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Resumen 

En este trabajo se lleva a cabo un estudio comparado de la organización histológica y las 

características celulares de las glándulas productoras de esteroides (adrenal, testículo y ovario) 

entre  tres especies de reptiles endémicos de la isla de Tenerife, pertenecientes a diferentes familias 

del suborden Lacertilia: Gallotia galloti, Tarentola delalandii y Chalcides viridanus y un 

endemismo de Gran Canaria Gallotia stehlini. La utilización de técnicas histológicas de coloración 

sobre cortes de parafina y semifinos, el contrastado de ultrafinos, y  su observación posterior a 

microscopio óptico y electrónico, respectivamente, permitió determinar las diferencias en la 

estructura, distribución y proporción de los tejidos interrenal y cromafín que conforman la glándula 

adrenal en las especies estudiadas. Este estudio pone de manifiesto la separación de estos tejidos 

en G. stehlini y la organización histológica similar a otros grupos de reptiles en el resto de especies 

estudiadas. Por otro lado, se pudo determinar que los ejemplares observados se encontraban en 

distintas fases del período reproductivo observándose, además, diferencias en la proporción de 

células de Leydig, siendo estas mayoritarias en el testículo de G. galloti. El ovario de los 

especímenes presentó diferencias en cuanto al desarrollo folicular y estructuras postovulatorias. 

En G. stehlini y T. delalandii, ambas ovíparas, la estructura fue similar mientras que  C. viridanus, 

especie vivípara, presenta estructuras postovulatorias que la diferencian de las anteriores. 

Palabras clave: glándula adrenal, ovario, reptiles, Tenerife, testículo. 

Abstract 

The present work carries out a comparative study of the histological organization and cell 

characteristics of steroid producing glands (adrenal, testis and ovary) between three species of 

endemic reptiles of the island of Tenerife, belonging to different families of the suborder Lacertilia: 

Gallotia galloti, Tarentola delalandii y Chalcides viridanus and an endemic species of Gran 

Canaria Gallotia stehlini. The histological staining of paraffin and semifine sections, the double 

contrast method of ultrathin sections and subsequent observation with light and electron 

microscope, respectively, allowed to establish the differences in the structure, distribution and 

proportion of the interrenal and chromaffin tissues that make the adrenal gland in the studied 

species. This study highlights the separation of these tissues in G. stehlini; whereas, in the other 

species studied the histological organization is similar to that shown by other groups of reptiles. 

On the other hand, it was determined that the observed specimens were found at different stages 

of the reproductive period. Differences in the proportion of Leydig cells were also observed, being 

these cells the majority in the testis of G. galloti. Finally, the ovary of the specimens studied 

showed differences in the follicular development and postovulatory structures in such a way that: 

G. stehlini and T. delalandii, both oviparous, present a similar structures; while C. viridanus, a 

viviparous species, presents postovulatory structures that differ from the former. 

Keywords: adrenal gland, ovary, reptiles, Tenerife, testis. 
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1. Introducción 

1.1. Organización sistemática de los reptiles y presencia en Canarias  

Los reptiles son un taxón parafilético que incluye aquellos amniotas que poseen cráneo anápsido 

(sin fosetas en la región temporal) o diápsido (la región temporal presenta dos pares de aberturas 

temporales y el arco temporal formado por el postorbital y el escamoso situado entre ellas) (Fig. 

1). En la radiación de los Saurópsidos o Diápsidos hubo probablemente 3-4 líneas principales: 

Lepidosauria, Testudines, Archosauria (Hickman et al., 2008) y, aunque no es aceptado por todos, 

se propone que los reptiles marinos podrían representar un cuarto linaje: Euryapsida (Brochu, 

2001). 

 

Figura 1. Cladograma de los amniotas actuales que muestra los cráneos que caracterizan a cada uno de los linajes. 

Tomado de: Hickman, Roberts, Keen, Larson, L’Anson y Eisenhour. 2008. Los reptiles no aviares y el origen de los 

amniotas. En: Principios integrales de zoología. McGrawHill. Capítulo 26, páginas 543-563. Madrid. España. 

Las especies de reptiles presentes en las Islas Canarias se encuentran englobadas dentro del linaje 

de los Lepidosaurios, grupo que incluye a los reptiles cuyo cuerpo se encuentra recubierto de 

escamas, concretamente en el orden de los Squamata. Una de las características más  notables de 

este grupo es la posesión de una buena visión diurna y percepción del color (salvo los geckos que 

solo tienen bastones en su retina) (Hickman et al., 2008). Este orden se divide tradicionalmente en 

tres subórdenes: Lacertilia, Serpentes y Amphisbaenia. En la isla de Tenerife encontramos 
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representantes encuadrados en el suborden Lacertilia, en las familias Lacertidae (lagartos),  

Scincidae (lisas) y Gekkonidae (perenquenes) (Arechavaleta et al., 2010).  

Cada una de las Islas Canarias cuenta con al menos un representante endémico de cada una de 

estas familias, excepto el género Chalcides ausente en La Palma (Ruiz Sánchez, 1996). 

En las Islas Canarias la clase Reptilia tiene gran importancia debido a que es el grupo con mayor 

número de endemismos en relación a las especies silvestres; de las 18 especies de reptiles 

existentes 15 de ellas son endémicas, siendo esta una tendencia que se repite en todas las islas 

(Arechavaleta et al., 2010) (Fig. 2). 

Figura 2.Tabla en la que se muestra el número de especies de vertebrados silvestres y endémicos de Canarias por 

grupos taxonómicos e islas. Tomado de: Arechavaleta, M., S. Rodríguez, N. Zurita & A. García (coord.). 2010. Lista 

de especies silvestres de Canarias. Hongos, plantas y animales terrestres 2009. Gobierno de Canarias. 579 pp. 

1.2. Características generales de las especies presentes en la isla de Tenerife 

Gallotia galloti 

Conocido como lagarto tizón (Fig. 3), es una especie endémica de las islas de Tenerife y La Palma. 

Se pueden encontrar representantes de esta especie en todo tipo de hábitats a excepción de los 

bosques de laurisilva, donde únicamente se encuentran en los márgenes de las pistas forestales 

(Steindachner, 1891; Cyren, 1934; Mertens, 1935; Báez, 2002). Además son escasos en los 

pinares, aunque su abundancia en este hábitat varía con el grado de cobertura arbórea (Báez, 2002). 

Es un animal omnívoro y diurno, aunque ocasionalmente es observado activo de noche (Molina-

Borja y Bischoff, 1998), encontrándose activo gran parte del año. 

El periodo de reproducción es estacional, al igual que las otras especies, comenzando en abril y 

con una duración de unos cuatro meses. Así, las gónadas están en actividad desde abril a julio. En 

los machos más grandes la producción de esperma continúa hasta septiembre (Mahamud del Val, 

1984). Según datos de ejemplares recogidos en el campo, el tamaño de puesta en Tenerife varía 

entre 3 y 6 huevos. Esto se correlaciona positivamente con el tamaño de la hembra y con su edad. 

(Báez, 1987).  
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Figura 3. Gallotia galloti (Oudart, 1839) Autor Rubén Barone Tosco1. 

Tarentola delalandii 

Conocido como perenquén de Delalande (Fig. 4) es una especie endémica en las islas de Tenerife 

y La Palma. Son animales de talla pequeña e insectívoros que se encuentran preferentemente bajo 

piedras, aunque también en muros de zonas agrícolas y paredes de zonas urbanas. Ausente en los 

bosques de laurisilva, donde su presencia se limita a los aledaños de las pistas forestales (Rogner 

y Rogner, 1989; Rogner, 1990; Báez, 2002).  

Presenta actividad nocturna en general; también es activo de día en los refugios y se solea 

ocasionalmente (Báez et al., 1998). 

La puesta se compone de 1-2 huevos que entierra en el sustrato. El sexo del embrión depende de 

la temperatura de incubación (Hielen, 1992). 
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1 http://catalogo.museosdetenerife.org/cdm/singleitem/collection/MACAENCI/id/159/rec/1 
2 http://www.vertebradosibericos.org/reptiles/tardel.html 

Figura 4. Tarentola delandii (Duméril y Bibron, 1836) Autor R. P. Brown2. 
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Chalcides viridanus  

Conocida como lisa dorada (Fig. 5) es endémica del archipiélago, encontrándose en las islas de 

Tenerife, La Gomera y El Hierro. Se encuentra en todo tipo de hábitats en Tenerife entre la línea 

de costa y los 750 m de altitud. Por encima de esta altitud, en el monteverde, está relegada a los 

claros y en el pinar es poco abundante. Es un animal insectívoro con actividad diurna (Sánchez-

Hernández et al. 2012) que se oculta bajo piedras (Mateo, 2002). Tiene requerimiento de cierta 

humedad, pues en el sur de Tenerife se encuentran solamente en campos de regadío (Salvador y 

Pleguezuelos, 2002).  

Es una especie vivípara que presenta cambios estacionales en la actividad gonadal. El periodo 

reproductivo comienza en abril y se extiende hasta julio. Los partos, de 2 a 4 crías, tienen lugar a 

principios de agosto (Sánchez-Hernández et al., 2013).  
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1.3. Especie de Gallotia endémica de Gran Canaria 

Conocido como lagarto gigante de Gran Canaria (Fig. 6), es un endemismo macaronésico cuya 

distribución original está limitada a la isla de Gran Canaria. También está presente en  La Palma  

(Naranjo et al., 1992). Se caracteriza por tener un comportamiento defensivo y mayor agresividad 

que otros representantes del género Gallotia. Se encuentra en casi todos los hábitats de la isla: 

cardonal-tabaibal, bosque termófilo, pinares y malpaíses (Mateo, 2002). Es una especie omnívora, 

aunque basa su dieta en hojas y semillas. Presenta actividad diurna (Bannert, 1998), aunque 

también se ha observado actividad crepuscular y nocturna (Böhme et al., 1985).  

Las hembras hacen una puesta al año compuesta por 5 - 14 huevos (Bannert, 1998). 

                                                 
3 http://catalogo.museosdetenerife.org/cdm/ref/collection/MACAENCI/id/408 

Figura 5. Chalcides viridanus (Gravenhorst, 1851) Autor Diego L Sánchez 3. 
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Figura 6. Gallotia stehlini (Schenkel, 1901) Autor Rubén Barone Tosco4. 

1.4. Descripción y organización de  la glándula adrenal en vertebrados 

El sistema adrenal consta de dos zonas bien diferenciadas muy distintas tanto por su origen 

embriológico como por su función: el tejido interrenal, o corteza en mamíferos, de origen 

mesodérmico (a partir de células del epitelio celómico) y el tejido cromafín localizado en la médula 

en mamíferos, deriva del ectodermo de la cresta neural (Capen et al., 1991).  

Funcionalmente, el primero se encarga de la síntesis y secreción de hormonas esteroideas: 

glucocorticoides como la corticosterona y el cortisol y mineralocorticoides como la aldosterona. 

El tejido cromafín sintetiza y vierte a la sangre las catecolaminas, adrenalina y noradrenalina 

(Carrato y Fernández, 1987). 

El cortisol es el glucocorticoide mayoritario en peces y en la mayoría de mamíferos, mientras que 

la corticosterona es el principal glucocorticoide en anfibios, reptiles y roedores (Moore y Jessop, 

2003). 

En la evolución de la glándula se observa una tendencia hacia la asociación morfológica de estos 

tejidos, desde su completa separación en ciclóstomos hasta su asociación estructural conformando 

un órgano independiente en los mamíferos (Rivas Manzano, 2002). 

Así, en peces se distinguen dos formas de organización histológica de esta glándula. Por un lado, 

en ciclóstomos, el tejido interrenal aparece en acúmulos celulares a lo largo de las grandes venas 

abdominales, especialmente en la región renal y las células cromafines agrupadas  alrededor de la 

aorta, mientras que en teleósteos ambos tipos de tejidos tienden a agruparse y formar asociaciones 

cada vez más complejas (Martoja, 1970; Azpeleta, 2013) (Fig. 7). 

                                                 
4 http://catalogo.museosdetenerife.org/cdm/ref/collection/MACAENCI/id/158 
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Dentro de los anfibios la  estructura de la glándula adrenal varía entre los distintos grupos. Por un 

lado, en urodelos presenta múltiples nódulos en los que las células cromafines y corticales se 

encuentran asociadas. En anuros la glándula constituye una única masa, alargada y mixta en la 

superficie ventral del riñón de cada lado (Bentley, 1998) (Fig. 7). 

En reptiles los tejidos que conforman la glándula se encuentran entremezclados, existiendo 

diferencias en su disposición entre los distintos representantes de este grupo (Carrato y Fernández, 

1987) (Fig. 8 y 9). 

En las aves todos los grupos presentan similar topografía y disposición de los tejidos que 

componen la glándula. Así ambos tejidos, esteroidogénico y cromafín, se encuentran 

entremezclados a ambos lados de la vena postcardinal y justo encima de los riñones, cerca de las 

gónadas (Carrato y Fernández, 1987) (Fig. 8). 

En mamíferos, la glándula adrenal se sitúa delante del polo rostral del riñón y presenta dos 

novedades importantes respecto a otros grupos:1) los dos tipos de tejidos no se mezclan, de manera 

que el tejido interrenal envuelve al cromafín a modo de corteza y 2) la corteza se diferencia en una 

estructura más evolucionada que presenta a su vez una división en tres zonas: zona glomerular, 

zona fasciculada y zona reticular (Carrato y Fernández, 1987).  

 

Figura 7. Esquema de las diferentes morfologías que adopta la glándula adrenal en distintos grupos de vertebrados. 

Tomado de: Kardong K., 2007. El sistema endocrino. En: Vertebrados: Anatomía comparada, función y evolución. 

McGrawHill. Capítulo 15, páginas 585-618. Madrid. España. 
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Figura 8. Esquema de las diferentes morfologías que adopta la glándula adrenal en distintos grupos de reptiles y en 

un ave. Tomado de: Kardong K., 2007. El sistema endocrino. En: Vertebrados: Anatomía comparada, función y 

evolución. McGrawHill. Capítulo 15, páginas 585-618. Madrid. España. 

1.5. Descripción y organización de  la glándula adrenal en reptiles 

El aspecto macroscópico de la glándula adrenal varía entre las distintas especies de reptiles: en los 

Quelonios es aplanada, fusiforme en los Sphenodontos, globular o cilíndrica en los Saurios, 

cilíndrica en los Cocodrilos y filiforme en los Ofidios (Martoja, 1970). En promedio su peso oscila 

entre 20 y 60 mg por cada 100 g de peso corporal (Fig. 8).  

Los reptiles tienen una glándula adrenal con una estructura compacta y mezcla de ambos tipos de 

tejidos (Fig. 9). Existen conexiones estrechas entre la glándula adrenal y el aparato reproductor 

(gónadas y conductos) en todas las especies. La glándula está a continuación del mesorquio en 

machos y del  mesovario en hembras. Su situación anatómica difiere en los distintos órdenes de 

reptiles (Martoja, 1970). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Figura 9. Distribución de los tejidos en la glándula adrenal. a) Tortugas (Testudo) b) Tuatara (Sphenodon)  

c) Serpientes (Vipera) d) Cocodrilos (Crocodylus). En blanco el tejido interrenal; en negro las células del tejido 

cromafín; punteado las células productoras de adrenalina y bandeado las células productoras de noradrenalina. 

Tomado de: Gabe, M., Martoja, M. et Saint.Girons, H. 1964. Etat actuel des connaisances sur la glande surrénale 

des Reptiles. Année Biology. 3:303-376. 
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1.6. Regulación de la glándula adrenal en vertebrados 

La regulación de la producción de corticoides en la glándula adrenal por el eje hipotálamo-

hipofisario-adrenal es común en todos los vertebrados (Esquema 1). La síntesis de corticoides en 

el tejido interrenal (corteza en mamíferos) está regulada por la hormona hipofisaria ACTH 

(adrenocorticotropina). La secreción de ACTH está controlada a su vez por el factor liberador 

hipotalámico (CRH), sintetizado en el núcleo paraventricular del hipotálamo. El eje está regulado 

por un mecanismo de retroinhibición negativa (Eckert et al., 2002). 

 

Esquema 1. Esquema del eje hipotálamo-hipofisario-adrenal que muestra la regulación existente entre los distintos 

componentes de dicho eje. Tomado de: Eckert, Randall, D., Bruggren, W. y French., K. 2002. Glándulas: Mecanismos 

y coste de la secreción. En: Fisiología animal Mecanismos y adaptaciones. McGrawHill, capítulo 6, páginas 299-329. 

Madrid. España. 
 

1.7. Producción de esteroides en el tejido gonadal y regulación en vertebrados 

La producción de esteroides en el tejido gonadal se encuentra a su vez controlada por el eje 

hipotálamo-hipofisario-gonadal (Esquema 2). Este eje constituye un estrecho control biosintético 

mediante circuitos cortos y largos de retroalimentación negativa, que regulan la producción de la 

hormona luteinizante (LH) y la hormona estimulante del folículo (FSH). El hipotálamo sintetiza 

la hormona liberadora de la gonadotropina (GnRH) que es liberada a nivel hipofisario y actúa 

sobre las células gonadotropas del lóbulo anterior de la hipófisis produciendo la síntesis de las dos 

hormonas: LH y FSH. Los niveles de hormonas sexuales circulantes, estrógenos y progesterona 

en la hembra o testosterona en el macho, regulan la producción de GnRH hipotalámica lo que 

conlleva un aumento o disminución de la producción de LH y FSH 5. 

                                                 
5 http://themedicalbiochemistrypage.org/es/steroid-hormones-sp.php 
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En machos, las células de Leydig situadas en el tejido conjuntivo presente entre los túbulos 

seminíferos de los testículos, son las encargadas de la síntesis de testosterona estimuladas por la 

LH. Esta hormona favorece el inicio de la espermatogénesis durante el periodo de cortejo y 

apareamiento. 

Los testículos pueden presentar o no espermatozoides, al tratarse de animales con reproducción 

estacional; así, en periodos de actividad se incrementa tanto la producción de testosterona como el 

diámetro de los túbulos seminíferos. El resto del tiempo, los testículos están en periodo de 

inactividad disminuyendo tanto la producción de testosterona como el tamaño de los túbulos 

seminíferos (Ferreira et al., 2007). 

En hembras, la síntesis de esteroides se produce en las células de la capa granulosa de todos los 

reptiles y su producción se ve aumentada por la acción de la LH.  

Investigaciones de los efectos de las gonadotropinas y esteroides gonadales en el desarrollo de 

los ovarios de los reptiles sugieren que esas hormonas podrían mediar en la proliferación de las 

oogonias, oogénesis y foliculogénesis (Risley, 1941).  

De los esteroides sexuales conocidos en mamíferos se han encontrado ocho en ovario de reptil 

(Lupo di Prisco et al., 1968) y los estudios in vitro, usando precursores radioactivos, han 

establecido que los patrones de biosíntesis en serpientes, lagartos y tortugas son similares a los 

mamíferos (Callard et al., 1976; Chan y Callard, 1974; Lance y Lofts, 1977). 

 

 

 

 

 

 

Esquema 2. Esquema del eje hipotálamo-hipofisario-gonadal descrito en el texto. GnRH= hormona liberadora de la 

gonadotropina; LH= hormona luteinizante; FSH= hormona estimulante del folículo; E=estrógenos; P=progesterona; 

T=testosterona. Elaboración propia. 



10 

 

1.8. Estructura de la hipófisis en reptiles 

La adenohipófisis, glándula implicada en la regulación de la síntesis de esteroides por parte de la 

glándula adrenal y las gónadas en todos los grupos de vertebrados, presenta diferencias entre los 

distintos grupos de lacértidos en cuanto al grado de desarrollo de sus lóbulos (Fig. 10). Esta 

glándula, de origen ectodérmico, se encuentra dividida en 3 zonas: lóbulo anterior, lóbulo 

intermedio y lóbulo tuberal.  

El desarrollo del lóbulo intermedio es el que presenta mayor variación entre los distintos géneros 

de lacértidos (Tarentola, Chalcides y Gallotia). En Tarentola (Fig. 10 a) alcanza el máximo 

desarrollo debido a que controla los cambios producidos en la coloración (Nayar y Pandalai, 1963; 

Larsson et al., 1979) mientras que en Chalcides (Fig. 10 b) tiene un desarrollo menor  presentando 

únicamente dos capas de células debido a que el animal carece de esta característica. En Gallotia 

(Fig. 10 c) presenta un desarrollo intermedio con respecto a los grupos anteriores. 

Las células del lóbulo intermedio y las células corticotropas del lóbulo anterior, son las productoras 

de ACTH, hormona reguladora del tejido interrenal (Fig. 10). 

 

 

 

 

 

 

 Figura 10. Sección de adenohipófisis con marcaje inmunohistoquímico de las células productoras de ACTH (    ). 

Se observa la estructura de la adenohipófisis formada por el lóbulo intermedio (        ) y el lóbulo anterior ( ) en 

tres géneros de Lacértidos a) Tarentola b) Chalcides c) Gallotia.  

Material proporcionado por la Dra. Aixa Celina Rodríguez Bello. 

  

a) b) 

c) 
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2. Objetivos 

El objetivo general del presente trabajo fue llevar a cabo un estudio comparado de la organización 

histológica de las glándulas productoras de esteroides (glándula adrenal, testículo, y ovario) y 

características celulares, de las tres especies de reptiles de Tenerife: Gallotia galloti, Tarentola 

delalandii y Chalcides viridanus y un endemismo de Gran Canaria Gallotia stehlini. 

Con este objetivo general se propusieron los siguientes objetivos específicos: 

 Estudiar a microscopía óptica con cortes semifinos la organización y características de 

distribución de las células endocrinas de cada glándula en las distintas especies. 

 Realizar un estudio comparado de esta distribución.  

 Estudiar a microscopía electrónica las características de las células esteroidogénicas.  

3. Material y métodos 

3.1. Material 

Para la realización de este estudio se utilizaron dos tipos de muestras:  

1) Para el estudio macroscópico y coloraciones topográficas, se utilizó un ejemplar macho adulto  

de cada una de las especies de interés: Gallotia galloti, Tarentola delalandii y Chalcides viridanus. 

Dichos ejemplares fueron capturados a lo largo del mes de marzo.  

2) Para el estudio de cortes semifinos y ultrafinos, se utilizaron dos ejemplares de cada sexo por 

especie estudiada y se obtuvieron cortes de adrenal, testículo y ovario. Las muestras de estos 

ejemplares fueron proporcionadas por el archivo del departamento de Biología Celular. 

3.2. Disección y fijación de los órganos para microscopía óptica 

Para la extracción de los órganos, en primer lugar se anestesió al animal con éter, este proceso 

puede durar varios minutos y con la ayuda de unas tijeras para cortar la piel y unas pinzas se 

extrajeron los órganos de interés, en este caso los testículos y glándulas adrenales. Estos órganos 

se fijaron por inmersión con una solución de formol al 4% en la que permanecieron un mínimo de 

dos días, para preservar las estructuras celulares y tisulares de manera que se asemejen lo más 

posible a como se encuentran in vivo, además de dar dureza al material y protegerlo frente a los 

posteriores tratamientos recogidos en el protocolo de inclusión. 

 



12 

 

3.3. Procesado de las muestras  

3.3.1. Inclusión en parafina 

La inclusión en parafina es un proceso que consiste en el endurecimiento de la muestra a través de 

infiltrar el tejido con un medio líquido que posteriormente se solidificará sin afectar, o afectando 

mínimamente, a las características de la muestra 6. Los pasos para llevar a cabo este procedimiento, 

se encuentran indicados en la Tabla 1. 

 

 

 

 

 

 

Finalmente, para la elaboración de los bloques de parafina se utilizaron las pinzas de Leuckart  

como molde. Se vertió la parafina en dicho molde, se introdujo la muestra y se colocó según la 

orientación deseada de corte, tras lo cual se dejó solidificar a temperatura ambiente. 

3.3.2. Corte y montaje 

Una vez obtenidos los bloques de parafina, se utilizó un microtomo de rotación modelo Thermo 

para obtener tiras de cortes de 10 µm de grosor. Previamente los bloques se retallaron hasta darles 

forma de pirámide truncada para facilitar el corte. Posteriormente se montaron en portas sobre una 

placa calefactora utilizando albúmina como solución de montaje. Una vez montados los portas, se 

mantuvieron en una estufa durante al menos 12 horas antes de su coloración. 

3.3.3. Coloración 

Se realizaron dos tinciones: 

 Hematoxilina-Eritrosina, una tinción topográfica que permite una visión de conjunto para 

la observación del estado del material. La hematoxilina es un colorante básico que pone de 

manifiesto el núcleo y la eritrosina es un colorante ácido que muestra el componente 

citosólico y la matriz (Tablas 2 y 3).  

                                                 
6 http://mmegias.webs.uvigo.es/6-tecnicas/3-resina.php 

Procedimiento de inclusión en parafina 

Proceso Reactivos Tiempo 

Lavado Agua destilada 30 minutos 

Deshidratación Alcohol 70% mínimo 30 minutos 

Alcohol 96% 2x30 minutos 

Alcohol 100% 3x60 minutos 

Aclaramiento Toluol I  10 minutos 

Toluol II  20 minutos 

Imbibición Paraplast  2x120 minutos 

Paraplast  12 horas 

Tabla 1. Protocolo estándar de inclusión en parafina del laboratorio de Biología Celular de la 

Universidad de La Laguna. 
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 Cleveland-Rucker-Wolfe, tinción histoquímica utilizada para la observación en detalle de 

los distintos tipos celulares (Tablas 2 y 4).  

Procedimiento de desparafinado e hidratación previo a tinción 

Proceso Reactivos Tiempo 

Desparafinar Xilol 3x10 minutos 

Hidratar 

Alcohol 100º 5 minutos 

Alcohol 96º 5 minutos 

Alcohol 70º 5 minutos 

Lavado Agua destilada Unos minutos 

 

 

Procedimiento de tinción con Hematoxilina Eritrosina 

Proceso Reactivos Tiempo 

Desparafinar e hidratar 

Coloración Hematoxilina de Harris 2 minutos 

Lavado Agua corriente 5 minutos 

Lavado Agua destilada Unos minutos 

Coloración Eritrosina al 1% (sol acuosa) 1 minuto 

Lavado Agua destilada Unos minutos 

Deshidratar 
Alcohol 96º 3 minutos 

Alcohol 100º 2x3 minutos 

Aclarar Xilol 2x5 minutos 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Procedimiento de tinción de Clevelando-Rucker-Wolfe 

Proceso Reactivos Tiempo 

Desparafinar e hidratar 

Coloración núcleos Hematoxilina de Groat 4 minutos 

Lavado Agua corriente 5 minutos 

Lavado Agua destilada Unos minutos 

Coloración Eritrosina al 1% (sol acuosa) 7 minutos 

Lavado Agua destilada Unos minutos 

Coloración Orange G 1 minuto 

Secar Utilizar papel de filtro  

Coloración Azul de anilina 3 minutos 

Lavado Agua destilada Poco tiempo 

Deshidratar 
Alcohol 96º Máximo 2  minutos 

Alcohol 100º 2x3 minutos 

Aclarar Xilol 2x5 minutos 

Tabla 4. Protocolo estándar de tinción Cleveland-Rucker-Wolfe del laboratorio de Biología Celular 

de la Universidad de La Laguna. 

Tabla 3. Protocolo estándar de tinción Hematoxilina Eritrosina del laboratorio de Biología Celular 

de la Universidad de La Laguna. 

Tabla 2. Proceso de desparafinado e hidratación previo a tinción del laboratorio de Biología Celular 

de la Universidad de La Laguna. 
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Tras la aplicación de ambos protocolos de tinción las muestras se montaron con Eukitt y se 

observaron en un fotomicroscopio Leica DM4000B. Las fotografías se tomaron con una cámara 

digital Leica DFC 300FX utilizando el programa Leica Qwin. 

3.4. Procesado de las muestras para microscopía electrónica 

Para el estudio a microscopía electrónica se utilizaron muestras incluidas en resina Spurr 

proporcionadas por el archivo del departamento de Biología Celular. 

3.4.1. Fijación e inclusión en resina  

Para la fijación se utilizó una solución de glutaraldehído al 2% durante 2 horas, seguida de una 

postfijación con tetraóxido de osmio (2%) durante 2 horas. Con ello se asegura una fuerte fijación 

y la preservación de la ultraestructura celular, gracias a la fijación de las membranas. Los pasos 

para llevar a cabo este procedimiento se encuentran recogidos en la Tabla 5. 

Procedimiento básico de inclusión en resina 

Proceso Reactivos Tiempo 

Fijación Glutaraldehído (2%) 2 horas 

Lavado post fijación Solución tamponada 3x20 minutos 

Postfijación/Contraste Osmio (2%) 2 horas 

Lavado Agua destilada 10 minutos 

Deshidratación 

 

Alcohol 30º  15 minutos 

Alcohol 50º  15 minutos 

Alcohol 70º  15 minutos 

Deshidratación/Contraste 
Acetato de uranilo (2% en alcohol 

70º) 

2 horas-toda la 

noche 

Deshidratación 
Alcohol 90º 15 minutos 

Alcohol 100º 2x15 minutos 

Imbibición 

Óxido de propileno 2x15 minutos 

Óxido de propileno + resina (1: 1) 1 hora 

Resina Spurr Toda la noche 

 

Finalmente para la elaboración de los bloques de resina, se utilizaron moldes en los que se vertió 

este material y posteriormente se introdujeron en una estufa a 60º durante 48 horas para su 

polimerización. 

3.4.2. Corte y montaje 

Una vez creado el bloque de resina, éste se puede retallar a mano con una cuchilla o mediante la 

utilización del piramidotomo Reichert modelo 709901 para darle la forma adecuada para cortarlo, 

normalmente se le da una forma similar a una pirámide. Se cortó con cuchillas de vidrio en el 

Tabla 5. Protocolo estándar de inclusión en resina del laboratorio de Biología Celular de la 

Universidad de La Laguna. 
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ultramicrotomo modelo Reichert ultracut S 654901 para obtener dos tipos de corte: semifinos con 

un grosor de 1 µm y  ultrafinos con un grosor de 0,06 µm. 

Los semifinos quedaron flotando sobre una balsa de agua que posee la propia cuchilla y se 

colocaron 2 ó 3 cortes en una gota de agua en un porta, que posteriormente se llevó a una placa 

calefactora para evaporar el agua y que quedaran los cortes estirados. 

Las secciones ultrafinas se recogieron directamente sobre rejillas de níquel o cobre. 

3.4.3. Coloración de semifinos 

Los semifinos se tiñeron con azul de toluidina sobre una placa caliente durante distinto tiempo 

según el tejido: se aplicaron 20 segundos a la glándula adrenal y ovario y 30 segundos en el caso 

de testículo salvo el testículo de Gallotia galloti que requirió más tiempo, 1 minuto. 

3.4.4. Contrastado de cortes ultrafinos 

El contraste de ultrafinos es un proceso habitual en el cual se trata la muestra con metales pesados 

para poder observar los componentes ultraestructurales de la célula. Los pasos necesarios para 

llevar a cabo este proceso se encuentran recogidos en la Tabla 6. 

Procedimiento de contrastado de ultrafinos 

Proceso Reactivos Tiempo 

Contrastado Acetato de uranilo 15 minutos 

Varios lavados Agua destilada 1 minuto cada uno 

Contrastado Citrato de plomo 20-30 minutos 

Varios lavados Agua destilada 1 minuto cada uno 

 

4. Resultados 

4.1. Adrenal 

Macroscópicamente se observó que la glándula adrenal de las 3 especies presenta un aspecto 

alargado y se encontraba situada en estrecha relación con las gónadas, cercana al epidídimo ya que 

en este caso los ejemplares capturados eran machos. 

Durante su observación al microscopio óptico a través de la utilización de semifinos, se pudo 

apreciar la separación existente entre la glándula y los testículos mediante tejido conjuntivo, 

además de una cápsula bien diferenciada de tejido conjuntivo que delimitaba la glándula. 

Tabla 6. Protocolo estándar de contrastado de ultrafinos del laboratorio de Biología Celular de la 

Universidad de La Laguna. 
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En general, se pudieron observar los dos tipos de tejido, el tejido interrenal caracterizado por 

células con presencia de vesículas lipídicas de gran tamaño y aspecto claro; y el cromafín, 

caracterizado por gránulos de secreción de pequeño tamaño y aspecto denso en el interior celular 

(Fig. 11). 

Al microscopio electrónico en el tejido interrenal se observaron células de morfología estrellada 

que presentan un núcleo con forma más o menos alargada sin nucléolo visible. En su citoplasma 

destaca la abundante cantidad de mitocondrias caracterizadas por presentar crestas tubulares y 

retículo endoplasmático liso. El interior celular estuvo a su vez lleno de vesículas lipídicas 

abundantes, de gran tamaño y dispuestos formando agrupaciones en el interior celular  (Fig. 12 a). 

En el tejido cromafín, se observó abundante cantidad de retículo endoplasmático rugoso y gránulos 

de secreción abundantes de pequeño tamaño, aspecto denso y dispuestas de forma homogénea en 

el interior celular (Fig. 12 b). 

 

 

 

Figura 11. Sección de ultrafino de glándula adrenal de Tarentola delalandii. Se observan los dos tipos de tejidos 

presentes en dicha glándula. El tejido interrenal está formado por células con morfología estrellada (    ), núcleo de 

gran tamaño (N) y abundantes vesículas lipídicas ( ) y el tejido cromafín (*) se caracteriza por presentar numerosos 

gránulos de secreción (rodeados por un círculo) de pequeño tamaño en su interior (5000X). 

 

N 

N 

N 

* 
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Sin embargo, la estructura y proporción de ambos tipos de tejido presentó diferencias en las 

distintas especies.  

En la glándula adrenal de Gallotia galloti el tejido interrenal y cromafín se observó entremezclado 

de manera que se intercalaban agrupaciones de gran tamaño de un tejido en el otro  (Fig. 13 a y 

14 a). Ambos tipos de tejidos se encontraron en proporción similar con sus células cerca de vasos 

de pequeño tamaño. Los tejidos interrenal y cromafín en Gallotia stehlini no se encuentran 

entremezclados, cada uno ocupa una zona de la glándula siendo el primero, el tejido interrenal, el 

mayoritario (Fig. 13 b y 14 b). Las células del tejido cromafín se observaron en pequeños grupos 

separados entre sí por tejido conjuntivo dispuestas alrededor de  vasos sanguíneos de gran tamaño. 

En el interior celular se encontraron gránulos de secreción de aspecto denso repartidos por el 

citoplasma. 

La glándula adrenal de Tarentola delalandii y Chalcides viridanus presentaron una estructura 

similar. La disposición de los tejidos que conforman dicha glándula en estas especies fue 

característica, ya que se observó que el tejido interrenal se dispone en la zona central y las células 

cromafines bordeando a las anteriores, además de pequeños grupos de células cromafines 

intercalados entre las células del tejido, aunque en menor cantidad que en el caso de Gallotia 

galloti (Fig. 13 c y 15 a). Sin embargo, hubo una diferencia en cuanto a la cantidad de tejido 

conjuntivo presente en la glándula de ambas especies, observándose una mayor cantidad de este 

tejido intersticial en Chalcides viridanus (Fig. 13 d y 15 b). En ambos tejidos se observaron 

grandes vasos sanguíneos.  

b) a) 

d) c) 

Figura 12. Sección de ultrafino de glándula adrenal. a) Se observan células del tejido interrenal en cuyo interior 

presentan abundantes gotas de lípidos (*), mitocondrias (M) y retículo endoplasmático liso (REL) b) Se observan 

células del tejido cromafín en cuyo interior presentan abundante gránulos de secreción ( ) y retículo endoplasmático 

rugoso (RER) (40000X). 

 

a) b) 
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M 
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a) b) 
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Figura 13. Semifinos de glándula adrenal de las 4 especies en estudio. Distribución del tejido interrenal    

( ) y cromafin ( ) en esta glándula a) Gallotia galloti  b) Gallotia stehlini c) Tarentola delalandii  

d) Chalcides viridanus. Barra de escala 500 µm. 

 

       

 

 

  

a) b) 

1 

c) d) 

b) 

d) 

b) 

Figura 14. Detalle de semifinos de glándula adrenal de las 2 especies del género Gallotia. a) En Gallotia 

galloti  hay numerosas agrupaciones de gran tamaño del tejido interrenal ( ) que se intercalan en el cromafín 

(rodeado por un círculo) y viceversa. En ambos tejidos las células están alrededor de vasos sanguíneos de 

pequeño tamaño ( ) b) En Gallotia stehlini hay separación espacial de ambos tejidos situados alrededor 

de vasos sanguíneos de gran tamaño (   ). El 1 se corresponde con el tejido intrarrenal y el 2 con el tejido 

cromafín cuyas células se encuentran formando agrupaciones separadas entre sí por tejido intersticial (*)  

Barra de escala 500 µm. 
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4.2. Testículos 

Se observó una estructura macroscópica diferente del testículo en las especies estudiadas. 

Chalcides viridanus presentaba los testículos alargados  mientras que Gallotia galloti  y Tarentola 

delalandii presentaban los testículos ovalados. Considerando la relación tamaño corporal/tamaño 

gónada, destacaron los testículos de Chalcides viridanus (Fig. 16 a) al ser de gran tamaño al 

contrario de lo que ocurría en  Gallotia galloti (Fig. 16 b) donde los testículos eran más pequeños. 

Por otro lado los testículos de Tarentola delalandii (Fig. 16 c) eran los de menor tamaño, al igual 

que el animal. 

 

 

 

En las tres especies se observaron túbulos seminíferos con estructura similar. En ellos se 

distinguieron células en todos los estados de la espermatogénesis: espermatogonias, 

espermatocitos primarios, espermátidas y en algunos casos espermatozoides, además de células de 

Figura 15. Detalle de la glándula adrenal en cortes semifinos. a) En Tarentola delalandii hay escasas 

agrupaciones de mediano tamaño de tejido cromafín (rodeado por un círculo) que se intercalan en el interrenal 

( ). Se observan vasos sanguíneos de gran tamaño a lo largo de toda la glándula ( ) b) Adrenal de Chalcides 

viridanus hay algunas agrupaciones de mediano y pequeño tamaño de tejido cromafín (rodeado por un círculo) 

que se intercalan en el interrenal ( ). Ambos tejidos se encuentran separados por abundante tejido intersticial 

(        ). Barra de escala 500 µm. 

 

 

  

 

c) 

Figura 16. Morfología macroscópica de los testículos de las especies estudiadas. a) Chalcides viridanus b)  Gallotia 

galloti donde se observa la estrecha relación existente entre los testículos y la glándula adrenal c) Tarentola 

delalandii.  

a) b) c) 

c) d) 

b) a) 
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Sertoli (Fig 17). Las células de Leydig se observaron situadas en el tejido conjuntivo que separa 

los túbulos seminíferos donde se encontraron agrupadas alrededor de vasos sanguíneos (Fig. 17).  

La figura 17 corresponde a un ejemplar de Gallotia galloti, en ella podemos observar la 

abundancia de células de Leydig y el gran diámetro de los túbulos seminíferos. 

Las células de Leydig presentaron el citoplasma granulado al contener gotas de lípidos (Fig. 17). 

La proporción de células fue diferente según la especie tal y como se describe a lo largo de los 

párrafos siguientes.  

Al microscopio electrónico las células de Leydig presentan aspecto alargado e irregular con núcleo 

excéntrico y nucléolo visible. En el citoplasma hay abundantes mitocondrias y retículo 

endoplasmático liso, observándose además escasas gotas lipídicas (Fig. 18). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Figura 18. Sección ultrafina de testículo de Gallotia galloti. Detalle de célula de Leydig situada en el espacio 

intersticial (EI), presenta un núcleo excéntrico (N) y nucléolo visible (n). Su citoplasma contiene numerosas 

mitocondrias (   ) y retículo endoplasmático liso (REL) además de escasas gotas lipídicas ( ) (12000X).  

Figura 17.  Detalle de células de Leydig en corte en parafina de testículo de Gallotia galloti teñido con Cleveland-

Rucker-Wolfe. Se observan numerosas células de Leydig ( ) con núcleo excéntrico y citoplasma granulado en el 

tejido conjuntivo  ( ) situado entre los túbulos seminíferos  ( ). Barra de escala 500 µm. 
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El ejemplar de Gallotia galloti estudiado con cortes semifinos y ultrafinos presentaba los túbulos 

seminíferos de pequeño diámetro, carentes de espermatozoides y gran cantidad de células de 

Leydig en el tejido conjuntivo laxo (Fig. 19 a). También se observaron células en división (Fig. 

19 a). 

En el testículo de Tarentola delalandii se observaron túbulos seminíferos de gran diámetro, con 

abundante presencia de espermatozoides y un bajo número de células de Leydig en el conjuntivo 

intersticial el cual también fue escaso (Fig. 19 b). 

El ejemplar de Chalcides viridanus, presentó espermatozoides en los túbulos seminíferos que 

mostraron un gran diámetro y se encontraron separados por una escasa cantidad de tejido 

conjuntivo. El número de células de Leydig observado fue escaso (Fig. 19 d). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 19. Semifinos de testículo. Se observan los túbulos seminíferos de distinto diámetro ( ), separados entre sí por 

tejido intersticial ( ) y células de Leydig (  ) situadas en ese tejido. Los túbulos seminíferos se encuentran rodeados 

de una cápsula de tejido conjuntivo ( ) y en ellos se pueden distinguir células en división (rodeadas por un círculo) 

a) Muestra de Gallotia galloti b) Muestra de Tarentola delalandii c) Muestra de Chalcides viridanus. Barra de escala 

500 µm. 

 
  

 

a) b) 

c) 

a) b) 
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4.3. Ovario 

A pesar de las diferencias de reproducción existentes entre las distintas especies de lacértidos 

estudiadas, se observó que la estructura del ovario era similar entre ellas. 

En las especies estudiadas, se observaron dos tipos de folículos: folículos previtelogénicos y 

folículos vitelogénicos. 

Los folículos previtelogénicos se encontraban formados por un oocito de gran tamaño rodeado de 

la zona pelúcida observada como una banda delgada entre el oocito y el epitelio folicular (Fig. 20).  

Además el folículo se rodeaba de las células del estroma ovárico que constituyen la teca, 

compuesta por tejido conectivo, vasos sanguíneos y células secretoras. Durante la previtelogénesis 

la teca se va engrosando y se diferencia en teca interna o celular y teca externa o fibrosa, la cual 

contiene fibras de colágeno (Fig. 20 b). 

Tanto en Gallotia stehlini como en Tarentola delalandii se observaron folículos previtelogénicos 

secundarios debido a que el epitelio folicular aparecía estratificado y en él se diferenciaban dos 

tipos celulares: unas células de pequeño tamaño, aspecto redondeado, núcleo central y cromatina 

dispersa y otras células de gran tamaño, forma cuboidal,  núcleo excéntrico y nucléolo (Fig. 20).   

En Gallotia stehlini las células de pequeño tamaño fueron escasas y se observaron situadas 

cercanas a la zona basal, el número observado de células de gran tamaño fue mayor. En cuanto a 

las células del estroma, se organizaban en dos tecas: la teca interna muy delgada y formada por 

células de aspecto alargado y la teca externa de mayor grosor y con numerosos vasos sanguíneos 

(Fig. 20 a). 

En Tarentola delalandii, también se observaron folículos previtelogénicos secundarios que 

presentaban una estructura similar a la descrita anteriormente para el caso de Gallotia stehlini, 

pero con algunas diferencias: las células foliculares de pequeño tamaño fueron las más abundantes, 

situadas cerca de la zona pelúcida, mientras que la teca presentaba un menor desarrollo 

observándose como una capa única formada por acumulación de tejido conjuntivo (Fig. 20 b). 

En Chalcides viridanus se observó un folículo vitelogénico con una monocapa formada por tres 

tipos de células foliculares (Fig. 21 a y b): células de pequeño tamaño, aspecto triangular con 

núcleo central y nucléolo denso; células de mediano tamaño con aspecto cuboidal, núcleo 

excéntrico y nucléolo denso; y células de gran tamaño aspecto rectangular con núcleo excéntrico 

y nucléolo denso. La zona pelúcida presentó gran grosor al igual que la teca donde también se 

observaron vasos sanguíneos de gran calibre. Se observaron gránulos en el interior del ooplasma. 

c) 
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Al microscopio electrónico se observó en detalle el citoplasma del ovocito donde aparecían 

numerosas vesículas lipídicas de gran tamaño y dispuestas formando agrupaciones en el interior 

celular, abundante retículo endoplasmático rugoso y retículo endoplasmático liso (Fig. 22). 

Además del folículo vitelogénico, en el ovario de Chalcides viridanus se observó un cuerpo lúteo 

constituido por una masa compacta de células que presentó gránulos lipídicos en su interior y 

rodeadas por una cápsula de tejido conjuntivo, la teca, de gran grosor (Fig. 23 a). Esta masa 

compacta de células constituye la capa granulosa luteínica, dichas células presentan aspecto 

redondeado con núcleo excéntrico (Fig. 23 b). 

 

 

 

 

 

     

 

 

 

 

 

 

Figura 20. Semifino de ovario. a) Detalle de folículo secundario de Gallotia stehlini, se observa un ovocito de gran 

tamaño en el que se diferencia el ooplasma (O) separado del epitelio folicular (EF) por la zona pelúcida (     ). Hay 

dos tipos de oogonias: las oogonias redondeadas basales (oob) con núcleo central y cromatina dispersa y las oogonias 

con forma cuboidal (cc). La teca está muy desarrollada y presenta dos capas: teca interna formada por células 

alargadas (  ) y teca externa formada por tejido conjuntivo (  ) b) Detalle de folículo secundario de Tarentola 

delalandii tiene una estructura similar al anterior donde se observan las células cuboidales (cc) un mayor número de 

oogonias basales (oob) y una teca (T) menos desarrollada compuesta por tejido conjuntivo.  

Barra de escala 500 µm. 
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Figura 21. Semifino de ovario Chalcides viridanus. a) Se observa un ovocito de gran tamaño en el que se 

diferencia el ooplasma (O) que presenta gránulos (G)  en su interior. A continuación aparece la zona pelúcida 

(       )  entre el ooplasma (O) y las oogonias, células que forman el epitelio folicular (EF). Se distinguen 

oogonias de dos tipos: células de tamaño intermedio, aspecto cuboidal,  núcleo central y nucléolo denso (cc) y 

células de gran tamaño, aspecto rectangular y núcleo excéntrico con nucléolo denso (cr). Se observa además la 

teca que rodea a todo el folículo vitelogénico b) Detalle del folículo donde se pueden observar los espacios 

lagunares (   ) entre los distintos tipos de oogonias: células triangulares (ct) y células cuboidales (cc). Se observa 

además la teca en detalle donde se puede apreciar su gran grosor y que presenta vasos sanguíneos de gran 

tamaño  (*). Barra de escala 500 µm. 

a) b) 

a) b) 

Figura 22. Ultrafino de ovario Chalcides viridanus. Se observa el citoplasma del ovocito que presenta  

numerosas vesículas lipídícas (VL), retículo endoplasmático rugoso (RER) y retículo endoplasmático liso 

(REL) (15000X). 
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5. Discusión 

Los resultados más relevantes de este estudio se mencionan a continuación.  

En primer lugar, se ha demostrado que en las distintas especies endémicas de reptiles existe una 

diferencial estructura en cuanto a la distribución y proporción de los tejidos interrenal y cromafín 

de la glándula adrenal, encontrándose las mayores diferencias en Gallotia galloti respecto a 

Tarentola delalandii y Chalcides viridanus más similares entre sí. En segundo lugar, se han 

encontrado diferencias en la proporción de las células de Leydig entre las distintas especies. 

Además, se ha descrito la estructura de los cuerpos lúteos en Chalcides viridanus.  

Nuestros resultados muestran que las especies estudiadas presentan distinto grado de desarrollo de 

tejido interrenal y cromafín en la glándula adrenal. Si bien existen un gran número de factores 

incluyendo el sexo, periodo estacional, estado reproductivo y desarrollo ontogenético que parecen 

estar asociados a la modulación individual de la respuesta adrenocortical a los agentes estresantes 

en las poblaciones de reptiles, incluyendo diferencias interpoblacionales registradas en la respuesta 

adrenocortical individual al estrés en variedad de reptiles (Dunlap y Wingfield, 1995). En nuestro 

caso podríamos sugerir una posible relación con los distintos hábitos de vida que presentan. De 

todas formas haría falta otro tipo de estudios para determinar si los valores hormonales son 

diferentes entre estas especies, si bien podemos apreciar que la proporción de células productoras 

de corticoides frente al tejido cromafin es mayor en Chalcides y Tarentola en relación a Galloti. 

Figura 23. Semifino de ovario de Chalcides viridanus a) Estructura general del cuerpo lúteo donde se observa una 

estructura con una masa central de células de la granulosa productoras de esteroides (G) y rodeada por una teca (T) 

que presenta vasos sanguíneos de gran tamaño (VS) b) Detalle de cuerpo lúteo donde se observan en detalle las 

células de la granulosa (G) rodeadas por una teca (T) que presenta una división en teca interna (TI) y teca externa 

(TE). Barra de escala 500 µm. 
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La distribución de los dos tipos tisulares (interrenal y cromafín) de la glándula adrenal varía entre 

los distintos órdenes de reptiles. 

La distribución de ambos tipos de tejidos observada en Gallotia galloti  es similar a otros reptiles 

como la tortuga descrita por Martoja, 1970.  

La distribución característica de tejidos en la glándula adrenal de C. viridanus y T. delalandii 

presentando en la zona central el tejido interrenal y rodeando a éste el tejido cromafín, además de 

aparecer pequeños grupos de células de este último dispuestas entre el tejido interrenal aparece 

también en los tuatara y los ofidios descritos por Martoja, 1970. 

Existe además un grupo dentro de los reptiles cuya distribución es diferente a las encontradas 

anteriormente, este es el caso de los cocodrilos en los que observa la existencia de bandas de tejido 

adrenal que se alternan con el tejido interrenal (Gabe et al., 1964). 

Si comparamos la glándula adrenal observada en los reptiles con los mamíferos, existen grandes 

diferencias. En mamíferos, la glándula adrenal presenta una regionalización de la que carecen el 

resto de los grupos. Así, se diferencia entre la corteza que es la zona más externa, donde se 

producen corticoides y la médula situada hacia el interior de la glándula, lugar de producción de 

las catecolaminas. A su vez la corteza se encuentra dividida en tres capas, división de la que 

carecen los reptiles, cada una de las cuales secreta principalmente un tipo de hormona (Carrato y 

Fernández, 1987).  

Sin embargo, pese a estas diferencias estructurales existentes, el eje de regulación endocrina 

hipotálamo-hipofisario-adrenal funciona del mismo modo tanto en reptiles como en mamíferos. 

Atendiendo al aspecto y la proporción de las células de Leydig en los ejemplares estudiados existen 

numerosas diferencias que podrían ser en parte atribuidas al diferente grado de dimorfismo sexual 

existente en los distintos grupos estudiados. Así, hemos observado la mayor cantidad de células 

de Leydig en G. galloti  miembro de la familia Lacertidae, que presenta mayor tendencia al 

dimorfismo sexual que las familias Gekkonidae y Scincidae que tienden a ser monomórficas según 

Cox et al., 2009. 

Según Huygue et al., 2010 en los machos la testosterona está implicada en el mayor desarrollo de 

la cabeza al potenciar la capacidad de mordida, además de favorecer el desarrollo de la musculatura 

de éstos con respecto a las hembras, lo que puede observarse en los ejemplares machos de G. 

galloti. 



27 

 

En cuanto al aspecto de los túbulos seminíferos, estos presentan un menor diámetro en el caso de 

los ejemplares en periodo de inactividad (ausencia de espermatozoides) con respecto a los 

ejemplares en periodo de actividad (presencia de espermatozoides), lo cual va en consonancia con 

lo postulado por Carrato y Fernández, 1987. 

En cuanto a las glándulas implicadas en la reproducción, debemos tener en cuenta que el orden 

Squamata (lacértidos, ofidios y anfisbenios) muestra un complejo mosaico de formas de 

reproducción observándose oviparismo y viviparismo en las mismas familias, géneros y a veces 

entre distintas poblaciones de la misma especie (Tinkle y Gibbons, 1977). La historia evolutiva de 

los Squamata (lacértidos y ofidios) incluye más de 100 transiciones desde el oviparismo al 

viviparismo (Blackburn, 2006) con una extraordinaria diversidad en cuanto a morfología y 

fisiología placentaria (Thompson y Speake, 2006).  

En este trabajo se han estudiado las células productoras de esteroides gonadales en representantes 

de tres especies de reptil, dos de ellas G. galloti y T. delalandii, ovovivíparos y una Chalcides 

viridanus vivípara. Aunque se han encontrado diferencias en las capas de células foliculares, lo 

que  podría corresponder a distintos momentos del desarrollo del ovocito, la principal característica 

diferencial fue poder observar la presencia de cuerpos lúteos en Chalcides viridanus. La presencia 

de cuerpos lúteos, folículos postovulatorios, en el ovario de reptiles se ha relacionado con la 

retención de huevos y la preñez según Rothchild, 1981. La estructura del cuerpo lúteo observada 

en Chalcides viridanus se corresponde con la descrita para Chalcides por Guarino et al., 1998. Un 

dato interesante es el hallazgo de estudios genéticos recientes, sobre la existencia de paralelismos 

en cuanto a la expresión de genes relacionados con la remodelación, angiogénesis, regulación del 

sistema inmune y suministro de nutrientes al embrión entre representantes del género Chalcides y 

mamíferos (Brandley et al., 2012).  

6. Conclusiones 

 Las cuatro especies estudiadas presentan diferente estructura, distribución y proporción de 

los tejidos interrenal y cromafín que conforman la glándula adrenal. 

 Existen diferencias en la proporción y estructura de los tejidos de la glándula adrenal  

dentro de los representantes estudiados del género Gallotia existiendo una separación 

espacial de los tejidos interrenal y cromafín en la glándula adrenal de Gallotia stehlini. 

 Existe distinta proporción de células de Leydig entre los testículos de las especies 

estudiadas siendo mayoritarias en el testículo de Gallotia galloti. 

http://onlinelibrary.wiley.com/doi/10.1111/ele.12168/full#ele12168-bib-0045
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 Gallotia stehlini y Tarentola delalandii presentan la misma estructura del ovario mientras 

que Chalcides viridanus presenta estructuras postovulatorias lo que diferencia a esta 

especie de las anteriores. 

7. Conclusions 

 The interrenal and chromaffin tissue show different structure, distribution and amount in 

all the species studied. 

 Differences in amount and structure were found in the adrenal gland between the two 

species from the genus Gallotia. In the adrenal gland of Gallotia stehlini the interrenal and 

chromaffin tissue are separated. 

 Differences are found in the number of Leydig cells in all species of this, showing Gallotia 

galloti a greater number of these cells. 

 Gallotia stehlini and Tarentola delalandii had the same ovarian structure, post ovulation 

structures are observed in Chalcides viridanus ovary what makes this species different 

from the others. 
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