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RESUMO 

 

O objetivo deste estudo foi investigar os níveis de RNA mensageiro (RNAm) para ativina-A 

em folículos pré-antrais e antrais caprinos e os efeitos do hormônio folículo estimulante 

(FSH), ativina-A e fator de crescimento e diferenciação - 9 (GDF-9) sobre o crescimento e a 

expressão de RNAm para ativina-A, GDF-9, proteína morfogenética óssea (BMP) -2, -4, -6, -

7, -15 e receptor de FSH (R-FSH) em folículos pré-antrais caprinos cultivados in vitro. 

Inicialmente, folículos primordiais, primários e secundários, bem como complexos cumulus-

oócito (COCs) e células da granulosa mural/teca de pequenos e grandes folículos antrais 

foram isoladas mecanicamente a partir de ovários de cabra e a expressão de RNAm para 

ativina-A foi avaliada por PCR em tempo real. Para os estudos in vitro, folículos secundários 

caprinos foram isolados e cultivados por 6 dias na presença de FSH sozinho (50 ng/mL) ou 

em combinação com ativina-A (100 ng/mL) ou GDF-9 (200 ng/mL). Isoladamente ou em 

combinação com FSH, a influência de ativina-A na expressão de ativina-A e R-FSH, e o 

efeito do GDF-9 sobre os níveis de RNAm para GDF-9, R-FSH e BMP -2, -4 , -6, -7 e -15 em 

folículos secundários após 6 dias de cultivo foram testados. Para isso, após a extração do 

RNA total e síntese do cDNA, os níveis de RNAm para ativina-A, GDF-9, R-FSH e BMP -2, 

-4, -6, -7 e -15 foram quantificados por PCR em tempo real. Os resultados mostraram que 

folículos secundários apresentavam níveis menores de RNAm para ativina-A comparado aos 

folículos primários (p<0,05). Não houve diferença nos níveis de RNAm para ativina-A entre 

folículos primordial e primário ou secundário (p>0,05). Aliado a isso, não houve diferença 

entre COCs de pequenos e grandes folículos antrais (p>0,05). Além disso, as células da 

granulosa e da teca de grandes folículos antrais apresentaram maiores níveis de RNAm para 

ativina-A do que de pequenos folículos antrais (p<0,05). Quando comparamos a expressão do 

RNAm para ativina-A entre COCs de pequenos e grandes folículos antrais e suas células da 

granulosa e da teca, nenhuma diferença nos níveis de expressão foi observada (p>0,05). Após 

o cultivo in vitro de folículos secundários, a presença de FSH sozinho ou associado com 

ativina-A ou GDF-9 aumentou a sobrevivência, crescimento folicular e formação de antro 

(p<0,05). O FSH também aumentou o RNAm para ativina-A, enquanto os folículos cultivados 

com ativina-A apresentaram níveis aumentados de RNAm para R-FSH (p<0,05). Além disso, 

o GDF-9 diminuiu a expressão de RNAm para BMP -2 e -15 (p<0,05), mas não teve efeito 

sobre a expressão de BMP -4, -6 e -7 (p>0,05). Em conclusão, durante a transição de folículo 

primário para secundário há uma diminuição do RNAm para ativina-A, enquanto ocorre um 

aumento da expressão deste fator durante o crescimento de folículos antrais. FSH, ativina-A e 

GDF-9 estimulam o crescimento de folículos secundários caprinos após 6 dias de cultivo. 

Após cultivo folicular, FSH controla a expressão de ativina-A e a expressão do R-FSH é 

regulada por ativina-A. Ainda, GDF-9 reduz a expressão do RNAm para BMP -2 e -15. 

 

Palavras-chave: ativina-A, BMPs, caprinos, in vitro, folículos, FSH, GDF-9, RNAm  

 

 

 

 

 

 

 

 

 



10 

 

 

ABSTRACT 

 

The aim of this study was to investigate the levels of messenger RNA (mRNA) for activin-A 

on goat preantral and antral follicles and the effects of follicle stimulating hormone (FSH), 

activin-A and growth and differentiation factor - 9 (GDF-9) on growth and mRNA expression 

for activin-A, GDF-9, bone morphogenetic protein (BMP) -2, -4, -6, -7, -15 and FSH receptor 

(FSH-R) in goat preantral follicles cultured in vitro. Initially, primordial, primary and 

secondary follicles, as well as cumulus-oocyte complexes (COCs) and mural granulosa/theca 

cells of small and large antral follicles were isolated mechanically from goat ovaries and the 

expression of mRNA for activin-A was evaluated by real-time PCR. For in vitro studies, goat 

secondary follicles were isolated and cultured for 6 days in the presence of FSH alone (50 

ng/mL) or in combination with activin-A (100 ng/mL) or GDF-9 (200 ng/mL). Alone or in 

combination with FSH, the influence of activin-A on expression of activin-A and FSH-R, and 

the effect of GDF-9 on the levels of mRNA for GDF-9, FSH-R and BMP -2, -4, -6, -7 and -15 

in secondary follicles after 6 days of culture were tested. For this, after extraction of total 

RNA and cDNA synthesis, the levels of mRNA for activin-A, GDF-9, FSH-R and BMP -2, -

4, -6, -7 and -15 were quantified by real time PCR. The results showed that secondary 

follicles had lower levels of mRNA for activin-A, than compared to primary follicles 

(p<0.05). There was no difference in levels of mRNA for activin-A between primordial and 

primary or secondary (p>0.05). Allied to this, there was no difference between COCs of small 

and large antral follicles (p>0.05). Moreover, granulosa and theca cells of large antral follicles 

showed higher levels of mRNA for activin-A than in small antral follicles (p<0.05). When 

comparing mRNA expression for activin-A between COCs from small and large antral 

follicles and their granulosa and theca cells, no difference in expression levels was observed 

(p>0.05). After in vitro culture of secondary follicles, the presence of FSH either alone or 

associated with activin-A or GDF-9 increased survival, follicular growth and antrum 

formation (p<0.05). The FSH increased mRNA for activin-A, while the follicles cultured with 

activin-A showed increased levels of mRNA for FSH-R (p<0.05). In addition, GDF-9 

decreased mRNA expression for BMP -2 and -15 (p<0.05), but had no effect on expression of 

BMP -4, -6, and -7 (p>0.05). In conclusion, during the transition from primary to secondary 

follicles there is a reduction of mRNA for activin-A, whereas there is an increased expression 

of this factor during the growth of antral follicles. FSH, activin-A and GDF-9 stimulate 

growth of goat secondary follicles after 6-day culture. After follicle culture FSH controls the 

expression of activin-A, and the expression of FSH-R is regulated by activin-A. Furthermore, 

GDF-9 reduces the mRNA expression for BMP-2 and -15. 

  

Keywords: activin-A, BMPs, goats, in vitro, follicles, FSH, GDF-9, mRNA 
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1. INTRODUÇÃO  

 

Nos últimos anos, a caprinocultura vem assumindo importante papel no agronegócio 

brasileiro deixando de ser uma atividade de subsistência e passando a ter maior destaque 

como atividade de grande importância econômica, principalmente para a região semi-árida do 

Nordeste brasileiro. Considerando que o ovário mamífero contém milhares de oócitos 

inclusos em folículos pré-antrais, a obtenção de oócitos somente a partir de folículos antrais 

limita o número de nascimentos, assim como a exploração do material genético de animais de 

elevado potencial econômico (EPPIG e O’BRIEN, 1998; CECCONI et al., 1999). 

As biotécnicas associadas à reprodução têm apresentado um crescimento 

extraordinário, tanto no contexto molecular quanto nos aspectos aplicados. Dentre essas 

biotecnologias, pode-se destacar a Manipulação de Oócitos Inclusos em Folículos Ovarianos 

Pré-antrais (MOIFOPA), a qual vem sendo bastante explorada por sua potencialidade em 

aproveitar a abundância oocitária presente no ovário. Através desta técnica, folículos 

secundários (~ 200 µm) isolados do microambiente ovariano podem ser cultivados in vitro até 

atingirem a fase antral (DUARTE et al., 2010; MAGALHÃES et al., 2010b). 

Durante os estágios iniciais da foliculogênese, fatores de crescimento localmente 

produzidos atuam como importantes reguladores na manutenção da viabilidade e do 

crescimento folicular (FORTUNE, 2003). Dentre estes fatores de crescimento, podemos 

incluir as ativinas (McLAUGHLIN et al., 2010) e o GDF-9 (SADEU e SMITZ, 2008), 

membros da superfamília de fatores de crescimento transformante-β (TGF-β). Por outro lado, 

gonadotrofinas, como o FSH, também têm sido descritas por promoverem o crescimento e 

desenvolvimento de folículos em estágios iniciais (GUTIERREZ et al., 2000), evidenciando 

que durante a transição dos folículos primordiais para primários, e seu posterior crescimento 

in vitro ocorrem influências estágio-específicas de reguladores intra-ovarianos e fatores 

endócrinos. Com isso, o efeito de vários hormônios e fatores de crescimento têm sido 

avaliados em sistemas in vitro e, recentemente, a maturação de oócitos e produção de 

embriões in vitro foi alcançada em caprinos (MAGALHÃES et al., 2010a; SARAIVA et al., 

2010b). 

Apesar do sucesso desses estudos, a maturação e fertilização in vitro de oócitos 

oriundos de folículos pré-antrais isolados e cultivados in vitro ainda apresenta baixíssima 

eficiência, com uma pequena taxa de produção de embriões. Neste contexto, o 

desenvolvimento de um sistema de cultivo que garanta a manutenção da sobrevivência, bem 
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como, o crescimento folicular in vitro é um ponto crucial para a aplicação em larga escala da 

técnica MOIFOPA. Para alcançar este objetivo, a avaliação do efeito de fatores de 

crescimento, como ativina-A e GDF-9, e gonadotrofinas durante o crescimento folicular 

torna-se relevante para uma melhor compreensão dos diversos fatores implicados na 

foliculogênese inicial e no processo de atresia. Aliado ao cultivo in vitro, a obtenção do 

padrão de expressão temporal dos genes espécie-específicos em cada fase do desenvolvimento 

folicular, através de técnicas como a PCR em tempo real, contribuirá para o estabelecimento 

de um meio de cultivo ideal. 

Para um maior esclarecimento da importância deste trabalho, a revisão de literatura a 

seguir abordará aspectos relacionados ao ovário mamífero, oogênese e foliculogênese, atresia 

folicular, utilização de FSH, ativina-A e GDF-9 no cultivo in vitro de folículos pré-antrais, 

técnicas de isolamento e cultivo in vitro de folículos ovarianos e PCR em tempo real. 
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2. REVISÃO DE LITERATURA 

 

2.1. Ovário mamífero 

 

O ovário mamífero é o órgão principal do sistema reprodutivo das fêmeas, o qual é 

composto por uma região cortical e uma medular, sendo circundado por um epitélio 

superficial conhecido como epitélio germinativo que repousa sobre uma membrana basal. 

Logo abaixo, observa-se a túnica albugínea e o estroma ovariano. No córtex ovariano de 

animais cíclicos podem ser encontrados folículos ovarianos quiescentes, em desenvolvimento 

ou em atresia, corpos lúteos, corpos álbicans e corpos hemorrágicos (MURDOCH, 1996). No 

córtex, também são encontrados colágenos dos tipos I e III, fibroblastos, vasos sanguíneos, 

linfáticos e terminações nervosas (HAFEZ, 1995). A região medular é responsável pela 

nutrição e sustentação do ovário. Ela consiste de tecido conjuntivo, nervos e sistemas 

vasculares (SMITH et al., 1994) que atingem o ovário pelo hilo (HAFEZ, 1995) (Figura 1). 

O ovário exerce duas funções fisiológicas importantes, sendo responsável pela: 1) 

diferenciação e liberação do oócito maduro para posterior fecundação; 2) síntese de 

hormônios e diversos peptídeos que são essenciais para o desenvolvimento folicular, 

ciclicidade e manutenção da gestação (BARNETT et al., 2006). Essa dupla função é um 

processo interdependente, complementar e necessário para o sucesso da reprodução 

(PINEDA, 1989). Desta forma, a produção de oócitos ou gametas femininos se dá pela 

interação de dois fenômenos que ocorrem no ovário, isto é, a oogênese e a foliculogênese 

(SAUMANDE, 1981). 

 

2.2. Oogênese e foliculogênese  

 

A oogênese, processo de formação dos oócitos, ocorre ainda na vida fetal a partir das 

células germinativas primordiais (CGPs) derivadas do endoderma do saco vitelínico do 

embrião. Quando o cromossomo sexual presente nas células germinativas primordiais é o 

cromossomo X, estas se diferenciam em oogônias (PICTON et al., 1998). Inicialmente, 

observa-se intensa proliferação celular e redistribuição das organelas citoplasmáticas das 

CGPs, com a migração destas células, por movimentos amebóides, até a crista genital, onde 

colonizam uma região que dará origem a gônada primitiva (ADAMS et al., 2008). Dois tipos 
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de células germinativas com funções diferentes resultam de sucessivas divisões mitóticas. Um 

tipo permanece em intérfase e divide-se periodicamente, originando novas CGPs que, por sua 

vez, se diferenciarão em oogônias. O outro tipo celular inicia, imediatamente, outra divisão 

mitótica e dá origem às oogônias (HIRSHFIELD, 1991). As oogônias diplóides derivadas das 

CGPs sofrem uma série de divisões mitóticas. Então, ocorre a replicação do DNA e estas 

células entram em meiose para formação do oócito primário. Durante a fase inicial da 

primeira meiose, a oogônia é extremamente vulnerável devido à necessidade de grande 

quantidade de proteínas reparadoras de DNA e vários outros fatores de alinhamento e 

recombinação do material genético (PICTON et al., 1998). Devido a essa fragilidade, um 

grande número de oogônias não entram em meiose, sendo eliminadas por apoptose 

(ALBAMONTE et al., 2008). Nesse estágio, o oócito formado sofre o primeiro bloqueio da 

meiose, também denominado estágio de dictióteno ou de vesícula germinativa, permanecendo 

na fase de Prófase I até o indivíduo atingir a maturidade sexual (PICTON, 2001; VAN DEN 

HURK et al., 2000). O reinício da meiose pelo oócito in vivo é iniciado pelo pico ovulatório 

de LH na puberdade, permitindo que este sofra duas divisões reducionais e se torne uma 

célula haplóide. Após o pico de LH, ocorre a dissolução da membrana nuclear e condensação 

da cromatina em um processo denominado de rompimento da vesícula germinativa. A 

maturação nuclear passa pelos estágios de metáfase I, anáfase I, telófase I e progride até a 

metáfase II, onde ocorre o segundo bloqueio da meiose (GORDON, 1994). O oócito 

permanece neste estágio até ser fecundado pelo espermatozóide, quando então, completa a 

meiose, formando o oócito haplóide fecundado (MOORE e PERSAUD, 1994). 

O início da meiose no oócito coincide com o início da formação dos folículos 

primordiais e, consequentemente, do processo de foliculogênese. A foliculogênese é o 

processo de crescimento dos folículos ovarianos caracterizado por alterações morfológicas 

acompanhado por um desenvolvimento funcional. Este começa com o recrutamento de 

folículos primordiais e termina com a ovulação ou morte por atresia (HUSSEIN, 2005). 

O folículo é a unidade fundamental do ovário de mamíferos, apresentando duas 

funções importantes: assegurar a nutrição, o crescimento e a maturação do oócito de forma a 

permitir a ovulação, bem como produzir hormônios como o estrógeno, e peptídeos como 

inibina A e B, ativina e folistatina (CORTVRINDT e SMITZ, 2001; ADASHI, 1994). O 

folículo ovariano é formado por vários tipos celulares, sendo composto por um oócito 

circundado por células da granulosa e da teca. Durante a foliculogênese, a morfologia 

folicular é alterada, uma vez que o oócito cresce e as células circundantes se multiplicam e 

diferenciam (BRISTOL-GOULD e WOODRUFF, 2006). 
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Figura 1. Representação esquemática do ovário mamífero. 

 

Os folículos dividem-se basicamente em duas categorias, ou seja, os folículos pré-

antrais (primordiais, primários e secundários), que possuem um oócito circundado por uma ou 

mais camadas de células somáticas, sem a formação do antro. Já os folículos antrais são 

caracterizados pela presença de uma área preenchida por fluido folicular, em que, a partir de 

então, passam a ser classificados como terciários e pré-ovulatórios. Os folículos pré-antrais 

representam cerca de 90 a 95% de toda a população folicular (FIGUEIREDO et al., 2008). Na 

fase antral, a maioria dos folículos sofrem atresia, enquanto alguns deles continuam o 

crescimento e atingem o estágio pré-ovulatório sob um estímulo cíclico de gonadotrofinas, 

que ocorre após a puberdade (McGEE e HSUEH, 2000). 

 

2.2.1. Folículos primordiais 

 

Os folículos primordiais são os menores folículos do ovário, tendo um diâmetro médio 

de 33 μm e são observados a partir do 62º dia de desenvolvimento fetal em caprinos 

(BEZERRA et al., 1998). O número de folículos primordiais ao nascimento em ovários nesta 

espécie tem sido estimado em 35.000 (LUCCI et al., 1999). Esses folículos são constituídos 
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por um oócito central quiescente, imaturo e circundado por uma camada de células da pré-

granulosa de morfologia pavimentosa. Estas células podem ter duas origens, ou seja, de 

células dos ductos mesonéfricos que migraram até o ovário ou de células do epitélio 

superfical do ovário (SILVA, 2005; PICTON, 2001; HEYWOOD et al., 2002). Nesta fase 

inicial da foliculogênese, os oócitos que não são circundados por células da pré-granulosa, 

entram em processo de atresia. Os folículos primordiais permanecem quiescentes até seu 

recrutamento para o grupo de folículos em crescimento (VAN DEN HURK e ZHAO, 2005). 

O primeiro sinal do início do crescimento de folículos primordiais, processo conhecido como 

ativação folicular, é a retomada da proliferação das células da granulosa, com a mudança na 

morfologia dessas células, de pavimentosa para cúbica, bem como o crescimento oocitário, o 

que pode acontecer dias, meses ou anos após a sua formação (HIRSHFIELD, 1991). 

 

2.2.2. Folículos primários 

 

A evolução do crescimento dos folículos primordiais está relacionada ao aumento do 

diâmetro do oócito, bem como a proliferação das células da granulosa (FIGUEIREDO et al., 

1994). A atividade de proliferação das células da granulosa resulta na formação de uma 

camada de células cuboidais ao redor de um oócito central que caracterizam o folículo 

primário (GOUGEON e BUSSO, 2000). Os folículos primários são observados em ovários de 

cabras no 71º dia de desenvolvimento fetal (BEZERRA et al., 1998). Nesses folículos, as 

proteínas que irão formar a zona pelúcida (ZP) já começam a ser sintetizadas e esta estrutura 

aparece primeiramente ao redor do oócito de folículo primário, como ilhas de material fibrilar 

situadas em espaços entre as células da granulosa adjacentes e a superfície do oócito (LEE, 

2000). 

 

2.2.3. Folículos secundários 

 

Quando os folículos atingem um estágio com mais de duas camadas de células da 

granulosa cuboidais é, então, denominado secundário. Nesta fase, a zona pelúcida é 

claramente identificada ao redor do oócito, enquanto fibras de tecido conjuntivo se 

posicionam paralelamente à membrana basal para formar a camada tecal (VAN DEN HURK 

e ZHAO, 2005; PARROT e SKINNER, 1999). As células da teca interna, que se originam a 
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partir de precursores presente no estroma ovariano, se organizam ao redor dos folículos 

quando estes apresentam quatro ou mais camadas de células da granulosa (LUCCI et al., 

2001). Estas células são endócrinas e desempenham uma função importante na fertilidade, 

pois sintetizam hormônios esteróides (MAGOFFIN, 2005). 

Os folículos secundários são observados em ovários de fetos caprinos aos 80 dias de 

gestação (BEZERRA et al., 1998). Nesta categoria folicular, com o aumento do metabolismo 

do oócito, há um acréscimo no número de junções do tipo gap entre oócito e células da 

granulosa, que atuam na comunicação bidirecional, na transferência de nutrientes, 

metabólitos, fatores de estimulação e/ou inibição da meiose, além de fatores de crescimento, 

neurotrofinas e hormônios (FORTUNE, 2003; SENEDA e BORDIGNON, 2007). Neste 

sentido, os sistemas de manipulação in vitro de folículos pré-antrais devem manter intactas as 

comunicações entre as células foliculares e o oócito, no sentido de preservar sua integridade 

estrutural. Em folículos secundários, ocorre também aumento da vascularização, 

possibilitando a atuação das gonadotrofinas em oócito e células da granulosa. Em folículos 

secundários com várias camadas de células da granulosa, as células da teca aumentam o 

número de receptores de LH e iniciam a síntese de andrógenos, que são convertidos em 

estrógenos pela enzima aromatase. Neste estágio, observa-se um aumento no número de 

receptores de FSH nas células da granulosa, amplificando a ação desta gonadotrofina 

(BUCCIONE et al., 1990; SENEDA e BORDIGNON, 2007). 

 

2.2.4. Folículos antrais 

 

Após o aumento do número de camada de células da granulosa que envolvem o oócito, 

ocorre a formação de uma cavidade repleta de líquido folicular, entre as camadas de células 

da granulosa, denominada antro. A partir deste estágio, os folículos passam a ser 

denominados terciários ou antrais. O fluido folicular torna-se importante em mecanismos de 

regulação e modulação de substâncias provenientes das células foliculares e da comunicação 

endócrina que o folículo começa a estabelecer. Durante o desenvolvimento folicular, a 

produção de fluido antral é intensificada pelo aumento da vascularização folicular e 

permeabilidade dos vasos sanguíneos, os quais estão fortemente relacionados com o aumento 

do folículo antral (VAN DEN HURK e ZHAO, 2005). 

Nesse estágio, o oócito aumenta progressivamente o diâmetro e prepara-se para 

adquirir competência para concluir sua divisão meiótica e, em seguida, para ser fertilizado 
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(SENEDA e BORDIGNON, 2007). Nos folículos antrais, as células da teca sofrem alterações 

morfológicas e funcionais e, aquelas células localizadas próximas da membrana basal são 

denominadas teca interna, enquanto que as localizadas perifericamente são classificadas como 

teca externa. Já as células da granulosa são diferenciadas em células do cumulus (mais 

próximas ao oócito) e células murais. 

O desenvolvimento dos folículos antrais é caracterizado por uma fase de crescimento, 

recrutamento, seleção e dominância (VAN DEN HURK e ZHAO, 2005), sendo a formação de 

folículos pré-ovulatórios um pré-requisito para a ovulação e formação do corpo lúteo, bem 

como para a manutenção da fertilidade (DRUMMOND, 2006). Portanto, a taxa de ovulação 

espécie-específica é determinada por mecanismos fisiológicos de seleção dos folículos em 

crescimento. Em espécies monovulatórias, apenas um folículo é selecionado dentre os 

recrutados para continuar a crescer e diferenciar-se em folículo ovulatório, enquanto os 

demais têm como destino a atresia. O folículo selecionado é conhecido como folículo 

dominante, capaz de bloquear o crescimento e induzir a atresia, pela secreção de estradiol e 

inibina, dos demais folículos, denominados subordinados (VAN DEN HURK e ZHAO, 

2005).  

O desenvolvimento folicular ocorre em um padrão de ondas de crescimento e cada 

onda é caracterizada pela emergência de um folículo dominante, entre todos que estão em 

crescimento. Uma a quatro ondas de crescimento e desenvolvimento folicular ocorrem 

durante um único ciclo estral em ruminantes, e os folículos pré-ovulatórios são derivados da 

última onda, sendo o processo, diretamente dependente das gonadotrofinas FSH e LH; e, 

indiretamente, de estrógenos e peptídeos secretados pelo ovário (DISKIN et al., 2002). 

Durante o recrutamento inicial, fatores intra-ovarianos e/ou outros fatores 

desconhecidos estimulam alguns folículos primordiais para iniciar o crescimento, enquanto 

que o restante dos folículos permanecem em repouso por meses ou anos (McGEE e HSUEH, 

2000). A formação do folículo dominante é um processo que envolve o crescimento, 

proliferação celular e citodiferenciação (SUH et al., 2002). 

No último estágio do desenvolvimento folicular, o folículo pré-ovulatório é 

caracterizado por um oócito circundado por células da granulosa especializadas que são 

denominadas de células do cumulus. As células da granulosa de folículos pré-ovulatórios 

param de se multiplicar em resposta ao hormônio luteinizante (LH) e iniciam o programa final 

de diferenciação. A ovulação do oócito e das células do cumulus ocorre em resposta ao pico 

de LH. Em todas as espécies, a formação de folículos pré-ovulatórios ocorre geralmente a 

partir da puberdade (DRIANCOURT, 2001). Além das gonadotrofinas, peptídeos sintetizados 
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localmente desempenham papel chave na regulação da fase antral, tanto por meio de 

mecanismos parácrinos como endócrinos (FORTUNE, 2003). 

 

2.3. População folicular e atresia 

 

A população folicular presente no ovário é bastante heterogênea e localiza-se no 

córtex ovariano. Na espécie caprina, o número de folículos pré-antrais é de aproximadamente 

35.000 folículos por ovário (LUCCI et al., 1999). Todavia, apesar da grande população 

folicular presente no ovário mamífero, a quase totalidade dos folículos, ou seja, 99,9% não 

atingem a ovulação, pois morrem por um processo natural denominado atresia, fazendo com 

que o desenvolvimento de um folículo pré-ovulatório a partir de um folículo primordial seja 

um evento biológico extremamente raro (FIGUEIREDO et al., 2008). 

Na atresia, os folículos ovarianos passam por mudanças degenerativas durante as quais 

sua integridade é perdida. A maior parte dos oócitos é perdida em estágios diversos de 

crescimento, bem como em estágios diversos do ciclo ovariano. Tais perdas ocorrem mais 

frequentemente em estágios avançados do crescimento folicular. A atresia está associada a 

uma série de mudanças morfológicas e bioquímicas, que variam de acordo com o estágio do 

crescimento folicular e também com a espécie animal (CUNNINGHAM, 2004). Portanto, a 

atresia pode ocorrer por via degenerativa (necrose) e/ou apoptótica. A via degenerativa é 

causada por isquemia, que resulta em algumas alterações na permeabilidade da membrana 

celular e consequente degeneração. Já a via apoptótica, ocorre quando os fatores parácrinos ou 

endócrinos não são apropriados para suportar o crescimento folicular e/ou diferenciação das 

células da granulosa (SILVA et al., 2002). 

Neste contexto, entende-se que o crescimento do folículo e desenvolvimento até a fase 

antral requer um complexo de sinalização bidirecional entre o oócito e as células somáticas 

vizinhas, envolvendo citocinas específicas, fatores de crescimento e gonadotrofinas 

hipofisárias (ADASHI, 1994; VAN DEN HURK e ZHAO, 2005; DRUMMOND, 2006). 

Dentre os vários peptídeos que controlam a atresia folicular, demonstrou-se que o FSH é 

capaz de inibir a apoptose em folículos pré-antrais cultivados in vitro (camundongas: BAKER 

e SPEARS, 1997; mulheres: ROY e TREACY, 1993). Da mesma forma, o GDF-9 protege as 

células da granulosa de folículos pré-antrais contra a apoptose (ORISAKA et al., 2006). Além 

disso, após cultivo de curta-duração, a ativina-A reduziu o número de folículos em 
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desenvolvimento atrésicos e esses efeitos não foram neutralizados quando a folistatina foi 

adicionada ao meio de cultivo (SILVA et al., 2006). 

 

2.4. Hormônio Folículo Estimulante (FSH) 

 

O FSH é um hormônio chave no controle do desenvolvimento folicular na fase antral, 

estimulando a emergência das ondas foliculares, sendo o seu declínio associado com a seleção 

de um folículo dominante o qual se desenvolverá e passará a ser dependente de LH. Com isso, 

os folículos são considerados dependentes de FSH até a ocorrência da dominância, após o que 

eles se tornam dependentes de LH (FORTUNE et al., 2001). No entanto, o papel das 

gonadotrofinas no controle do desenvolvimento folicular pré-antral é controverso, uma vez 

que os folículos pré-antrais e antrais iniciais possuem RNAm para receptores de FSH nas 

células da granulosa, mas são relativamente independentes de gonadotrofinas durante seu 

período de crescimento inicial, aumentando em tamanho na ausência ou presença de baixas 

concentrações de FSH e LH (VAN DEN HURK e ZHAO, 2005). Por outro lado, receptores 

de FSH (R-FSH) podem ser detectados em folículos primários e secundários (bovinos: 

WANDJI et al., 1992, caprinos: SARAIVA et al., 2010a) e a estimulação do desenvolvimento 

folicular pré-antral pode ser alcançada pela adição de FSH ao meio de cultivo, demonstrando 

que esta fase é responsiva à este hormônio. 

O controle da liberação de FSH é feito por inibina e estrógenos que atuam diretamente 

na hipófise anterior (ROCHE, 1996). O mecanismo de ação das gonadotrofinas nas suas 

células-alvo ocorre através de receptores específicos na superfície celular. O FSH atua nas 

células da granulosa e o LH possui receptores nas células da granulosa, células da teca e, 

ainda, no corpo lúteo.  

Em bovinos, durante cultivo de pequenos folículos pré-antrais (30-70 µm), o FSH 

promoveu um aumento do diâmetro folicular (HULSHOF et al., 1995).  A adição de FSH no 

meio de cultivo promoveu a inibição de apoptose e a formação de antro em grandes folículos 

secundários isolados suínos (MAO et al., 2002). Após seis dias de cultivo na presença de 

FSH, folículos primários e secundários (60-179 µm), isolados enzimaticamente de ovários de 

fetos bovinos, aumentaram o diâmetro, a sobrevivência folicular, bem como a secreção de 

progesterona e estradiol (WANDJI et al., 1996). Aliado a isso, a ativação e o crescimento de 

folículos pré-antrais caprinos foram observados após adição de FSH ao meio de cultivo in 

vitro (MATOS et al., 2007). Por outro lado, estudos têm mostrado que o sucesso desses 
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sistemas de cultivo in vitro na presença de FSH é influenciado por fatores, como a origem 

desta gonadotrofina (MAGALHÃES et al., 2009) e o cultivo em meio sequencial (SERAFIM 

et al., 2010). 

Diferentemente do estágio pré-antral, o desenvolvimento folicular antral é criticamente 

dependente do suporte das gonadotrofinas. Embora pelo menos 80% dos oócitos bovinos 

coletados de folículos antrais sofram maturação nuclear espontaneamente em cultivo, são 

adicionadas gonadotrofinas ao meio de maturação (CALDER et al., 2003). O FSH é 

adicionado para induzir maturação citoplasmática, expansão do cumulus e assim melhorar a 

eficiência do processo de maturação, mediando a produção de fatores pelas células somáticas 

que circundam o oócito (GILCHRIST et al., 2004; SIRARD et al., 2007). 

 

2.5. Ativina-A  

 

A superfamília TGF-β é composta por algumas proteínas com potentes ações 

reguladoras intra-ovarianas. Dentre esses peptídios, podemos incluir as ativinas, que foram 

primeiramente identificadas como proteínas gonadais que estimulam a síntese e secreção do 

FSH pela hipófise anterior em um ciclo clássico de feedback (KATAYAMA et al., 1990). 

As ativinas são glicoproteínas diméricas que são compostas de duas subunidades β de 

inibina, A ou B, e existem como homo ou heterodímeros. Assim, existem três isoformas de 

ativina: A, AB e B, em que ativina A é a isoforma predominante (McLAUGHLIN et al., 

2010). A inibina é o antagonista funcional da ativina, o qual consiste em um heterodímero de 

uma única subunidade α com qualquer uma das duas subunidades β compartilhadas para 

formar inibina A (αβA) ou inibina B (αβB) (KRETSER e ROBERTSON, 1989). Assim, 

ativina e inibina são estruturalmente relacionadas e, além disso, compartilham uma via de 

sinalização em comum. Desta forma, a inibina antagoniza a ação de ativina por competição 

pelas subunidades β ou pela ligação com receptores de ativina tipo II (MATHEWS e VALE, 

1991). Um co-receptor, β-glycan, é o mediador desta última ação (BERNARD et al., 2001; 

LEWIS et al., 2000). 

A transdução de sinal de ativina-A é mediada por um complexo de receptores tipo I e 

tipo II serina/treonina quinases/proteína Smad. Após a ligação do ligante, o receptor do tipo II 

fosforila o receptor do tipo I em múltiplos resíduos de serina e treonina. Dois receptores do 

tipo II foram identificados por se ligarem à ativina-A com alta afinidade e especificidade, 

conhecidos como ActRIIA e ActRIIB. O receptor de ativina IB (ALK4) interage com os 
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receptores do tipo II ativados para a transdução de sinais de ativina-A (KIPP et al., 2007). 

Para transmitir os sinais intracelulares, os receptores do tipo I fosforilam proteínas efetoras 

(Smads 2 e 3). Uma vez ativadas, as SMADs 2 e 3 associam-se com co-SMADs (SMAD 4), 

formando um complexo que é translocado para o núcleo, onde participam ligando-se ao DNA 

e recrutando co-fatores transcricionais. A SMAD 7, por sua vez, pode ser encontrada tanto no 

citosol quanto no núcleo e foi identificada como uma SMAD inibitória (I-SMAD), uma vez 

que se liga diretamente a receptores do tipo I, impedindo, assim, a sua interação com as 

SMADs 2 e 3 e, portanto, bloqueando esta via de sinalização (ETHIER e FINDLAY, 2001; 

MASSAGUE e CHEN, 2000; HELDIN et al., 1997). 

As proteínas para os receptores de ativina dos tipos A e B já foram demonstradas em 

folículos pré-antrais de bovinos (HULSHOF et al., 1997) e suínos (VAN DEN HURK e VAN 

DE PAVERT, 2001). Em ovários de cabra, tanto o RNAm como a proteína para os receptores 

de ativina foram demonstrados em todas as fases foliculares (SILVA et al., 2004d). Por outro 

lado, as SMADs 2 e 3 têm sido demonstradas em ovários pós-natal de mamíferos 

(DRUMMOND et al., 2003; BILLIAR et al., 2004). O RNAm para ativina-A em folículos 

pré-antrais de suínos foi demonstrado por hibridização in situ (VAN DEN HURK e VAN DE 

PAVERT, 2001). Em caprinos, o RNAm para a subunidade βA de inibina foi demonstrado 

em folículos primordiais, primários, secundários e antrais (SILVA et al., 2004d). A 

subunidade βA de inibina da ativina é expressa pelas células germinativas imediatamente 

antes da formação de folículos primordiais, mas não pelo oócito de folículos primordiais 

(MARTINS DA SILVA et al., 2004). A proteína ativina-A foi detectada em oócitos e células 

da granulosa de folículos pré-antrais de ovinos (McNATTY et al., 1999), suínos (VAN DEN 

HURK e VAN DE PAVERT, 2001) e ratos (ZHAO et al., 2001). Em bovinos, a proteína 

ativina-A foi detectada em oócitos e células da granulosa de folículos pré-antrais (HULSHOF 

et al., 1997) e antrais (SILVA et al., 2003). 

Durante o cultivo in vitro, a ativina-A promoveu a proliferação de células da granulosa 

isoladas de folículos pré-antral e antral inicial em ovários de ratas (MIRO e HILLIER, 1996). 

Estudos com bovinos relataram que ativina-A suportou o crescimento de folículos primários e 

secundários (HULSHOF et al., 1997). Nesta mesma espécie, no cultivo in vitro de folículos 

pré-antrais na presença de ativina ocorreu a proliferação de células somáticas, formação da 

cavidade antral e manutenção da morfologia do oócito normal (McLAUGHLIN et al., 2010). 

Quando testada em folículos primordiais e primários de cabra, a ativina-A estimulou a 

ativação, crescimento e aumentou a percentagem de folículos saudáveis (SILVA et al., 2006). 

Por outro lado, em camundongas mutantes deficientes em receptores de ativina do tipo II B, o 
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desenvolvimento folicular foi retido no estágio antral inicial, sugerindo um importante papel 

de ativina na promoção da proliferação/diferenciação em células da granulosa (MATZUK et 

al., 1996). Este fator de crescimento ainda atua na regulação do receptor de FSH, expressão 

de aromatase FSH-induzida e diminuição da produção de andrógenos por células da teca 

(KNIGHT e GLISTER, 2006). A ativina também regula a esteroidogênese ovariana em 

primatas (ALAK et al., 1998) e a expressão de genes para receptor de estrógeno (ERα e ERβ) 

em ovários de ratas (KIPP et al., 2007). 

Os efeitos intra-ovarianos de ativina-A também incluem a promoção da maturação 

meiótica de oócitos em roedores (SADATSUKI et al., 1993), primatas (ALAK et al., 1996) e 

humanos (ALAK et al., 1998) e o desenvolvimento de oócitos competentes em bovinos 

(SILVA e KNIGHT, 1998). Além disso, ativina-A reduz a luteinização de células da 

granulosa luteinizadas humanas envolvidas na formação luteal e esses efeitos são opostos aos 

da gonadotrofina coriônica humana (MYERS et al., 2008). 

 

2.6. Fator de Crescimento e Diferenciação – 9 (GDF-9) 

 

Os sinais parácrinos do oócito desempenham um papel ativo na coordenação da 

proliferação e diferenciação das células da granulosa ao seu redor (GILCHRIST et al., 2004). 

Neste sentido, dentre os vários peptídeos derivados do oócito que controlam o crescimento de 

folículos pré-antrais mamíferos, inclui-se o fator de crescimento e diferenciação – 9 (GDF-9), 

membro da superfamília TGF-β (VITT e HSUEH, 2002). 

A ação inibitória (esteroidogênese) versus estimulatória (proliferação celular) do 

GDF-9 é mediada por um complexo intracelular de receptores serina/treonina quinase dos 

tipos I e II. Estudos utilizando células da granulosa indicaram que GDF-9 interage com o 

receptor de BMP do tipo II (BMPR II), seguido pela ativação específica do receptor de ativina 

do tipo I ligado à quinase 5 (ALK 5), e posterior fosforilação das proteínas SMADs 2 e 3 

caracterizada pela estimulação do promotor CAGA (CHANG et al., 2002; MAZERBOURG 

et al., 2004; SUDO et al., 2004). 

Em roedores, o RNAm e a proteína ALK 5 e as proteínas SMAD 2/3 são expressas no 

oócito, células da granulosa e células da teca de folículos pré-antrais e antrais (JUNEJA et al., 

1996), indicando que GDF-9 interage com células foliculares em todos os estágios de 

desenvolvimento do folículo ovariano. Já a expressão do RNAm para o receptor de BMP do 

tipo II foi observada somente nas células da granulosa (ERICKSON e SHIMASAKI, 2003). 
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A expressão do RNAm para GDF-9 foi demonstrada no oócito de folículos em 

diversas espécies (roedores: HAYASHI et al., 1999; ovinos: JUENGEL et al., 2002; bovinos: 

PENNETIER et al., 2004; caprinos: SILVA et al., 2004c). O GDF-9 pode ser secretado por 

células da granulosa de bovinos (SPICER et al., 2008), caprinos (SILVA et al., 2004c) e 

primatas (DUFFY, 2003). A expressão oócito-específica da proteína GDF-9 foi relatada em 

camundongo (McGRATH et al., 1995), humano (AALTONEN et al., 1999; SADEU e 

SMITZ, 2008) e rato (JAATINEN et al., 1999). Além disso, a expressão da proteína GDF-9 

in vitro ocorre após 2 dias de cultivo de ovários fetais de hamster (WANG e ROY, 2004). 

Em sistemas de cultivo in vitro, o GDF-9 promove funções celulares específicas, como 

o crescimento do oócito, proliferação de células da granulosa e diferenciação das células da 

teca (SADEU e SMITZ, 2008). O GDF-9 endógeno exerce um papel essencial na 

diferenciação de células somáticas em células da pré-granulosa, controlando a formação de 

folículos primordiais (WANG e ROY, 2006). Em modelos de camundongos knockout, a falta 

do gene GDF-9 funcional causa infertilidade através do bloqueio da foliculogênese no estágio 

de folículos primários, ausência de formação de células da teca e defeitos na competência 

meiótica do oócito, indicando que esse fator está associado com o desenvolvimento folicular 

inicial (DONG et al., 1996). Em humanos, o GDF-9 estimula a manutenção da viabilidade 

folicular e a proliferação de células da granulosa (HREINSSON et al., 2002). Já em bovinos, 

o GDF-9 estimula a proliferação de células da granulosa (SPICER et al., 2006) e de células da 

teca (SPICER et al., 2008). Aliado a isso, o GDF-9 promove a sobrevivência, bem como a 

progressão de folículos primordiais humanos para o estágio de folículos secundários após 

cultivo de curta duração (HREINSSON et al., 2002). No que se refere à espécie caprina, o 

GDF-9 mantém a sobrevivência de folículos pré-antrais e promove a ativação de folículos 

primordiais. Além disso, o GDF-9 estimula a transição de folículos primários para 

secundários, mantendo a integridade ultraestrutural dos folículos (MARTINS et al., 2008). 

O GDF-9 desempenha um importante papel na foliculogênese antral, participando no 

processo de expansão do cumulus em camundongos (DRAGOVIC et al., 2005). Da mesma 

forma, o GDF-9 está envolvido no desenvolvimento do fenótipo normal de células do 

cumulus (GILCHRIST et al., 2006; YEO et al., 2008). Em bovinos, este fator atua regulando 

a esteroidogênese através da inibição da produção de estradiol e progesterona em células da 

granulosa, inibição de progesterona e androstenediona em células da teca e diminuição dos 

níveis de RNAm para o receptor de LH (R-LH) (SPICER et al., 2006, 2008). Além disso, o 

GDF-9 atua no desenvolvimento de folículos pré-ovulatórios (JUENGEL et al., 2002) por 

meio da supressão da apoptose das células da granulosa, controlando a atresia do folículo 
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ovariano (ORISAKA et al., 2006). A imunização a curto prazo contra o peptídeo GDF-9 

resultou em um aumento da taxa de ovulação, sem aparentes efeitos negativos sobre a 

fertilização de oócitos liberados, a capacidade de oócitos fertilizados submetidos a um 

desenvolvimento fetal normal, ou sobre a capacidade de ovelhas imunizadas em manter a 

gestação (JUENGEL et al., 2004). 

 

2.7. Isolamento e cultivo de folículos pré-antrais 

 

Para a aplicação da biotécnica de manipulação de oócitos inclusos em folículos 

ovarianos pré-antrais (MOIFOPA), é importante definir a melhor metodologia de isolamento 

dos folículos de forma a se obter o maior número, com a melhor viabilidade possível, para 

então se proceder as técnicas de crescimento e cultivo in vitro (TELFER, 1996). Neste 

sentido, os métodos de isolamento mecânico, digestão proteolítica pelo uso de enzimas ou 

isolamento mecânico em combinação com dissociação enzimática parcial têm sido muito 

utilizados para isolar um grande número de folículos primários e/ou secundários intactos de 

ovários de diferentes espécies para posterior cultivo in vitro (cabras: LUCCI et al., 1999; 

ovelhas: CECCONI et al., 1999; vacas: FIGUEIREDO et al., 1995; ratas: ZHAO, 2000; 

camundongas: LENIE et al., 2004; PESTY et al., 2007). 

Nos procedimentos mecânicos, a fragmentação da estrutura do estroma ovariano pode 

ser feita através de diferentes instrumentos para promover o isolamento de folículos pré-

antrais. Um dos métodos consiste de uma fragmentação do tecido ovariano, utilizando o tissue 

chopper, seguido de repetidas pipetagens com pipetas pasteur de 1000 μm e 500 μm. Com 

este procedimento mecânico, folículos primordiais, primários e secundários podem ser 

isolados. O método mecânico utilizando o tissue chopper para o isolamento de folículos pré-

antrais tem proporcionado a recuperação de um grande número de folículos com baixa 

porcentagem de oócitos desnudos, graças à preservação da membrana basal (FIGUEIREDO et 

al., 1993; GOSDEN e TELFER, 1987). Outro procedimento mecânico que tem sido utilizado 

é a técnica de microdissecação, que permite o isolamento de grandes folículos pré-antrais 

(~200μm) do estroma ovariano com o auxílio de agulhas. Esta técnica possibilita a 

manutenção da integridade das camadas tecais presentes em grandes folículos pré-antrais 

(TELFER, 1998). A separação mecânica entre o folículo intacto e o estroma adjacente tende a 

ser um método mais barato, porém, geralmente com o rendimento menor de folículos isolados 

em comparação ao método enzimático (FIGUEIREDO et al., 1993; HULSHOF et al., 1994; 
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LUCCI et al., 1999; AMORIM et al., 2000b). Desta forma, o isolamento de folículos pré-

antrais do microambiente ovariano utilizando métodos mecânicos têm sido comumente 

aplicado em várias espécies (bovinos: ITOH et al., 2002; caprinos: ARUNAKUMARI et al., 

2007; ovinos: AMORIM et al., 2000a). 

Neste sentido, a aplicação de sistemas in vitro utilizando estes folículos isolados têm 

sido possível, o que permite o monitoramento diário do crescimento, bem como a análise do 

efeito de hormônios e fatores de crescimento sobre cada categoria folicular (ABIR et al., 

2001). Os sistemas de cultivo adotados apresentam variações como em termos do tipo de 

contato do folículo com o substrato, podendo ser divididos em: (i) cultivos em que é feita a 

internalização do folículo no substrato (sistema tridimensional (3D) e (ii) cultivos em que o 

folículo fica sobre o substrato (sistema bidimensional (2D) (Figura 2; DEMEESTERE et al., 

2002; PANGAS et al., 2003; BASSO et al., 2007; FIGUEIREDO et al., 2008). Considerando 

as duas formas de sistemas de cultivo descritas, observa-se uma predominância de 

metodologias de cultivo 2D nos estudos in vitro da foliculogênese inicial. O crescimento de 

folículos pré-antrais em placas com multi-poços (NATION e SELWOOD, 2009), assim como 

cultivo em microgotas (NATION e SELWOOD, 2009; CORTVRINDT  et al., 1996; ADAM 

et al., 2004; MOUSSET-SIMEON et al., 2005) produziu oócitos maduros. Além disso, a 

maturação in vitro de folículos pré-antrais em gel de colágeno e fertilização in vitro de oócitos 

MIV resultou no nascimento de camundongos (EPPIG e SCHROEDER, 1989). 

 

 

 

Figura 2. Sistemas de cultivo folicular in vitro: 2D e 3D. A) Cultivo bidimensional com 

folículos isolados cultivados sobre o substrato. B) Cultivo tridimensional com folículos 

isolados cultivados inclusos no substrato. Adaptado de DESAI et al., 2010. 

 

 

No desenvolvimento de um sistema de cultivo de folículos pré-antrais eficiente é 

essencial que ocorra um controle irrestrito de todas as variáveis que possam afetar direta ou 

indiretamente o ambiente, tais como, temperatura, CO2, tensão de oxigênio, controle de 
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contaminações fúngicas e bacterianas, e fatores referentes ao meio de cultivo como a presença 

de sais inorgânicos, vitaminas, substratos energéticos, aminoácidos dentre outras substâncias 

(SILVA et al., 2004a,b; TELFER, 2001). Existe uma variedade de meios que são utilizados 

no cultivo in vitro de folículos pré-antrais, dentre eles podemos citar o Meio Essencial 

Mínimo - MEM (MATOS et al., 2007; BRUNO et al., 2008), Waymouth (MURUVI et al., 

2005) e McCoy’s (TELFER et al., 2008). Recentemente, o meio de cultura denominado α-

MEM tem se mostrado eficaz para promover o crescimento de folículos pré-antrais isolados 

(DUARTE et al., 2010), tendo sido alcançada a maturação oocitária e produção de embriões 

caprinos (MAGALHÃES et al., 2010a; SARAIVA et al., 2010b). 

Dentre os diferentes nutrientes e suplementos adicionados ao meio de cultivo para 

promover o crescimento e o desenvolvimento folicular in vitro, inclui-se a combinação de 

insulina, transferrina e selênio (ITS) (AUGUSTIN et al., 2003). Da mesma forma, a utilização 

do ácido ascórbico nos meios de cultivo tem se mostrado importante, uma vez que este 

suplemento age como um potente antioxidante, podendo reduzir os danos causados pela ação 

de espécies reativas de oxigênio e complexos metal-oxigênio ao DNA, proteínas, 

carboidratos, lipídios e membranas celulares (SIES et al., 1992). Por exemplo, a combinação 

de ácido ascórbico e FSH manteve a integridade, promoveu a ativação e o crescimento 

folicular após cultivo in vitro de longa duração de folículos pré-antrais caprinos (ROSSETTO 

et al., 2009). Destaca-se ainda a albumina sérica bovina (BSA), utilizada como fonte protéica. 

Por outro lado, gonadotrofinas exógenas, como o FSH, e diversos fatores de crescimento têm 

demonstrado atuar positivamente no crescimento de folículos pré-antrais durante o cultivo in 

vitro em diferentes espécies (WANDJI et al., 1996; GUPTA et al., 2002). 

Durante o crescimento e desenvolvimento dos folículos ovarianos cultivados in vitro, 

para que as células foliculares possam se multiplicar de forma adequada, é imperativo que o 

ciclo celular transcorra de forma harmoniosa. Para tal, as células produzem proteínas que 

regulam, estimulam e inibem o ciclo celular. Sinais provenientes do meio extracelular, dos 

quais fazem parte os fatores de crescimento, regulam a expressão destas proteínas fazendo 

com que as células entrem ou saiam do ciclo mitótico (GOLIAS et al., 2004). Em paralelo, 

uma vez que as proteínas expressas dentro da célula determinam sua biologia, descrições 

amplas da constituição protéica e da escala de expressão temporal dos genes será a base para a 

compreensão precisa da diferenciação celular. 

Diante destas informações, para compreender melhor o papel de hormônios e fatores 

de crescimento em ovários mamíferos, além do cultivo in vitro, é importante quantificar e 

identificar as várias substâncias envolvidas nas diferentes etapas do desenvolvimento 
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folicular. Portanto, diferentes técnicas, como a PCR em tempo real, podem ser empregadas 

para a análise da expressão de proteínas e receptores envolvidos na foliculogênese antes e 

depois do cultivo, culminando em uma expansão do conhecimento biológico. 

 

2.8. Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) 

 

Nas últimas décadas, o aperfeiçoamento de técnicas de biologia molecular permitiram 

surgir formas de diagnóstico baseadas no estudo do sequenciamento e expressão de genes 

específicos. O principal marco na aplicação das técnicas moleculares foi o desenvolvimento 

da Reação em Cadeia da Polimerase (Polymerase Chain Reaction – PCR), um método de 

clonagem in vitro proposto por Kary Mullis em 1984 (MULLIS e FALLOONA, 1987). A 

PCR é uma técnica analítica extremamente sensível na qual se obtém o enriquecimento de um 

fragmento específico de DNA por meio de sua duplicação em modo exponencial (SILVA-

PEREIRA, 2003). 

A técnica de PCR é uma metodologia poderosa para a amplificação in vitro, de 

sequências de DNA usando oligonucleotídeos iniciadores ou primers de sequência conhecida 

e complementares às extremidades do segmento a ser amplificado, direcionando a síntese de 

DNA-alvo, em ciclos repetidos (MULLIS, 1990). Para esta reação, utiliza-se da enzima Taq- 

DNA polimerase extraída da bactéria termoestável Thermus aquaticus, sendo realizada em 

um termociclador. Além da enzima Taq - DNA polimerase, os constituintes desta reação são o 

DNA, os iniciadores (primers), os desoxirribonucleotídeos trifosfatados (dATP, dTTP, dCTP, 

dGTP), cloreto de magnésio (MgCl
2
) e um tampão. 

A sequência-alvo do genoma é amplificada pela repetição de ciclos de diferentes 

temperaturas que ocorrem em cadeia (KREUZER e MASSEY, 2002). Cada ciclo de PCR 

envolve três etapas: desnaturação, anelamento e extensão. A etapa de extensão envolve a 

adição de nucleotídeos utilizando como molde a sequência-alvo, de maneira que uma cópia 

desta sequência é feita no processo. Este ciclo é repetido por algumas dezenas de vezes. Uma 

vez que a quantidade de DNA da sequência-alvo dobra a cada ciclo, a amplificação segue 

uma progressão geométrica, de maneira que, depois de apenas 20 ciclos, produz-se mais de 

um milhão de vezes a quantidade inicial de sequência-alvo (Figura 3; ANTONINI et al., 

2004). 
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Figura 3: Reação em Cadeia da Polimerase (PCR) 

(A) A fita dupla do DNA-alvo sofre aquecimento a 92 a 95ºC. (B) O DNA é desnaturado 

(separação das fitas). (C) Hibridização DNA-DNA de cada primer com as sequências 

complementares no DNA. (D) A enzima Taq - DNA polimerase realiza a extensão a partir de 

cada terminal 3’ dos primers. (E) Formação de uma nova cópia de DNA. 

 

O método de PCR convencional apresenta forte restrição como técnica analítica 

quantitativa. Isso ocorre porque a quantidade de produto de amplificação gerado é 

essencialmente o mesmo, independente da quantidade original de moléculas-molde de DNA 

presente na amostra. Assim, a PCR convencional permite apenas a distinção entre amostras 

positivas e negativas para determinado molde de DNA, uma vez que os resultados não são 

quantificados (expressos em números) e a visualização é feita através do tingimento do DNA 

com brometo de etídeo, podendo ocorrer contaminações (KUBISTA et al., 2006). Desta 

forma, para uma análise quantitativa e mais segura da expressão de sequências-alvo, faz-se 

necessária a utilização de uma técnica mais precisa, definida como PCR quantitativo em 

tempo real. 
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2.8.1. PCR em tempo real 

 

Uma inovação tecnológica resultante da PCR convencional, denominada de PCR em 

tempo real, vem ganhando espaço como técnica empregada para diagnóstico, por apresentar 

capacidade de gerar resultados quantitativos. Desta forma, essa técnica permite o 

acompanhamento da reação e a apresentação dos resultados de forma mais precisa e rápida, 

em relação a PCR convencional. Além disso, na PCR em tempo real não requer o uso de gel 

de agarose, onde a discriminação é baseada apenas no tamanho do fragmento de DNA 

amplificado. Neste tipo de análise as amplificações podem ser monitoradas em tempo real, os 

ciclos são mais rápidos e pode requerer até 1000 vezes menos DNA que a PCR convencional 

na amplificação (HOLLAND et al., 1991; HEID et al., 1996; NOVAIS e PIRES-ALVES, 

2004). 

Higuchi et al. (1992) foram os pioneiros na análise da cinética da reação de PCR 

através da construção de um sistema que detecta os produtos de PCR no momento em que são 

gerados baseados na tecnologia de fluorescência (ZIPPER et al., 2004). Por isso, corantes 

assimétricos de cianina como o SYBRGreen que apresenta seletividade, alta sensibilidade por 

fita dupla de DNA, capacidade de fluorescência quando excitado com luz ultravioleta, além 

de estabilidade térmica (ZIPPER et al., 2004) tornou a PCR um processo capaz de ser 

acompanhado no momento em que acontece. 

O sistema analítico de PCR em tempo real utilizando o marcador SYBRGreen se 

baseia na ligação do fluoróforo entre a fita dupla de DNA que, com a excitação da luz emitida 

pelo sistema óptico do termociclador, emite uma fluorescência verde. Assim, a reação é 

monitorada continuamente e um aumento da fluorescência é observado em tempo real. No 

ciclo seguinte, na etapa de desnaturação, as moléculas de SYBRGreen são liberadas e há uma 

queda no sinal da fluorescência. A detecção da fluorescência no fim da etapa de extensão de 

cada ciclo da PCR permite monitorar a quantidade crescente de DNA amplificado (Figura 4; 

VITZTHUM et al., 1999). 

 



38 

 

 

 

 

Figura 4: Reação da PCR com SYBRGreen 

(A) O DNA dupla fita é separado; (B) DNA desnaturado; (C) Síntese do DNA pela enzima 

Taq-DNA polimerase; (D) A cor de fluorescência (SYBR) encontra-se inativa; (E) Ligação do 

fluoróforo entre a fita dupla de DNA que, com a excitação da luz emitida pelo sistema óptico 

do termociclador, emite uma fluorescência verde e um aumento da fluorescência é observado 

em tempo real. 

 

Muitos parâmetros devem ser controlados para se obter uma medida de expressão 

quantitativa confiável: quantidades iniciais de amostra, assim como qualidade da extração do 

RNA e eficiência da síntese de cDNA no caso da PCR-transcriptase reversa (RT-PCR). A 

técnica frequentemente utilizada para normalizar os parâmetros citados é a utilização de um 

gene de controle interno (gene de referência ou housekeeping). De acordo com critérios 

geralmente aceitáveis, um gene de normalização adequado é um gene que não apresente 

variação na sua expressão em todas as amostras investigadas (ANDERSEN et al., 2004). 

Vale ressaltar que dentre a variedade de genes de referência conhecidos, é importante 

identificar quais são os normalizadores mais adequados, com maior estabilidade de expressão, 

e o número mínimo de genes requerido, no modelo biológico em estudo, para o cálculo de um 

fator de normalização confiável (VANDESOMPELE et al., 2002). Por exemplo, em folículos 

pré-antrais de caprinos os genes de referência que se mostraram mais adequados como 
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controle endógeno para a normalização das quantidades de cDNA durante análises de PCR 

em tempo real foram a β-actina e ubiquitina (FROTA et al., 2010). 

Diante do exposto, o desenvolvimento e aprimoramento da técnica de PCR em tempo 

real tem permitido identificar os mecanismos moleculares envolvidos com cada fase de 

desenvolvimento folicular, através da quantificação dos níveis de RNAm de diversas 

substâncias em folículos ovarianos (FEI et al., 2010; SUGIMOTO et al., 2010; CELESTINO 

et al., 2010; SILVA et al., 2010). Com isso, a análise da expressão do RNAm para fatores de 

crescimento, gonadotrofinas e seus receptores antes e após o cultivo in vitro de folículos pré-

antrais é de extrema importância para a elucidação do complexo processo de foliculogênese, o 

que contribuirá para o estabelecimento de um meio de cultivo ideal. 
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3. HIPÓTESES 

  

1) O RNA mensageiro para ativina-A é expresso em diferentes níveis em folículos 

primordiais, primários e secundários, bem como em COCs e células da granulosa mural/teca 

de pequenos e grandes folículos antrais em caprinos; 

 

2) Ativina-A e FSH influenciam positivamente o crescimento in vitro de folículos pré-antrais 

caprinos durante 6 dias de cultivo e controlam a expressão de RNAm para ativina-A e R-FSH; 

 

3) GDF-9 e FSH suportam o crescimento e desenvolvimento de folículos pré-antrais caprinos 

durante cultivo in vitro de 6 dias e afetam os níveis de RNAm para GDF-9 e R-FSH, assim 

como para BMPs -2, -4, -6, -7 e -15 em folículos secundários cultivados. 
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4. JUSTIFICATIVA 

 

O ovário de fêmeas mamíferas contém milhares de gametas inclusos em folículos pré-

antrais (folículos primordial, primário e secundário) que são potencialmente fertilizáveis. 

Porém, a capacidade de utilização destes gametas é baixíssima, pois menos de 0,1% desses 

folículos se desenvolvem, sofrem maturação e ovulam, sendo a maioria perdida naturalmente 

pelo processo de atresia. Este trabalho foi direcionado para o estudo do crescimento e da 

expressão de RNAm em folículos pré-antrais na espécie caprina, uma vez que esses animais 

representam grande valor econômico para o Nordeste brasileiro e o aproveitamento do seu 

potencial oocitário constitui-se num aumento da eficiência reprodutiva dos mesmos. 

A Manipulação de Oócitos Inclusos em Folículos Ovarianos Pré-antrais (MOIFOPA) 

envolve as etapas de isolamento de folículos pré-antrais do ambiente ovariano e cultivo in 

vitro até a completa maturação. No entanto, a eficácia da MOIFOPA ainda é limitada, uma 

vez que a produção de embriões alcançada (MAGALHÃES et al., 2010a; SARAIVA et al., 

2010b) é baixíssima comparada ao número de folículos pré-antrais cultivados. A 

complexidade desta técnica está no estabelecimento de meios de cultivo que suportem a 

foliculogênese in vitro. Assim, em caprinos e em outras espécies, a etapa de cultivo in vitro é 

considerada uma das mais importantes e críticas para o sucesso da MOIFOPA. 

Neste contexto, o primeiro passo para a aplicação em larga escala desta biotécnica 

reprodutiva é compreender os mecanismos envolvidos em todas as etapas para que o folículo 

primordial cresça até folículo pré-ovulatório e forneça um oócito viável à fecundação. A 

ativina-A (SILVA et al., 2006) e o GDF-9 (MARTINS et al., 2008, 2010) são fatores de 

crescimento importantes para a foliculogênese, mas ainda não se sabe se estes fatores 

influenciam a expressão de R-FSH, ativina-A, GDF-9 e BMPs após o cultivo folicular in 

vitro. Portanto, estudar especificamente a ação da ativina-A e do GDF-9, assim como a 

associação destes fatores de crescimento com o FSH sobre o crescimento e expressão gênica 

em folículos pré-antrais caprinos é um caminho para elucidar a complexidade dos eventos que 

regem a foliculogênese e alcançar melhorias significantes nos programas de reprodução 

assistida em animais. O uso de uma ferramenta moderna, como a técnica de PCR em tempo 

real, para a identificação dos níveis de RNAm para os fatores de crescimento, incluindo a 

ativina-A, as BMPs e o GDF-9, que estão sendo produzidos pelos folículos, adicionará 

informações inexistentes até o momento para a reprodução na espécie caprina, servindo de 

base para aumentar a eficiência da técnica MOIFOPA. 
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5. OBJETIVOS 

  

OBJETIVO GERAL 

 

 Analisar os níveis de expressão de RNAm para ativina-A em folículos primordiais, 

primários, secundários e antrais na espécie caprina. 

 

 Avaliar a capacidade do FSH, da ativina-A e do GDF-9 para promover o crescimento 

in vitro de folículos secundários caprinos. 

 

 Analisar a expressão de RNAm para R-FSH, ativina-A, GDF-9 e BMP -2, -4, -6, -7 e -

15 em folículos secundários caprinos cultivados por 6 dias. 

 

 OBJETIVOS ESPECÍFICOS  

 

 Quantificar a expressão do RNAm para ativina-A em folículos primordiais, primários 

e secundários, assim como em COCs e células da granulosa mural/teca de folículos 

antrais pequenos e grandes caprinos. 

 

 Avaliar o efeito do FSH sozinho ou em associação com ativina-A ou GDF-9 sobre o 

crescimento, desenvolvimento e formação de antro de folículos secundários durante 6 

dias de cultivo in vitro. 

 

 Avaliar o efeito do FSH sozinho ou em associação com ativina-A sobre a expressão de 

RNAm para R-FSH e ativina-A em folículos cultivados in vitro. 

 

 Avaliar o efeito do FSH sozinho ou em associação com GDF-9 sobre a expressão de 

RNAm para R-FSH, GDF-9 e BMPs -2, -4, -6, -7 e -15 após cultivo de 6 dias de 

folículos secundários de cabras.  
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6. ARTIGO I 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Levels of mRNA for activin-A in goat ovarian follicles and effect 

of activin-A and FSH on secondary follicle growth 
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Resumo 

 

Este trabalho faz uma análise dos níveis de RNAm para ativina-A em folículos ovarianos 

caprinos, bem como avalia os efeitos de ativina-A, sozinha ou associada ao FSH, sobre o 

crescimento e expressão de RNAm para R-FSH e ativina-A em folículos secundários 

cultivados por 6 dias. Para isto, folículos primordiais, primários e secundários, assim como 

complexos cumulus-oócito (COCs) e células da granulosa mural e da teca de folículos antrais 

pequenos e grandes foram obtidos de ovários caprinos e usados para quantificação dos níveis 

de RNAm para ativina-A por PCR em tempo real. Para os estudos in vitro, folículos 

secundários (~200µm) foram isolados de ovários caprinos e cultivados in vitro por 6 dias na 

presença de ativina-A (100 ng/mL) adicionada ou não de FSH (50 ng/mL). Após a extração 

do RNA total e síntese do cDNA, a expressão de RNAm para ativina-A e R-FSH em folículos 

secundários cultivados foi quantificada por PCR em tempo real. Os resultados mostraram que 

a expressão de ativina-A é menor em folículos secundários do que em folículos primários e é 

maior em folículos antrais grandes do que em pequenos folículos antrais. Após o cultivo, 

ativina-A e/ou FSH promoveram o crescimento de folículos secundários caprinos e FSH 

aumentou os níveis de RNAm para ativina-A, enquanto a ativina-A aumentou os níveis de 

RNAm para R-FSH. Em conclusão, ativina-A é expressa em folículos pré-antrais e antrais e 

atua estimulando a expressão de R-FSH em folículos caprinos. Por outro lado, a expressão de 

ativina-A é estimulada por FSH, que, juntamente com ativina, promove o crescimento 

folicular e a formação de antro. 

 

Palavras-chave: ativina-A, caprinos, cultivo, folículos, FSH, RNAm 
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Abstract 

 

This paper is an analysis of levels of mRNA for activin-A in goat ovarian follicles, and 

evaluates the effects of activin-A, alone or combined with FSH on the growth and expression 

of mRNA for FSH-R and activin-A in secondary follicles cultured for 6 days. For this, 

primordial, primary and secondary follicles, as well as cumulus-oocyte complexes (COCs) 

and mural granulosa and theca cells of antral follicles small and large were obtained from goat 

ovaries and used to quantify levels of mRNA for activin-A by real time PCR. For in-vitro 

studies, secondary follicles (~ 200μm) were isolated from goat ovaries and cultured in vitro 
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for 6 days in the presence of activin-A (100 ng/mL) supplemented or not with FSH (50 

ng/mL). After extraction of total RNA and cDNA synthesis, the mRNA expression for 

activin-A and FSH-R in cultured secondary follicles was quantified by real time PCR. The 

results showed that the expression of activin-A is lower in secondary follicles than in primary 

follicles and is higher in large antral follicles than in small antral follicles. After culture, 

activin-A and / or FSH promoted growth of goat secondary follicles, while FSH increased the 

levels of mRNA for activin-A, and activin-A increased the levels of FSH-R mRNA. In 

conclusion, activin-A is expressed in pre-antral and antral follicles and acts as a stimulator of 

the FSH-R expression in goat follicles. On its turn, the expression of activin-A is stimulated 

by FSH, which together with activin promotes follicle growth and antrum formation. 

 

Keywords: activin-A, goats, culture, follicles, FSH, mRNA 

 

1. Introduction 

 

At birth, the mammalian ovary contains thousands of oocytes enclosed in pre-antral 

follicles, but the vast majority became atretic during growth and maturation (1). To avoid this 

huge loss of oocytes, several studies (2, 3, 4) have demonstrated that secondary follicles 

(~200µm), which have been isolated from the ovarian microenvironment, can grow up to 

antral stages in a long term culture system. In these studies, the effects of various hormones 

and growth factors have been evaluated and recently oocyte maturation and in-vitro embryo 

production have been described for goats (5, 6). Despite the success of these studies, the in-

vitro maturation of isolated pre-antral follicles and in-vitro fertilization of in-vitro matured 

oocytes still have a very low efficiency, resulting in a small production rate of embryos. 

Because the expressed proteins within the cell determine its biology, broad descriptions of 
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temporal expression of genes assessed by molecular biology techniques, are the basis for an 

accurate understanding of the complex process of folliculogenesis and oocyte maturation. In 

this context, quantification of levels of growth factors, such as activin-A during follicular 

development in-vitro, may contribute to the establishment of an ideal culture medium and 

thus increase the potential of these systems in-vitro.   

Activins are dimeric glycoproteins, which are composed of two β subunits of inhibin 

A or B, and exist as homo- or heterodimers. Consequently, three activin isoforms exist: A 

(consisting of two βA subunits), AB (consisting of one βA and one βB subunit), and B 

(consisting of two βB subunits), activin-A being the predominant isoform (7). In goats, mRNA 

for inhibin βA subunit has been demonstrated in primordial, primary, secondary and antral 

follicles (8), but its level at different stages of development is still no known. Two type II 

receptors, ActRIIA and ActRIIB, have been identified, which bind activin-A with high 

affinity and specificity. Activin receptor IB (ALK4) interacts with the activated type II 

receptors to transduce activin-A signals (9). In goat ovaries, both mRNA and protein for 

activin receptors have been demonstrated at all follicular stages (8). In rodents, the 

intraovarian effects of activin-A includes proliferation of granulosa cells (7) by potentiating 

FSH action via up-regulation of FSH receptors (10, 11). FSH receptors are expressed in goat 

ovarian follicles at different stages of development, but it is unknow if activin-A up-regulates 

FSH receptor expression during growth and potentiates FSH action in-vitro. When tested on 

goat primordial and primary follicles, activin-A stimulates their activation and growth, and 

increases the percentage of healthy follicles (12). Moreover, stimulation of development of 

secondary follicles in porcine (13) and bovine (14) has been achieved by adding FSH to the 

culture medium, demonstrating that these follicles are responsive to this hormone. However, 

the in-vitro effects of activin-A in presence or absence of FSH on both the development of 
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goat secondary follicles and the relative expressions of activin-A and FSH-R are still 

unknown. 

This study evaluated the levels of mRNA for activin-A in caprine primordial, primary 

and secondary follicles, and in cumulus-oocyte complexes (COCs), mural granulosa and theca 

of small and large antral follicles, the effects of activin-A and FSH on the survival and growth 

of secondary follicles after their culture for 6 days, and the influence of activin-A and FSH on 

the levels of mRNA for FSH-R and activin-A in 6-days cultured secondary follicles.  

 

2. Material and Methods 

 

Messenger RNA quantification for activin-A in caprine ovarian follicles 

 

To evaluate mRNA expression, ovaries (n=30) of goats (Capra hircus) were collected 

and rinsed in saline (0.9% NaCl) containing antibiotics (100 IU/ml penicillin and 100 μg/ml 

streptomycin). After this preparation, 10 ovaries were utilized for isolation of primordial, 

primary, and secondary follicles. The remaining ovaries were used for collection of COCs, 

mural granulosa cells, and thecal cells from small and large antral follicles. Primordial, 

primary, and secondary follicles were isolated using a mechanical procedure, as previously 

described (15). After isolation, these follicles were washed and then placed by category into 

separate Eppendorf tubes in groups of 10. This procedure was completed within 2 h, and all 

samples were stored at –80
o
C until the RNA was extracted. From a second group of ovaries 

(n=20), COCs aspirated from small (1–3 mm) and large (3–6 mm) antral follicles were 

recovered. Compact COCs were selected from the follicle content as described by van Tol and 

Bevers (1998). Thereafter, groups of 10 COCs were stored at -80°C until RNA extraction. To 

collect mural granulosa / theca cell complexes, small (n=10) and large (n=10) antral follicles 
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were isolated from ovaries (n=5) and dissected free from stromal tissue with forceps as 

previously described (16). The follicles were then bisected, where after mural granulosa / 

theca cell complexes were collected and stored at -80°C.  

Isolation of total RNA was performed using Trizol plus purification kit (Invitrogen, 

São Paulo, Brazil). According to the manufacturer’s instructions, 1 ml of Trizol solution was 

added to each frozen samples and the lysate was aspirated through a 20-gauge needle before 

centrifugation at 10,000 g for 3 min at room temperature. Thereafter, all lysates were diluted 

1:1 with 70% ethanol and subjected to a mini-column. After binding of the RNA to the 

column, DNA digestion was performed using RNAse-free DNAse (340 Kunitz units/mL) for 

15 min at room temperature. After washing the column three times, the RNA was eluted with 

30 µl RNAse-free water. 

Prior to reverse transcription, the eluted RNA samples were incubated for 5 min at 

70
o
C, and chilled on ice. Reverse transcription was then performed in a total volume of 20 l, 

which comprised 10 l of sample RNA, 4 l 5X reverse transcriptase buffer (Invitrogen, São 

Paulo, Brazil), 8 units RNAseout, 150 units Superscript III reverse transcriptase, 0.036 U 

random primers (Invitrogen, São Paulo, Brazil), 10 mM DTT, and  0.5 mM of each dNTP. 

The mixture was incubated for 1 h at 42
o
C, for 5 min at 80

o
C, and then stored at -20

o
C. 

Negative controls were prepared under the same conditions, but without the inclusion of the 

reverse transcriptase. 

Quantification of the mRNA for activin-A was performed by using SYBR Green. PCR 

reactions were composed of 1 l cDNA as a template in 7.5 l of SYBR Green Master Mix 

(PE
 
Applied Biosystems, Foster City, CA), 5.5 µl of ultra-pure water, and 0.5 M of each 

primer. The primers were designed to perform amplification of mRNA for inhibin βA subunit 

and housekeeping genes, and are shown in Table 1. The thermal cycling profile for the first 

round of PCR was: initial denaturation and activation of the polymerase for 15 min at 94
o
C, 
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followed by 40 cycles of 15 sec at 94
o
C, 30 sec at 60

o
C, and 45 sec at 72

o
C. The final 

extension was for 10 min at 72
o
C. All reactions were performed in a real time PCR 

Mastercycler (Eppendorf, Germany). The delta-delta-CT method was used to transform CT 

values into normalized relative expression levels. 

 

Effect of activin-A and FSH on growth of caprine secondary follicles and expression of 

FSH-R and activin-A 

 

 Ovaries of goats (n = 10) were collected from a slaughterhouse and transported to the 

laboratory within 1 h in MEM containing antibiotics (100 µg/mL penicillin and 100 µg/mL 

streptomycin), while they were kept at 32°C. 

In the laboratory, surrounding fat tissue and ligaments were stripped off from the 

ovaries. Ovarian cortical slices (1 to 2 mm in diameter) were cut from the ovarian surface, 

using a surgical blade under sterile conditions. The ovarian cortex was subsequently placed in 

fragmentation medium, consisting of MEM plus HEPES. Secondary follicles of 

approximately 200 µm in diameter were visualized under a stereo microscope (SMZ 645 

Nikon, Tokyo, Japan) and manually dissected from strips of ovarian cortex, using 26 gauge 

(26 G) needles. After isolation, follicles were transferred to 100 μL drops containing fresh 

medium under mineral oil to further evaluation of the follicular quality. Follicles with a 

visible oocyte, surrounded by granulosa cells, an intact basement membrane and no antral 

cavity were selected for culture. 

For in-vitro studies, after their selection, follicles were individually cultured in 100 μL 

drops of culture medium in petri dishes (60 x 15 mm, Corning, USA). Control culture 

medium consisted of α-MEM (pH 7.2 - 7.4), supplemented with 3.0 mg/mL bovine serum 

albumin (BSA), ITS (insulin 10 µg/mL, transferrin 5.5 µg/mL and selenium 5 ng/mL), 2 mM 
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glutamine, 2 mM hypoxantine and 50 μg/mL of ascorbic acid under mineral oil. Incubation 

was conducted for 6 days at 39°C with 5% CO2. For treatments, control culture medium was 

supplemented with 50 ng/mL of FSH (rFSH
®
, Nanocore, Brazil), 100 ng/mL of activin-A 

(Sigma, St. Louis, USA), or both. These concentrations of FSH and activin-A were those that 

promoted the highest growth rates in in-vitro cultured pre-antral follicles in previous studies 

(12, 17). One hour prior to use, fresh media were prepared and incubated. For culture, the 

follicles were randomly chosen and then incubated for 6 days in an incubator, under 5% CO2 

in air and at 39°C. Every other day, 60 μL of the culture media was replaced by fresh 

medium. Per treatment, a mean number of 30 follicles was used. At the start and the end of a 

culture, follicular morphology and diameter were assessed by means of an inverted 

microscope. At the end of a culture, the percentage of follicles, that had reached antrum 

formation, was additionally determined.  

To evaluate the effect of activin-A, FSH and their combination on the expression of 

the mRNA for FSH-R and activin-A in cultured goat follicles, respectively, for each 

treatment, three groups of eight follicles were collected at the end of the 6-day culture period 

and then stored at -80°C until extraction of total RNA. Quantification of mRNA was 

performed as described in previous experiment and the primers for inhibin βA subunit and 

FSH-R are shown in Table 1. This table also shows Ubiquitin (UBQ) and β-actin, which were 

used as endogenous controls for normalization of gene expression. 

 

Statistical analysis 

 

The nonparametric Kruskal-Wallis test was used to compare data of mRNA for 

activin-A in uncultured primordial, primary and secondary follicles, and the levels of mRNA 

for activin-A and FSH-R in cultured follicles. The t-test was used to compare mRNA 
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expression in uncultured small and large antral follicles and follicular diameter before and 

after culture. Data of follicular growth by the different treatments were transformed to log10 

and compared by the Student-Newman-Keuls test. The chi-square test was used to compare 

the percentage of follicles that had form an antrum. Data were considered to be significantly 

different from others when p<0.05. 

 

3. Results 

 

Messenger RNA expression of activin-A in caprine ovarian follicles 

 

Quantification of mRNA for activin-A showed a significant reduction in levels of 

mRNA for activin-A during the transition of primary follicles to the secondary stage (p<0.05). 

There was no significant difference in levels of mRNA for activin-A between primordial and 

primary follicles (p<0.05 - Figure 1A). In addition, there was no significant difference 

between COCs of small and large antral follicles (Figure 1B), but mural granulosa cell / theca 

cell complexes from large antral follicles had higher levels of mRNA for activin-A than those 

from small antral follicles (p<0.05 - Figure 1C).  When mRNA levels for activin-A in COCs 

and corresponding follicular granulosa / theca cell complexes from, respectively, small 

(Figure 1D) and large (Figure 1E) antral follicles were compared, no significant differences 

were observed. 

 

In-vitro growth of caprine follicles in medium containing FSH and activin-A 

 

Compared to noncultured secondary follicles (day 0), independent of the treatment, a 

significant increase in follicular diameter was observed after culturing such follicles for six 
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days. Dependent of the treatment, 55 to 75% of the cultured follicles developed an antrum 

(Table 2). Compared to culture in MEM alone, addition of FSH, activin-A or both 

significantly increased follicular growth (p<0.05). These treatments, however, did not 

significantly affect the percentage of follicles that had started antrum formation (Table 2).  

 

Expression of activin-A and FSH-R in cultured caprine follicles  

 

As illustrated by Figure 2, compared to culture of secondary follicles in MEM alone, 

culture in MEM supplemented with FSH significantly increased the follicular levels of 

mRNA for activin-A. However, culture of follicles in MEM supplemented with activin-A or 

both activin-A and FSH showed low levels of mRNA for activin-A, i.e. levels comparable to 

those observed in follicles cultured in MEM. Compared to follicles cultured in MEM alone, 

addition of activin-A to MEM significantly increased the level of mRNA for FSH-R in 

cultured follicles, whereas addition of FSH or a mixture of FSH and activin-A had no effect 

(Figure 3). 

 

4. Discussion 

 

This study is the first that showed changes in follicular activin-A mRNA levels, and 

particularly a decrease in mRNA for activin-A during the transition of primary follicles to the 

secondary stage. An explanation for this decrease in activin-A could be that the follicular 

vascular system is absent in primordial and primary follicles, and starts to develop during the 

secondary stage (18). As a consequence, secondary follicles are able to easily receive both 

endocrine and locally derived compounds, including growth factors, which could down-

regulate the expression of transcripts for activin-A within these follicles and which apparently 
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is necessary for their further proper development. In a study with neonatal mouse ovaries, 

estradiol exposure decreased activin β-subunit mRNA and activin-A protein levels and 

consequently attenuated intraovarian activin signaling (19). These authors recently showed 

that activin controls granulosa cell proliferation by regulating the expression of Cyp26b1 in 

these cells (20). They observed a striking inverse spatial and temporal correlation between 

Cyp26b1 and activin-βA mRNA expression, while Cyp26b1 expression was elevated in a 

transgenic mouse model which showed decreased activin expression, and the Cyp26 inhibitor 

R115866 stimulated the proliferation of primary cultured mouse granulosa cells. Hence, the 

currently observed higher activin levels in goat secondary follicles may be indicative of 

higher mitotic activity of granulosa cells, which will result in follicle growth.  

Using reverse transcription PCR (RT-PCR), activin-A mRNA expression was detected 

in the oocyte and somatic cells of rat secondary follicles (140-160µm) (21). These authors 

furthermore demonstrated that activin-A did not only promote the growth of rat secondary 

follicles, but also antrum formation. Using in-situ hybridization, activin-A mRNA was 

detected in early porcine follicles (22). A few years later, members of the same group used 

RT-PCR and detected activin mRNA expression in early goat follicles (8). They moreover 

demonstrated a stimulating effect of activin-A on goat primary follicle development in vitro 

(12). In immature mice, activin-A has been found to be involved in the in-vitro growth and 

survival of pre-antral follicles (23). Recently, McLaughlin et al. (7) showed that activin 

promoted the follicular integrity and oogenesis in cultured pre-antral bovine follicles. These 

papers all showed the presence of activin in follicles and/or its importance in early 

folliculogenesis, but did not deal with its relative concentrations necessary for successive 

processes that regulate follicular growth and differentiation.    

During growth from small to large antral follicles there was an increase in the levels of 

mRNA for activin-A in granulosa and theca cells. It is known that development of antral 
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follicle is marked by increased follicular vascularization and permeability of the blood vessels 

with consequent increased sensitivity to endocrine factors (24). Moreover, in early antral 

follicles isolated from rat ovaries, the activin-A production was stimulated by FSH (25). 

Therefore a complex interplay of FSH and paracrine factors during the development of antral 

follicles may explain changes in gene expression of activin-A. Pangas and colleagues (26) 

also detected activin-A and activin receptors in human theca cells. In caprine antral follicles, 

activin-A protein and mRNA were present in the oocyte, cumulus cells, mural granulosa cells 

and theca cells (8). Furthermore, in sheep antral follicles, activin-A mRNA was found in 

granulosa cells (27).  

In the current study, activin-A and FSH both increased the growth of goat secondary 

follicles after a 6-day culture period. FSH is known to stimulate follicular growth and 

maintain the integrity of granulosa cells in pigs (28), sheep (29), humans (30) and cattle (31). 

FSH treatment was shown to stimulate oocyte growth in bovine pre-antral follicles in-vitro 

(32). Culture of ovarian tissue in medium containing FSH resulted in in-vitro growth of 

caprine pre-antral follicles, while their ultrastructural integrity was maintained (33, 34, 35). 

Sequential addition of FSH to the culture medium maintained the survival of isolated canine 

pre-antral follicles and promoted an increased rate of follicular growth and antrum formation 

(36).  

In our present study, like FSH, activin-A also improved the growth of cultured 

secondary follicles. This result is consistent with previous studies in which activin-A 

stimulated oocyte growth and development of primordial (cattle: 37, human: 38), primary 

(goat: 12), and secondary follicles (rodent: 21). Moreover, Li et al. (39) showed that this 

growth factor increased the number of rat granulosa cells mitoses. At a concentration of 100 

ng/mL, activin-A enhances oocyte development in secondary follicles of cows (7) and sheep 

(40). When both activin-A and FSH were added in MEM, we did not observe a positive 
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interaction between these compounds in regard their effect on secondary follicle development. 

In contrast, previous in-vitro studies have demonstrated that, either alone or in combination 

with FSH, activin-A is able to promote the development of caprine primary (12) and mouse 

(41) and ovine (40) secondary follicles. Furthermore, FSH stimulates the proliferation and 

differentiation of rat pre-antral follicles via paracrine factors such as activin-A (10). Similarly, 

in a mixture with FSH, activin-A stimulates the growth of bovine primary follicles (42) and 

mouse secondary follicles (43). 

The results of this study furthermore show that treatment of cultured secondary 

follicles with activin-A does increase the follicular level of FSH-R mRNA. This is in 

accordance with the previously demonstrated activin-induced FSH-R formation in rat 

granulosa cells (44, 45). When combined with FSH, activin-A similarly also stimulates 

expression of FSH-R mRNA in granulosa cells from 6–8 mm hen follicles (46). Another 

mechanism of activin-A action on follicular FSH functioning is the stimulation of FSH 

biosynthesis through enhancing FSHβ promoter activity. This was demonstrated in a mouse 

gonadotropic cell line (LβT2 cells) (47). These studies suggest that effects of activin-A on the 

synthesis of FSH appear simultaneous with its role in the amelioration of the sensitivity of 

follicular cells to this gonadotropin. Compared to treatment with activin-A or FSH alone, 

treatment with activin-A and FSH did not further stimulate secondary follicle growth. 

Possibly, neither FSH-R mRNA was transduced in functional proteins nor the FSH 

concentration in the culture medium was sufficient to stimulate the newly formed receptors. 

However, we cannot exclude the possibility of an effect of these compounds on the 

differentiation of follicle compartments, like the stimulation of production of certain growth 

factors and hormones. 

In this study with goats, activin-A or a mixture of activin-A and FSH had an effect on 

follicular activin-A mRNA levels, which indicates that FSH enhances the expression of 
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activin-A mRNA in secondary follicles. This finding suggests that the gonadotropin FSH 

controls the biological action of activin-A during early follicle growth through modulation of 

its expression, thus increasing the opportunity to synthesize activin-A protein.  

In conclusion this study demonstrates different patterns of mRNA expression for 

activin-A in the different caprine pre-antral follicle classes and in the somatic follicular 

components of antral follicles. Most striking is the reduction in activin-A expression during 

the transition of primary follicles to the secondary stage, and its increase in mural granulosa / 

theca cell complexes during the development of antral follicles. In cultured secondary 

follicles, FSH controls the mRNA levels for activin-A, and activin-A those of FSH-R mRNA. 

Activin-A and FSH are furthermore involved in the growth of in-vitro cultured goat secondary 

follicles.  
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Table 1: Primer pairs used in real-time PCR for quantification of activin-A in fresh and 6-

days cultured caprine pre-antral follicles. 

Target 

gene 

Primer sequence (5´3´) 

Sense (s) 

Anti-sense (as) 

Position 

Genbank 

accession n°. 

β-Actin 

ACCACTGGCATTGTCATGGACTCT s 188-211 

GI: 28628620 

TCCTTGATGTCACGGACGATTTCC as 363-386 

UBQ 

GAAGATGGCCGCACTCTTCTGAT s 607-631 

GI: 57163956 

ATCCTGGATCTTGGCCTTCACGTT as 756-780 

β-Tubulin 

TTCATTGGCAACAGCACAGCCA s 1100-1121 

GI: 114052730 

TCGTTCATGTTGCTCTCAGCCT as 1229-1250 

Inhibin βA 

subunit 

ATATCGGAGAAGGTGGTGGATGCT s 616-640 

GI: 123229603 

ACTGCTCACAGGCAATCCGTATGT 

 

as 739-763 

FSH-R 

AGGCAAATGTGTTCTCCAACCTGC s 250-274 

GI: 95768228 

TGGAAGGCATCAGGGTCGATGTAT as 316-340 
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Table 2. Follicular diameter and antrum formation after culture of secondary follicles in 

MEM supplemented with FSH, activin-A or both. 

 

* significant difference compared to day 0 (p<0.05). 

ab
 significant difference between treatments (p<0.05). 

 

 

 

 

 

 

Treatment 

Day 0 

Diameter ± SEM 

Day 6 

Diameter ± SEM 

Growth 

Diameter ± SEM 

Antrum 

formation (%) 

MEM 208.48 ± 8.034  301.02 ± 14.73* 92.541 ± 9.548 
a
 55.17% (16/29) 

MEM + FSH 233.23 ± 7.210  363.520 ± 12.590* 130.283 ± 8.313 
b
  67.85% (19/28) 

MEM + 

ACTIVIN-A 

201.16 ± 6.268  355.32 ± 23.821* 154.15 ± 20.346 
b
  75% (21/28) 

MEM + 

ACTIVIN-A 

+ FSH 

194.067 ± 7.410  332.576 ± 20.906* 138.509 ± 15.90 
b
 74.07% (20/27) 
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Figure 1. Expression of activin-A mRNA in goat ovarian follicles (means ± SD). A) 

primordial, primary and  secondary follicles, B) COCs from small and large antral follicles, 

C)  granulosa / theca cells (GT) from small and large antral follicles, D) COCs and GT from 

small antral follicles, and E) COCs and GT from large antral follicles. 

ab
 significant difference between follicle categories (p<0.05) 

* (p<0.05) 
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Figure 2. Levels of mRNA for activin-A in goat secondary follicles after culture in MEM 

alone or supplemented with FSH, activin-A or both. (M: MEM, Act-A: Activin-A) 

ab
 significant difference between treatments (p<0.05). 

 

 

 

Figure 3. Levels of mRNA for FSH-R in goat secondary follicles after culture in MEM alone 

or supplemented with FSH, activin-A or both. (M: MEM, Act-A: Activin-A) 

ab
 significant difference between treatments (p<0.05). 
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7. ARTIGO II 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Effects of GDF-9 and FSH on the development of caprine 

preantral follicles and levels of mRNA for GDF-9, FSH-R and 

BMPs after in vitro culture 
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Resumo 

 

O objetivo deste estudo foi determinar o papel do GDF-9, sozinho ou em combinação com o 

FSH, sobre o crescimento e a expressão de RNAm para GDF-9, R-FSH e BMPs em folículos 

secundários caprinos após cultivo in vitro. Folículos secundários caprinos (~200μm) foram 

isolados e cultivados por 6 dias em meio suplementado com GDF-9 (200 ng/mL), FSH (50 

ng/mL) ou ambos, GDF-9 e FSH. No início e fim do cultivo, o diâmetro folicular foi avaliado 

e comparado.  Após a extração do RNA total e a síntese do cDNA, os níveis de RNAm para 

GDF-9, R-FSH e BMPs -2, -4, -6, -7 e -15 em folículos secundários cultivados foram 

quantificados por PCR em tempo real. Os resultados mostraram que, após o cultivo, folículos 

secundários caprinos aumentaram o diâmetro, mas os efeitos sobre os folículos secundários 

tratados não diferiram dos controles cultivados. Em folículos secundários cultivados, GDF-9 

diminuiu os níveis de RNAm para as BMPs -2 e -15, enquanto FSH sozinho ou em 

combinação com GDF-9 não influenciou na expressão de GDF-9, R-FSH e BMPs. Em 

conclusão, GDF-9 reduz a expressão de BMP -2 e -15 em folículos pré-antrais caprinos após 

o cultivo, mas FSH sozinho ou associado ao GDF-9 não controla os níveis de GDF-9, R-FSH 

e BMPs.   

 

Palavras-chave: BMPs, folículo, GDF-9, in vitro, RNAm  
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Abstract 

 

The aim of this study was to determine the role of GDF-9 alone or in combination with FSH 

on growth and mRNA expression for GDF-9, FSH-R and BMPs in goat secondary follicles 

after culture in vitro. Goat secondary follicles (~200μm) were isolated and cultured for 6 days 

in medium supplemented with GDF-9 (200 ng/mL), FSH (50 ng/mL) or both GDF-9 and 

FSH. At the beginning and the end of culture, the follicular diameter was evaluated and 

compared. After extraction of total RNA and cDNA synthesis, the levels of mRNA for GDF-

9, FSH-R and BMPs -2, -4, -6, -7 and -15 in cultured secondary follicles were quantified by 
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real time PCR. The results showed that, after culture, an increase of goat secondary follicles 

diameter was observed, but the effects on treated secondary follicles did not differ from the 

cultured controls. In cultured secondary follicles, GDF-9 down-regulated the levels of mRNA 

for BMPs -2 and -15, while FSH either alone or in combination with GDF-9 did not affect 

expression of GDF-9, FSH-R and BMPs. In conclusion, GDF-9 reduces the expression of 

BMP-2 and -15 in caprine preantral follicles after their culture, but FSH either alone or in 

association with GDF-9 did not control of GDF-9, FSH-R and BMPs. 

  

Keywords: BMPs, follicles, GDF-9, in vitro, mRNA  

 

1. Introduction 

 

The mammalian ovary is a potential source of fertilisable gametes within preantral 

follicles (i.e. primordial, primary and secondary follicles), but the vast majority becomes 

atretic during growth and maturation [1]. To increase the efficiency of this gonad, the role of 

growth factors and gonadotropins, that are involved in the complex bidirectional signaling 

between the oocyte and the surrounding somatic cells during the growth and development of 

secondary follicles (~200 µm) up to the antral stage, has been evaluated [2-4]. Recently, 

oocyte maturation and in-vitro embryo production have been described after culture of goat 

secondary follicles [5, 6], but despite the success of these studies, these in-vitro systems still 

have a very low efficiency, with a small percentage of embryos produced from in vitro 

matured oocytes. In this context, quantification of mRNA of growth factors during follicular 

development in vitro can contribute to the establishment of an ideal culture medium and thus 

increase the potential of these in-vitro models.   
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Growth and differentiation factor-9 (GDF-9) belongs to the various growth factors that 

control the early follicle growth in mammals [7]. GDF-9 may be secreted by oocyte and 

granulosa cells [cattle: 8, goat: 9], but oocyte-specific expression of GDF-9 protein has been 

reported [mouse: 10, human: 11, 12, rat: 13]. In vitro, GDF-9 promotes the growth of the 

oocyte, proliferation of granulosa cells [14], differentiation of thecal cells [8] and specific 

cellular functions [12]. Like GDF-9, bone morphogenetic proteins (BMPs) comprise another 

subgroup of ligands in the TGF-β superfamily and are involved in folliculogenesis [15, 16]. 

The expression of BMP -2, -4, -6, -7 and -15  has been demonstrated in the somatic follicular 

components of preantral follicles in several species [mice: 17, ovine: 18, caprine: 19, 9]. 

Receptors for GDF-9 [9] and FSH [20] are expressed in goat preantral follicles, but it is still 

not know if GDF-9 either alone or together with FSH controls the expression of FSH-R, 

GDF-9 and BMP -2, -4, -6, -7 and -15.  

It is hypothesized that GDF-9 could promote oocyte and granulosa cell development 

within goat preantral follicles and that this effect could be enhanced by the addition of FSH. 

We further hypothesize that the levels of mRNA for GDF-9, FSH-R and BMP-2,-4,-6,-7 and -

15 could be up-regulated in the presence of GDF-9 and FSH.  To test this hypothesis, the 

effects of GDF-9 and FSH, alone or in combination, on the morphological development of 6-

days cultured goat secondary follicles were investigated, while the levels of mRNA for GDF-

9, FSH-R and BMP-2, -4, -6, -7 and -15 in these follicles were quantified. 
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2. Material and Methods 

 

2.1. Ovaries 

 

 Ovaries (n = 10) of goats (Capra hircus)  were collected from a slaughterhouse and 

transported to the laboratory in minimal essential medium (MEM) containing antibiotics (100 

µg/mL penicillin and 100 µg/mL streptomycin) at 32°C in maximum of 1 hour.  

 

2.2. Isolation and in-vitro culture of goat secondary follicles 

 

In the laboratory, surrounding fat tissue and ligaments were stripped off from the 

ovaries. Ovarian cortical slices (1 to 2 mm in diameter) were cut from the ovarian surface 

using a surgical blade under sterile conditions. The ovarian cortex was subsequently placed in 

fragmentation medium, consisting of MEM plus HEPES. Secondary follicles of 

approximately 200 µm in diameter were visualized under a stereomicroscope (SMZ 645 

Nikon, Tokyo, Japan) and manually dissected from strips of ovarian cortex using 26 gauge 

(26 G) needles. After isolation, follicles were transferred to 100 μL drops containing fresh 

medium under mineral oil to further evaluate the follicular quality. Follicles with a visible 

oocyte, surrounded by granulosa cells, an intact basement membrane and no antral cavity 

were selected for culture. 

For in-vitro studies, after selection, follicles were individually cultured in 100 μL 

drops of culture medium in petri dishes (60 x 15 mm, Corning, USA). Control culture 

medium consisted of α-MEM (pH 7.2 - 7.4) supplemented with 3.0 mg/mL bovine serum 

albumin (BSA), ITS (insulin 10 µg/mL, transferrin 5.5 µg/mL and selenium 5 ng/mL), 2 mM 

glutamine, 2 mM hypoxantine and 50 μg/mL of ascorbic acid under mineral oil. For 
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treatments, control culture medium was supplemented with 50 ng/mL of FSH (rFSH
®
, 

Nanocore, Brazil), 200 ng/mL of GDF-9 (Sigma, St. Louis, USA) or both. These 

concentrations of FSH and GDF-9 were those that promoted the highest growth rates in in-

vitro goat preantral follicles in previous studies [21, 22]. Fresh media was prepared and 

incubated for 1 h prior to use. For culture, the follicles were randomly chosen and incubated 

for 6 days in the incubator with 5% CO2 in air at 39 °C. Every other day, 60 μL of the culture 

media were replaced with fresh medium. A mean number of 30 follicles were used per 

treatment. The morphology and follicular diameter were assessed at the beginning and end of 

culture with the aid of an inverted microscope. In addition, the percentages of secondary 

follicles that reached antrum formation in vitro was determined.  

To evaluate the effect of GDF-9, FSH and their combination on expression of mRNA 

of GDF-9, FSH-R and BMP -2, -4, -6, -7 and -15 in goat follicles that have been cultured for 

a six-day period, for each treatment, three groups of eight follicles were collected at the end of 

the culture period, which were then stored at -80 °C until extraction of total RNA.   

 

2.3. Quantification of mRNA for GDF-9, FSH-R and BMPs in cultured follicles 

 

Isolation of total RNA was performed using Trizol plus purification kit (Invitrogen, 

São Paulo, Brazil). According to the manufacturer’s instructions, 1 ml of Trizol solution was 

added to each frozen samples and the lysate was aspirated through a 20-gauge needle before 

centrifugation at 10,000 g for 3 min at room temperature. Thereafter, all lysates were diluted 

1:1 with 70% ethanol and subjected to a mini-column. After binding of the RNA to the 

column, DNA digestion was performed using RNAse-free DNAse (340 Kunitz units/mL) for 

15 min at room temperature. After washing the column three times, the RNA was eluted with 

30 µl RNAse-free water.  
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Prior to reverse transcription, the eluted RNA samples were incubated for 5 min at 70 

o
C, and chilled on ice. Reverse transcription was then performed in a total volume of 20 l, 

which was comprised of 10 l of sample RNA, 4 l 5X reverse transcriptase buffer 

(Invitrogen, São Paulo, Brazil), 8 units RNAseout, 150 units Superscript III reverse 

transcriptase, 0.036 U random primers (Invitrogen, São Paulo, Brazil), 10 mM DTT, and  0.5 

mM of each dNTP. The mixture was incubated for 1 h at 42 
o
C, for 5 min at 80 

o
C, and then 

stored at -20 
o
C. Negative controls were prepared under the same conditions, but without the 

inclusion of the reverse transcriptase. 

Quantification of mRNA was performed using SYBR Green. PCR reactions were 

composed of 1 l cDNA as a template in 7.5 l of SYBR Green Master Mix (PE
 
Applied 

Biosystems, Foster City, CA), 5.5 µl of ultra-pure water, and 0.5 M of each primer. The 

primers were designed to perform amplification of mRNA for GDF-9, FSH-R, BMP -2, -4, -

6, -7 and -15 and housekeeping genes β-actin and ubiquitin (Table 1). The thermal cycling 

profile for the first round of PCR was: initial denaturation and activation of the polymerase 

for 15 min at 94 
o
C, followed by 40 cycles of 15 sec at 94 

o
C, 30 sec at 60 

o
C, and 45 sec at 72 

o
C. The final extension was for 10 min at 72 

o
C. All reactions were performed in a real time 

PCR Mastercycler (Eppendorf, Germany). The delta-delta-CT method was used to transform 

CT values into normalized relative expression levels. 

 

2.4. Statistical analysis 

 

The nonparametric Kruskal-Wallis test was used to compare data of mRNA for GDF-

9, FSH-R, BMP -2, -4, -6, -7 and -15 in cultured follicles (p<0.05). The T-test was used to 

compare the follicular diameter before and after culture (p<0.05). Data of follicular growth in 

the different treatments were compared by the Student-Newman-Keuls test (p<0.05). The chi-
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square test was used to compare the percentage of follicles that had formed an antrum 

(p<0.05).  

 

3. Results 

 

3.1. In-vitro growth of cultured secondary follicles  

 

After culture of secondary follicles by six days in MEM alone or supplemented with 

FSH, GDF-9 or both FSH and GDF-9, a significant increase in follicular diameter was 

observed in all treatments when compared to day 0 (Table 2). When the follicular diameter 

was compared between treatments no difference was observed (Table 2). Moreover, the 

percentage of follicles that had developed an antrum formation did not differ between 

treatments (Table 2). 

 

3.2. Levels of mRNA for GDF-9, FSH-R and BMPs in cultured secondary follicles 

 

As illustrated in Figures 1 and 2, culture of goat secondary follicles in medium 

supplemented with FSH, GDF-9 or both did not influence the levels of mRNA for GDF-9 or 

FSH-R, compared to MEM alone. On the other hand, when compared to MEM, addition of 

GDF-9 to this medium significantly decreased the levels of mRNA for BMP-2 and BMP-15, 

but not those for BMP-4, -6, and -7. However, FSH either alone or in combination with GDF-

9 did not affect expression of GDF-9, FSH-R and BMPs (Figures 3 A-E). 
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4. Discussion  

 

It is well established that paracrine signals from the oocyte play an essential role in 

growth and development of the ovarian follicle. Oocyte-derived growth differentiation factor-

9 (GDF-9) has been shown to favor oocyte growth and follicular development [rat: 23, goat: 

24].  In this study, goat secondary follicles exposed for a period of six-day to GDF-9, FSH or 

both compounds, had an increase in the follicular diameter when compared to uncultured 

secondary follicles, but not when compared to follicles that had been cultured in MEM alone. 

Most likely, the absence of effects of GDF-9 and/or FSH on the development of early-staged 

follicles is due to the presence, in the culture medium used, of nutrients, such as amino acids 

and carbohydrates, and insulin, a hormone which is crucial in the regulation carbohydrate and 

fat metabolism [25]. Previously, this medium was used successfully by Silva et al. [26] to 

culture caprine preantral follicles, with addition of a fixed concentration of FSH, which 

enhanced survival, growth, and development of follicles. Furthermore, the presence of 

ascorbic acid in the medium aids in maintaining follicular viability, since it is known to 

promote collagen synthesis, both at the level of the genome, and as a co-factor in the secretion 

and stabilization of the protein [27]. Therefore, it is likely to assume that a follicle has a high 

requirement for ascorbic acid for the production of sufficient basal lamina components to 

maintain expansion of this membrane during its growth. Apart from the presence of certain 

components in the medium, the lack of GDF-9 and FSH effects on the growth of goat 

secondary follicles in this study could be attributed to the short culture period or the 

concentrations of the growth factor and/or the gonadotropin tested. 

The results of this study show that, in cultured secondary follicles, FSH, GDF-9 or 

both do not change the expression patterns of GDF-9 or FSH-R. In contrast, in rodents, the 

expression of GDF-9 is up-regulated by FSH [28]. Possibly, the concentrations of FSH and/or 

http://en.wikipedia.org/wiki/Hormone
http://en.wikipedia.org/wiki/Carbohydrate
http://en.wikipedia.org/wiki/Fat
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GDF-9 in the culture medium were not sufficient to stimulate the newly formation of mRNA 

for GDF-9 or FSH receptors. Contrary to FSH, addition of GDF-9 decreased the levels of 

mRNA for BMP-2 and BMP-15 in cultured secondary follicles. Several studies have shown 

the expression of BMP-15 mRNA in primary follicles [11, 13, 16, 29, 30]. The mRNA for 

BMP-15 was previously detected in caprine primordial, primary and secondary follicles as 

well as in oocyte and granulosa cells of antral follicles [9]. BMP-2 mRNA was localized in 

granulosa cells of rat primary, secondary and antral follicles [18], as well as in theca cells of 

bovine antral follicles [31]. It is possible that GDF-9 can have down-regulated expression of 

mRNA for BMP-2 and BMP-15 either directly or indirectly, since GDF-9 is able to induce the 

expression of BMP antagonists [32]. Several high-affinity binding proteins antagonize BMP 

signaling, including follistatin, noggin, chordin/SOG, and members of the DAN family, 

including DAN, cerberus, and gremlin [32].  

In conclusion, this study demonstrates that addition of GDF-9 to the culture medium 

of goat secondary follicles after 6-days in-vitro reduces the synthesis of mRNA for BMP-2 

and -15, but not that of BMP-4, -6, and -7, while FSH either alone or in combination with 

GDF-9 did not affect the growth and expression of GDF-9, FSH-R and BMPs in secondary 

follicles. 
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Table 1: Primer pairs used in real-time PCR for quantification of GDF-9, FSH-R and BMPs 

in 6-days cultured caprine preantral follicles. 

Target 

gene 

Primer sequence (5´3´) 

Sense (s) 

Anti-sense (as) 

Position 

Genbank 

accession n°. 

β- actin 

ACCACTGGCATTGTCATGGACTCT s 188-211 

GI:28628620 

TCCTTGATGTCACGGACGATTTCC as 363-386 

UBQ 

GAAGATGGCCGCACTCTTCTGAT s 607-631 

GI:57163956 

ATCCTGGATCTTGGCCTTCACGTT as 756-780 

GDF-9 

ACAACACTGTTCGGCTCTTCACCC s 332 – 356 

GI:51702523 

CCACAACAGTAACACGATCCAGGTT as 426-451 

FSH-R 

AGGCAAATGTGTTCTCCAACCTGC s 250-274 

GI:95768228 

TGGAAGGCATCAGGGTCGATGTAT as 316-340 

BMP-2 

AGGCCCTTGCTTGTCACTTT s 778-797 

GI: 213521327 

TTGAGGCGTTTCCGCTGTTT as 875-894 

BMP-4 

TCAACCAACCACGCCATTGT s 3105-3126 

GI: 157092665 

TGAGTTCGGTGGGAACACAACA as 3191-3213 

BMP-6 

ACACATGAACGCCACCAACCAT s 141-163 

GI:76262832 

AGGATGACGTTGGAGTTGTCGT as 262-284 

BMP-7 

AGGCAGGCATGTAAGAAGCA s 78-108 

GI: 297481859 

TTGGTGGCGTTCATGTAGGA as 223-243 

BMP-15 

AAGTGGACACCCTAGGGAAA s 237-257 

GI:8925958 

TTGGTATGCTACCCGGTTTGGT as 362-384 
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Table 2. Follicular diameter and antrum formation before and after 6-days culture of 

secondary follicles in MEM and MEM supplemented with FSH, GDF-9 or both.  

 

* significant difference compared to day 0 (p<0.05). 

 

 

 

 

 

Treatments 

Day 0 

Diameter ± SEM 

Day 6 

Diameter ± SEM 

Growth 

Diameter ± SEM 

Antrum 

formation at 

Day 6 (%) 

MEM 205.95 ± 8.163 296.089 ± 15.069* 90.136 ± 9.532 53.3% (16/30) 

MEM + FSH 229.082 ± 7.397 352.551 ± 14.013* 123.468 ± 9.089 63.3% (19/30) 

MEM + GDF-9 221.088 ± 9.52 332.142 ± 14.500* 111.053 ± 9.320 66.6% (20/30) 

MEM + GDF-9 

+ FSH 

224.319 ± 10.784 336.053 ± 17.418* 111.734 ± 10.84 76.6% (23/30) 
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Figure 1. Levels of mRNA for GDF-9 on goat secondary follicles after culture in MEM and 

MEM supplemented with FSH, GDF-9 or both. (M: MEM) 

 

 

Figure 2. Levels of mRNA for FSH-R on goat secondary follicles after culture in MEM and 

MEM supplemented with FSH, GDF-9 or both. (M: MEM) 
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Figure 3. Levels of mRNA for (A) BMP-2, (B) BMP-4, (C) BMP-6, (D) BMP-7 and (E) 

BMP-15 on goat secondary follicles after culture in MEM and MEM supplemented with FSH, 

GDF-9 or both. (M: MEM) 

ab
 significant difference between treatments (p<0.05). 
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8. CONCLUSÕES GERAIS 

 

 Folículos secundários apresentam níveis menores de RNAm para ativina-A do que 

folículos primários; 

 Células da granulosa e da teca de grandes folículos antrais apresentam maiores 

quantidades de RNAm para ativina-A do que de pequenos folículos antrais; 

 COCs de folículos antrais e suas respectivas células da granulosa e da teca expressam 

níveis de RNAm para ativina-A semelhantes; 

 FSH, sozinho ou em combinação com ativina-A e GDF-9, promove aumento das taxas 

de crescimento folicular e formação de antro.  

 O FSH aumenta os níveis de RNAm para ativina-A em folículos secundários 

cultivados in vitro por seis dias, enquanto a ativina-A aumenta os níveis de RNAm 

para R-FSH.  

 O GDF-9 regula de forma negativa a expressão de RNAm para as BMPs -2 e -15 em 

folículos secundários cultivados in vitro por seis dias.  
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9. PERSPECTIVAS 

 

Diferentes padrões de expressão de RNAm para ativina-A são observados durante o 

desenvolvimento folicular em caprinos e, em folículos secundários cultivados, os níveis de 

expressão de RNAm para ativina-A, R-FSH e BMPs-2 e -15 podem ser regulados através de 

uma complexa interação de fatores intra (ativina-A e GDF-9) e extra-ovarianos (FSH). Estas 

informações podem contribuir para o estabelecimento de um meio de cultivo ideal para 

promover o crescimento e maturação de oócitos inclusos em folículos pré-antrais caprinos, 

culminando com a obtenção de embriões viáveis. Em futuros experimentos, pode ser testada a 

adição de outros hormônios e fatores de crescimento, em diferentes momentos do cultivo ou 

do desenvolvimento folicular. 
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