



 

Análise Estatística 

 

 As diferenças estatísticas para cada um dos tratamentos em relação as 

médias de maturação nuclear foram determinadas utilizando-se a Análise de 

Variância (ANOVA).  

 

 

EXPERIMENTO II 

 

Tendo em vista os resultados numéricos de maturação nuclear e os efeitos 

benéficos obtidos na morfologia citoplasmática com a utilização do meio HTF:BME 

no experimento I, foram realizados mais cinco procedimentos experimentais de 

maturação in vitro de ovócitos eqüinos, com uma média de 34,1 ovócitos por grupo. 

Para a Maturação in vitro foram cultivados em placas com 4 poços (Nunc®, 

Dinamarca), contendo 400µl de meio de maturação em cada poço e 25 a 30 ovócitos 

por poço. Os ovócitos foram lavados por 5 vezes no meio de maturação 

correspondente ao grupo experimental e maturados à 39ºC em atmosfera com 5% 

de CO2 em ar por 36-40 horas.  

 

Grupos Experimentais 

 

Grupo  FSH bov - os ovócitos foram maturados em meio HTF:BME (1:1), 

acrescido de 1mM L-glutamina, 0,32mM piruvato de sódio, 3,3 mM lactato de sódio, 

0,4mM cisteína, 0,1mM taurina, 0,4mM glicina, 8mg/ml, BSA, 50ng/ml EGF (Sigma, 

St. Louis, E-4269), 500ng/ml E2 (Sigma, St. Louis, E0130) e 5µg/ml bFSH (Foltropin-

V®, Vetepharm, Canadá). 

Grupo  FSH eq - os ovócitos foram maturados em meio HTF:BME (1:1), 

acrescido de 1mM L-glutamina, 0,32mM piruvato de sódio, 3,3 mM lactato de sódio, 

0,4mM cisteína, 0,1mM taurina, 0,4mM glicina, 8mg/ml BSA, 50ng/ml EGF (Sigma, 

St. Louis, E-4269), 500ng/ml E2 (Sigma, St. Louis, E0130), 5µg/ml FSHe (Bioniche, 

USA). 

Grupo  FSH eq + eGH (Equine Growth Hormone) - os ovócitos foram 

maturados em meio HTF:BME (1:1), acrescido de 1mM L-glutamina, 0,32mM 

 



 

piruvato de sódio, 3,3 mM lactato de sódio, 0,4mM cisteína, 0,1mM taurina, 0,4mM 

glicina, 8mg/ml BSA, 50ng/ml EGF (Sigma, St. Louis, E-4269), 500ng/ml E2 (Sigma, 

St. Louis, E0130), 5 µg/ml eFSH + 100 ng/ml eGH (EquiGenTM, BresaGen, USA). 

 

Avaliação da Maturação Nuclear 

 

A maturação nuclear foi examinada após o final do período de maturação. As 

células da granulosa dos complexos cumulus ovócitos eqüino foram retiradas em 

meio Hepes-TCM 199 acrescido de 300UI/ml de hialuronidase (tipo V) com auxílio 

de uma pipeta de vidro de ponta fina. Os ovócitos totalmente desnudos foram 

incubados em 10µl de PBS e 10µl  de Hoechst 33342 em lâmina histológica coberta 

com lamínula e examinados em microscópio invertido Leica DMIRB equipado com 

luz fluorescente ultra-violeta (filtro 350 e 461nm).  

 

Avaliação da Maturação Citoplasmática 

 

 A avaliação ultra-estrutural foi realizada no Centro de Microscopia Eletrônica 

do IB – UNESP, Botucatu-SP. A morfologia dos ovócitos foi analisada utilizando-se a 

Microscopia Eletrônica de Transmissão (MET). Foram utilizados neste experimento 5 

ovócitos colhidos aleatoriamente após o período completo de Maturação in vitro de 

cada meio testado, bem como  previamente ao início do período de maturação. Os 

ovócitos foram fixados em glutaraldeído à 2,5% em tampão fosfato à 0,1M (pH 7,4) e 

após fixação em tetróxido de ósmio à 1% em mesmo tampão. Após a desidratação 

em séries crescentes de acetona, os ovócitos foram incluídos em Epon. Os cortes 

ultra-finos foram obtidos com navalha de diamante, montados em grades de cobre e 

corados com acetato de uranila e citrato de chumbo. As amostras foram então 

examinadas em um microscópio eletrônico de transmissão Philips EM 301. Foi 

realizada uma análise descritiva dos resultados obtidos na morflogia citoplasmática. 

 

Tratamento Hormonal das Receptoras 

 

Para transferência de ovócitos foram selecionadas éguas receptoras em 

anestro ou atividade ovariana transicional. Os animais foram tratados por três dias 

 



 

consecutivos com doses decrescentes (5, 3 e 2ml/dia) de Cipionato de Estradiol 

(ECP), no terceiro dia de tratamento foi realizado o exame ultra-sonográfico do trato 

reprodutivo para constatação de edema uterino, caracterizado pela presença de 

dobras endometriais. Os animais que apresentavam edema uterino positivo foram 

submetidos à Transferência de Ovócitos. 

Após a cirurgia foi iniciado o tratamento com 200mg/dia de Progesterona 

(Laboratório BET) até o momento do diagnóstico de gestação e contagem do 

número de vesículas embrionárias (aproximadamente 15 dias pós transferência). 

 

Transferência dos Ovócitos 

 

Foram transferidos uma média de 12,8 ovócitos por receptora (2 receptoras 

para cada grupo experimental de ovócitos), que foram inseminadas via intra-uterina, 

12 horas antes e 12 horas após a transferência com 2x109 SPTZ com motilidade 

progressiva estendidos em 20 ml de meio à base de leite desnatado (meio K75 

desenvolvido pela Área de Reprodução Animal do Departamento de Reprodução 

Animal e Radiologia Veterinária, FMVZ – UNESP, Botucatu-SP). 

Para a transferência de ovócitos as receptoras foram sedadas (0,05 mg/kg de 

Acepromazina, 40 minutos antes do procedimento cirúrgico). A área do flanco foi 

lavada e preparada para cirurgia com aplicações de iodo povidine degermante e 

alcóolico. No bloqueio anestésico local foram utilizados 100ml de Lidocaína 2%. 

Sedação adicional com 40µg/Kg de Romifidina foi realizada logo antes da cirurgia. O 

ovário e o oviduto foram exteriorizados pela incisão de pele no flanco (linha média 

entre a última costela e a tuberosidade coxal). Os ovócitos em <0,2ml de meio de 

transferência (meio de MIV) foram transferidos usando uma pipeta de vidro de ponta 

fina, avançando pelo infundíbulo para dentro do oviduto 2 a 3 cm (Figura 5). 

As receptoras receberam 2 gramas de fenilbutazona por 3 dias, antibiótico 

(Penicilina Procaína G, 20 000 IU/Kg) administrado logo antes e após a cirurgia por 5 

dias e curativo local até a retirada dos pontos com 7 dias após a TO. 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Diagnóstico de Gestação 

 

O diagnóstico de gestação e contagem do número de vesículas embrionárias 

foram realizados pelo exame ultra-sonográfico no dia 15 após a transferência . 

A manutenção das gestações foi realizada com a administração diária de 

200mg/dia de Progesterona (Laboratório BET) até os 90 dias após a transferência. 

 

Análise Estatística 

 

 As diferenças estatísticas para cada um dos tratamentos em relação as 

médias de maturação nuclear foram determinadas utilizando-se a Análise de 

Variância (ANOVA).  

 



 

RESULTADOS 
 

A média de ovócitos recuperados foi de 2,28 ovócitos/ovário, sendo que no 

total foram obtidos 1140 ovócitos para a realização do trabalho. Os valores 

individuais por procedimento de maturação variaram quanto a taxa de recuperação, 

número de descartes e número de perdas na manipulação. Tais variações estão 

expressas na Tabela 1 para o experimento I e na Tabela 2 para o experimento II. 

 

Tabela 1- Números de ovócitos obtidos de ovários de abatedouro no experimento I: 

recuperados, descartados, colocados para MIV, separados para a avaliação em 

MET (imaturos e maturados), perdidos durante a manipulação e avaliados em 

microscopia de fluorescência, nos cinco procedimentos experimentais, no período de 

Agosto a dezembro de 2002  

Data 

Ovócitos 

Recuperados 

(X/ovário) 

Descartes MIV MET Perdas Avaliados

07/08/02 93 (1,86) 12 81 15 06 60 

09/10/02 152 (3,04) 17 135 15 23 97 

21/10/02 101 (2,02) 05 96 15 17 64 

19/11/02 76 (1,52) 13 63 15 05 43 

11/12/02 131 (2,62) 10 121 15 05 101 

Total 553 (2,21) 57 496 75 56 365 

 

A média de ovócitos obtidos no experimento I foi de 2,21 por ovário (50 

ovários/procedimento) sendo que 11,4 em média foram descartados por 

procedimento quanto ao aspecto das células do cumulus e as características 

citoplasmáticas. Foram colocados para maturar em média 99,2 ovócitos por 

procedimento ou seja, 33,06 por grupo experimental; foram perdidos em média 11,2 

ovócitos por procedimento durante a manipulação e foram checados quanto a 

maturação nuclear em microscopia de fluorescência, em média 24,33 por grupo 

experimental.  

 

 

 

 



 

 

Tabela 2- Números de ovócitos obtidos de ovário de abatedouro no experimento II: 

recuperados, descartados, colocados para MIV, separados para a avaliação em 

MET, transferidos, perdidos durante a transferência, perdidos durante a manipulação 

e que foram avaliados em microscopia de fluorescência, nos cinco procedimentos 

experimentais, no período de Junho a Outubro de 2003 

Data 

Ovócitos 

Recuperados 

(X/ovário) 

Descartes MIV MET TO
Perdas 

TO 
Perdas Avaliados

01/06/03 134 (2,68) 20 114 15 - - 42 57 

12/09/03 166 (3,32) 25 141 15 - - 33 93 

08/10/03 94 (1,88) 06 88 15 30 - 03 40 

21/10/03 114 (2,28) 14 100 15 10 10 05 60 

29/10/03 79 (1,58) 11 68 - 37 - 08 23 

Total 587 (2,35) 76 511 60 77 10 91 273 

 

A média de ovócitos obtidos no experimento II foi de 2,35 por ovário (50 

ovários/procedimento) sendo que 15,2 em média foram descartados por 

procedimento quanto ao aspecto das células do cumulus e as características 

citoplasmáticas. Foram colocados para maturar em média 102,2 ovócitos por 

procedimento ou seja, 34,1 por grupo experimental; foram perdidos em média 18,2 

ovócitos por procedimento durante a manipulação e foram checados quanto a 

maturação nuclear em microscopia de fluorescência, em média18,2 ovócitos por 

grupo experimental.  

 

EXPERIMENTO I 

 

Em cada repetição do experimento I utilizou-se uma média de 30,4 ovócitos 

por grupo, para a avaliação do estágio de maturação nuclear em microscopia de 

fluorescência e 5 ovócitos por grupo para observação da maturação citoplasmática 

em microscopia eletrônica de transmissão. 

Na análise dos grupos para as taxas de ovócitos que atingiram metáfase II, 

observou-se que não houve diferença estatística para a média de ovócitos 

 



 

maturados em meio HTF:BME, SOFaa e TCM 199 (29,2%; 23,8% e 13,8%, 

respectivamente) (Tabela 4, Figura 6). 

 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
Tabela 3– Análise de variância referente à porcentagem de metáfase II para ovócitos 
maturados in vitro no experimento I 
Fonte  
de variação 

Graus  
de liberdade 

Quadrado 
médio 

F p 

Grupo 2 305,3 2,88 0,095 
Resíduo 12 106,0   
Total 14    
 
 
 
Tabela 4– Média e desvio padrão referente à  porcentagem de metáfase II segundo 
grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME, SOFaa e TCM 
199, no período de Agosto a Dezembro de 2002 
Grupo  
HTF:BME 29,2 ± 9,6 
SOF 23,8 ± 8,4 
TCM 13,8 ± 12,4 
p=0,095 
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Figura 6– Média e desvio-padrão referentes à porcentagem de metáfase II segundo 
grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME, SOFaa e TCM 
199, no período de Agosto a Dezembro de 2002 
 (p=0,095) 

 



 

 

Na análise dos grupos para as taxas de ovócitos que degeneraram durante o 

processo de maturação ovocitária, observou-se que não houve diferença estatística 

para a média de ovócitos maturados em meio HTF:BME, SOFaa e TCM 199 (32,6%; 

32,8% e 43,4%, respectivamente) (Tabela 6 e Figura 7). 

 
 
 

Tabela 5– Análise de variância referente à porcentagem de degenerados para 

ovócitos maturados in vitro no experimento I 

Fonte  
de variação 

Graus  
de liberdade 

Quadrado 
médio 

F p 

Grupo 2 190,9 1,14 0,351 
Resíduo 12 167,1   
Total 14    
 
 
 
Tabela 6– Média e desvio padrão referente à  porcentagem de degenerados 
segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME, SOFaa 
e TCM 199, no período de Agosto a Dezembro de 2002 
Grupo  
HTF:BME 32,6±13,9 
SOF 32,8±10,1 
TCM 43,4±14,4 
p=0,351 
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Figura 7– Média e desvio-padrão referentes à porcentagem de degenerados 
segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME, SOFaa 
e TCM 199, no período de Agosto a Dezembro de 2002 
(p=0,351) 
 

 

 

 

 

 

 



 

 

Na análise dos grupos para as taxas de ovócitos em metáfase II viáveis, isto 

é, os quais foram subtraídos do total os ovócitos que degeneraram durante o 

processo de maturação ovocitária, para a realização da média. Observou-se que não 

houve diferença estatística para os diferentes grupos de maturação HTF:BME, 

SOFaa e TCM 199 (45,4%; 36,8% e 22%, respectivamente) (Tabela 8 e Figura 8). 

Igualmente sem diferença estatística foi à análise dos grupos quando foram 

somadas as taxas de metáfase I + metáfase II, para evidenciar se os meios de 

maturação foram competentes em reiniciar a meiose ( 54%; 52,8% e 40% 

respectivamente para os meios HTF:BME; SOFaa e TCM 199) (Tabela 10 e Figura 

9). 
 
 
 
Tabela 7– Análise de variância referente à porcentagem de metáfase II viáveis para 
ovócitos maturados in vitro no experimento I 
Fonte  
de variação 

Graus  
de liberdade 

Quadrado 
médio 

F p 

Grupo 2 700,5 2,39 0,134 
Resíduo 12 293,3   
Total 14    
 
 
 
Tabela 8– Média e desvio padrão referente à  porcentagem de metáfase II viáveis 
segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME, SOFaa 
e TCM 199, no período de Agosto a Dezembro de 2002 
Grupo  
HTF:BME 45,4±17,1 
SOF 36,8±15,8 
TCM 22,0±18,4 
p=0,134 
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Figura 8– Média e desvio-padrão referentes à porcentagem de metáfase II viáveis 
segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME, SOFaa 
e TCM 199, no período de Agosto a Dezembro de 2002 
 (p=0,134) 

 



 

 
 
 
 
 
 
 
 

 

Tabela 9– Análise de variância referente à porcentagem de metáfase I + metáfase II 
para ovócitos maturados in vitro no experimento I 
Fonte  
de variação 

Graus  
de liberdade 

Quadrado 
médio 

F p 

Grupo 2 301,1 1,08 0,369 
Resíduo 12 277,9   
Total 14    
 
 
 
Tabela 10– Média e desvio padrão referente à  porcentagem de metáfase I + 
metáfase II segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio 
HTF:BME, SOFaa e TCM 199, no período de Agosto a Dezembro de 2002 
Grupo  
HTF:BME 54,0±12,8 
SOF 52,8±13,3 
TCM 40,0±22,2 
p=0,369 
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Figura 9– Média e desvio-padrão referentes à porcentagem de metáfase I + 
metáfase II segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio 
HTF:BME, SOFaa e TCM 199, no período de Agosto a Dezembro de 2002 
 (p=0,369) 

 



 

EXPERIMENTO II 

 
 

Em cada repetição do experimento II utilizou-se uma média de 34,1 ovócitos 

por grupo, para a avaliação do estágio de maturação nuclear em microscopia de 

fluorescência e 5 ovócitos por grupo para observação da maturação citoplasmática 

em microscopia eletrônica de transmissão. 

 

Na análise dos grupos para as taxas de ovócitos que atingiram metáfase II, 

observou-se que não houve diferença estatística para a média de ovócitos 

maturados em meio suplementado com FSH bov, FSH eq e FSH eq + eGH (37,1%; 

25,8% e 29,8%, respectivamente) (Tabela 12, Figura 10). 

 

 

 
Tabela 11– Análise de variância referente à porcentagem de metáfase II para 
ovócitos maturados in vitro no experimento II 
Fonte  
de variação 

Graus  
de liberdade 

Quadrado 
médio 

F p 

Grupo 2 144,1 0,65 0,545 
Resíduo 10 223,5   
Total 12    
 
 
 
Tabela 12– Média e desvio padrão referente à  porcentagem de metáfase II segundo 
grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME suplementado 
com FSH bov, FSH eq ou FSH eq + eGH, no período de Junho a Outubro de 2003 
Grupo  
FSH bov 37,1±22,4 
FSH eq 25,8±8,2 
FSH eq + eGH 29,8±12,3 
p=0,545 
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Figura 10– Média e desvio-padrão referentes à porcentagem de metáfase II segundo 
grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME suplementado 
com FSH bov, FSH eq ou FSH eq + eGH, no período de Junho a Outubro de 2003 
 (p=0,545) 

 



 

 

Na análise dos grupos para as taxas de ovócitos que degeneraram durante o 

processo de maturação ovocitária, observou-se que não houve diferença estatística 

para a média de ovócitos maturados em meio suplementado com FSH bov; FSH eq 

e FSH eq + eGH (36,5%; 35,0% e 21,3%, respectivamente) (Tabela 14 e Figura 11). 

 
Tabela 13– Análise de variância referente à porcentagem de degenerados para 
ovócitos maturados in vitro no experimento II 
Fonte  
de variação 

Graus  
de liberdade 

Quadrado 
médio 

F p 

Grupo 2 290,3 0,87 0,448 
Resíduo 10 333,2   
Total 12    
 
 
Tabela 14– Média e desvio padrão referente à  porcentagem de degenerados 
segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME 
suplementado com FSH bov, FSH eq ou FSH eq + eGH, no período de Junho a 
Outubro de 2003 
Grupo  
FSH bov 36,5±28,6 
FSH eq 35,0±7,9 
FSH eq + eGH 21,3±14,4 
p=0,448 
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Figura 11– Média e desvio-padrão referentes à porcentagem de degenerados 
segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME 
suplementado com FSH bov, FSH eq ou FSH eq + eGH, no período de Junho a 
Outubro de 2003 
 (p=0,448) 

 



 

 

Na análise dos grupos para as taxas de ovócitos em metáfase II viáveis, isto 

é, os quais foram subtraídos do total os ovócitos que degeneraram durante o 

processo de maturação ovocitária, para a realização da média, observou-se que não 

houve diferença estatística para os diferentes grupos de maturação FSH bov, FSH 

eq e FSH eq + eGH (54,6%; 40,1% e 39,0%, respectivamente) (Tabela 16 e Figura 

12). Igualmente sem diferença estatística foi à análise dos grupos quando foram 

somadas as taxas de metáfase I + metáfase II para evidenciar se as fontes de 

gonadotrofinas foram eficientes em reiniciar a meiose ( 58,8%; 60,8% e 74,0% 

respectivamente para FSH bov, FSH eq e FSH eq + eGH) (Tabela 18 e Figura 13). 

 
 
 
Tabela 15– Análise de variância referente à porcentagem de metáfase II viáveis para 
ovócitos maturados in vitro no experimento II 
Fonte  
de variação 

Graus  
de liberdade 

Quadrado 
médio 

F p 

Grupo 2 313,5 1,04 0,390 
Resíduo 10 302,7   
Total 12    
 
 
 
Tabela 16– Média e desvio padrão referente à  porcentagem de metáfase II viáveis 
segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME 
suplementado com FSH bov, FSH eq ou FSH eq + eGH, no período de Junho a 
Outubro de 2003 
Grupo  
FSH bov 54,6±18,2 
FSH eq 40,1±15,5 
FSH eq + eGH 39,0±19,0 
p=0,390 
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Figura 12– Média e desvio-padrão referentes à porcentagem de metáfase II viáveis 
segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em meio HTF:BME 
suplementado com FSH bov, FSH eq ou FSH eq + eGH, no período de Junho a 
Outubro de 2003 
 (p=0,390) 

 



 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Tabela 17– Análise de variância referente à porcentagem de metáfase I + metáfase 
II viáveis para ovócitos maturados in vitro no experimento II 
Fonte  
de variação 

Graus  
de liberdade 

Quadrado 
médio 

F p 

Grupo 2 280,4 0,70 0,518 
Resíduo 10 399,2   
Total 12    
 
 
Tabela 18– Média e desvio padrão referente à  porcentagem de metáfase I + 
metáfase II viáveis segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em 
meio HTF:BME suplementado com FSH bov, FSH eq ou FSH eq + eGH, no período 
de Junho a Outubro de 2003 
Grupo  
FSH bov 58,8±29,5 
FSH eq 60,8±9,7 
FSH eq + eGH 74,0±18,3 
p=0,518 
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Figura 13– Média e desvio-padrão referentes à porcentagem de metáfase I + 
metáfase II viáveis segundo grupo, para ovócitos eqüinos maturados in vitro em 
meio HTF:BME suplementado com FSH bov, FSH eq ou FSH eq + eGH, no período 
de Junho a Outubro de 2003 
 (p=0,518) 
 

 

 

 

 

 



 

 

 

TRANSFERÊNCIA DE OVÓCITOS 

 

 

Como parte do experimento II foram realizados três procedimentos de 

Transferências de Ovócitos. Cada procedimento contou com uma a três éguas 

receptoras, sendo transferidos com sucesso uma média de 12,8 ovócitos para cada 

uma das seis éguas receptoras, sendo utilizadas duas éguas para cada grupo 

experimental  

As cirurgias foram realizadas no mês de Outubro de 2003, os resultados 

foram observados 15 e 90 dias após as TOs e estão expressos na Tabela 19 e na 

Figura 14. 

 

Tabela 19- Transferências de Ovócitos realizadas durante o mês de Outubro de 

2003 com relação ao número de ovócitos transferidos, grupo experimental, 

diagnóstico de gestação (DG) aos 15º e 90º dias e porcentagem de vesículas 

embrionárias 

Data Égua 
Ovócitos 

transferidos
Grupo 

DG 

15 dias 

Nº de 

vesículas 

(%) 

DG 

90 dias 

10/10/03 A 15 FSH eq -  - 
10/10/03 B 15 FSH eq 

+ eGH 

-  - 

23/10/03 C 10 FSH bov + 01 (10%) + 
31/10/03 A 08 FSH bov - 

(liq. uterino)

 - 

31/10/03 B 14 FSH eq - 
(liq. uterino)

 - 

31/10/03 D 15 FSH eq 

+ eGH 
+ 01(6,7%) + 

 
 
 

 



 

ANÁLISE ULTRA-ESTRUTURAL 

 

 Ovócitos imaturos 

 A principal característica dos ovócitos imaturos examinados foi a grande 

quantidade de mitocôndrias e a presença no citoplasma de uma grande quantidade 

de grânulos de baixa elétron-densidade identificados como gotas de lipídeo (Figura 

15). Estes grânulos com freqüência apareceram associados às mitocôndrias (Figura 

15). Em alguns dos casos foram observados restos membranosos no interior de 

alguma das gotas ou grânulos (Figuras 16), as quais também se encontravam 

associadas as mitocôndrias (Figura 16). 

 As mitocôndrias apresentavam-se pequenas arredondadas ou em forma de 

alteres com poucas cristas internas e distribuídas por todo o ovoplasma (Figura 15), 

em grupos, associadas à gotas de lipídeos, aos complexos de Golgi e ao  retículo 

endoplasmático liso. Algumas mitocôndrias apresentavam-se com formas 

irregulares, contendo concavidades (Figura 17). 

 O complexo de Golgi apresentou-se também na periferia do ovoplasma, bem 

desenvolvido e constituído por várias cisternas sobrepostas e associados a 

pequenas vesículas recobertas (Figura 17), semelhantes as observadas originando-

se por pinocitose na superfície do ovócito (Figura 17). Nas proximidades do 

complexo de Golgi foram observados alguns grânulos limitados por membranas, 

com conteúdo elétron-densos, os quais foram caracterizados como grânulos 

corticais (Figura 18). Grânulos semelhantes foram observados próximo a membrana 

plasmática, embora em pequeno número (Figura 19A e 19B) e dispersos pelo 

citoplasma, ou agrupados em conjunto com as mitocôndrias (Figura 17). Retículo 

endoplasmático liso (REL) tubular apareceu principalmente na região sub-cortical do 

ovócito associados a mitocôndrias (Figura 17).  

Nos ovócitos de eqüinos obtidos de folículos imaturos o núcleo apresentou-

se localizado perifericamente e com formato esférico (Figura 20). Foi observada a 

presença de um nucléolo constituído por material fibrilar exibindo uma aparência de 

halo (Figura 20). O envelope nuclear dos ovócitos apresentou grande número de 

poros (Figura 20).  

 



 

O espaço vitelínico dos ovócitos imaturos apresentou-se atravessado por 

microvilosidades (Figuras 17 e 19A). Através da zona pelúcida, constituída por 

material fibrilar, puderam ser observados os prolongamentos celulares originados 

das células da granulosa ainda presentes ao redor dos ovócitos (Figura 15). No 

interior do espaço perivitelínico estes prolongamentos fazem contato com a 

membrana vitelínica do ovócito ou com seus prolongamentos, sendo que em alguns 

pontos foi observada a presença de complexos juncionais entre eles (Figura 19A e 

19B).  

 Os complexos juncionais em alguns casos parecem ser do tipo desmossomo, 

mas junções comunicantes e zônulas de oclusão parecem também estar presentes 

(Figura 19A e 19B), embora a posição dos cortes não permita visualizar bem entre 

que tipo de estruturas ou em que situações ocorram. 

 Ovócitos maturados in vitro 

 EXPERIMENTO I 

 Os ovócitos dos Grupos TCM199, SOFaa e HTF:BME apresentaram 

morfologia semelhante. Na análise ultra-estrutural observamos que em todos os 

grupos estudados os ovócitos apresentaram espaço perivitelínico preenchido por  

microvilosidades (Figura 21A e 21B). As organelas citoplasmáticas mais 

proeminentes foram as gotas de lipídeo e mitocôndrias, localizadas em pequenos 

agrupamentos (Figura 21A). As mitocôndrias foram observadas com freqüência em 

contato íntimo com o retículo endoplasmático (Figura 22). Grânulos corticais foram 

observados tanto na região central do ovoplasma como na periferia (Figura 23). 

Estes apresentaram tamanho e eletron-densidade variável (Figura 23). Na maioria 

dos ovócitos estudados dos grupos TCM199 e SOFaa, pôde-se observar que o 

espaço perivitelínico se encontrava preenchido por grande quantidade de restos 

celulares (Figura 24). Alem disso, nestes ovócitos junções celulares entre as células 

da granulosa e o citoplasma dos ovócitos estavam presentes (Figura 25). A análise 

ultra-estrutural mostrou que após 36 horas de maturação in vitro o grupo de ovócitos 

cultivados em HTF:BME apresentaram uma menor quantidade de restos celulares 

no espaço perivitelínico, bem como uma distribuição dos grânulos corticais mais 

homogênea e alinhada com a membrana externa do ovócito (Figura 26). 

 



 

EXPERIMENTO II 

Em todos os grupos estudados foi observada uma grande quantidade de 

grânulos de lipídeo, distribuídos pelo citoplasma. No grupo onde foi utilizado o FSHe, 

estes apresentaram bordas irregulares e material membranoso em seu interior 

(Figura 27). A análise ultra-estrutural mostrou que uma maior quantidade de 

grânulos corticais localizada próximo ao ovolema foi observada nos ovócitos 

maturados em HTF:BME em presença de FSHe (Figura 27). Nestes ovócitos 

observou-se um padrão homogêneo de distribuição de mitocôndrias com forma 

arredondada (Figura 27 e 28) e espaço perivitelínico estreito contendo 

microvilosidades. Embora se tenha observado a presença de grânulos corticais na 

periferia dos ovócitos maturados em presença de FSHb, estes apareceram em 

menor número (Figura 29).  Quando o eGH foi adicionado ao meio de maturação, a 

morfologia dos ovócitos se apresentou semelhante aquela observada no grupo 

maturado com FSHb. Em nenhum dos ovócitos maturados no experimento II foi 

observada a extrusão de material celular contendo organelas ou a presença de 

junções celulares.   

 



 

DISCUSSÃO 
 

Nos últimos anos pesquisas têm sido realizadas para o desenvolvimento da 

técnica de fertilização in vitro para a espécie eqüina. O nascimento do primeiro potro 

apartir de técnicas de produção in vitro ocorreu em 1990 (PALMER et al., 1990). Os 

ovócitos utilizados em pesquisas com PIV são normalmente provenientes de 

material de abatedouro, onde a origem, assim como o estágio do ciclo estral são 

desconhecidos. Além disso a disponibilidade de ovócitos maturos em metáfase II 

obtidos de folículos pré-ovulatórios é pequena, visto que não mais do que dois 

folículos pré-ovulatórios podem ser esperados no ciclo estral de uma égua 

(DESJARDINS et al., 1985; OKOLSKI et al., 1991; WILLIS et al., 1991; ALM & 

TORNER, 1994). 

Poucos dados relatam sucesso na maturação in vitro de ovócitos eqüinos, e a 

porcentagem de metáfase II obtidas têm sido baixas (DEL CAMPO et al., 1992; 

CHOI et al., 1993; ALM & TORNER, 1994; BRISKO et al., 1995; BRUCK et al., 

1996). As razões para esta baixa porcentagem são ainda indefinidas. Diversos 

fatores têm sido estudados, que poderiam influenciar a qualidade morfológica e a 

viabilidade dos ovócitos obtidos. Estes fatores incluem o método de extração 

(OKOLSKI et al., 1987; HINRICHS, 1991; DEL CAMPO et al., 1992; CHOI et al., 

1993; ALM & TORNER, 1994; MLODAWSKA et al., 1996), tamanho e qualidade 

folicular (HINRICHS, 1991; DEL CAMPO et al., 1992; BRUCK et al., 1996), idade 

(BRISKO et al., 1995), e fase do ciclo estral da égua (DEL CAMPO et al., 1992; 

BRUCK et al., 1996). 

Um fator que requer atenção adicional é o método de extração e a taxa de 

recuperação de ovócitos por ovário. Neste trabalho de dissertação foi utilizada a 

técnica de fatiamento do ovário descrita por Choi et al. (1993) para a recuperação de 

ovócitos eqüinos imaturos. Através deste procedimento foram obtidas taxas de 

recuperação de 2,28 ovócitos por ovário, o que corrobora com os achados de 

Landim-Alvarenga et al. (2002), que obtiveram uma taxa de recuperação de 2,03 

ovócitos/ovário. Resultados superiores foram obtidos por Erice et al. (1995) 

utilizando a técnica de fatiamento, obtiveram taxas de 5,58 ovócitos por ovário, 

inferiores aos 8,28 ovócitos/ovário obtidos por Choi et al. (1993). Neste trabalho Choi 

et al. (1993) associaram a técnica de fatiamento à curetagem individual de cada 

 



 

folículo. Trata-se de um método trabalhoso que consome muito tempo, e o período 

dispensado entre colheita e cultivo é um fator muito importante para a maturação e 

conseqüente fertilização dos ovócitos eqüinos. 

Outros métodos de colheita de ovócitos têm sido utilizados na obtenção de 

CCOs imaturos. A aspiração folicular geralmente causa grandes danos ao complexo 

cumulus-ovócito (OKOLSKI et al., 1987; HINRICHS, 1991). Uma alta proporção de 

CCOs intactos é obtida com dissecção e ruptura dos folículos (OKOLSKI et al., 1987; 

DEL CAMPO et al., 1990), ou por incisão do folículo in situ e curetagem da camada 

de células da parede folicular (HINRICHS & DIGIORGIO, 1991; HINRICHS et al., 

1993). Este método de colheita, embora com maior tempo consumido, aparenta ser 

superior ao de aspiração devido a maior produção de CCOS intactos. A morfologia 

ovariana da égua resulta em uma baixa taxa de ovócitos coletados por aspiração 

externa, visto que o parênquima ovariano que contêm os folículos encontra-se com 

uma localização medular. Assim, muitos folículos não são visíveis na superfície 

ovariana (ERICE et al., 1997). Além disso a relação anatômica entre o ovócito e a 

parede folicular, no eqüino interfere com a eficiência dos métodos de colheita. Na 

égua o folículo apresenta uma camada de células da teca logo abaixo da junção do 

cumulus à parede folicular. Esta estrutura é caracterizada por processos celulares 

emitidos pelas células da granulosa para o interior da camada de células tecais. 

Desta forma, os processos das células da granulosa, bem como a posição da 

camada de células tecais e a estrutura do componente polissacarídeo desta 

funcionam como uma âncora para o ovócito na parede folicular (HAWLEY et al., 

1995). 

A técnica de recuperação de ovócitos utilizada influencia o tempo requerido 

para o processamento, o número e a qualidade dos ovócitos coletados. Apesar de 

Del Campo et al. (1992), afirmarem que a maturação de ovócitos eqüinos não é 

afetada pela quantidade de células do cumulus presente. Neste trabalho procurou-se 

selecionar ovócitos que apresentavam o cumulus oophorus completo uma vez que 

para Yang et al. (1990), este fator de seleção poderia afetar a habilidade dos 

ovócitos se desenvolverem após fecundação. 

Quanto ao tamanho folicular, o protocolo estabelecido neste trabalho foi o de 

não utilizar ovócitos provenientes de folículos pré-ovulatórios uma vez que poderiam 

apresentar estágio avançado de maturação e consequentemente degenerar durante 

 



 

o cultivo in vitro. Os níveis de maturação do ovócitos suínos (TSAFIRI & 

CHANNING, 1975) e bovinos (LONERGAN et al., 1992) são afetados pelo diâmetro 

do folículo escolhido para a aspiração. Del Campo et al. (1995) e Hinrichs (1991), 

observaram que altas taxas de ovócitos degenerados foram obtidos de folículos 5 a 

10 mm (44%), quando os maiores folículos por par de ovários tinham tamanho < ou 

igual 10mm (63%) e quando foram recuperados de éguas prenhes (66%). A 

porcentagem de folículos atrésicos têm sido maiores para 10 mm (79%) do que 

folículos de 10 a 19 mm (58%) e acima de 20 mm (17%). Em resumo, ovócitos 

provenientes de folículos individuais < ou iguais a 10 mm ou em que o maior folículo 

é < ou igual a 10 mm são inadequados para MIV. Este tipo de avaliação não foi 

realizada neste trabalho, visto que quando se promoveu o fatiamento, uma 

população heterogênea de ovócitos de diferentes características, competência e 

tamanhos foliculares foram obtidos. 

Brück et al. (1996) obtiveram taxas de MIV superiores para ovócitos 

provenientes de folículos maiores de 10mm, corroborando com os achados de Del 

Campo et al. (1995), isto porque avaliações histopatológicas demonstram que a 

viabilidade folicular aumenta com o tamanho do folículo e que folículos menores que 

10mm são em geral 75% atrésicos (HINRICHS, 1991). 

Okolski et al. (1991) maturando ovócitos com sinais de atresia primária 

(poucos núcleos picnóticos) ou secundária (muitos núcleos picnóticos) provenientes 

de folículos com níveis anormais de hormônios, obtiveram taxas de maturação (53%) 

semelhantes as obtidas de ovócitos saudáveis provenientes de folículos saudáveis. 

Em eqüinos a maneira mais fácil de se obter um grande número de ovócitos 

em um curto período de tempo, para realização de experimentos, é através da 

utilização de ovários de abatedouro. A limitação deste material é normalmente dada 

pelo tempo variável que o ovócito é submetido, primeiramente o intervalo entre  

colheita do ovário após o abate e transporte deste até o laboratório e o segundo 

intervalo entre a retirada do ovócito do ambiente folicular até ser colocado nas 

condições de cultivo.  

O intervalo entre a colheita dos ovócitos e o início do cultivo in vitro tem sido 

discutido por muitos autores. Shabpareh et al. (1993) determinaram que não há 

diferença entre a expansão das células do cumulus e as taxas de maturação de 

ovócitos coletados 5-6, 6-7, 7-8 horas após o abate. Similarmente, Del Campo et al. 

 



 

(1995) demonstraram que o intervalo entre a colheita do ovário e o início do cultivo 

não altera as taxas de maturação. Ovócitos incubados por 3 a 9 horas ou 10 a 15 

horas após o abate e maturados 24 a 48 horas atingem taxas de maturação de 49%. 

Contrariamente a estes dois estudos, Hochi et al. (1993) relataram baixas taxas de 

maturação com o aumento do tempo de estocagem dos ovários em solução salina à 

30ºC. Ovários estocados por 3 horas atingiram taxas de maturação ovocitária de 

62,3% e quando estocados por 6 e 9 horas, as taxas de maturação foram 

respectivamente de 45% e 30.4%. Franz et al. (2002) também obtiveram taxas de 

maturação alteradas pelo intervalo entre colheita e cultivo, de forma que as taxas MII 

de 59 a 68% para ovócitos colocados em meio de maturação 1 hora após a colheita 

passaram há 20 a 45% com 5-9 horas tanto em temperatura de 15-18ºC e 27-29ºC, 

respectivamente. Neste trabalho o tempo entre a colheita e o início do cultivo foi de 

10 a 12 horas, e foi observado que as taxas de ovócitos que degeneraram durante o 

cultivo foram superiores às encontradas em outros trabalhos, indicando que o alto 

tempo de transporte pode elevar as taxas de ovócitos degenerados Com a 

suplementação protéica com BSA quando avaliamos as taxas de Metáfase II viáveis, 

isto é, as taxas de ovócitos totais subtraindo-se as taxas de degenerados para os 

experimentos I e II, percebemos que desta forma as taxas de maturação 

assemelham-se as apresentadas pela literatura. No experimento I foram obtidos: 

45,4% para o HTF:BME, 36,8% para SOFaa e 22% para TCM 199 (p=0,134) (Tabela 

8). No experimento II foram obtidos 54,6%, 40,1% e 39% para os grupos FSH bov, 

FSH eq e FSH eq+eGH, respectivamente (p=0,390) (Tabela 16) para MII viáveis. 

Love et al. (2003) estudaram o efeito da estocagem em diferentes 

temperaturas e tempos de ovários eqüinos obtidos de abatedouro sobre as taxas de 

MIV. Uma maior taxa (P<0,05) de CCOs compactos foi obtida do grupo de 

estocagem 15-18 horas à 22-25ºC, podendo ser devido ao afrouxamento entre as 

células do cumulus  da parede folicular, no número de ovócitos degenerados no 

grupo de estocagem 15-18 horas à 4ºC foi superior em relação aos outros grupos de 

estudo. Quanto a taxa de maturação o grupo controle no qual os ovócitos foram 

maturados imediatamente a chegada no laboratório (57%) foi significantemente 

maior aos grupos estocados (P<0,001), e entre os grupos estocados a taxa de MIV 

foi maior (P<0,05) para o mantido à 22-25ºC (14%) em relação ao grupo mantido à 

4ºC (6%). Os resultados obtidos no experimento I para a taxa de MII, se aproximam 

 



 

aos de Love et al. (2003), quando os ovários foram mantidos em 22 a 25ºC por 15 a 

18 horas (29,2; 23,8% e 13,8% para HTF:BME; SOFaa e TCM 199, respectivamente 

p=0,95) (Tabela 4) 

Os CCOs encontrados neste trabalho foram mantidos em fluido folicular 

obtido de folículos menores de 25 a 30 mm até o momento da seleção, visto que se 

correlacionarmos com a espécie bovina,  o efeito inibitório do fluido folicular sobre o 

reinicio da meiose depende do estágio de desenvolvimento do folículo no momento 

da colheita do fluido (AKUFO et al., 1988), estando altamente relacionado ao pico de 

LH, sendo que ovócitos mantidos em meio de cultivo contendo fluido folicular obtidos 

antes ou até 4 horas após a administração exógena de Hormônio liberador de 

gonadotrofinas (GnRH) inibe o reinicio da meiose, sendo que o contrario é verdade 

para ovócitos maturados em presença de fluido folicular colhido acima de 8 horas 

após a indução com GnRH (ROMERO-ARREDONDO & SEIDEL, 1996). 

De fato a análise ultra-estrutural dos ovócitos fixados logo após a colheita 

demonstrou que estes ainda não apresentavam sinais de maturidade. Os ovócitos 

imaturos estudados apresentaram grande quantidade de grânulos de lipídeos 

distribuídos pelo citoplasma. Estas estruturas foram vistas em associação com 

mitocôndrias e retículo endoplasmático liso, apresentando conteúdo amorfo de 

densidade eletrônica média. De acordo com Flemming & Saacke (1972) e Kruip et 

al. (1983) esta associação sugere a formação de unidades metabólicas. De fato a 

observação de algumas gotas sem o conteúdo amorfo e apresentando restos de 

membranas indica a metabolização do material neles contido, provavelmente 

colesterol. Não existem relatos de produção de esteróides por ovócitos de eqüinos, 

no entanto, é conhecida a capacidade do embrião de eqüino de produzir estrógeno 

em seus estágios iniciais do desenvolvimento (GINTHER, 1992). É possível que o 

RNAm para as enzimas que controlam a produção de hormônios esteróides já esteja 

presente no ovócito antes da fertilização. 

Durante a fase de crescimento dos ovócitos de mamíferos, ocorre 

concomitantemente um aumento no número de mitocôndrias, bem como a 

modificação de sua morfologia. Em ovócitos primários de coelhas as mitocôndrias 

apresentam tamanho uniforme e formato elíptico ou alongado, com cristas típicas se 

projetando em direção ao lúmen da organela (HADEK, 1965). Em folículos de pré-

ovulatório, próximo ao momento da ovulação, as mitocôndrias apresentam formato 

 



 

arredondado e lúmen eletron-denso, com poucas cristas (HADEK, 1965). Neste 

estudo, não foram observadas diferenças com relação a morfologia das mitocôndrias 

dos ovócitos analisados, mas a associação destes com gotas lipídicas parece menos 

freqüente nos ovócitos maturos. As pequenas diferenças encontradas 

provavelmente estão relacionado ao fato de que os ovócitos imaturos estudados 

eram oriundos de folículos secundários e portanto já haviam superado a fase de 

crescimento celular.  

Nos ovócitos fixados logo após a colheita o complexo de Golgi apresentou-se 

mais desenvolvido, constituído por inúmeras lamelas dilatadas associadas a 

vesículas membranosas de elétron-densidade variável, tanto na face cis como trans. 

As da face cis são vesículas recobertas e podem ser as vesículas picnóticas vistas 

na superfície do ovócito as quais estariam migrando em direção ao Golgi. Neste 

caso as vesículas da face trans poderiam conter o material absorvido já elaborado 

pelo Golgi. Como grânulos semelhantes aos grânulos corticais são observados na 

proximidade desta organela é possível que esta tenha um papel em sua produção. 

Estes achados estão de acordo com o observado por Hyttel et al. (1989) que 

observaram complexos de Golgi mais desenvolvidos em ovócitos bovinos imaturos, 

quando comparado com os já maturados. Dentre as vesículas membranosas 

encontradas na face trans, algumas apresentavam conteúdo elétron-denso e foram 

identificadas como grânulos corticais. Estas vesículas no ovócito imaturo 

apareceram em pequeno número, distribuídas pelo citoplasma e em associação com 

o complexo de Golgi.  

No ovócito imaturo foi observado, no espaço perivitelínico, a presença de 

inúmeras junções celulares entre os prolongamentos das células da corona radiata 

que cruzam a  zona pelúcida e as microvilosidades do ovócito. A conexão entre as 

células da granulosa e o ovócito tem sido observada por diferentes pesquisadores 

há várias décadas, estabelecendo-se a existência de uma íntima conexão e 

interação entre estes dois tipos celulares. Nos ovócitos imaturos estudados foi 

observado um espaço perivitelínico preenchido por microvilosidades, e regiões onde 

as células da granulosa se encontram aderidas a membrana do ovócito através de 

junções comunicantes. Estes achados estão de acordo com o observado por Hadek 

(1965) e por Hyttel et al. (1989). Evidências consideráveis tem demonstrado que as 

células foliculares intermediam a maturação ovocítica induzida por gonadotrofinas e 

 



 

é possível que moléculas passem das células da granulosa para o ovócito pelas 

junções comunicantes (BROWDER, 1984).  

A característica mais marcante observada nos ovócitos imaturos foi a 

presença da carioteca envolvendo um núcleo intacto contendo um nucléolo 

constituído por material fibrilar denso. O estágio de vesícula germinativa, com 

nucléolo vacuolisado não é característico de ovócitos de eqüinos. Nestes animais o 

nucléolo de ovócitos em fase de crescimento é constituído de dois componentes: 

uma porção interna fibrilar e densa e uma auréola fibrilar mais frouxa, oca também 

observada em bovinos por Flemming & Saacke (1972), Vogelsang et al. (1987) e 

Assey et al. (1994). Durante a fase de crescimento o nucléolo em bovinos e eqüinos 

é fibrino-granular e está ativamente sintetizando RNAr (CROZET et al., 1986). Já na 

fase final de crescimento exibe uma aparência de halo. Neste experimento além do 

nucléolo apresentar aspecto de halo, o núcleo se encontrava deslocado para 

periferia, o que indica um ovócito no final do período de crescimento. 

Existe a possibilidade de neste trabalho terem sido colocados em meio de 

cultivo ovócitos provenientes de éguas velhas, devido a população heterogênea de 

ovários coletados no abatedouro. Resultados de diferentes estudos envolvendo um 

número diferentes de espécies indica que a qualidade dos ovócitos deterioram com 

a idade do animal, resultando no aumento da incidência de anormalidades 

ovocitárias e falhas no desenvolvimento (ADAMS, 1975).  

Brisko et al. (1995) não observaram em seu experimento diferenças quanto 

ao número de folículos ou quanto ao número de ovócitos coletados entre os vários 

grupos de idade (ERICE et al., 1995), porém as taxas de MIV foram inferiores 

quando se trabalhou com ovócitos de éguas velhas. Além disso, foi observado que 

os ovócitos destes animais levavam um tempo de cultivo maior para atingir fases 

mais avançadas de maturação quando comparados com ovócitos de éguas jovens. 

Este atraso na maturação meiótica pode ser um dos responsáveis pela alta taxa de 

perda embrionária precoce nas éguas com mais de 15 anos de idade. Éguas idosas 

também podem apresentar uma maior proporção de ovócitos defeituosos, com 

anormalidades cromossômicas, levando a alta taxa de subfertilidade nestes animais 

não estando somente relacionada a problemas uterinos ou de oviduto (CARNEVALE 

& GINTHER, 1994). 

 



 

Durante a manipulação dos ovócitos, após o cultivo de 36 horas em meio de 

maturação, foi realizada a retirada das células do cumulus para a avaliação do 

estágio de maturação nuclear. Durante o desnudamento foram obtidas altas taxas 

de perda de ovócitos por rompimento da ZP sendo uma média de 15% para os dois 

experimentos, o que corrobora com os achados de Brisko et al. (1995) que 

obtiveram resultados similares durante a manipulação.  

Na égua, a atividade reprodutiva sazonal regulada pelo fotoperíodo, com 

conseqüente variação no desenvolvimento folicular pode influenciar o número de 

gametas femininos (PALMER et al., 1991). Minoia et al. (1993) estudaram a 

distribuição do tamanho folicular durante o ano e assim observaram uma alta 

prevalência de folículos de 5 a 29 mm durante a transição de primavera/verão e de 

folículos maiores de 30 mm durante a estação de monta. Assim, durante a transição 

de primavera/verão temos um aumento no número de CCOs. No entanto, os 

ovócitos deste período parecem ser mais sensíveis às condições hormonais do meio 

de cultivo. Neste trabalho numericamente não houve diferença entre as taxas de 

recuperação ovocitária nas épocas do ano utilizadas. Aparentemente no segundo 

experimento, quando se realizou um procedimento em final de outono e início de 

inverno (Junho) foi obtida uma alta taxa de ovócitos perdidos durante o 

desnudamento (32%), o que poderia estar relacionado com a alta taxa de ovócitos 

degenerados, e portanto frágeis, devido a irregularidade dos ciclos estrais que 

ocorrem neste período do ano. 

Nos protocolos padrões de maturação in vitro caracteriza-se a adição de soro, 

estradiol, FSH, LH ou outros fatores com o objetivo de estimular o desenvolvimento 

in vitro (GUIXUE et al., 2001). Diversas publicações demonstraram que alguns 

fatores podem melhorar a competência ovocitária elevando significativamente o 

número de blastocistos produzidos. Fatores de crescimento, gonadotrofinas, soros 

específicos e diferentes condições de cultivo revelaram algum efeito nas taxas de 

produção e qualidade embrionária, mas nunca a ponto de todos os ovócitos 

responderem a estas condições (SIRARD et al., 1998). Por essa razão é evidente 

que as condições de cultivo têm um efeito significante em permitir ao ovócito 

expressar seu potencial, mas os constituintes originais do ovócito controlam a sua 

habilidade de responder às melhores condições de cultivo (SIRARD, 2001). 

 



 

As razões para a falha dos ovócitos eqüinos em completarem a meiose 

durante a maturação in vitro são desconhecidas. No entanto foi mostrado 

recentemente que a competência para a maturação in vitro aumenta com o aumento 

do diâmetro folicular e é baixa em folículos de 5-9mm, que são gonadotrofina 

independente (DRIANCOURT et al., 1983; GOUDET et al., 1997a; GOUDET et al., 

1998c). Além disso, já foi mostrado que a competência ovocitária é influenciada pelo 

status reprodutivo da égua (GOUDET et al., 1997b). Isto nos permite assumir que 

existem alguns fatores locais, em relação ao crescimento folicular e maturação, cuja 

expressão varia durante o ciclo estral, e devem ter um papel crucial na aquisição de 

competência para maturação in vitro, entre eles: hormônios esteróides, receptores 

de LH, α-inibina, e aromatase são bons candidatos (GOUDET et al., 1999). Contudo, 

não foi observado nenhuma relação óbvia entre α-inibina, receptores de LH, e 

aromatase com o estágio de maturação nuclear do ovócito maturado in vitro. Além 

disso, os resultados de Goudet et al. (1999), demonstram haver uma relação entre o 

diâmetro folicular e estes fatores expressos nas células do cumulus, similar ao que 

ocorre entre o diâmetro folicular e a competência para o desenvolvimento in vitro. 

Também foi observado que a quantidade de aromatase, receptores de LH e α-

inibina aumentam com o crescimento folicular, sendo que folículos de 5-9mm contêm 

baixas quantias destes fatores, bem como reduzidas taxas de maturação. Uma 

relação entre estes fatores e a competência ovocitária ainda não pode ser 

estabelecida, porém, a expressão destas duas proteínas assim como a competência 

para a maturação in vitro, é influenciada pelo diâmetro ovocitário, mostrando que 

pode haver uma relação entre a expressão destes três fatores e a competência do 

ovócito. 

Apesar dos esforços consideráveis para o desenvolvimento de sistemas de 

cultivo que realmente induzam a completa maturação (nuclear e citoplasmática) in 

vitro de ovócitos eqüinos, um sistema ótimo ainda não foi desenvolvido. Atualmente 

os ovócitos eqüinos são maturados em meio TCM 199 acrescido de uma série de 

combinações de soros (ou componentes do soro), hormônios, macromoléculas e ou 

células somáticas (SQUIRES, 1996). Baseado somente nas taxas de maturação 

nuclear existe uma grande variação entre as taxas para a espécie eqüina (50 a 75%) 

que são tipicamente baixas quando comparadas as de outras espécies (SQUIRES, 

1996).  

 



 

Os meios de cultivo utilizados para a maturação dos ovócitos eqüinos são 

adaptados de meios utilizados no cultivo de bovino. Okolski et al. (1991) relataram 

uma alta mais não significante taxa de maturação utilizando-se TCM 199 quando 

comparado com o meio Menezo B2 com 15% de soro fetal bovino e hormônios (26% 

versus 50%). TCM 199 e Ham F10 foram testados como meio de maturação por 

Shabpareh et al. (1992). Eles concluíram que ambos meios de cultivo produzem 

resultados similares, porém no Ham F10 os ovócitos levam um tempo maior para 

maturar (48 versus 36 horas). Willis et al. (1991) testaram o efeito dos meios TCM 

199 e Menezo B2 suplementados com 15% de SFB, soro de égua no dia da 

ovulação e soro de égua no primeiro dia de cio. As melhores taxas de maturação e 

expansão das células do cumulus  foram adquiridas com a utilização de TCM 199 

adicionado de soro de égua no primeiro dia de cio (67%). Há uma grande 

variabilidade nas concentrações de hormônios e soros adicionados ao meio. De 

acordo com Zhang et al. (1989), taxas similares de maturação foram obtidas com a 

adição de 20% de soro de égua em estro ou 10% de SFB, mais gonadotrofinas.  

Em eqüinos, Willis et al. (1994), trabalhando com ovócitos imaturos e 

maturados in vitro por 15 horas, descreveram que, enquanto o ovócito imaturo 

apresentava poucos grânulos corticais e poucas microvilosidades, após 15 horas de 

maturação os grânulos corticais apresentavam-se esféricos, com forma e tamanho 

homogêneo, densos e migravam até a membrana citoplasmática. Estes achados 

estão parcialmente de acordo com o observado neste trabalho. Nos ovócitos 

maturados in vitro utilizando-se TCM199 e SOFaa a maioria dos grânulos corticais 

apresentavam distribuição próximo a membrana vitelínica. Entretanto, estes 

apresentaram eletron-densidade e tamanho variável. Já nos ovócitos maturados em 

HTF: BME a distribuição dos grânulos corticais foi mais homogênea. Em particular o 

grupo que utilizou o FSH eqüino (FSHe) como fonte de gonadotrofina apresentou 

aspecto semelhante ao descrito na literatura para ovócitos maturados in vivo. Estes 

dados estão de acordo com o observado em ovócitos colhidos de folículos maiores 

que 35 mm após 24 a 36 horas da aplicação de hCG. Nestes os grânulos corticais 

apresentam conteúdo eletron-denso, tamanho homogêneo e se encontram dispostos 

logo abaixo da membrana vitelínica (LANDIM-ALVARENGA., 2002) Willis et al. 

(1991) também encontraram efeitos positivos na utilização de LH eqüino (LHe) em 

relação ao LH bovino (LHb). Bezard & Palmer (1992) demonstraram uma alta 

 



 

porcentagem de maturação e expansão das células do cumulus com a utilização de 

fontes de gonadotrofinas eqüinas do que ovinas (51,2% versus 17,8%). No mesmo 

estudo, uma dose resposta de FSH e LH foi observada em adição do estradiol 

resultando em melhores taxas de maturação. 

Nos ovócitos maturados em TCM199 e SOFaa junções celulares entre as 

células da granulosa e os ovócitos continuavam presentes. Este fato, associado a 

irregularidade de tamanho e distribuição dos grânulos corticais, indica que 

aparentemente os ovócitos destes grupos não sofreram completa maturação 

citoplasmática durante o período de cultivo. Já nos ovócitos maturados em presença 

de HTF:BME estas junções deixaram de ser observadas. De acordo com Odor 

(1960), no folículo pre-ovulatório de rato, os processos das células da granulosa 

começam a se retrair, e no momento da formação do 1o corpúsculo polar o espaço 

perivitelínico se encontra aumentado, não sendo mais observadas junções celulares 

entre as células somáticas e o ovócito. Neste experimento não foram observadas 

diferenças no que diz respeito a taxa de maturação nuclear entre os grupos. Apesar 

disso aparentemente a utilização do  meio HTF:BME foi benéfica para a maturação 

citoplasmática dos ovócitos eqüinos.  

Em mamíferos, a dissociação progressiva das células do cumulus do ovócito 

ocorre em resposta ao estímulo gonadotrófico durante o período pré-ovulatório 

(GILULA et al., 1978). Neste sentido a utilização de FSH de origem endógena seria 

benéfica por ocorrer uma ligação perfeita entre estas moléculas e seus receptores. 

De fato no grupo onde foi utilizado o FSHe como fonte gonadotrófica, diversos sinais 

de maturação citoplasmática foram observados, tais como: a ausência de junções 

comunicantes entre o ovócito e as células do cumulus, o aumento na de mobilização 

de lipídeos e a perfeita distribuição dos grânulos corticais. Entretanto, quando foi 

adicionado ao meio o eGH, os resultados foram aparentemente piores. Como este 

composto tem uma ação não totalmente elucidada no processo de maturação 

ovocitária, a sua presença, na concentração utilizada, pode não ter levado ao efeito 

benéfico desejado.  

Nos grupos maturados em TCM199 e SOFaa foi observado o aumento do 

espaço perivitelínico com a presença de debris celulares em um grande número de 

ovócitos. Estes achados se assemelham a descrição morfológica do “cone de 

 



 

fertilização” e “onda citoplasmática” que ocorre em ovócitos de diversas espécies no 

momento da fertilização (HADEK, 1963 e 1965). De acordo com Hadek (1963) a 

liberação dos grânulos corticais causa um aumento de fluidez da membrana 

vitelínica, a qual emite uma série de longos prolongamentos em direção ao espaço 

perivitelínico. Estes prolongamentos formariam a “onda citoplasmática”, a qual se 

movimentaria por sobre o espermatozóide aderido à membrana, recobrindo-o 

(HADEK, 1963 e 1965). O aspecto ultra-estrutural desta “onda” se assemelha aos 

debris celulares observados no espaço perivitelínico dos ovócitos de eqüinos 

maturados em meio TCM199. Este fato foi observado anteriormente por Landim-

Alvarenga (2002) em ovócitos maturados em TCM199 e sugere a ocorrência de uma 

reação cortical prematura. 

 Para que a fertilização ocorra com sucesso o ovócito deve estar maduro. 

Ovócitos expostos aos espermatozóides antes da maturação podem ser penetrados, 

no entanto, a falha na produção de fatores citoplasmáticos necessários a 

descondensação do material nuclear do macho resulta na não formação do pro-

núcleo masculino (MOOR et al., 1980). Se a maturação in vitro for utilizada, o 

ambiente de cultivo deve ser adequado para que ocorra a maturação tanto nuclear, 

como citoplasmática. Aparentemente a liberação precoce de 30 a 40% dos grânulos 

corticais ocorre naturalmente durante o processo de maturação in vivo 

(DULCIBELLA et al, 1988 e 1990). No entanto, as modificações resultantes da 

reação cortical prematura são controladas, in vivo através de mecanismos que 

envolvem a presença das células do cumulus que circundam o ovócito em 

maturação (DULCIBELLA et al, 1988 e 1990). Os mecanismos que controlam as 

relações entre células somáticas e gametas não são mimetizados com precisão nos 

sistemas de maturação in vitro. De acordo com Hendriksen et al. (2000) 

determinadas proteínas sintetizadas durante os últimos estágios da maturação in 

vivo não são observadas in vitro, alem disso, a expansão das células do cumulus é 

muito mais intensa durante a maturação in vivo.   

Em todos os grupos de ovócitos maturados in vitro estudados foram 

observadas alterações relacionadas a maturação citoplasmática incompleta. De 

acordo com Willis et al. (1991) que comparam a utilização de diversos tipos de soro 

e BSA em sistemas de maturação in vitro de ovócitos eqüinos, mesmo em presença 

de gonadotrofinas os resultados de maturação nuclear com a utilização do BSA são 

 



 

sempre inferiores. Desta forma nossos resultado podem estar relacionados a adição 

de BSA ao meio de maturação no lugar do SFB.  

A suplementação protéica no meio de cultivo é benéfica ao desenvolvimento 

embrionário in vitro (CAROLAN et al., 1995). Soro Fetal Bovino (SFB) e Soro 

Albumina Bovina (BSA) são duas fontes de proteína comumente utilizadas nos 

meios de cultivo de embriões de mamíferos. Algumas formulações de meios de 

cultivo incorporam o BSA com fonte protéica para minimizar os efeitos negativos da 

adição de SFB (BAVISTER, 1995).  

Embriões cultivados na ausência de proteínas exibem diferenças na atividade 

metabólica (ECKERT et al., 1998; KRISHER et al., 1998; LEE et al., 1998), 

diminuindo a capacidade de desenvolvimento (ECKERT et al., 1998; KRISHER et 

al., 1998) e possuindo um baixo número de células (PINYPUMMINTR & BAVISTER, 

1991; LEE et al., 1998). 

O papel da albumina durante o cultivo não é ainda claro. Há várias funções 

conhecidas para a albumina no meio de cultivo, como: quelante de metais pesados, 

agindo com tampão de pH, e também como fonte de aminoácidos do meio de cultivo 

(MEHTA & KIESSLING, 1990).  

O uso de BSA como única fonte de proteína no meio de MIV de ovócitos 

bovinos, não só retarda a maturação nuclear como também diminui a capacidade de 

desenvolvimento de ovócitos, refletindo na produção de blastocistos in vitro. O efeito 

negativo do BSA pode ser funcional ou tóxico (ALI & SIRARD, 2002). Estes 

pesquisadores demonstraram que os ovócitos bovinos são sensíveis à 

suplementação protéica com BSA, e que esta suplementação retarda a QVG e a MII. 

Achados similares foram obtidos quando neste trabalho foi adicionado o BSA como 

fonte de proteína, na tentativa de melhor evidenciar os efeitos de diferentes meios 

de cultivo na maturação ovocitária. Os índices de maturação obtidos no Experimento 

I, foram inferiores aos apresentados pela literatura, 29,2% para HTF:BME; 23,8% 

para SOFaa e 13,8% para TCM 199 (p=0,95) (Tabela 4). Estas taxas representam a 

maturação de uma população heterogênea de ovócitos, como já foi descrito. Além 

disso, a suplementação com BSA pode ter interferido nas taxas de progressão 

meiótica.  

 



 

Há um aumento significativo no percentual de ovócitos que atingem o estágio 

de metáfase II quando cultivados com SFB, SE ou SEO, do que quando comparados 

com o grupo de ovócitos cultivados em presença de BSA (WILLIS et al., 1991). Têm 

sido sugerido que o efeito embriotrófico do SFB deva ser devido a fatores de 

crescimentos presentes em sua composição (FLOOD et al., 1993). 

Em um experimento realizado por Wang et al. (1997), no meio de maturação 

de ovócitos bovinos a adição de BSA não representou diferença estatística 

significativa em relação ao SFB. No entanto, o SFB promoveu melhores efeitos 

quando do cultivo pós-clivagem, sendo que a porcentagem de mórulas foi superior 

para o meio com BSA, enquanto no meio com SFB na mesma idade existiam 

maiores porcentagens de blastocistos, indicando que o SFB contém componentes 

que são benéficos ao desenvolvimento embrionário de mórula à blastocisto. Isto 

sugere que o BSA apresenta falta de propriedades embrio-estimulatórias, retardando 

o desenvolvimento embrionário. O mesmo pode ter ocorrido quando avaliou-se as 

taxas de ovócitos que reiniciaram a meiose e somando-se as taxas de metáfase I 

com as de metáfase II para o experimento I, obteve-se : 54% para HTF:BME, 52,8% 

para SOFaa e 40% para TCM 199 (p=0,369) (Tabela 10); e da mesma forma foi 

observado para o experimento II, onde obteve-se taxas de 58,8%, 60,8% e 74% 

para FSHbov, FSHeq e FSHeq+eGH, respectivamente (p=0,518) (Tabela 18), 

indicando que todos os meios de cultivo foram capazes de reiniciar a meiose, e que 

um atraso na progressão da meiose pode ter ocorrido pela presença do BSA 

Os resultados de MII e degenerados obtidos nestes experimentos são 

corroborados com os obtidos por Landim-Alvarenga et al. (2002) que trabalhando 

com meio de maturação semelhante obtiveram taxas de MII de aproximadamente 

18% e de degenerados de 36%, sendo que esta porcentagem de degenerados sobe 

para 53% sem a adição de fatores de crescimento no meio de cultivo (P>0,05). 

O tempo de cultivo parece também ser motivo de controvérsia entre os 

autores, onde muitos estudos têm demonstrado altas taxas de maturação quando os 

ovócitos são cultivados por mais de 24 horas (FULKA & OKOLSKI, 1981; ZHANG et 

al., 1989; HINRICHS et al., 1993; SHABPAREH et al., 1992). Em contrapartida King 

(1990) relata que a maior parte dos ovócitos em seu estudo atingiram metáfase II 

com 24 horas de cultivo, já Willis et al. (1991) demonstraram que 15 horas são 

suficientes para a maturação in vitro de ovócitos eqüinos. Os tempos de cultivo 

 



 

devem ser avaliados com cuidado, visto que os ovócitos são coletados de folículos 

de abatedouro, transportados, selecionados, processados e aí sim colocados em 

cultivo, e o tempo utilizado nestas etapas pode influenciar o tempo de cultivo. O 

tempo de transporte no estudo de King (1990) foi de aproximadamente 2 horas e o 

de Willis et al. (1991) de 4 horas.  

A maturação in vivo do ovócito eqüino é acompanhada de um aumento 

progressivo na concentração de LH mantido por muitos dias, a resposta in vivo da 

administração de hCG em uma égua com folículo > 35mm requer 30-48 horas para 

indução da ovulação, portanto pode-se especular que o ovócito eqüino necessite de 

um longo período para completar a maturação citoplasmática (CARNEIRO et al., 

2001). Os índices de degenerados obtidos neste trabalho foram altos em relação 

aos descritos pela literatura. Isso pode ser explicado pelo alto tempo entre transporte 

e início do cultivo, e aliado a isso o tempo de maturação de 36 horas. As taxas de 

ovócitos degenerados no experimento I foram de 32,6% para o meio de cultivo 

HTF:BME, 32,8% para SOFaa e 43,4% para o TCM 199 (p=0,351) (Tabela 6); e para 

o experimento II foram de 36,5%, 35% e 21,3%, para os grupos FSHbov, FSHeq e 

FSHeq+eGH, respectivamente (p=0,448) (Tabela 14). 

Hinrichs et al. (2003) testando diferentes tempos de transporte de ovários  

obtiveram melhores taxas de maturação de ovócitos provenientes de ovários 

transportados 45 minutos em relação a 4 a 8 horas, porém, os ovócitos do grupo 

com alto tempo de transporte atingiram MII mais rapidamente do que o grupo 

imediatamente cultivado, indicando que menor tempo de cultivo é requerido quando 

se têm alto tempo de transporte. Esta diferença não foi apresentada nas taxas de 

desenvolvimento embrionário após a Injeção Intracitoplasmática de Gametas (ICSI). 

Alm & Torner (1994) obtiveram 56% de MII cultivando por 24 horas, e 72,7% 

cultivando por 30 horas. 

Bruck et al. (1996) trabalhando com diferentes tamanhos foliculares obtiveram 

diferentes taxas de MII as 36 horas de cultivo, sendo que 27% dos folículos < 10mm, 

maturaram. Para folículos de 11 a 20mm, a taxa foi de 46% e para folículos de 21-

30mm foi de 44%, indicando que com diferentes tamanhos foliculares temos uma 

população heterogênea de ovócitos. Neste trabalho, o método de colheita utilizado 

não permite que seja feita uma seleção dos ovócitos, portanto com a utilização da 

técnica de fatiamento, os ovócitos obtidos são provenientes de folículos de 

 



 

diferentes tamanhos, inclusive menores de 10 mm, apresentando portanto diferentes 

características e competência para o desenvolvimento in vitro. 

Os resultados de maturação de ovócitos eqüinos são baixos em comparação 

à outras espécies de mamíferos. Numerosos estudos têm sido conduzidos na 

tentativa de melhorar as condições de cultivo para ovócitos eqüinos, e efeitos 

positivos com a adição de LH, FSH, estradiol, EGF têm sido descritos (SQUIRES, 

1996). A adição de fontes de gonadotrofinas homólogas parece beneficiar as taxas 

de maturação. Segundo Zhang et al. (1989), ovócitos cultivados em meio 

suplementado com soro e hormônios gonadotróficos tiveram uma maior expansão 

das células do cumulus  do que ovócitos cultivados sem a adição de hormônios. 

Willis et al. (1991), trabalhando com LHb, LHe e com FSH, também obtiveram 

melhores índices de expansão do cumulus com a utilização de LHe associado ao 

FSH (100%). 

No experimento I, embora não tenha apresentado diferença estatística, 

numericamente o meio de cultivo HTF:BME apresentou melhores taxas de MII, tanto 

no total, como de MII viáveis e menor número de ovócitos degenerados. Desta 

forma, no experimento II deste trabalho o FSHe foi introduzido no meio de cultivo na 

tentativa de melhorar os índices de MII. Os resultados obtidos não apresentaram 

diferenças significativas em relação ao meio suplementado com FSH bovino (FSHb) 

e FSHe associado com Hormônio de crescimento eqüino (eGH) (37,1%; 25,8% e 

29,8%, respectivamente, p=0,545) (Tabela 12). 

Pereira (1997) trabalhou com a adição de diferentes fontes de gonadotrofinas 

em meio de maturação in vitro , com 12, 24 e 36 horas de cultivo, avaliando as taxas 

de MII. Os grupos com FSH suíno (FSHs) somente ou com LH suíno (LHs) + FSHs 

apresentaram melhores taxas de maturação (quando comparado com o meio que 

tinha somente LHs ou sem a adição de hormônios). Quanto às taxas de MII também 

houve diferença estatística significativa para o cultivo feito em 36 horas (61%). Estes 

resultados são corroborados por Willis et al. (1991), que cultivando ovócitos eqüinos 

com a adição de LHb em concentrações crescentes obtiveram, taxas de MIV em 

torno de 40%, verificando que a adição do LHb não afeta o índice de maturação. 

Tentou-se explicar através de várias teorias os mecanismos pelos quais os 

hormônios ganadotróficos atuam no ovócito. Poderiam degradar substâncias 

inibitórias da maturação, poderiam interromper as uniões intercelulares, isolando 

 



 

assim o ovócito das células da granulosa ou estimulariam um sinal positivo que 

promoveria a maturação. É possível, então, que o LH e o FSH atuem na maturação 

nuclear por um caminho dependente do aumento de AMPcíclico (AMPc) através das 

células da granulosa. Este aumento de AMPc poderia induzir a produção de 

substâncias que geram um sinal positivo e estimulam a maturação nuclear (EPPIG & 

DOWS, 1987; BUCCIONE et al., 1990; SUTOVSKY et al., 1993). 

Foram analisados os efeitos da suplementação hormonal na maturação in 

vitro  de ovócitos bovinos, em meio suplementado com soro (FUKUSHIMA & FUKUI, 

1985; FUKUI & ONO, 1989) ou não (YOUNIS et al., 1989; HARPER & BRACKETT, 

1993; ROMERO-ARREDONDO & SEIDEL, 1996). Dados conflitantes têm sido 

reportados sobre as concentrações ideais de hormônios no meio de MIV, sendo que 

concentrações de 0,05 a 20µg/ml de FSH e 0,5 a 100µg/ml têm sido utilizadas para 

a espécie bovina (BRACKETT et al., 1989; HARPER & BRACKETT, 1993; KEEFER 

et al., 1993; ROMERO-ARREDONDO & SEIDEL, 1996; GLIEDT et al., 1996; JU et 

al., 1999).  

Neste experimento, a falha da adição do FSHe no experimento II em melhorar 

as taxas de MII, diminuindo as taxas de ovócitos degenerados (36,5%, 35% e 

21,3%, para os grupos FSHbov, FSHeq e FSHeq+eGH, respectivamente, p=0,448) 

(Tabela14) pode ter decorrido devido a falta de um estudo anterior para determinar a 

relação dose:efeito da adição de diferentes concentrações de FSHe no meio de 

cultivo. As altas taxas de ovócitos degenerados quando comparados aos índices da 

literatura devem ter a mesma explicação do experimento I.  

Quando FSH é adicionado ao meio de maturação, aparentemente estimula as 

células do cumulus do CCO a secretar fatores positivos que podem desencadear a 

meiose (BYSKOV et al., 1997). A adição de FSH estimula o aumento de AMPc e a 

expansão das células do cumulus (SAEKI et al., 1991; EPPIG et al., 1992). As 

expansões das células do cumulus ocorrem por síntese de ácido hialurônico e 

endocitose das junções do tipo gap (CHEN et al., 1990). O desencadeamento da 

meiose foi bem representado quando as taxas de metáfase I associadas às taxas de 

metáfase II, foram avaliadas para o experimento II (58,8%, 60,8% e 74% para 

FSHbov, FSHeq e FSHeq+eGH, respectivamente p=0,518) (Tabela18). 

 



 

A melhora da maturação citoplasmática é obtida com a adição de 

gonadotrofinas no meio de cultivo. Em suínos o LH aumenta a maturação 

citoplasmática estimado pela formação do pronúcleo masculino (MATTIOLI et al., 

1991). Em bovinos, o FSH e o LH aumentam as taxas de fertilização e a habilidade 

de desenvolvimento de ovócitos bovinos maturados in vitro (YOSHIDA et al., 1992; 

ROMERO-ARREDONDO & SEIDEL, 1996). Choi et al. (2001) não obtiveram 

melhores taxas de desenvolvimento embrionário quando suplementaram o meio de 

cultivo somente com gonadotrofinas, sugerindo que fatores de crescimento como o 

EGF possam ser necessários ao ovócito estimulando a maturação citoplasmática em 

ovócitos de bovinos (LONERGAN et al., 1996; IZADIAR et al., 1998; RIEGER et al., 

1998). O trabalho de RIEGER et al. (1998) também sugere que os hormônios de 

crescimento são a chave na regulação intrafolicular da maturação ovocitária; EGF e 

IGF-I potencialmente interagem com as gonadotrofinas, esteróides e outras 

moléculas para regular o desenvolvimento folicular in vivo. 

 Im & Park (1995), obtiveram melhores taxas de maturação e fertilização de 

ovócitos bovinos com a adição de 30 ng/ml de EGF ao meio de cultivo (97% versus 

77%). Este efeito benéfico é melhorado com a adição de SFB, porem o SFB sozinho 

não é tão eficiente quanto o EGF sozinho. O SFB possui fatores não conhecidos que 

agem em sinergismo com o EGF na maturação ovocitária. Estudos com roedores 

(DEKEL & SHERIZLY, 1985; DOWNS et al., 1988) e bovinos (LORENZO et al., 

1995), têm indicado que ovócitos desnudos mostram uma diminuição da QVG, 

sendo que aparentemente os efeitos da adição do EGF são induzidos pela ação do 

fator de crescimento nas células do cumulus presentes no ovócito. Em bovinos, a 

maturação citoplasmática do ovócito é estimulada pelo EGF resultando em alta taxa 

de desenvolvimento pós fertilização (IM & PARK, 1995). 

Neste trabalho procurou-se independente da presença de SFB, incluir nos 

meios de cultivo, fatores de crescimento que poderiam promover melhores taxas e 

qualidade na maturação, incluindo-se 100 ng/ml eGH e 50 ng/ml de EGF. No entanto 

não pudemos observar um efeito benéfico específico da adição dos fatores de 

crescimento EGF e eGH.  

 O Hormônio de Crescimento (GH) pode agir diretamente no ovário. Em 

coelhas os GH estimulam o crescimento folicular, a maturação ovocitária e a 

produção de estradiol ovariano (YOSHIMURA et al., 1993). In vitro, GH estimula a 

 



 

proliferação das células da granulosa e a esteroidogênese (GREGORASZCZUK et 

al., 2000). Os efeitos do GH na esteroidogênese depende do estágio de 

desenvolvimento folicular (GREGORASZCZUK et al., 2000). Além disso, os 

receptores de GH foram localizados em células foliculares de muitas espécies como: 

ratos (LOBIE et al., 1990); bovinos (LUCY et al., 1993; IZADYAR et al., 1997); ovinos 

(ECKERY et al., 1997); suínos (QUESNEL, 1999) e humanos (SHARARA & 

NIEMAN, 1994). 

 Os efeitos in vitro do GH na maturação ovocitária foram estudados por 

Izadyar et al. (1996), que encontraram um aceleramento da maturação, indução de 

expansão das células do cumulus, e subsequente desenvolvimento embrionário. 

Também demonstraram uma maior migração dos grânulos corticais e formação dos 

fusos espermáticos (IZADYAR et al., 1998). Iga et al. (1998) mostraram aumento nas 

taxas de maturação nuclear e formação de blastocistos bovinos em presença de GH. 

  O mecanismo de ação do GH não é bem conhecido. Receptores de GH 

estão expressos nas células do cumulus de ovócitos bovinos e murinos (LOBIE et 

al., 1990), mas o efeito do GH na maturação ovocitária ocorre via células do cumulus 

em ambas espécies (IZADYAR et al., 1997). Em ratos, os efeitos do GH são 

mediados por IGF-I (APA et al., 1994). Em bovinos, alguns estudos mostraram que a 

ação do GH é via IGF-I (IGA et al., 1998), enquanto outros para outros 

pesquisadores é via AMPc sem mediação do IGF-I (IZADYAR et al., 1997). O 

mecanismo de ação de GH sobre as células do cumulus ainda não é conhecido 

(MARCHAL et al., 2003). 

 Marchal et al. (2003) testaram a adição de GH eqüino (eGH) ou LHe no meio 

de maturação de ovócitos eqüinos o que aumentou a expansão das células do 

cumulus em relação ao grupo controle para ovócitos coletados por Aspiração 

Folicular Transvaginal (TVA). O mesmo não é verdadeiro para ovócitos coletados em 

ovários de abatedouro. Isso pode ser explicado pela população heterogênea de 

folículos presentes no ovário e a impossibilidade de saber o status endocrinológico 

da fêmea, através da TVA os pesquisadores puderam selecionar uma população de 

ovócitos responsivo ao GH.  

A adição de LHe ou eGH no meio de cultivo aumenta significativamente a 

porcentagem de MII (32% para o controle versus 51% para LHe e 43% para eGH, 

p<0,05). Quando Marchal et al. (2003) adicionaram pGH para o cultivo de ovócitos 

 



 

suínos, não houve melhora na maturação citoplasmática e nas taxas de 

desenvolvimento embrionário. Neste trabalho a adição de eGH no meio de cultivo do 

experimento II não melhorou as taxas de MII. Este fato é atribuído a falta de estudo 

anterior que estabelece-se a relação dose:efeito para o eGH, sendo que a 

concentração adicionada ao meio de cultivo foi de 100ng/ml. Esta dose foi retirada 

de trabalhos com outras espécies. A adição de 100ng/ml de GH ovino aumenta a 

porcentagem de QVG de ovócitos murinos (APA et al., 1994). A adição de 10 a 

1000ng/ml de GH bovino aumenta a porcentagem de MII  e a maturação 

citoplasmática de CCOs bovinos com migração de grânulos corticais e formação de 

balstocistos (IZADYAR et al., 1997; IGA et al., 1998). Embora não tenha ocorrido 

uma influência positiva nas taxas de MII, a adição de FSHe e eGH no meio de cultivo 

levou a uma aparente diminuição nas taxas de ovócitos degenerados expressas na 

Tabela 14. Alem disso, apesar dos índices de maturação nuclear não terem diferido 

entre os grupos, os ovócitos maturados em HTF:BME, em presença de FSHe 

apresentaram maior semelhança morfológica com ovócitos obtidos após maturação 

in vivo (GRONDHAL et al., 1995; LANDIM-ALVARENGA et al., 2000). 

Algumas diferenças entre o processo in vivo e in vitro são descritas. A 

retomada da meiose e a maturação nuclear ocorrem mais rapidamente durante a 

maturação in vitro (GORDON, 1994). Determinadas proteínas são sintetizadas 

durante os últimos estágios da maturação in vivo, o que não ocorre in vitro e a 

expansão das células do cumulus é muito mais intensa durante a maturação in vivo 

(HENDRIKSEN et al., 2000). A investigação comparada da competência de 

desenvolvimento de ovócitos maturados in vivo e ovócitos maturados in vitro tem 

sido bastante escassa. Estudos pioneiros demonstraram uma menor competência 

para o desenvolvimento embrionário de ovócitos maturados in vitro e transferidos 

para ovidutos (GREVE et al., 1987; LEIBFRIED-RUTLEDGE et al., 1987). 

Na maior parte dos estudos (WILLIS et al., 1991; SHABPAREH et al., 1992; 

CHOI et al.,1993; DEL CAMPO et al., 1995), as taxas de maturação são baseadas 

no número de ovócitos que desenvolvem-se até Metáfase II, associados à avaliação 

da maturação citoplasmática com migração dos grânulos corticais, formação dos 

fusos meióticos e integridade da membrana citoplasmática (GOUDET et al., 1997a; 

GUIGNOT et al., 1999). Parâmetros nucleares e citoplasmáticos são indicadores do 

desenvolvimento ovocitário, mas não refletem o desenvolvimento da competência. A 

 



 

transferência cirúrgica de ovócitos eqüinos maturados in vitro pode ser utilizada 

como uma forma de determinar a viabilidade ovocitária (ZHANG et al., 1989; 

CARNEVALE & GINTHER, 1993; HINRICHS et al., 1997; HINRICHS et al., 1998a; 

HINRICHS et al., 1998b; HINRICHS et al., 1999; CARNEVALE et al., 2000). 

A colheita e transferência de ovócitos eqüinos foi primeiramente realizada 

em 1988 (McKINNON et al., 1988). No entanto, o sucesso da técnica somente foi 

relatado em 1993 quando Carnevale & Ginther (1993) obtiveram taxas de 

desenvolvimento embrionário de 92% após a transferência de ovócitos maturados in 

vivo. Carnevale et al. (2000), trabalhando com ovócitos coletados 24h após a 

administração de hCG e mantidos em estufa à 38,5ºC e 5% de CO2 em ar por 12h 

para finalizar a maturação, obtiveram 57% de vesículas embrionárias aos 25ºdia pós 

transferência. A transferência de ovócitos de doadoras em um programa comercial 

resulta em taxas de prenhez de 40% aos 16º dia de gestação (CARNEVALE et al., 

2001b). 

Taxas de 82% e 10% de gestação foram conseguidas para a transferência 

de ovócitos maturados in vivo e in vitro respectivamente (SCOTT et al., 2001). Zhang 

et al. (1989) obtiveram 24% de blastocistos recuperados no oitavo dia após a 

transferência de ovócitos maturados in vitro ( 24 a 36h em TCM 199). Ovócitos 

maturados in vitro  podem ser transferidos ao oviduto de receptoras resultando no 

desenvolvimento de embriões. No entanto, as baixas taxas de gestação ou produção 

embrionária refletem a necessidade de mais pesquisas sobre a maturação in vitro de 

ovócitos eqüinos (SCOTT et al., 2001). 

Ovócitos coletados de folículos pré-ovulatórios através de Aspiração Folicular 

Transvaginal (TVA) resultam em taxas de 82% de gestação após TO. Em 

contrapartida, ovócitos coletados durante a fase de diestro e cultivados por 36-38 

horas in vitro antes da transferência levam a taxas de gestação de 7%, quando os 

ovócitos foram coletados de ovários de abatedouro e maturados in vitro por 36-38 

horas as taxas de gestação pós transferência são de 10% (SCOTT et al., 2001). No 

experimento II deste trabalho, foram obtidas taxas de 10% e 6,7% de gestação para 

cada égua após a Transferência de ovócitos maturados in vitro. Landim-Alvarenga 

(2002), trabalhando com fertilização xenogênica de ovócitos eqüinos maturados in 

vitro em oviduto de coelhas, obteve taxas de 15% de fertilização, a melhora dos 

índices de fertilização dos ovócitos eqüinos maturados in vitro foi atribuída a 

 



 

complexidade de fatores do interior do oviduto das coelhas. Esta combinação de 

resultados demonstra que ovócitos maturados in vivo levam a altas taxas de 

desenvolvimento embrionário, enquanto que para os cultivados in vitro, as taxas são 

muito baixas, indicando que os sistemas de maturação ovocitária in vitro ainda não 

são adequados para a maturação nuclear e citoplasmática (SQUIRES et al., 2003). 

Quando se trabalha com TO de ovócitos maturados in vivo de éguas velhas as taxas 

tendem a diminuir para 32% (CARNEVALE & GINTHER, 1994). 

 Ovócitos eqüinos têm a capacidade de terminar a maturação ovocitária no 

oviduto. Ovócitos coletados por TVA 12 horas antes da ovulação e transferidos 

diretamente ao oviduto, se desenvolveram em vesículas embrionárias na mesma 

proporção dos coletados por TVA 12 horas antes de ovular e mantidos por 12 horas 

em estufa de CO2 em ar ou dos coletados 35 horas após a administração de hCG 

(CARNEVALE et al., 2000). No entanto, ovócitos coletados de éguas em diestro e 

transferidos imediatamente, não resultam em desenvolvimento embrionário, 

provavelmente porque estes ovócitos estão em estágio de VG ou QVG (ALM & 

TORNER, 1994; DEL CAMPO et al., 1995). 

A utilização de éguas cíclicas na transferência de gametas favorece eventos 

como o transporte espermático, capacitação e fertilização que são potencialmente 

sincronizados com os eventos da ovulação, incluindo mudanças nas secreções de 

esteróides no folículo pré-ovulatório e desenvolvimento de corpo lúteo (PICKETT et 

al., 1989). Porém, para que estas receptoras possam ser utilizadas, deve haver uma 

sincronia reprodutiva entre doadora e receptora para que ambas estejam na mesma 

fase do ciclo estral, sob a influência dos mesmos hormônios no momento da 

transferência. Além disso, a receptora deve ser inseminada antes da transferência. 

Assim, seu folículo pré-ovulatório aspirado para que não haja a possibilidade desta 

vir a gestar um potro que não seja o da transferência de ovócito (PALMER et al., 

1997). Desta forma a preparação das receptoras cíclicas dificulta a utilização da 

técnica. A utilização de éguas não cíclicas submetidas à terapia com estrógenos e 

progesterona pode mimetizar as condições hormonais e morfológicas de uma égua 

com atividade folicular, e assim ser utilizada com sucesso na transferência de 

gametas (CARNEVALE et al., 2001a).  

As éguas não cíclicas tratadas com hormônios submetidas a TO e prenhes 

aos 16º dia pós transferência devem iniciar o desenvolvimento de corpos lúteos 

 



 

acessórios no 37º de gestação, correspondendo ao desenvolvimento dos cálices 

endometriais, eliminando assim a necessidade de continuar o tratamento com 

progestágeno. No entanto, pode acontecer de poucos ou somente um folículo se 

luteinizar, dependendo da época do ano na qual a transferência for realizada 

(GINTHER, 1992). Portanto a recomenda-se que o tratamento somente seja 

interrompido no 100º dias de gestação, quando a placenta passa a produzir a 

concentrações adequadas de progesterona para manter a gestação (HINRICHS et 

al., 1987). 

Na inseminação das éguas submetidas a TO sugere-se que na utilização de 

sêmen de baixa qualidade ou resfriado deve-se inseminar a receptora 12h antes e 

2h após a transferência (1x109 SPTZ/dose). Para sêmen fresco de garanhões férteis 

somente 12h antes (2x109 SPTZ/dose) seria o suficiente para se obter bons índices de 

prenhez (CARNEVALE et al., 2001a). Um intervalo entre a inseminação e a 

transferência menor que 12h pode afetar o mecanismo de limpeza uterino devido a 

redução da motilidade uterina após a cirurgia (WILLIAMSON et al., 1987). 

Scott et al. (2001) obtiveram acúmulo de fluido intrauterino em 27% das éguas 

após a transferência. Hinrichs et al. (1998b), insemiraram as receptores 1 dia antes e 

imediatamente após a transferência, e 82% apresentaram fluido intrauterino, sendo 

que as taxas de gestação foram inferiores para as que mantiveram o líquido uterino 

2 dias após a transferência. A inseminação pós transferência é somente necessária 

quando trabalha-se com um garanhão que tenha pobre qualidade espermática 

(CARNEVALE et al., 2001a). 

No experimento II, deste trabalho, dos seis animais que receberam os 

ovócitos na TO, dois apresentaram líquido no lúmen uterino no 15º dia após a 

transferência (Tabela 19). Isto foi atribuído a utilização de um protocolo de duas 

inseminações, sendo uma pré e outra pós transferência, e também, pelo fato da 

administração exógena de progesterona impedir a abertura da cérvix, com 

conseqüente expulsão do conteúdo uterino. 

Carnevale et al. (2002) reportaram a manutenção de gestações obtidas de 

ovários de éguas eutanaziadas. Os ovários foram transportados de 30 minutos a 10 

horas, dependendo da distância percorrida. Os ovócitos recuperados foram 

maturados in vitro e transferidos a receptoras, destas, 4 entre 10 receptoras ficaram 

prenhas. Porém, três das quatro gestações foram perdidas aos dias 38, 45, 62, e 

 



 

houve o nascimento de um potro. Estudos adicionais devem ser realizados para 

indicar o melhor método de transporte, colheita e transferência dos ovócitos. 

Todos os tratamentos do experimento II foram eficientes em reiniciar a meiose 

(58,8%, 60,8% e 74% para FSHbov, FSHeq e FSHeq+eGH, respectivamente, 

p=0,518). Isso foi comprovado pela obtenção de duas gestações após a 

Transferência de Ovócitos (Tabela 19). Os meios que promoveram as gestações 

foram dos grupos: FSH bov e FSHeq+eGH. Acredita-se que com o aumento do 

número de transferências seriam obtidas gestações em todos os grupos testados, 

tendo em vista que o trabalho foi realizado com receptoras de baixa condição 

corporal e sem histórico reprodutivo. As gestações foram mantidas até o 90º dia com 

progestágenos, e as previsões de parto são para Setembro de 2004. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

CONCLUSÕES 
 
De acordo com os resultados obtidos nos experimentos I e II, conclui-se que:  

 

1) A utilização dos meios TCM 199, SOFaa e HTF:BME no cultivo ovocitário, não  

resultou em diferenças entre as taxas de metáfase II. 

 

2) Na análise ultra-estrutural, os ovócitos maturados em meio TCM 199 e SOFaa, 

apresentaram sinais de maturação citoplasmática incompleta, e exibiram 

características de reação cortical prematura.  

 

3) A utilização do meio HTF:BME, aparentemente foi benéfica à morfologia 

citoplasmática. 

 

4) As taxas de maturação nuclear não foram afetadas pela adição de FSHb, FSHe e 

FSHe+eGH no meio HTF:BME. 

 

5) A adição de FSHe no meio HTF:BME, resultou em uma melhora significativa na 

morfologia citoplasmática. Porém, com a adição de FSHb ou FSHe+eGH, estes 

resultados não foram repetidos. 

 
6) Todos os tratamentos do experimento I e II foram eficientes em reiniciar a meiose, 

portanto, um aumento no número de transferências de ovócitos maturados in vitro 

poderia resultar em melhores taxas de fertilização e desenvolvimento embrionário e 

fetal. 
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