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1.0 RESUMEN  
La anorexia es un trastorno alimenticio de creciente importancia en nuestro país. Un modelo animal 
de anorexia es el estrés por deshidratación (AX), que consiste en la ingesta de solución salina al 
2.5% lo que ocasiona perdida de peso y disminución paulatina de la ingesta de alimento. Algunas 
de las adaptaciones metabólicas que resultan son semejantes a las de la restricción alimentaria 
(RA): el incremento de la expresión de NPY, proopiomelanocortina y neurotensina en el núcleo 
arcuato y en suero, el aumento de contenido de glucocorticoides, así como la disminución de 
leptina e insulina. Entre las diferencias, se encuentran la falta de adaptación del eje hipotálamo-
hipófisis-tiroides (HHT) característico del ayuno y RA, dandose en su lugar un aumento de la 
expresión de proTRH del núcleo paraventricular de hipotálamo (NPV) así como el incremento de 
CRH en el hipotálamo lateral (HL) de ratas sometidas al modelo de AX. La expresión de CRH-R2 
(que esta involucrado en los efectos de CRH sobre el consumo de alimentos), en el NPV, 
disminuye solo en la AX después de 7 días, lo que sugiere que se encuentra activado por la 
liberación de CRH. Éste CRH podría provenir de las neuronas CRH-érgicas del HL que proyectan 
hacia el NPV.  
 A pesar de que se conocen los cambios que provoca el estrés por deshidratación al final de 7 días, 
se desconoce   su cinética lo cual podría resultar útil en la creación de modelos experimentales 
(estableciendo días de tratamiento, géneros, etc), tales como el bloqueo de receptores a través del 
uso de antagonistas de los posibles efectores. El objetivo de este trabajo es probar la participación 
del CRH-R2 del NPV en el modelo de estrés por deshidratación. Para ello se establecieron primero 
las variables que serían utilizadas para el bloqueo de los receptores CRH-R2 del NPV. Ratas 
Wistar hembras y machos fueron divididas en 3 grupos (AX, RA y control) y sacrificadas en los días 
3,5 y 7 con el fin de observar la cinética de cambios del eje  HHT y el eje hipotálamo-hipófisis-
adrenal (HHA). Los resultados de la cinética mostraron que aunque ambos géneros tienen la 
capacidad de activar el eje HHT bajo estrés por deshidtaración, los machos presentaron una mayor 
expresión de proTRH con respecto a su control en comparación con las hembras, lo que supone 
que éstos tienen una mayor capacidad para activar el eje HHT bajo estrés por deshidratación. Los 
cambios observados en el eje HHT fueron similares en ambos géneros al día 7. Los cambios en la 
activación del eje  HHA fueron similares entre los grupos AX y RA, lo que indica que las variaciones 
de este eje son debidas al déficit alimentario.  Estos resultados permitieron establecer la 
metodología  del segundo experimento , en el cual, ratas Wistar macho (n = 12)  se implantaron 
con cánulas en el NPV (AP= -1.08; L= 0.2; V= 7.2) y se inyectaron con 3 dosis de Antisauvagina-30 
(15,30 y 60 nmol) diariamente por 7 días. Como en el primer experimento, se midió diariamente el 
consumo de agua y alimento. Los animales se decapitaron, se extrajeron cerebros para medir 
contenido de RNAM, por RT-PCR, de proTRH y CRH-R2 en el NPV y en adenohipófisis los de 
TRH-R1 y PPII  (enzima inactivante de TRH); en suero se midieron hormonas tiroideas, 
corticosterona y TSH por RIA. Se analizaron los datos con una ANOVA de una vía, definiendo 
como cambios significativos cuando p<0.05. La inyección del antagonista de los receptores de 
CRH-R2, antisauvagina-30 a la dosis media (30 nmol/día), si bien no revirtió su consumo de 
alimento a valores normales, si incrementó la ingesta comparado al control inyectado con solución . 
La antisauvagina revirtió la activación del eje HHT provocada por el estrés por deshidratación:  los 
valores de proTRH, TSH y T4 se normalizaron a los niveles  de los controles intactos. Además, 
disminuyó  la expresión de los receptores CRH-R2 del NPV, lo que apoya la participación de este 
receptor en la regulación de la expresión de proTRH. Esta misma dosis no afectó en cambio la 
activación del eje HHA  confirmando lo reportado en la literatura que sugiere que el receptor CRH-
R2 no participa enen la regulación de este eje. . Estos resultados apoyan la participación de los 
receptores CRH-R2 del NPV en la activación del eje HHT inducida por el estrés por deshidratación.  
 
 
 
 
 
 
 
 



 
 

2.0 INTRODUCCIÓN 

La expresión del apetito o el impulso de búsqueda hacia una fuente de energía es un 

fenómeno altamente regulado en vertebrados y es además considerada una conducta 

clave para la mantenimiento de la homeostasis energética y la regulación del peso 

corporal  (Satya y cols., 1999; Schwartz, 2001). 

 

Se ha propuesto al hipotálamo como la parte del sistema nervioso central (SNC) 

encargada de la homeostasis energética  ya que integra las señales periféricas generadas 

en respuesta al consumo de alimentos (intrínsecas), las exteriores que resultan de la 

presencia de comida (olor, aspecto), así como las provocadas por hábitos y/o 

comportamientos sociales. La sensación de saciedad es producida por señales generadas 

en el organismo en respuesta al consumo de alimento (Gale, Castracane y Mantzoros, 

2003). La alteración de la interconexión de estas señales es lo que da lugar a lo que se 

conoce como desórdenes alimentarios, entre los que destacan la obesidad, la bulimia 

(inducción del vómito después de la ingesta de alimento) y la anorexia nervosa (ausencia 

de la ingesta de alimento). 

 

2.1.1 Anorexia. 

La anorexia nervosa es un trastorno alimentario que se compone de factores 

emocionales, genéticos, biológicos y culturales. Entre sus características se encuentran la 

disminución voluntaria de la ingesta de alimento, el rechazo a mantener un peso corporal 

normal, alteración de la percepción de la imagen corporal y un déficit de energía 

significativo que puede ser un reflejo de la falta de apetito. Se asocia a múltiples cambios 

endocrinos y metabólicos muchos de ellos resultado de la desnutrición, por ejemplo, la 

amenorrea (ausencia de la menstruación). Está asociado a  trastornos psiquiátricos 

(depresión, fobias, ansiedad, trastornos obsesivo- compulsivos, etc.) que contribuyen al 

mantenimiento de la enfermedad (Beato y cols., 1999; Jonson y cols., 2002; Kaye, 1997; 

Steinhausen, 2002; Treasure, 2003). 

Se calcula que más del 90% de los casos de anorexia nervosa en los países occidentales 

son mujeres, mientras que la incidencia en hombres es de 1 hombre por cada 20 mujeres 

(Moral de la Rubia, 2002). En la Ciudad de México se estima una incidencia anual de 

casos reportados del 0.5-1% en población general. Suele iniciarse en la adolescencia, 



entre los 13 y 18 años de edad y sólo en un 5% de los casos se inicia después de los 20 

años. Aparece más en clases socioeconómicas alta y media. Un factor de riesgo es la 

realización de actividades físicas con un alto gasto energético; así, es más frecuente en 

profesionales del arte como, cantantes, actrices, gimnastas, bailarinas (Gomez, 1993; 

Unikel y cols., 1996 y 2000). 

2.1.2 Características fisiológicas de la anorexia. 

La restricción de la ingesta de alimentos produce  una serie de cambios de naturaleza 

metabólica y endocrinas, que son consecuencia directa del déficit de consumo de 

alimentos (Borrego, 2000; Eckert y cols., 1998). Entre estos cambios destacan: la 

disminución del tejido adiposo, lo que a su vez disminuye los niveles de leptina sérica 

(Samiarowska, 2002; Grinspoon y cols., 1996; Ostlund y cols., 1996); la disminución de 

los niveles séricos de insulina (Seoane y cols., 2000); el aumento en la concentración 

sérica de corticosterona (Smiarowska, 2000);  la baja concentración de las hormonas 

tiroideas séricas (T3 [triiodotironina] y T4 [tetraiodotironina o tiroxina]) (Croxson e 

Ibbertson, 1997), entre otros. Algunas de estas anormalidades son producto directo del 

déficit de consumo de alimentos, mientras que otras son características del padecimiento 

(StØving y cols., 1999). 

 

Existe evidencia que involucra a los transmisores monoaminérgicos en los desórdenes 

alimenticios.  Por ejemplo, la norepinefrína (NE) incrementa el consumo de alimento a 

través de los receptores α- 2 (Goldman y cols., 1985; Leibowitz y cols., 1985).   Los 

pacientes anoréxicos muestran niveles elevados de NE en suero (Van Binsbergen y cols., 

1991) pero no  en el líquido cerebroespinal ó cerebro-raquídeo (LCR) (Kaye y cols., 1984); 

una vez recuperados, los niveles de NE en CFS regresan a los niveles del control (Kaye y 

cols., 1984).  

 

 El consumo frecuente o en dosis altas de anfetaminas, que estimulan la liberación de DA, 

provoca un comportamiento psicótico y anoréxico (Baez, 1974; Klawans y Margolin, 1975) 

por lo que se ha sugerido que el aumento de la actividad dopaminérgica desempeña una 

función en la psicopatología de la anorexia (Barry y Klawans, 1976).  

La actividad serotoninérgica (5-HT) central reduce el consumo de alimentos (Paez y 

Leibowitz, 1993; Leibowitz y cols., 1993) específicamente en el hipotálamo medial 

(Leibowitz y cols., 1990). La concentración de 5-HT es alta (y la de sus precursores, baja) 



en el suero de pacientes con anorexia (Hassanyeh y Marshall, 1990; Coopen y cols., 

1976)  lo  que presupone un incremento en la actividad serotonérgica; sin embargo,  las 

concentraciones del principal metabolito de 5-HT, el 5- hidroxindolacetato (5HIAA), está 

disminuído en el CSF (Kaye y cols., 1984), lo que sugiere una disminución de la actividad 

serotonérgica en la anorexia.  

 

El problema inherente de la interpretación de los datos clínicos en los cuales se evalúa los 

niveles de metabolitos de neurotransmisores en fluidos como sangre o LCR radica en la 

dificultad de extrapolarlos a la actividad neuronal en áreas cerebrales específicas ya que 

mientras una vía serotoninérgica por ejemplo, las aferentes hacia hipotálamo, pudiera 

estar activadas, otras podrían estar inhibidas (amígdala por ejemplo).  

 

Existen varios péptidos que regulan el apetito cuyo contenido y expresión  cambian en la 

anorexia. El neuropéptido Y (NPY) sintetizado en el núcleo arcuato estimula el apetito con 

un efecto más específico, prolongado y potente que cualquier otra sustancia (Stanley y 

cols., 1986). La liberación in vivo de NPY en el núcleo paraventricular del hipotálamo 

(NPV) aumenta durante el hambre y disminuye durante las comidas (Kalra y cols., 1991). 

La concentración de NPY está aumentada en el CFS en pacientes con anorexia y  se 

normaliza hasta que los pacientes recuperan peso; en caso de las mujeres, hasta que 

regresa la menstruación (Kaye y cols., 1990). 

 

La leptina es una hormona sintetizada y secretada por las células grasas en respuesta a 

los glucocorticoides séiricos. Su receptor se expresa en el hipotálamo, que es donde 

ejerce su mayor control (Considine y cols., 1996). El efecto supresor de la leptina sobre la 

ingestión de alimentos se debe a su acción inhibitoria de la secreción de NPY y 

estimuladora de α-MSH (Stephens y cols., 1995; Schwarts y cols., 1996). En los pacientes 

con anorexia hay un descenso del contenido de leptina en suero y en el CSF (Hebebrant y 

cols., 1995; Mantzoros y cols., 1997), lo que se interpreta como reflejo del bajo nivel de 

tejido adiposo.  

La hormona liberadora de la corticotropina (CRH) es hipersecrectada en los pacientes con 

anorexia (Walsh y cols., 1987; Gold y cols., 1986). Esta hipersecreción de la eminencia 

media del hipotálamo se traduce en un aumento en los niveles de cortisol sérico (el 

glucocorticoide característico de los humanos) (Baranowska, 1990; Vierhapper y cols., 



1990; Kontula y cols., 1982). El efecto estimulante de NPY sobre el apetito es inhibido por 

CRH (Menzaghi y cols., 1993; McCarthy y cols., 1993) existiendo un equilibrio dinámico 

entre la actividad de NPY y la de CRH importante para la regulación del consumo de 

alimentos (Liu y cols., 1994), por lo que se considera que la actividad anormal de CRH 

durante la anorexia y su interacción con NPY juegan un papel importante en la 

patogénesis de la enfermedad (Kaye y cols., 1989; Menzaghi y cols., 1993). 

La restricción del consumo de alimentos (ayuno, desnutrición, dietas hipocalóricas) cursa 

con bajas concentraciones séricas de T3, T4 y tirotropina (TSH) bajos (Kiyohara  y cols., 

1989; Bannai y cols., 1988; Croxson e Ibbertson, 1977; Turkay y cols., 1995). Sin 

embargo, en la anorexia, las concentraciones de T4 y TSH pueden ser normales o bajas, 

además de exhibir una característica peculiar,  la respuesta de TSH a la administración de 

hormona liberadora de la tirotropina (TRH) está retrasada (Matsubayashi y cols., 1988; 

Kiriike y cols., 1987); los niveles bajos de T3 en la anorexia pueden deberse a 

hiposecreción tiroidea causada por la alteración en la respuesta de TSH (StØving y cols., 

1999). En las mujeres la pérdida de peso asociada con la amenorrea se ha visto revertida 

por inyecciones de TRH, que causa un incremento en las gonadotropinas (Morishita y 

cols, 1991), lo que apunta a que una secreción debilitada de TRH forma parte de la 

patogénesis de la amenorrea de origen hipotalámico (StØving y cols., 1999). 

2.1.3 Elementos neurológicos del desarrollo asociados a la anorexia.  

Existen factores ambientales y del desarrollo de cada individuo que son capaces de 

disparar cambios en la fisiología que culminan en una alteración prolongada y hasta 

permanente de ciertos aspectos neuroendócrinos. Estos factores tienen una gran 

importancia en la aparición de la anorexia. Por ejemplo, pacientes con anorexia tienen 

antecedentes de madres que sufrieron de complicaciones y ansiedad durante el 

embarazo (Shoebridge y cols., 2000); los lazos con la madre y el estrés que  la falta de 

éstos   produce, es un elemento importante que puede alterar el desarrollo de sistemas 

neuronales (Connan y cols., 2003). Las crías de las ratas que experimentan niveles 

óptimos de cuidado parental presentan una actividad muy eficiente del eje hipotálamo- 

hipófisis- adrenal (HHA), en comparación con las crías que son separadas de las madres 

(Francis y cols., 1999; Plotsky y cols., 1993). En la adolescencia, las ratas que son 

separadas de la madre presentan un peso corporal significativamente más bajo que 

aquellas que experimentaron un cuidado parental completo (Connan y cols., 2003; 

McIntosh y cols., 1999). 



 

La anorexia, como otras enfermedades psiquiátricas, presenta un componente genético 

importante. Se calcula que existe un riesgo de 60-90% de desarrollar anorexia cuando el 

componente genético está presente (Bulik y cols., 2000); A eso contribuyen la 

adolescencia y el estrés que la caracteriza (Connan y cols., 2003). Por ejemplo, las 

concentraciones elevadas de estrógeno característicos de la pubertad, estimulan la 

secreción de CRH a través de un elemento que responde al estrógeno en el promotor del 

gen de CRH (Torpy y cols., 1997; Cary y cols., 1995) lo que altera la ingesta de alimento 

al aumentar la expresión de CRH (Connan y cols., 2003). Del mismo modo, en el cerebro 

tiene lugar durante la adolescencia, procesos de mielinización y sinaptogénesis en 

regiones límbicas y frontales importantes en la integración emocional y la cognición 

(Benes, 1998); así, las interrupciones repentinas en el desarrollo cerebral pueden 

contribuir a los cambios emocionales y cognitivos en aquellos que son propensos a la 

anorexia (Tehanturia y cols., 2001). 

 

2.1.4 Anorexia y padecimientos psiquiátricos relacionados. 

La anorexia nervosa está relacionada con otros desórdenes psiquiátricos. Por ejemplo, en 

un estudio de comorbolidad, de un grupo de 51 adolescentes con anorexia, 86% 

presentaron también depresión clínica. Tanto pacientes con depresión como pacientes 

con anorexia presentan una respuesta retrasada de TSH al TRH administrado 

exógenamente (Matsubayashi y cols., 1988; Kiriike y cols., 1987; Loosen, 1985). La 

depresión puede resultar de la restricción alimentaria por la elevación de la concentración 

de CRH en CFS asociada, y a una baja actividad de la vía de 5-HT (Altemus y Gold, 1992; 

Cowen y cols., 1992; Kaye y cols., 1984). Sin embargo, a pesar de que la depresión 

crónica y la anorexia comparten la característica de una hiperactividad del eje HHA, los 

mecanismos bajo los cuales se da esta hiperactivación varían (Connan y cols., 2003). En 

el desorden depresivo, pueden existir niveles aumentados de arginina vasopresina (VP) 

además de una sensibilidad aumentada a ésta (Von Bardeleben y cols., 1989; Rubin y 

cols., 1999). La VP tiene la capacidad de sustituir a CRH en la activación del eje HHA en 

estrés crónico (Aguilera y Rabadan, 2000). Sin embrago, los anoréxicos no presentan 

respuestas aumentadas a VP, a pesar de presentar niveles altos de VP en  el CFS 

(Connan y cols., 2003; Gold y cols., 1983). Esta disfunción en la regulación del eje 

provoca que el eje se active únicamente a través de la hipersecreción de CRH en 

anoréxicos (Connan y cols., 2003). 



Los pacientes con ansiedad o con anorexia presentan altas concentraciones de CRH en 

el fluido cerebroespinal (De Souza y Nemeroff, 1990; StØving y cols., 1998). El CRH es un 

neuropéptido que además de estar presente en el NPV donde regula la actividad del eje 

HHA, se sintetiza en otras zonas como la amígdala que participan en el ciruito de estrés 

(ref).   La injección central de CRH reproduce la conducta de estrés, miedo o ansiedad 

que se observa en animales expuestos al estrés o en aquéllos que se estimula 

elécticamente la amígdala (Heinrichs y cols., 1994, Imaki y cols., 1993). El CRH  causa 

también anorexia ,   aumento de la actividad motora y disminución de la actividad sexual 

(Krahan y cols., 1988; Wiersma y cols., 1995); efectos que son invertidos con la 

administración de antagonistas de CRH (Krahan y cols., 1986, Heinrichs y cols., 1994).  

El desorden obsesivo compulsivo (OCD) y otros desórdenes de ansiedad como el  estrés 

postraumático (PTSD) y las fobias, como la fobia social,  también están altamente 

relacionados con la anorexia (Couturier, 2004). Los desórdenes alimentarios pueden ser 

una variante del OCD ya que existen similitudes en los perfiles neuroquímicos de 

pacientes con OCD y pacientes que han experimentado anorexia por largos periodos de 

tiempo, como son los bajos niveles de 5-HT en líquido cerebroespinal (Kaye y cols., 

1991). El conjunto de estas evidencias sugieren que la inhibición de la ingesta de alimento 

que ocasiona la anorexia puede exacerbar una predisposición genética a la depresión o a 

desórdenes relacionados con la ansiedad (Couturier, 2004). O bien, la anorexia y otros 

desordenes alimentarios son una variante más de desordenes emocionales 

neuroendocrinos previas a la aparición de la anorexia (Levy y Dixon, 1985). A pesar de las 

dudas existentes en cuanto a la comorbilidad de estas enfermedades, las moléculas que 

intervienen en dichos procesos tienen sustratos neuronales comunes, siendo uno de los 

más importantes el hipotálamo. 

2.1.5 Sustratos neuronales: Hipotálamo. 

Como se mencionoó,  la expresión del apetito está codificada químicamente en el 

hipotálamo, lo que le confiere un papel fundamental en el control de la homeostasis 

energética (Kalra y cols., 1996, 1997 y 1999; Wynne y cols., 2005; Leibowitz y Wortley, 

2004).  Por la naturaleza de sus funciones, está implicado en los trastornos alimenticios y 

se ha probado que la degeneración progresiva, sobrestimulación o inhibición de los 

circuitos neuroquímicos del hipotálamo, producida por perturbaciones ambientales, 

genéticas u hormonales, da lugar a trastornos alimentarios como son la hiperfagia o la 

anorexia (Kalra, 1999; Jeffrey y cols., 2003).  



El hipotálamo cuenta con un circuito neuronal intrincado que regula el apetito  y el control 

del peso corporal a través de la comunicación entre diversos núcleos que lo conforman: el 

núcleo arcuato (ARC), el núcleo ventromedial (VMH), el núcleo dorsomedial (DMH), el 

núcleo supraquiasmático (SCN), el núcleo paraventricular (NPV)  y el hipotálamo lateral 

(HL) (de Gortari P y Joseph- Bravo P., 2006, Kalra y cols., 1999). Las neuronas que 

integran estos circuitos que elaboran, emiten y reciben señales orexigénicas (generadoras 

de apetito) y anorexigénicas (inhibidoras de apetito). 

 

Señales orexigénicas Señales anorexigénicas 

• Neuropéptido Y (NPY) 

• Galanina (GAL) 

• Orexinas (A y B) 

• Péptido relacionado al agouti (AgRP) 

• Aminoácidos (Glutamato y ácido γ- 

aminobutírico (GABA)) 

• Grelina  

• Péptidos opioides  

• Hormona concentradora de melanina (MCH) 

 

• Hormona liberadora de la corticotropina 

(CRH) 

• Hormona liberadora de la tirotropina (TRH) 

• Transcrito regulado por cocaína y 

anfetamina (CART) 

• Péptido similar al glucagón 1 (GLP-1) 

• Leptina 

• Proopiomelanocortina (POMC) 

• Hormona α estimulante del melanocito (α- 

MSH) 

• Serotonina (5-HT) 

• Insulina  

• Colecistoquinina (CCK)  

• Neurotensina 

• Somatostanina 

Señales orexigénicas (estimuladoras de la ingesta) y anorexigénicas (inhibidoras de la ingesta) involucradas en la 

regulación de la homeostasis energética. 

 

El núcleo arcuato (ARC) está localizado alrededor del tercer ventrículo, en la base del 

hipotálamo. Sus axones están en contacto directo con el flujo sanguíneo y es capaz de 

percibir concentraciones hormonales precisas (de Gortari y Jsipeh-Bravo, 2006). El ARC 

produce péptidos orexigénicos como NPY y el péotido relacionado al agouti (AgRP), así 

como péptidos anorexigénicos como el transcrito relacionado a cocaina y anfetamina 

(CART) y la proopiomelanocortina (POMC). Las neuronas del ARC proyectan a otros 

núcleos del hipotálamo como son: NPV, DMH, VMH y HL.  (de Gortari y Joseph- Bravo, 

2006; Kalra y cols., 1999). 

 



El núcleo ventromedial (VMH) recibe proyecciones de neuronas del ARC que sintetiza 

NPY, AgRP, y POMC, y proyecta a su vez a otros núcleos del hipotálamo, como son el 

DMH o extrahipotalámicas, como las regiones del tallo cerebral que controlan la función 

del sistema nervioso autónomo (Wynne y cols., 2005).  Se ha observado que lesiones 

bilaterales del VMH producen hiperfagia y obesidad (Brobeck 1946; Anand y cols., 1951; 

Powel y cols., 1980). Aquí se produce también el neuropéptido NPY, cuya expresión se ve 

alterada en ratones obesos (Guan y cols., 1998) y además se encuentran receptores de 

melanocortina 4 (MC4R), cuya expresión aumenta en ratones con obesidad inducida a 

través de la dieta (Huang y cols., 2003).  Además se expresa el factor neurotrópico 

derivado del cerebro (BDNF), reducido por la restricción alimentaria (Xu y cols., 2003).  

 

El núcleo dorsomedial (DMH) tiene conexiones extensas con otros núcleos 

hipotalámicos, incluyendo el ARC de donde recibe proyecciones de AgRP y NPY (Kalra y 

cols., 1999). La leptina es capaz de inhibir la ingesta de alimentos inducida por el NPY de  

este núcleo por lo que se interpreta que el sitio de interacción entre estos dos péptidos 

puede residir en el DMH y que por ende puede representar un componente en el circuito 

que maneja la inhibición o atenuación de la ingesta de alimentos por leptina  (Yokosuka y 

cols., 1997 y 1998). También se ha observado que la melanocortina puede atenuar la 

expresión de NPY en este núcleo (Chen y cols., 2004). 

 

El núcleo supraquiasmático (SCN) percibe el ciclo de luz y puede regular la energía 

almacenada a través de sus conexiones con otros núcleos como el NPV. Regula la  la 

ingestión de alimento a ciertas horas del día, a través de la información que proporciona el 

ciclo luz-oscuridad. Lesiones discretas de este núcleo ocasionan que los animales coman 

sin un patrón específico (Nagai y cols., 1978; Van den Pol y Powley, 1979). 

 

El núcleo paraventricular (NPV) es el área que recibe e interpreta señales periféricas y 

centrales que informan al hipotálamo de las condiciones ambientales. En la región 

magnocelular del NPV se sintetiza y libera VP y OX, mientras que en la zona parvocelular 

se sintetíza y libera CRH y TRH. El NPV, mediante su función hipofisiotrópica o a través 

de sus aferentes a núcleos del tallo cerebral, controla la termogénesis de la grasa parda 

(BAT), así como la tasa respiratoria y ciertos movimientos gastrointestinales (de Gortari, 

Joseph-Bravo, 2006). Microinyecciones en el NPV, de virtualmente todas las señales 

orexigénicas conocidas (NPY, galanina, orexinas, GABA, opioides, NE y epinefrina), 



estimulan la ingesta de alimento (Morely, 1987; Stanley y cols. 1985, Kyrkouli y cols., 

1986 y 1990, Nelly y cols., 1980, 1979, y 1977; Grandison y Guidotti, 1977; Scich y cols., 

1993). Adicionalmente, microinyecciones de CRH (Krahan y cols., 1988; Monnikes y cols., 

1992) y de leptina (Satoh y cols., 1997) en este núcleo  reducen la ingesta de alimento 

inducida por periodos de restricción alimentaria. Esto implica la existencia de receptores 

de todas estas sustancias en el NPV y sus vecindades. Esta área se conecta a diferentes 

núcleos hipotalámicos como son HL, ARC y DMH y proyecta hacía varias regiones 

cerebrales incluyendo el núcleo paraventricular del tálamo, el núcleo central y medial de la 

amígdala (Berthoud, 2002). 

 

El hipotálamo lateral (HL) es un componente central en la expresión de eventos 

conductuales de naturaleza motora. La estimulación química y eléctrica de esta área 

estimula la ingesta de agua de forma inmediata en animales (Greer, 1995, Grossman, 

1960 y 1962; Mogenson y Stevenson, 1966 y1967; Swanson y Sharpe, 1973). Las 

lesiones del HL producen afagia temporal y pérdida de peso corporal. (Anand y Brobeck, 

1976). La severidad de estos síntomas dependen del tamaño y la localización de la lesión 

(Bernardis y Bellinger, 1996). Existe evidencia reciente de que el NPY, la hormona 

concentradora de melanina (MCH), orexinas y el aminoácido excitatorio (EAA) glutamato, 

sientetizados en el HL; microinyecciones de orexina y agonistas de glutamato estimulan la 

ingesta de alimento (Kalra y cols., 1999). El HL tiene terminales de NPY, AgRP y de la 

hormona estimulante del α melanocito (α- MSH) y están en contacto con las neuronas 

orexigénicas y α-MSH (Broberger y cols., 1998; Elias y cols., 1998; Horvath y cols., 1999) 

que a su vez, presentan receptores a leptina(Campbell y cols., 2003; Horvath y cols., 

1999). Varias señales periféricas son interpretadas por neuronas sensibles a la glucosa 

(Bernardis y Bellinger, 1996). 



 
Representación diagramático de los sitios del hipotálamo asociados con las señales neuroquímicas que controlan la ingesta 
de alimento. AC = comisura anterior; PC = comisura posterior. Síntesis = sitios que sintetizan señales orexigénicas y 
anorexigénicas; Acción = sitios en donde las señales actúan; Regulación = sitios en donde las señales se sintetizan, liberan 
y actúan. De  Kalra y cols., 1999, Endo Rev, 20(1): 68-100.  

 

2.1.6  Papel neuroendocrino del NPV. 

Las hormonas tiroideas y adrenales (glucocorticoides) son importantes partícipes del 

control metabólico. Los glucocorticoides regulan el metabolismo de los carbohidratos y las 

proteínas, (Pepin y cols., 1992) Los niveles de estas hormonas son regulados por los ejes 

HHT y HHA respectivamente. Como se discutió anteriormente, el NPV es el área 

responsable de activar ambos ejes a través de la síntesis tanto de CRH y TRH, por lo que 

el papel de este núcleo en el control metabólico es de gran importancia. A continuación, 

se describen más a detalle los mecanismos bajo los cuales el NPV inicia la activación de 

estos ejes. 

 

2.2.1 Eje Hipotálamo- Hipófisis- Adrenal (HHA). 

La parte medial de la región parvicelular del NPV sintetiza CRH, péptido de 41 

aminoácidos (Vale y cols., 1981). Las neuronas de esta área envían sus axones hacia la 

eminencia media de donde liberan el páptido en respuesta a un estímulo, al sistema portal 

sanguíneo que lo transporta a la adenohipófisis donde induce la síntesis y liberación de 

ACTH (hormona adenocorticotrópica). La ACTH tiene como órgano blanco la corteza 

adrenal, donde controla la síntesis y liberación de los glucocorticoides (corticosterona en 



ratas y cortisol humanos) (de Gortari y Joseph- Bravo, 2006). El incremento en los niveles 

de glucocorticoides inhibe al eje HHA (retroalimentación negativa) inhibiendor la síntesis y 

liberación de ACTH en la adenohipófisis y de CRH en el hipotálamo (Chrousos y Kino, 

2005). y también se ha observado que son capaces de disminuir la expresión del RNAM 

de TRH en el NPV (Alkemade, 2005), además de que son estos lo que participan en la 

inhibición  

Además del CRH, la vasopresina (VP)  estimula la secreción de ACTH en la 

adenohipofisis (Aguilera y Rabadán- Diehl, 2000). Como ya se mencionó, la secreción de 

VP aumenta en respuesta a estrés crónico (Ma y Lightman, 1998; Aubry y cols., 1999) y 

está acompañada de una expresión elevada de receptores de VP en la adenohipófisis, 

sensibilizando al eje HHA para una activación por la VP (Rabadan y cols., 1995; 

Hashimoto y cols., 1988). VP  inhibe la liberación de CRH a nivel hipotalámico (Plotsky y 

cols., 1984). En condiciones de estrés crónico hay un cambio de secreción de CRH a VP 

que permite mantener el eje HHA activado a pesar de altos niveles de glucocorticoides 

que inhiben la expresión de CRH (Aguilera y Rabadan, 2000).  En la anorexia, la actividad 

de VP no esta aumentada a pesar de los niveles elevados de VP en el CFS (Connan y 

cols., 2003; Gold y cols., 1983) sugieriendo una falla tanto en la secreción como en la 

sensibilidad de la adenohipófisis a VP, una respuesta anormal de VP al estrés crónico 

(Connan y cols., 2003; Foppiani y cols., 1996). En la ausencia de actividad aumentada de 

VP, la hiperactividad del eje HHA en la anorexia debe por ende ser mantenida por niveles 

elevados y sostenidos de CRH (Connan y cols., 2003). 

2.2.2 Elemenos involucrados en la transmisión CRHérgica. 

El CRH cuenta con dos receptores de 7 dominios transmembranales acoplados a 

proteínas G: CRH-R1 y CRH-R2. Estos receptores son codificados por genes distintos y 

han sido clonados en mamíferos, encontrándose también isoformas del receptor 2: CRH-

R2α, CRH-R2β y CRH-R2γ (Perrin y Vale, 1999). Se han encontrado otros 3 péptidos 

relacionados al CRH por su homología  a su secuencia generadora y con respecto a sus 

funciones, llamados Urocortina (Ucn), Urocortina II (UcnII) y Urocortina III (Ucn III) que 

han sido identificados en humanos y roedores y que han resultado ser más afines a los 

receptores CRH-R2 y todas sus variantes que el propio CRH, por lo que se considera que 

las urocortinas son los ligandos endógenos de este receptor (Donalson y col., 1996; 

Vaughan y cols., 1996; Lewis y cols., 2001; Reyes y cols., 2001). La distribución de las 



células que expresan urocortinas se encuentra aún en estudio pero se sabe que varía de 

aquéllas que expresan CRH y también entre ellas mismas. Hasta el momento se sabe que 

las células que expresan Ucn se encuentran en el núcleo Edinger- Westphal, la oliva 

lateral superior, el hipotálamo lateral y el núcleo supraóptico (SON), mientras que las que 

expresan UcnII se localizan tanto en el área magnocelular como parvicelular del NPV así 

como en el SON. Finalmente, las céulas que expresan UcnIII se encuentra principalmente 

en el área rostal prefornical, entre el fórnix y el NPV,  y en una pequeña región del área 

magnocelular del NPV y extrahipotalámicamente, en la división dorsal del núcleo medial 

de la amigdala. También hay expresión de RNAm de Ucn en la piel y el corazón (Vaughan 

y cols., 1995; Spina y cols., 1996; Asuka y Tamotsu 2004). 

El receptor CRH-R1 es el más abundante en la adenohipofisis y es el responsable de 

mediar la acción estimulatoria de CRH en la secreción de ACTH. Este receptor también se 

localiza en áreas corticales del cerebro, cerebelo y sistema límbico (Aguilera y cols., 

2004). Por otro lado, el receptor CRH-R2 es ampliamente expresado en la periferia, en 

sitios como el corazón, el músculo y el tracto gastointestinal y en el cerebro en sitios como 

el hipotálamo (VMN y NPV, por ejemplo, el septum lateral y la vasculatura cerebral) 

(Cone, 2000) . 

El CRH del NPV, de los ventrículos laterales cerebrales, del septum y del locus coeruleus 

puede producir poderosos efectos excitadores en la actividad locomotora y da lugar a 

efectos relacionados con la ansiedad (Monnikes y cols., 1992; Dunn y cols., 1990; Britton 

y cols., 1982; Morley y Levine, 1982). Se ha observado que forma parte esencial en la 

coordinación de respuestas endocrinas, autónomas, inmunes y conductuales que se 

relacionan con el estrés (Brown y cols, 1990; DeSouza, 1995; Koob y cols., 1993; 

Takahashi y cols., 1989. se consideraba que el CRH-R1, al ser el nque participa en la 

regulación del eje HHA, era el que estaba totalmente relacionado con la ansiedad y el 

estrés, sin embargo, estudios demuestran que los ratones knockout para CRH-R2 

muestran hipersensibilidad al estrés con un incremento en los comportamientos 

relacionados con la ansiedad (Bale y cols., 2000) y que los knockout para CRH-R1 

muestran, además una serie de respuestas conductuales relacionadas por estrés, una 

respuesta retrasada en el eje HHA, dado la falta del desarrollo del área llamada zona 

fasiculata, generando así una deficiencia de ACTH en el desarrollo (Smith et al., 1998; 

Timpl et al., 1998).  

 



2.2.3 Participación de CRH en la conducta alimentaria.  

Se ha observado que la inyección central de CRH en ratas produce anorexia, como se 

evidencia por la atenuación de la ingesta nocturna e inducida por restricción de aleimento 

en ratas, y la ingesta en paradigmas diseñados para evaluar la conducta alimentaria 

(Morley, 1987: Morley y Levine, 1982; Krahan y cols., 1984). Microinyecciones de CRH 

han revelado que el sitio de acción anorexigénica de CRH se encuentra en el NPV y que 

este efecto está mediado por alguno de los receptores de CRH (Karla y cols., 1999; 

Monnikes y cols., 1992; Morley y Levine, 1982; Heinrichs y cols., 1993).Solamente la 

inyección de CRH en el NPV y no en otro lugar inhibe la ingesta de alimentos inducida por 

NPY (Henrischs y cols., 1993).  

 

Por otro lado, la controversia sobre que receptor media los efectos anorexigénicos de 

CRH en el NPV se ha disipado ya que, estudios con ratones knock out para CRH-R1 no 

presentan defectos en la conducta alimentaria, mientras que los ratones knock out para 

CRH-R2 la presentan alterada después de un periodo de 24 horas de restricción 

alimentaria (Bale y cols., 2000). Por otro lado, se ha observado que Ucn tiene un efecto 

mayor que CRH en la disminución de la ingesta de alimento después de periodos de 

restricción o en la ingesta nocturna (Vaughan y cols., 1995; Spina y cols., 1996) lo que 

implica que son los receptores CRH-R2 los que median el efecto anorexigénico de CRH. 

Finalmente, el elemento que aclara la participación de CRH-R2 como mediador de la 

anorexia provocada por CRH es el uso de antagonistas específicos para cada uno de los 

receptores: la antisauvagina -30 (ASVG-30) fue desarrollada en 1998 por Rühmann y 

cols. y es un antagonista específico para CRH-R2; es  casi 100 veces mas potente en su 

unión con el receptor CRH-R2, con un Ki de 153.6 nm para CRH-R1 y un Ki de 1.4 nm 

para los receptores CRH-R2β (Rühumann y cols., 1998). El bloqueo de CRH-R2 con el 

antagonista ASVG-30 provoca un aumento en la ingesta de alimentos y revierte los 

efectos anorexigénicos provocados por la inyección previa de CRH o Urc. (Pelleymounter 

y cols., 2000 y 2002; Cullen y cols., 2001) 

2.2.4  Relación del CRH y el hipotálamo lateral (HL). 

En el HL existe un área destinada a la expresión de CRH en respuesta a la 

deshidratación. Esta área se conoce como HLA-crh (Kelly y Watts, 1996) y se sabe que 

cuenta con proyecciones hacia el área parvicelular del NPV (Watts y cols., 1999), que es 

el área responsable de la activación de los ejes HHT y HHA. El centro de esta región está 



localizada dorsolateralmente al fórnix y rostrocaudal entre el NPV y el DMN (Watts; 1992; 

Watts y cols., 1995).  

 

2.2.5 CRH en el estrés por deshidratación. 

En la anorexia por deshidratación aumenta la expresión de RNAm de CRH y de 

neurotensina/neuromedina (NT/N) en el HLA-crh (Watts, 1992; Watts y cols., 1995; Watts 

y cols., 1998). Este cambio se produce inmediatamente después de la primera noche de 

consumo de la solución salina al 2.5% (modelo de estrés por deshidratación), cuando la 

deshidratación celular es el único estímulo presente (Watts, 1999; (Watts, 1996). El 

aumento en la expresión de RNAm de CRH no ha sido asociado a estimular la ingesta de 

agua, ya que inyecciones intracerebroventriculares  (icv) de CRH y NT inhiben la ingesta 

de alimento después de periodos de restricción alimentaria, pero no estimulan la ingesta 

de líquidos (Levine y cols., 1983; Morley, 1987). Esto sugiere que la expresión de RNAm 

de CRH en la anorexia por deshidratación esta involucrada únicamente en la inhibición de 

la ingesta de alimento. 

 

2.3.1 Características generales de la hormona liberadora de la tirotropina (TRH). 

TRH fue el primer factor liberador descubierto en el humano por Guillemin y cols. en 1969. 

Este tripéptido es sintetizado en el hipotálamo en forma de un precursor, pro-TRH, el cual 

a su vez, es precursor de otros productos peptídicos: el precursor inmediato de TRH, 

TRH-Gly ,que es un péptido independiente a la conversión a TRH; prepro-TRH160-169 

(conocido como pST10 o Ps4) y prepro-TRH178-199 (pFE22) que son péptidos que se 

encuentran entre la tercera y cuarta, y la cuarta y quinta secuencia progenitora de TRH en 

el precursor de TRH, respectivamente; los péptidos N-terminales  prepro-TRH53-74  y 

propro-TRH83-106 (pEH24), entre otros. (Nillni y Severino, 1999)  

 

2.3.2 Descripción de su papel como neurohormona y regulador del eje Hipotálamo- 

Hipófisis- Tiroides (HHT). 

TRH cuenta con receptores membranales con los que interactúa. Estos receptores 

pertenecen a la superfamilia de receptores acoplados a proteínas G (GPCR). En 1990, el 

primer receptor de TRH, TRH-R1, fue clonado del cDNA de un  tumor en la glándula 

pituitaria de un ratón, dando lugar a la clonación del mismo receptor en otras especies 

como son la rata (del la Pena y cols., 1992; Zaho y cols., 1992; Sellar y cols., 1993) y el 

humano (Duthie y cols., 1993; Matre y cols., 1993). El receptor TRH-R1 presenta una 



homología de 89.2% al receptor de la rata a nivel de DNA (Sun y cols., 2003). TRH-R1 es 

expresado ampliamente en la pituitaria anterior, las regiones neuroendocrinas del cerebro 

(como el hipotálamo), el sistema nervioso autónomo, y las regiones viscerales del tallo 

cerebral, por lo que se le responsabiliza de mediar las funciones neuroendócrinas de TRH 

(Nillnie y Severino, 1999; Sun y cols., 2003; Hinkle y cols., 2002; O’Dowd y cols., 2000). 

Posteriormente en 1998 el receptor TRH-R2 fue identificado en rata (Cao y cols., 1998; 

Itadani y cols., 1998; O´Dowd y cols., 2000) y aún no ha sido identificado en humanos. 

TRH-R2 es expresado ampliamente en áreas que son importantes para la transmisión de 

señales somato sensoriales (área primaria somatosensorial y área motora entre otras) y 

en áreas importantes para las funciones del sistema nervioso central (corteza cerebral e 

hipocampo precomisural entre otras), lo que lo relaciona con procesos como el 

aprendizaje, la atención, el control motor y el procesamiento de señales sensoriales 

(Nillnie y Severino, 1999; Sun y cols., 2003; Hinkle y cols., 2002; O’Dowd y cols., 2000). 

A pesar de que ambos receptores pueden ser estimulados por TRH con una similar 

afinidad de unión, TRH-R2 exhibe mayor activación en condiciones basales y se 

internaliza de manera más rápida que TRH-R1. Estas diferencias pueden ser importantes 

para el papel que tienen cada uno de los receptores en la fisiología de los mamíferos (Sun 

y cols., 2003)  

Una de las funciones que caracteriza a TRH como hormona es la activación de HHT. El 

TRH es sintetizado a través del procesamiento post-traduccional de pro-TRH mientras es 

transportado por la red trans-Golgi para formar parte de los gránulos de secreción. Estos 

gránulos ya maduros se dirigen a sitios de secreción de la membrana plasmática de la 

célula (Nillni y Severino,1999). Esta síntesis ocurre en la parte medial del área parvicelular 

del NPV. De esta área se desprenden axones que se dirigen hacia la eminencia media, de 

donde TRH es liberado hacia el portal sanguíneo, desde donde viaja hasta la 

adenohipófisis en donde regula la síntesis y secreción de TSH, la cual a su vez  viaja 

hasta la glándula tiroides y estimula la secreción de las hormonas tirodeas T3 y T4  (de 

Gortari y Joseph Bravo, 2006; Morley, 1981). La deiodinasas 1 y 2 (D1 y D2) son  las 

enzimas que se encargan de convertir T4 en T3 activo mientras que la deiodinasa 3 (D3) 

se encarga de catalizar la inactivación de T4 y T3 (Kester y cols., 2006) Estas hormonas 

comparten varias funciones, entre las que destaca la regulación del balance energético y 

metabólico a través de la estimulación de casi todos los aspectos del catabolismo de 



carbohidratos y lípidos en la mayor parte del cuerpo. Bajo condiciones normales, los 

niveles bajos de las hormonas tiroideas activan la síntesis de TSH y TRH en la 

adenohipófisis y el hipotálamo, respectivamente  (Connors y cols., 1985; Koller y cols., 

1987; Blake y cols., 1991). Los niveles plasmáticos de T3 y T4 están protegidos 

cuidadosamente por un mecanismo de retroalimentación negativa que reside en el 

hipotálamo y la hipófisis anterior (Lechan y Kakucska, 1992; Lechan, 1993). Cuando los 

niveles de las hormonas tiroideas decrecen, la biosíntesis de proTRH en las subdivisiones 

parvocelulares del NPV y mediales del hipotálamo se incrementa, mediada por una acción 

directa de T3 y T4 en los cuerpos neuronales hipofisiotróficos del TRH (Segerson y cols., 

1987; Dyess y cols., 1988; Koller y cols., 1987; Kakucska y cols., 1992). Esto provoca la 

secreción de TRH y de los productos de proTRH en el plexo portal capilar para el 

transporte a la hipófisis anterior, incrementando de esta manera la secreción de TSH y por 

lo tanto de T3 y T4. De forma contraria, cuando los niveles de las hormonas tiroideas son 

elevados, la biosíntesis de TRH en las neuronas hipofisiotrópicas del NPV se inhibe 

(Segerson y cols., 1982, Koller y cols., 1987). 

El TRH liberado es inactivado por una metaloenzima neuronal específica, la piroglutamil 

aminopeptidasa II (PPII) (Cruz y cols., 1991; Garat y cols., 1985; O’Connor y O’Cuinn, 

1984). Esta enzima es altamente específica para el TRH. Cuando esta enzima ha sido 

inhibida, las concentraciones de TRH in vitro incrementan, lo que apoya su función 

degradativa (Charli y cols., 1989). Se puede encontrar ampliamente en la adenohipofisis, 

donde es regulada en condiciones donde el TRH es deficiente, como en el hipotiroidismo 

(Bauer, 1988; Ponce y cols., 1988). Además, se ha observado que, en un cultivo de 

células de la adenohipofisis, el TRH disminuye la actividad de la PPII, por medio de la 

activación de sus receptores, a un 54% con respecto al control, después de 16 hrs., de la 

incubación con TRH (Vargas y cols., 1994) lo que deja ver que TRH puede regular la 

actividad de la enzima. Una inyección intraperitoneal (ip) de T3 aumenta la concentración 

de RNAM de PPII en la adenohipofisis 10 veces con respecto al control  y que en ratas 

hipotiroideas tratadas con n-propiltiouracilo, el RNAM de PPII disminuye a 50 % con 

respecto al control en el primer día de tratamiento en la adenohipófisis, por lo que se 

considera que las hormonas tiroideas son también reguladoras de la actividad de PPII y 

que además, esta actividad es específica en la adenohipofisis (Shomburg y Bauer, 1995; 

Lin y Wilk, 1998). Por otro lado, estudios in vivo han demostrado que la actividad de PPII 

en la adenohipofisis también puede ser regulada durante el ciclo estral en ratas y por 



cambios en los niveles de estrógeno, ya que el aumento de los mismos provoca una 

disminución en la expresión de PPII, y que esta actividad, como aquella ejercida por las 

hormonas tiroideas y por el propio TRH, es específica para la adenohipofisis (Uribe y 

cols., 1991; Ponmce y cols., Bauer, 1988; Vargas y cols., 2000) 

Existen también otros péptidos que tienen la capacidad de regular a TRH. La 

corticosterona, que es el principal glucocorticoide en ratas, es uno de ellos. Las ratas 

adrenalectomizadas presentan un aumento en la concentración de RNAM de proTRH en 

el NPV mientras que el consumo de glucocorticoides de forma oral, a través del agua de 

consumo, causa una disminución del mismo (Kakucska y cols., 1995).  

Además de sus funciones hipofisiotrópicas, TRH también esta implicado con otros 

sistemas. Se expresa en varias áreas del cerebro además del hipotálamo y, en conjunto 

con las observaciones que lo implican como modulador tanto de la actividad neuronal que 

da lugar a convulsiones generalizadas en rata como en la motilidad gastrointestinal, se 

observa que TRH actua también como neuromodulador (Kubek y cols., 1989; Tache y 

cols., 1989). 

TRH también cumple otras funciones distintas a las neuromoduladoras, ya que también 

regula la respuesta al frió en términos de la temperatura corporal (Choi y cols., 2002).  

Esta hormona también se encuentra también en el tracto gastrointestinal, el páncreas, 

tejidos reproductores incluyendo placenta, ovarios, testas, vesículas seminales y próstata, 

retina y elementos sanguíneos (Lechan, 1993). 

2.3.3 Participación de TRH en la conducta alimentaria.  

TRH tiene también efectos sobre la ingesta de alimento. Se ha observado que en la 

restricción alimentaria y ayuno, los niveles de RNAM de TRH en el NPV disminuyen del 

mismo modo que los niveles de TSH, T3 y T4 en suero (Blake y cols.,1991; Zigman y 

Emquist, 2003; Joseph-Bravo, 2004; Jaimes 2006) lo que sugiere que los cambios en las 

hormonas tiroideas se deben a una reducción en la secreción y producción de TRH. En 

estas condiciones la secreción excesiva de corticosterona tiene un efecto regulatorio 

importante en la disminución de la síntesis de TRH y TSH (van Haasteren y cols., 1995; 

Légrádi y cols., 1997). La restricción alimentaria prolongada (por 3 semanas con 

reducción a 1/3 del consumo de alimento normal), no induce disminución en la expresión 



de RNAM de proTRH pero sí un aumento de TRH en la eminencia media, lo que indica 

que los cambios observados en el eje HHT se dan por una inhibición en la secreción, 

evento que a su vez parece estar mediado por los altos niveles de corticosterona sérica 

(Van Haasteren, 1996).  

Sin embargo, se ha observado que la activación del eje HHA y la inhibición del eje HHT 

que causa la restricción alimentaria puede ser inhibida por una inyección ip o icv de 

leptina en ratas  (Ahima y cols., 1996; Legradi y cols., 1997; Fekete y cols., 2005). A 

través de análisis inmunocitoquímicos, se ha demostrado que alrededor de 40-50% de las 

células del hipotálamo tienen receptores para leptina y que un 15% de estas células 

expresan también TRH evidenciando que la leptina actúa directamente en las neuronas 

TRHérgicas (Nillni y cols., 2000) Además se ha demostrado que dependiendo de la dosis 

de leptina, ésta puede estimular el aumento de preproTRH, proTRH y la secreción de 

TRH (Nillini y cols., 2000). 

La leptina también puede regular la expresión de TRH indirectamente. Se han encontrado 

proyecciones de neuronas del ARC, así como terminales axónicas de α- MSH y AgRP a 

neuronas TRHergicas (Legradi y Lechan, 1998; Fekete y cols., 2000). Actuando 

indirectamente en el ARC, la leptina regula la expresión de POMC y de α- MSH (péptidos 

anorexigénicos), inhibiendo a NPY y a la AgRP (péptidos orexigénicos), provocando 

posteriormente efectos en los receptores de melanocortina (MC4Rs), los cuales se 

encuentra también en neuronas TRHérgicas en el NPV, regulando así la expresión de 

TRH (Fekete y Lechan, 2006; Harris y cols., 2001; Kim y cols., 2000). 

Todo esto responde a una adaptación del eje HHT, en donde la disminución de ingesta y 

por ende, de la energía recibida por el organismo inhiben los mecanismos como  la 

lipólisis,  ya que uno de los componentes importantes de la homeostasis energética es la 

manutención del peso en un punto estable. 

Estas respuestas en la restricción alimentaria, aunadas a las observaciones que 

sustentan que TRH puede ser importante en la disminución de la ingesta de alimento, a 

través de la inyección subcutánea o intracraneal o intraventricular (Choi y cols., 2002; 

suzuki y cols., 1982; Vijayan y cols., 1977; Vogel y cols., 1979; Lin y cols., 1983; Morley y 

cols., 1982), proponen a este  péptido como un factor anorexigénico. 



2.4.1 Modelos de anorexia: estrés por deshidratación. 

Existen varios modelos animales que permiten estudiar la anorexia. Estos modelos están 

basados en perfiles clínicos de la enfermedad. Entre ellos se encuentran el estrés por 

separación (que consiste en separar a las crías de las madres), las dietas de restricción, 

la actividad física, la inhibición de la ingesta de alimentos  provocada por el síndrome de 

abstinencia a las anfetaminas, el estrés provocado por un ambiente nuevo, entre otros 

(Hao y cols., 2001; Siegfried y cols., 2003; Hisieh YS y cols., 2005; Connan y cols., 2003). 

El estrés por deshidratación es un modelo animal de anorexia que consiste, en la ingesta 

ad libitum de una solución salina al 2.5% en lugar del agua que las ratas consumen 

normalmente, manteniendo  ad libitum de alimento sólido (Watts, 1999); la deshidratación 

prolongada en los animales induce al organismo a buscar alternativas para mantenerse 

hidratado, suprimiendo procesos que requieren degasto de agua como lo ocasiona la 

digestión, que elimina agua a través de la excreción colónica. Así, los animales reducen 

dramáticamente su consumo de alimentos (Watts y cols., 1999). 

 

En respuesta a la deshidratación, que genera anorexia, péptidos neuronales relacionados 

con el control de la conducta alimentaria modifican su expresión. Esta anorexia comparte 

ciertas señales neuronales con la restricción alimentaria: los niveles de RNAM del NPY 

incrementan, mientras que los de POMC y neurotensina (NT) disminuyen en ARC. A nivel 

sérico, se incrementan los niveles de glucocorticoides circulantes, pero se reducen los 

niveles de leptina e insulina. Sin embrago, la anorexia por deshidratación presenta 

además un aumento en la concentración de RNAM de CRH en el HL. Este incremento de 

RNAM de CRH en el HL es inmediato ya que se ha detectado desde la primera noche que 

las ratas son expuestas a la ingestión de solución salina, siendo la deshidratación celular 

el único estímulo presente (Watts y cols., 1995).  

En el laboratorio se estudió la respuesta del eje HHT en este paradigma observando que, 

a diferencia de lo que ocurre en restricción alimentaria donde se produce un 

hipotiroidismo terciario ( disminución del contenido de RNAM de TRH en el NPV, l de T4 y 

TSH en suero) (Blake el al., 1991; Van Haasteren y cols., 1996), animales donde se indujo 

anorexia por deshidratación presentaronniveles de RNAM de TRH en NPV parecidos a los 

de los animales que consumen alimento ad libitum y las concentraciones séricas de TSH 

y T4 aumentan, lo que indica que el eje HHT se encuentra más activo en comparación 

con la restricción alimentaria (RA) a pesar del déficit energético (Jaimes, 2003 y 2006). 



Algunos de estos cambios han sido estudiados en periodos de 7 días, pero se desconoce 

la cinética de cambios que se da en ese periodo de tiempo. 

 

2.4.2 TRH en el estrés por deshidratación. 

En este laboratorio se han observado los cambios den TRH en el modelo de estrés por 

deshidratación. Entre los resultados obtenidos, en un periodo de 7 días de deshidratación, 

destacan los siguientes:  

 

� El contenido de RNAm de TRH en el NPV se encuentra reducido en la restricción 

alimentaria, pero no en la anorexia inducida por deshidratación. 

   

� El contenido de TRH en la eminencia media se encuentra aumentado en la 

restricción alimentaria, mientras que en la anorexia inducida por deshidratación 

está disminuido, lo que sugiere una liberación hipotalámica de TRH en la anorexia 

(Jaimes, 2003 y 2006) 

 

� Existe una regulación diferencial del RNAm de CRH-R2 en el NPV entre la 

restricción alimentaria y la anorexia, hecho que sugiere que este receptor podría 

estar participando en la inhibición de la ingesta de alimento y en los cambios en la 

expresión de CRH en el HL (Jaimes 2006) 

 



3.0 JUSTIFICACIÓN 

La anorexia es un trastorno alimentario que ha cobrado gran importancia en estos 

tiempos. Se calcula que el 0.5-1.5% de mujeres adolescentes lo padecen (Gonzales y 

cols., 2003; Muñoz y Argente, 2002).  

 

Este trastorno está asociado a desórdenes del los ejes HHA y HHT (Connan y cols., 2003; 

StØving y cols., 1999). El modelo de anorexia por estrés por deshidratación prueba 

también un desorden en estos ejes, en donde el RNAM de CRH del HL en ratas 

anoréxicas se encuentra aumentado con respecto al control pero no en las de restricción 

alimentaria (Watts y cols., 1999).  Los niveles de RNAM de TRH en el NPV de ratas 

anoréxicas son parecidos a los del control, mientras que las ratas sometidas a restricción 

alimentaria presentan una disminución  (Jaimes, 2006 y 2003). Estos cambios se han 

reportado después de un periodo de deshidratación de 7 días. Sin embrago, se 

desconoce cómo que es que estos cambios neuroendocrinos van apareciendo y si todos 

estos cambios son evidentes desde el primer día. 

 

Además de esto, se ha demostrado que las neuronas CRHérgicas localizadas en el HL 

que tienen un aumento en la expresión de CRH durante la deshidratación tienen 

proyecciones eferentes hacia el NPV, área parvicelular (Watts y cols., 1999) y esto, en 

conjunto con el aumento de RNAM de CRH en HL durante la anorexia por deshidratación, 

sugiere que el CRH puede estar regulando la expresión de TRH en el NPV. Las neuronas 

TRHérgicas reciben proyecciones de las CRHérgicas y existe una disminución de CRH-

R2 en el NPV exclusivamente en el grupo de anorexia por deshidratación, por lo que se 

plantea que el CRH puede ser el responsable de la ausencia de la disminución de TRH en 

el estrés por deshidratación (Jaimes, 2006).  

 

Esto es también congruente con las observaciones sobre el CRH-R2, que indican que es 

el receptor blanco del CRH en procesos de inhibición de la ingesta de alimento (Bale y 

cols., 2000; Vaughan y cols., 1995; Spina y cols., 1996), papel que ha sido comprobado 

por el uso del antagonista específico para CRH-R2, ASVG-30, en diversos estudios 

(Pelleymounter y cols., 2000 y 2002; Cullen y cols., 2001). 

 

Además, se sabe que existe expresión del receptor de CRH-R2 en el NPV (Cone, 2000), 

área que además posee neuronas TRHergicas. 



 

4.0 OBJETIVOS 

OBJETIVO GENERAL 

Definir la participación del receptor CRH-R2 en la regulación de la síntesis de TRH en el 

NPV y los cambios en el eje tiroideo de ratas bajo estrés por deshidratación, así como las 

consecuencias conductuales y endocrinas en la conducta alimentaria que este fenómeno 

conlleve. 

 

OBJETIVOS PARTICULARES 

• Evaluar y describir la cinética de cambios en la expresión de RNAM de 

hormonas y receptores involucrados con la anorexia en el modelo de estrés 

por deshidratación durante 7 días. 

• Evaluar y describir la interacción entre CRH y TRH en el modelo de estrés por 

deshidratación durante 7 días. 

• Evaluar y describir la relación entre la dosis del antagonista al receptor CRH-

R2, antisauvagina-30, y los cambios en la expresión de RNAM del receptor 

CRH-R2. 

• Comparar los cambios producidos en la expresión de RNAM de las hormonas 

y los receptores involucrados en la anorexia por el modelo de estrés por 

deshidratación,  entre hembras y machos . 

 

5.0 HIPÓTESIS 

El bloqueo de los receptores de CRH-R2 ubicados en el NPV contrarrestará la conducta 

de anorexia, la activación de las neuronas TRHérgicas del NPV y las alteraciones del eje 

tiroideo en el modelo el estrés por deshidratación. 

 



6.0 METODOLOGÍA 

CINÉTICA DE CAMBIOS EN LOS EJES HHA Y HHT DURANTE 7 DIAS DE ESTRÉS 

POR DESHIDRATACIÓN. 

Experimentos previos realizados en un un periodo de 7 días con hembras indican que 

existe una regulación diferencial de la expresión de proTRH en el NPV del hipotálamo y 

una activación diferencial del eje HHT entre los grupos de deshidratación (AX) y de 

restricción alimentaria (RA). Puesto que la reducción en el consumo de alimento y de 

peso se registra desde el día 1 ó 2, sería posible encontrar los cambios que distinguen a 

la AX por deshidratación desde estos días. Por esta razón, sometimos a un grupo de 

animales hembras y otro de machos a estrés por deshidratación y sacrificamos, en el 

caso de hembras, un cuarto de cada grupo en los días 1, 3, 5 y 7. En este caso, los 

cambios más tempranos aparecieron en el día 3, por lo que decidimos empezar la cinética 

de machos a partir de ese día, sacrificando a los animales en los días 3, 5 y 7. La 

aparición de los cambios asociados a AX deteminaría el número de días de inyección del 

antagonista específico a CRH-R2 (antisauvagina-30);  el grupo de machos se añadió para 

definir diferencias en la respuesta por género a la deshidratación, pero también porque 

tienen mayor peso al inicio lo que facilita la canulación para el experimento de la inyección 

de la antisauvagina.  

 

Animales 

Con objeto de definir el curso temporal de los cambios en la expresión de proTRH en el 

NPV del hipotálamo, los animales se sometieron a estrés por deshidratación por 7 días y 

se sacrificaron a diferentes tiempos.  Las ratas hembras y machos de la cepa Wistar 

(n=40 para hembras y n=30 para machos), con peso promedio de 240 g para ambos 

sexos, fueron mantenidas por una semana en periodo de habituación en cajas 

individuales con condiciones controladas: ciclo de 12-12 horas de luz-oscuridad (luz: 7 

am- 7pm) y temperatura de 22 º C, con consumo de alimento (Lab-Chow 5001) y agua ad 

libitum. Tanto el peso corporal como la cantidad de alimento consumida se registraron 

diariamente. El consumo de alimento se obtuvo por diferencia de peso entre lo que se les 

ofreció (50 g) y lo que dejaron al día siguiente. El registro se realizó siempre entre 11 y 12 

pm.  

 

Las ratas machos y hembras fueron asignadas a uno de los siguientes grupos: control 

(C), n=12 ó 9 para hembras o machos respectivamente, con consumo ad libitum de agua 



y alimento; anorexia por deshidratación (AX) n=16 ó 12 para hembras o machos 

respectivamente, con consumo de agua con NaCl al 2.5%; pareado (RA) n=12 ó 9 para 

hembras o machos respectivamente, a los que se ofreció sólo la cantidad de alimento 

consumida por el grupo AX (promedio del consumo de 6 experimentos anteriores). Una 

parte de animales hembras de cada grupo (n=4 ó 3) fueron sacrificados el día 1, ó  3 ó 5 ó 

7, mientras que los machos (n=4 ó 3) se sacrificaron el día 3 ó 5 ó 7. El sacrificio se 

realizó por decapitación, se extrajeron los cerebros y adenohipofisis y se guardaron a –70 

º C para su posterior análisis.  La sangre del tronco fue colectada y una vez que se formó 

el coágulo, se centrifugó a 4000 rpm y 3 ºC por 20 min.; el suero se extrajo para analizar 

el contenido de tirotropina (TSH), hormonas tiroideas (T3 y T4) y corticosterona por 

radioinmunoensayo (RIA).  

Los cerebros fueron disecados en congelación obteniendo las regiones del NPV, e 

hipotálamo lateral izquierdo y derecho (Paxinos y Watson, 2003). De cada región se 

extrajo el RNA (Chomczynzki y Sacchi. 1986) y se semicuantificó el contenido de RNAM 

de proTRH y CRH-R2 en el NPV, proCRH en el HL, y proTRH-R1 y PPII en adenohipófisis 

por el método de la reacción en cadena de la polimerasa (RT-PCR).  

 

INYECCIÓN DE ANTISAUVAGINA-30 EN EL NÚCLEO PARAVENTRICULAR DEL 

HIPOTALAMO. 

Animales 

Ratas macho de la cepa Wistar (n=12), con peso aproximado de 306 gramos (rango: 265-

376 g), se mantuvieron en el bioterio en condiciones controladas de luz y temperatura 

(similares a las descritas anteriormente) con agua y alimento ofrecido ad libitum, por dos 

semanas tanto antes como después de la inserción de la  cánula. El peso corporal, el 

alimento y el agua consumidos se registraron diariamente.  

 

Cirugía: canulación 

Las ratas fueron anestesiadas con Ketamina (Anestek) y Xilacina (Rompum), siendo la 

dosis dependiente al peso (73.3 unidades de Ketamina/kg y 60 unidades de Xilacina/kg) 

posteriormente, la cabeza fue rasurada y limpiada con yodo y alcohol. Las ratas se 

colocaron en el marco estereotáxico y por medio de un bisturí el cráneo fue expuesto y el 

tejido periótico separado con una legra.. Las coordenadas estereotáxicas del área 

parvicelular anterior del núcleo paraventricular del hipotálmo, son AP= -1.08; L= 0.2; V= 

7.2 (Paxinos y Watson, 2003). La cánula (12mm de largo) fue introducida a través de un 



aparato estereotáxico, procurando restar 1 mm a la coordenada vertical final para la 

correcta colocación del inyector y una vez en sitio, se colocó en el trépano una esponja 

quirúrgica absorbente y cera de osso® (utilizada en el tejido óseo para detener 

hemorragias) para sellar. Inmediatamente se colocó acriíico dental tanto en la base de la 

cánula como en los tornillos (acero, 4 mm) para fijar todo al cráneo. Una vez seco el 

acrílico, se separó la cánula de la torre del aparato estereotáxico y se colocó acrílico 

dental adicional. Cuando se secó la última capa de acrílico,  se procedió a suturar y a 

colocar pomada amarilla® (pomada antiséptica y cicatrizante de uso veterinario). 

Posteriormente, se otorgó un periodo de recuperación y cicatrización de una semana a 

todos los individuos. Las ratas fueron colocadas, desde la implantación hasta el final del 

experimento, en cajas individuales con tapas invertidas con el proposito de evitar lesiones 

provocadas por el roce de la cánula y la tapa. Las infecciones eventuales fueron tratadas 

con pomada amarilla® y agua destilada. Las tapas o mandrilaes de las cánulas fueron 

removidos diariamente con pinzas para evitar el atascamiento provocado por las sales del 

liquido cerebral. Aquellos individuos que por alguna razón perdieron el implante o lo 

cambiaron de posición o que sufrieron infecciones de gravedad, fueron sacrificados con 

CO2, de acuerdo a las normas éticas del uso de animales de laboratorio bajo las cuales se 

rige el Instituto Nacional de Psiquiatría Ramón de la Fuente. 

 

Grupos experimentales: 

Se formaron 4 grupos de animales aleatoriamente, los cuales fueron inyectados 

diariamente durante 7 días con 1 µl de las siguientes sustancias y dosis: 1) DA: ASV-30  

dosis alta (60 nmol / 1 µl) , 2) DM: ASV-30 dosis media (30 nmol / 1 µl), 3) DB:  ASV-30 

dosis baja (15 nmol / 1 µl) y 4) CAX: solución salina al 0.9% (1 µl). Todos los grupos 

fueron sometidos a estrés por deshidratación, ofreciéndoseles sólo agua con sal al 2.5% 

como líquido para beber y la misma clase de alimento descrito para los experimentos 

anteriores. 

Diariamente durante 7 días, las ratas de los grupos DA, DM y DB recibieron una inyección 

de ASV-30 o solución salina, dependiendo de su grupo, a través de la cánula y con la 

ayuda de una jeringa Hamilton de 5 µl conectada por un cateter a un inyector de 13 mm, 

el cual se colocó manualmente manteniendo a la rata en libre movimiento. La dosis 

correspondiente a cada grupo se inyectó paulatinamente en un lapso de 10 segundos con 

una pausa de 1 minuto para finalmente retirar el inyector y colocar de nuevo el mandril de 

la cánula.  



En el octavo día del experimento todos los animales se sacrificaron por decapitación, la 

adenohipófisis y el cerebro se extrajeron y guardaron a –70 ºC para su posterior disección 

(en NPV, e hipotálamo lateral izquierdo y derecho (Paxinos y Watson, 2003) y semi-

cuantificación de RNAM de proTRH y CRH-R2 en el NPV, proCRH en el HL además de 

TRH-R1 y PPII en adenohipófisis. La sangre fue colectada en tubos esterilizados y una 

vez que se formó coágulo fue centrifugada (20 min, 4000 rpm, 3 º C) y el suero extraído 

para analizar el contenido de tirotropina (TSH), hormonas tiroideas (T3 y T4) y 

corticosterona por RIA.  

 

Extracción de RNA 

Cada una de las secciones disecadas (NPV, HLi, HLd) así como la adenohipofisis, fueron 

sometidas a extracción de RNA por el método de Tiocinato de Guanidina (Chomczynzki y 

Sacchi, 1986). Se calculó la cantidad necesaria de solución D (4 M de Tiocinato de 

Guanadina, 25mM de citrato de sodio, 0.5% de sacrosil pH 7) para cada tejido (1 ml de 

solución D por cada 100 mg de tejido) y una vez separada esta cantidad en condiciones 

asépticas, se le agregaron 35 µl de β- mercaptoetanol por cada 5 ml de solución D. El 

tejido fue colocado en hielo seco y posteriormente, se le agregó la cantidad 

correspondiente de solución D: para NPV, HLi y HLd = 150 µl; para adenohipófisis 100- 

120 µl. Esta cantidad corresponde en cada caso a 1 volumen. Posteriormente, el tejido fue 

tratado con ondas ultrasónicas (Sonics Vibra- Cell, Ultrasonic Processor) para crear una 

solución homogénea y a la mezcla resultante se le agregó 1/10 de volumen de acetato de 

sodio, 1 vol de fenol saturado (con agua tratada con dietilpirocarbonato, DEPC), y 45 µl de 

una mezcla cloroformo-isoamílico (24:1). Pasados 15 min., los tejidos fueron 

centrifugados a 3 ºC a 10,000 rpm durante 20 min. (Eppendorf, Centrifuge 5810 R). Al 

terminar la centrifugación, se separó la fase acuosa con ayuda de una pipeta y se le 

agregó 1 vol de isopropanol al 99.96% y se dejó reposando toda la noche a -22 º C.  

El día siguiente se lavaron las muestras: se comenzó centrifugándolas a 14,000 rpm 

durante 30 min a 3º C; se decantó el isopropanol y se colocó 1 vol de etanol al 75%, se 

agitó con un vórtex (Daiger Vorteg, Genie 2) hasta que se separó el precipitado del fondo 

del tubo; se centrifugaron nuevamente en las mismas condiciones por 12 min., y se 

decantaron. El procedimiento se repitió 2 ocasiones más. El RNA se secó bajo vacío 

(Eppendorf, Vacufuge) y cada muestra se disolvió en 10 µl de agua tratada con DEPC. Se 

procedió a la cuantificación del RNA presente con la ayuda de un biofotómetro 

(Eppendorf, Biophotometer) a 260 nm. Se determinó la relación entre el contenido de RNA 



vs el de sales midiendo a 230 nm y el de RNA vs el contenido de proteínas a 280 nm. 

Sólo cuando la relación de ambos parámetros fue igual o mayor a 1.5 se utilizó el RNA 

para determinaciones posteriores (de lo contrario se procedió a lavar como está descrito 

arriba). Una vez calculada la cantidad de RNA (1O.D. = 40 µg de RNA), se observó el 

grado de degradación introduciendo una alícuota de 0.5 µg de RNA en 4 µl de agua en un 

gel de agarosa al 1 % (0.75 g de agarosa Standard Lowm (Biorad), 15 ml de TBE 5 X 

(buffer) y 45 ml de agua miliQ esteril). Si la relación entre la densidad de las bandas de los 

RNAs de 28s y 18s es mayor a 1  se procedió a realizar la transcripción reversa del RNA y 

posteriormente la PCR. 

Todas las soluciones y el material utilizado en este procedimiento fueron debidamente 

esterilizados y/ó tratados con DEPC.  

 

Reacción en cadena de la polimerasa- transcriptasa reversa (RT- PCR) 

Las alícuotas de RNA se calentaron (1 µg /12 µl de agua) en baño maría a 65 º C durante 

5 min, y posteriormente las muestras se colocaron directamente en hielo. Se adicionó la 

mezcla de RT a cada tubo: 8.9 µl de agua bidestilada con DEPC, 6.0 µl de buffer RT 5X 

(250 mM Tris- HCI, 375 mM KCI, 15 mM MgCl2),30 µl ditiotreitol (DTT) 0.1 M 10 X. 0.6 µl 

de dNTPs 10 mM, 1.0 µl de oligo dT 0.5 µg /µl y 0.5 µl de transcriptasa reversa (M- MLV 

RT, 200 u/µl). Las muestras se incubaron a 37 º C durante dos horas. Al término de la 

incubación se tomaron 4 µl de la mezcla de reacción cDNA y se adicionó la mezcla de 

PCR a cada muestra que contiene: 33.5 µl de agua bidestilada estéril con DEPC, 5 µl de 

buffer Taq DNA polimerasa (5 u/µl) 10 x, 1.0 µl de dNTPs 10 mM, 1.0 µl del 

correspondiente oligonucleótido sentido, 1.0 µl del correspondiente oligonucleótido 

correspondiente antisentido 1.5 µl de MgCl 1.5 mM y 0.5 µl de Taq DNA polimerasa 5 u/ µl 

(Invitrogen, Taq DNA polymerase, recombinant). 

Psteriormente se colocaron los tubos en el termociclador Eppendorf (Mastercycler 

Gradient). En el anexo 1 se muestran las secuencias de los oligonucleótidos estudiados, 

así como de los genes controles y en el anexo 2 los ciclos y condiciones de amplificación 

para cada gen y cada región del cerebro a ser estudiada. 

Después de la amplificación de los genes se realizó una electroforesis para 

semicuantificar los productos. La ciclofilina se utilizó como gel control dr TRH, TRH-R1, 

TRH-R2, CRH-R2 y PPII; se utilizó la ciclofilina en este caso ya que el tamaño del 

amplificado es diferente a los genes en estudio, permitiendo que las bandas en el gel se 

separen. El G3PDH se utilizó como gen control del CRH, por la misma razón que en el 



caso de la ciclofilina. Se preparo un gel de agarosa al 2%. los geles de agarosa se 

prepararon de la siguiente manera: para 75 ml se usaron 1.5 g de agarosa Standard-Iowm 

(Biorad), 15 ml de TBE 5X y se aforó a 75 ml con agua miliQ. 

Del producto del PCR se tomaron 12 µl del gen en cuestión, 4 µl del gen control y se 

adicionaron 2 µl de loading buffer (0.025 g de azul de bromofenol, 0.025 de xileno cyanol, 

5ml de glicerol) para teñir el DNA y que se observen las bandas de electroforesis en un 

transiluminador. Posteriormente se realizó la semicuantificación de los genes en estudio 

por densitometría utilizando el programa de American Applied Biotechnology 

 

Radioinmunoensayo de T4  

Para medir la concentración sérica de T4 se utilizó el kit “Coat-A-Count total T4” de la 

marca DPC; la sensibilidad del ensayo es de 0.25 µg/ dl y el antisuero de “Coat-A Count 

total T4” es altamente específico para la T4 , con una reactividad cruzada del 100% para 

la T4 (dosis mínima detectable = 0.25 µg/dl,)  y extremadamente baja para con otros 

compuestos que se encuentran de manera natural en las muestras. Además la presencia 

de diferentes concentraciones proteicas en las muestras no tienen efecto significativo con 

el ensayo de “Coat-A-Count total T4”. 

El radioinmunoensayo es de fase sólida en donde la T4 marcada con 125I compite durante 

un tiempo fijo con  la T4 de la muestra problema por sitios de unión con el anticuerpo. 

Esta reacción tiene lugar en presencia de agentes bloqueadores que sirven para liberar la 

T4 unida de las proteínas transportadoras. De ahí que el ensayo mide T4 total ya que 

tanto la T4 libre como la unida a proteínas pueden competir con la  T4 125I por los sitios de 

unión del anticuerpo. Debido a que el anticuerpo está inmovilizado a la pared de un tubo 

de polipropileno, la simple decantación del sobrenadante es suficiente para terminar la 

competencia y aislar la fracción de T4 125I unida al anticuerpo.  

 

Antes de iniciar el procedimiento todos los componentes se llevaron a temperatura 

ambiente. Se marcaron cuatro tubos de ensayo: 2 tubos T y dos tubos NSB. De los tubos 

recubiertos con “T4 total Ab” se marcaron por duplicado los correspondientes a la curva 

estándar desde la A (unión máxima) hasta la F; la curva va de 0, 1, 4, 10, 16 y 24 µg/ dl 

de T4; también se marcaron por duplicado los tubos para las muestras. Posteriormente se 

colocaron 25 µl del calibrador cero en los tubos de unión no específica (NSB) y A y 25 µl 

de cada uno de los calibradores restantes y de las muestras sin diluir en su respectivo 

tubo. Se agrego 1 ml de 125I T4 total a todos los tubos y se agitaron con vórtex breve y 



suavemente. Se incubaron los tubos durante una hora a 37 º C en baño maría. Después 

de la incubación se decantaron por completo todos los tubos excepto los T. Finalmente se 

cuantificaron las muestras en el contador gamma durante 1 min por tubo. Se 

transformaron los valores de cpm de la curva estándar y de las muestras problema a µg 

de T4 utilizando el software “Enri” de transformación matemática a través de una 

regresión de logit-log. Los resultados se expresan en µg/ dl. 

 

Radioinmunoensayo de T3 

Para medir la concentración sérica de T3 se utilizó el kit “Coat- A – Count total T3” de la 

marca DPC; la sensibilidad del ensayo es de 7 ng/dl y el antisuero utilizado es altamente 

específico para T3 (dosis minima detectable= 7 ng/dl), con una reactividad cruzada del 

100% para la T3 y extremadamente baja con otros compuestos que se que se encuentran 

de manera natural en las muestras. Además la presencia de diferentes concentraciones 

proteicas en las muestras no tienen efecto significativo con el ensayo de  T3”. 

Se realizó un ensayo en fase sólida en donde la T3 marcada con 125I compite durante un 

tiempo fijo con la T3 de la muestra problema por sitios de unión con el anticuerpo. Esta 

reacción tiene lugar en presencia de agentes bloqueadores que provocan la liberación de 

T3 unida a las proteínas transportadoras, por lo que es posible medir T3 total ya que tanto 

la T3 libre como la unida a proteínas puede competir con la T3 125I por los sitios de unión 

del anticuerpo. Debido a que el anticuerpo esta inmovilizado a la pared de un tubo de 

polipropileno, la simple decantación del sobrenadante es suficiente para terminar la 

competencia y aislar la fracción de T3 125I unida al anticuerpo.  

 

Antes de iniciar el procedimiento todos los componentes se llevaron a temperatura 

ambiente. Se marcaron cuatro tubos de ensayo: 2 tubos T y dos tubos de unión no 

específica (NSB) que no contienen anticuerpo (Ab). De los tubos recubiertos con Ab, se 

marcaron por duplicado los que corresponden a la curva estándar desde la A (unión 

máxima) hasta la F; la curva va de 0, 20, 50,100, 200 y 600 ng/ dl de T3; también se 

marcaron por duplicado los tubos para las muestras problema. Posteriormente se 

colocaron 100 µl del calibrador cero a en los tubos NSB y A y 100 µl de cada uno de los 

calibradores restantes y de las muestras sin diluir en cada tubo previamente marcado. Se 

agrego 1 ml de 125I T3 total a todos los tubos y se agitaron con un vórtex breve y 

suavemente. Se incubaron los tubos durante 2 horas a 37 º C en baño maría. Después de 

la incubación se decantaron por completo los tubos excepto los T. finalmente se 



cuantificaron las muestras en el contador gamma durante 1 min por tubo. Se 

transformaron los valores de cpm de la curva estandar y de las muestras a ng de T3 

utilizando el software “Enri” de transformación matemática a través de una regresión de 

logit-log. Los resultados se expresan en ng/ dl. 

 

Radioinmunoensayo de Corticosterona  

Para medir la concentración sérica de corticosterona se utilizó el kit “Coat-A–Count rat 

corticosterona” de la marca DPC; la sensibilidad del ensayo es de 7 ng/dl y el antisuero es 

altamente específico (dosis mínima detectable = 5.7, 95% B/Bo) con una reactividad 

cruzada del 100% para la corticosterona y extremadamente baja con otros compuestos 

que se que se encuentran de manera natural en las muestras. Además la presencia de 

diferentes concentraciones proteicas en las muestras no tienen efecto significativo con el 

ensayo de  corticosterona. 

El ensayo es de fase sólida en donde la corticosterona marcada con 125I compite durante 

un tiempo fijo con la corticosterona de la muestra problema por sitios de unión con el 

anticuerpo. Esta reacción tiene lugar en presencia de agentes bloqueadores que sirven 

para liberar la corticosterona unida a proteínas transportadoras. De ahí que el ensayo 

mida corticosterona total ya que tanto la corticosterona libre como la unida a proteínas 

puede competir con la 125I corticosterona por los sitios de unión del anticuerpo. Debido a 

que el anticuerpo está inmovilizado a la pared de un tubo de polipropileno, la simple 

decantación del sobrenadante es suficiente para terminar la competencia y aislar la 

fracción de 125I corticosterona unida al anticuerpo.  

 

Antes de iniciar el procedimiento todos los componentes se llevaron a temperatura 

ambiente. Se marcaron cuatro tubos de ensayo: 2 tubos T y dos tubos NSB. De los tubos 

recubiertos con anticuerpo anti corticosterona (Ab), se marcaron por duplicado los 

correspondientes a la curva estandar desde la A (unión máxima) hasta la H; las 

concentraciones de la curva van de 0, 20, 50,100, 200, 500,1000 y 2000 ng/ dl de 

corticosterona; también se marcaron por duplicado los tubos para las muestras problema. 

Posteriormente se adicionaron 50 µl del calibrador cero a los tubos NSB y A y 50 µl de 

cada uno de los calibradores restantes y de las muestras sin diluir en cada tubo 

previamente marcado. Se agrego 1 ml de 125I rat corticosterone a todos los tubos y se 

agitaron con vórtex breve y suavemente.  Se incubaron los tubos durante 2 horas a 

temperatura ambiente. Después de la incubación se decantaron por completo los tubos 



excepto los T y se cuantificaron en el contador gamma durante 1 min por tubo. Se 

transformaron los valores de cpm de la curva estandar y de las muestras a pg de 

corticosterona utilizando el software “Enri” de transformación matemática a través de una 

regresión de logit-log. Los resultados se expresan en ng/ ml. 

 

Radioinmunoensayo de TSH 

La curva estándar (por triplicado) y los controles (por duplicado) fueron preparados de la 

siguiente manera: a los tubos NSB se les adicionaron 300 µl de amortiguador RIA 

(amortiguador de fosfatos 50 mM pH 7.5 + 150 mM NaCl + 0.25% BSA + 50 mM EDTA); a 

los tubos de unión máxima o Bo se les adicionaron 200 µl del amortiguador RIA y 100 µl 

de anticuerpo contra TSH (Ab) (1  µl Ab contra TSH en 300 µl amortiguador, dilución 1: 

375,000). Posteriormente, se preparó la curva estándar de TSH con 10, 25, 50, 100, 250, 

500, 1000, 2000 y 4000 pg/200 µl del amortiguador RIA y se les adicionaron 100 µl de Ab. 

También se preparó una curva con suero de ratas controles (eutiroideas) como estándar 

interno. Se prepararon tubos con 10, 25, 50, 100 y 200 µl de suero, se completaron a 200 

µl con amortiguador RIA y se adicionaron 100 µl de Ab contra TSH. 

Simultáneamente, se prepararon tubos de las muestras problema, se tomaron 100 µl de 

suero de cada muestra y se adicionaron a todos los tubos 100 µl de Ab contra TSH y 100 

µl de amortiguador RIA para obtener un volumen final de 300 µl.  

Posteriormente, se incubaron todos los tubos a temperatura ambiente por 18-24 horas. 

Terminado el tiempo de incubación, se adicionaron a todos los tubos 100 µl de 125I – TSH 

(10,000 cpm) y se incubaron de nuevo a temperatura ambiente entre 18 a 24 horas. 

Después se adicionaron a los tubos (excepto a los T) 1 ml de polietilenglicol al 4 % en 

PBS y se centrifugaron a 5,000 rpm a 4ºC durante 30 min. Se aspiró el sobrenadante y se 

procedió a la lectura de cada tubo en un contador de radiaciones gamma.  

Se transformaron los valores de cpm de la curva estándar y de las muestras a pg de TSH 

utilizando el software “Enri” de transformación matemática a través de una regresión logit-

log. Los resultados se expresan en ng/ml. 

 

Análisis estadísticos 

Se realizaron en todos los experimentos, análisis de varianzas de una vía (ANOVA) de 

una vía proseguida de la prueba post-hoc de Fisher con el objetivo de determinar, para 

cada variable medida ( RNAM de CRH-R2, RNAM de proTRH, peso, etc), las diferencias 

entre cada grupo expèrimetal (control, AX y RA), considerando una diferencia significativa 



a partir de p<0.05. En el caso específico de la comparación entre machos y hembras se 

realizó una ANOVA de 3 vías. 

 



7.0 RESULTADOS.  

 

7.1 Cinética de cambios durante 7 días de estrés por deshidratación en hembras. 

 

Hembras. 

Figura 1. Peso 
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Cambios en el peso corporal durante la cinética de cambios por 7 días bajo estrés por deshidratación en 
hembras. Valores expresados como porcentaje de diferencia con respecto al grupo control (c=100%; promedio 
de gramos ± EEM, 238 ± 1g). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran 
diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05. Diferencias vs control: ***p<0.001, ****p<0.0001; 
diferencias con AX: ++p<0.01, +p<0.05. 
 

Desde el día uno del experimento disminuyó el peso corporal en el grupo AX (92 ± 0.6 %) 

y RA (94 ± 0.4 %), (p<0.0001) en comparación con el control (100 ± 0.8 %; 237 ± 2.1 g), 

que continuó hasta el día 7 del experimento (control = 100 ± 1.8 %; 240 ± 4.3 g, AX = 75 ± 

1.6 %; RA = 82 ± 0.9 %; p<0.001 RA vs. control, p<0.0001 AX vs. control). El peso del 

grupo AX también disminuyó desde el día 2 en comparación a RA (p<0.01) .Dicha 

disminución se acentuó hasta el día 7 (p<0.05). (Figura 1) 



 

Figura 2. Consumo de alimento. 
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Consumo de alimento durante la cinética de cambios por 7 días bajo estrés por deshidratación en hembras. 
Los valores están expresados como porcentaje de diferencia con respecto al grupo control (c=100%; 
promedio de gramos ± EEM, 17±0.5g). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran 
diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05.Diferencias vs control: ****p<0.0001. 

 

El grupo AX (48 ± 3 %) y el de RA (54 ± 5 %) presentaron una disminución en su consumo 

de alimento desde el día 1 vs el consumo del grupo control  (100 ± 3 %; 17 ± 0.5 g). Dicha 

diferencia se mantuvo hasta el día 7 (control = 100 ± 4.04 %; 14 ± 0.5g; AX = 5 ± 2 %; RA 

= 6 ± 3 %; p<0.0001). No existieron diferencias entre el grupo de AX y RA en ningún día. 

(Figura 2) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 Figura 3. Consumo de alimento con respecto al peso corporal (g/Kg). 

Con objetivo de normalizar el consumo de alimento con el peso corporal de cada grupo, 

se graficó el consumo de alimento en relación al peso  diario de cada rata.  
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Consumo de alimento con respecto al peso durante la cinética de cambios por 7 días bajo estrés por 
deshidratación en hembras.  Los valores están expresados como un promedio del porcentaje de diferencia 
con respecto al grupo control (c=100%; promedio de gramos diarios de alimento ± EEM, 73 ± 2.2 g/Kg). 
Análisis ANOVA de una vía, Prueba post-hoc de Fisher. Se consideraron diferencias significativas entre 
grupos cuando p<0.05. Diferencias vs control: **p<0.01, ***p<0.00. 

 
Se observó una diferencia significativa (p<0.01) desde el día 1 entre el grupo AX (52 ± 

3.09 %) y el grupo RA (57 ± 4.8 %) con respecto al control (100 ± 3.2 %; 72.5 ± 2.3 g/Kg). 

Esta disminución se acentuó hasta el día 7 (control = 100 ± 6 %; 59 ± 3 g/Kg; AX = 6.4 ± 4 

%; RA = 6.7± 6.7 %). 

No hubieron diferencias significativas entre el grupo RA y AX en ninguna etapa de la 

cinética (Figura 3). 

 



Figura 4. Consumo de líquido 
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Consumo de líquido durante la cinética de cambios por 7 días bajo estrés por deshidratación en hembras 
(n=30). Se registró diariamente la cantidad de líquido consumido. Los valores están expresados como un 
promedio del porcentaje de diferencia con respecto al grupo control (c=100%; promedio de ml de agua ± EEM, 
47 ± 0.7 ml). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas 
entre grupos cuando p<0.05.  
 
No existieron diferencias significativas entre los grupos en el caso del consumo de líquido 

(Figura 4). 

 

Figura 5. Corticosterona sérica 
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Concentración de corticosterona sérica durante los días sometidos a estrés por deshidratación en hembras. 

Corticosterona sérica cuantificada por RIA. Los valores son el promedio ± EEM de la concentración de la 

hormona expresada en ng/ml. Valores control: día 1= 790 ± 8.7ng/ml; día 3= 732 ± 31.5 ng/ml; día 5= 658 ± 
63.4 ng/ml; día 7= 130 ± 15.1 ng/ml). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideraron 
diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05. Diferencia vs control: *p<0.05, **p<0.01, ****p<0.0001.  

 



En el día 1 no se observaron diferencias  entre el control (100 ± 1.1 %; 790 ± 8.7 ng/ml), 

AX (97 ± 8.3 %; 764 ± 66.2 ng/ml) y RA (75 ± 10.3 %; 596 ± 81.7 ng/ml). En el día 3 el 

grupo RA (189 ± 28.8 %; 1381 ± 211.1 ng/ml) mostró un aumento del 89 % (p<0.05) con 

respecto al grupo control (100 ± 4.3 %; 732 ± 31.5 ng/ml) mientras que AX, aunque 

aumentó (146 ± 31 %; 1036 ± 188.6 ng/ml), no presentó diferencias con ninguno de los 

grupos.  

En el día 5 tanto AX (207 ± 4.9 %; 1364 ± 32.7 ng/ml) como RA (198 ± 11.1 %; 1303 ± 73 

ng/ml) aumentaron la concentración de corticosterona cuando comparamos con el grupo 

control (100 ± 9.6 %; 658 ± 63.4 ng/ml). Esto también ocurrió en el día 7, en donde el 

aumento observado en el grupo AX (294 ± 22.8 %; 382 ± 29.7ng/ml) con respecto al 

control (100 ± 16.4 %; 130 ± 15.1 ng/ml) fue de 194 % (p<0.01) mientras que RA aumentó 

un 202 %  (302 ± 47.9 %; 392 ± 62.3 ng/ml) (p<0.01) también con respecto al control 

(Figura  5). 

 

Figura 6. TSH sérico. 
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Concentración de TSH sérico  durante los días sometidos a estrés por deshidratación en hembras (n=30). 

TSH sérico cuantificado por RIA. Los valores son el promedio ± EEM de la concentración de la hormona 

expresada en ng/ml. Valores expresados en concentración de ng/ml. Valores del control: día 1= 1.4 ± 0.2 
ng/ml; día 3= 1.4 ± 0.2 ng/ml; día 5= 1.8 ± 0.3 ng/ml; día 7= 1.5 ± 0.2 ng/ml. Análisis ANOVA de una vía, 
prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05.Diferencias vs 
control: *p<0.05; diferencias vs AX: +p<0.05, ++p<0.01 
 

En el día 1 se observó una disminución significativa en RA (74 ± 6.2 %; 1 ± 1.08 ng/ml) de 

55.2 % (p<0.05) con respecto al AX (129 ± 0.07 %; 2 ± 0.2 ng/ml) mientras que ninguno 

fue diferente vs el control (100 ± 11.5 %; 1 ± 0.1 ng/ml).  

En el día 7 el grupo AX presentó un aumento del 51%  (151 ± 21.5 %) (p<0.05) con 

respecto al control (100 ± 13.4 %; 2 ± 0.1 ng/ml), mientras que el grupo RA (74 ± 12.9 %; 



1 ± 0.1 ng/ml) tuvo una disminución de 77.2 % (p<0.01) con respecto a AX. No existieron 

diferencias entre RA y el control. (Figura 6) 

 

Hormonas tiroideas. 

Figura 7. Contenido sérico de T3 
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Concentración de T3 sérico  durante los días sometidos a estrés por deshidratación en hembras  (n=30). T3 
sérico cuantificado por RIA. Valores del control: día 1= 93 ± 4 ng/dl; día 3= 81 ± 5 ng/dl; día 5= 79 ± 7 ng/dl; 

día 7= 62 ± 2 ng/dl. Los valores expresados son el promedio ± EEM de la concentración de la hormona 

expresada en ng/dl Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias 
significativas entre grupos cuando p<0,05. Diferencias vs control: *p<0.05, **p<0.01. 
 

Las diferencias aparecieron hasta el dia 3 donde hubo una disminución de 41 % (p<0.01) 

del grupo AX (59 ± 7.3 %; 48 ± 5.9 ng/dl) contra el grupo control (100±9.6 %; 81 ± 5.1 

ng/dl), mientras que el grupo RA  (77 ± 7.5 %; 62 ± 6.1 ng/dl) no presentó diferencias 

contra ningún grupo. Esto mismo se observó en el día 5; AX tuvo valores menores (64 ± 6 

%; 53 ± 4.4 ng/dl) al comparar contra el control (100 ± 8.5 %; 80 ± 6.8 ng/dl) (p<0.05), 

mientras que el grupo RA (77 ± 16.3 %; 62 ± 13 ng/dl) continuó sin presentar diferencias.  

En el día 7, la disminución significativa de AX (64 ± 3.2 %; 40 ± 2.02 ng/dl) con respecto al 

control (100 ± 3.7 %; 62 ± 2.3 ng/dl) se mantuvo en un porcentaje de 36 % (p<0.01) y 

además se observó una disminución de 26 % (p<0.01) de RA (74 ± 9 %; 45.7 ± 5.6 ng/dl) 

con respecto al control (Figura 7). 

 

 

 

 

 



Figura 8. Contenido sérico de T4. 
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Concentración de T4 sérico  durante los días sometidos a estrés por deshidratación en hembras (n=30). T4  

sérico cuantificado por RIA. Los valores expresados son el promedio ± EEM de la concentración de la 

hormona expresada en ug/dl. Valores del control: día 1= 4 ± 0.3 ug/dl; día 3= 4 ± 0.3 ug/dl; día 5= 2.5 ± 0.1 
ug/dl; día 7= 2.4 ± 0.1 ug/dl.  Valor crudo del control Análisis ANOVA, prueba post-hoc de Fisher. Se 
consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05.Diferencias vs control: ****p<0.0001; 
diferencias vs AX: ++++p<0.0001. 
 

En el caso de la hormona tiroidea T4, en el día 5 el grupo de AX (237 ± 5.4 %; 6 ± 0.1 

ug/dl) presentó un aumento significativo de 137 % (p<0.0001) al compararlo contra el 

control (100 ± 5.7 %; 3 ± 0.1ug/dl), mientras que RA (113 ± 0.6 %; 3 ± 0.02 µg/dl)  tuvo 

una disminución de 123 % (p<0.0001) en comparación con AX, pero no presentó 

diferencias con respecto al control. 

En el día 7, no se observaron diferencias entre ninguno de los grupos experimentales 

(control = 100 ± 2.5 %; 2 ± 0.06ug/dl; AX= 99 ± 6.2 %; 2 ± 0.4ug/dl, RA = 76 ± 9.4 %; 2 ± 

0.2ug/dl) (Figura 8). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Figura  9. Expresión del gen proTRH en el Núcleo Paraventricular (NPV) del 

Hipotálamo. 
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Expresión de proTRH en el NPV durante los días sometidos a estrés por deshidratación en hembras (n=30). 
Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de tiocinato de 
guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio del cociente de la densidad de la banda 
correspondiente a  TRH/ciclofilina ± EEM y  expresados como  % del control (control = 100% ± EEM). Análisis 
ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05. Diferencias vs control:*p<0.05, ***p<0.001; diferencias vs AX: +p<0.05, ++p<0.01, ++++p<0.0001. 

 
En todos los días del experimento, se encontraron disminuciones entre RA y el control 

que fueron de: día 1, 60 % (control = 100 ± 7.2%; RA =40 ± 1%); día 3, 20 % (control =  

100 ± 7; RA = 80 ± 2.1); día 5, 16 % (control = 100 ± 3.5 %; RA = 85 ± 2.8 %); día 7, 62 % 

(control = 100 ± 20.2 %; RA = 38 ± 13.5 %). El grupo de AX nunca fue diferente del 

control, con excepción del día 5, en donde AX (133 ± 3 %) tuvo valores aumentados con 

respecto al control (100 ± 4 %). Por otro lado, AX siempre fue diferente a RA. (Figura 9) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Figura 10. Expresión del gen CRH-R2 en el NPV 
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Expresión de CRH-R2 en el NPV durante los días sometidos a estrés por deshidratación en hembras (n=30). 
Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de tiocinato de 
guanidina, seguida de RT-PCR. Valores obtenidos son el promedio del cociente de la densidad de la banda 

correspondiente a CRH-R2/ciclofilina ± EMM y expresados como % del control (control = 100% ± EEM). 
Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos 
cuando p<0.05.Diferencias vs control: **p<0.01, ****p<0.0001; diferencias vs AX: +p<0.05, +++p<0.001, 
++++p<0.0001. 

 
La expresión de CRH-R2 cambió diferencialmente entre AX y RA los días 1, 3 y 5.  

En el día 1 de la cinética hubo un aumento de 50% del RA con respecto al control (100 ± 

10.8%) y  vs el grupo AX.  

Desde el día 3, AX presentó una disminución de 73 %  (28 ± 0.6%) con respecto al control 

(100 ± 1.3 %) y vs RA que también disminuyó al compararlo vs el control (42 ± 4 %).  

En el día 5 el grupo AX (48 ± 0.5) mantuvo la disminución con respecto al control (100 ± 

4.8 %) de 52 %, mientras que RA (121 ± 4.8 %) aumentó 21 %  con vs el control y  AX 

(Figura 10). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Figura 11. Expresión del gen de TRH-R1 en la adenohipófisis. 
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Expresión de TRH-R1 durante los días sometidos a estrés por deshidratación en hembras (n=30). Dicha 
expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de tiocinato de guanidina, 
seguida de RT-PCR. Valores obtenidos son el promedio del cociente de la densidad de la banda 

correspondiente a TRH-R1/ciclofilina ± EMM  expresados en % del control (control = 100% ± EEM). Análisis 
ANOVA, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05.Diferencias vs control: *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001 ****p<0.0001; diferencias con AX: +++p<0.001, 
++++p<0.0001. 
 

Puesto que la expresión del receptor TRH-R1 es un factor más de regulación del 

funcionamiento del eje tiroideo, se midió en adenohipófisis por RT-PCR.  

Desde el día uno se observó que una disminución en el grupo AX (61.9 ± 0.4 %) de un 

38% con respecto al control (100 ± 0.3 %) al igual que en RA (49 ± 0.5 %) donde hubo 

una disminución de 51 %.En el día 3, AX (45 ± 8.4 %) disminuyó con respecto al control 

55 % (100 ± 2.6 %) y también con respecto a RA (92 ± 2 %). En el día 5, RA (149 ± 5.8 %) 

aumentó 71% vs AX (78 ± 2.6 %) y 50 % vs el control (100 ± 3.09 %). AX disminuyó 22 % 

vs control. 

En el día 7, RA aumentó significativamente 39 % con respecto al control (Figura 11). 

 

 

 

 

 

 

 

 



Figura 12. Expresión del gen de la PPII en la adenohipófisis. 
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Expresión de PPII en la adenohipofisis durante los días sometidos a estrés por deshidratación en hembras 
(n=30). Dicha expresión fue semi-cuantificada por RT-PCR. Valores obtenidos son el promedio del el cociente 

de la densidad de bandas correspondiente a  PPII/ciclofilina ± EMM y expresados como % del control (control 
= 100% ± EEM). Análisis ANOVA de una via, Prueba post-hoc de Fisher. Se consideraron diferencias 
significativas entre grupos cuando p<0.05. Diferencias vs control:*p<0.05, **p<0.01; diferencias vs AX: 
+p<0.05, ++p<0.01 
 

En el día 1, la expresión de PPII en el grupo de AX (70 ± 10.3 %) disminuyó en un 30 % 

con respecto al grupo control (100 ± 10 %) y de 29 % con respecto a RA (99 ± 4.01 %). En 

el día 3, el RA (120 ± 21.6 %) presentó un aumento con respecto a AX (53 ± 10.1 %). El 

valor del control fue: 100 ±  5.08 %. En el día 5 AX (62 ± 6.8 %) la expresión de PPII 

disminuyó un 38 % con respecto al control (100 ± 9.6%) y un 37 %  con respecto a RA (98 

± 5.1 %) (Figura 12). 

 

Figura 13.   Expresión del gen de CRH-R1 en la adenohipófisis.  
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Expresión de CRH-R1 en la adenohipofisis durante los días sometidos a estrés por deshidratación en 
hembras (n=30). Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de 
tiocinato de guanidina, seguida de RT-PCR. Valores obtenidos son el promedio del cociente de la densidad de 

la banda correspondiente a CRH-R1/G3PDH ± EMM y  expresados como % del control (control = 100% ± 
EEM). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre 
grupos cuando p<0.05. Diferencias vs control: **p<0.01, ***p<0.001; diferencias vs AX: +p<0.05. 
 

Aunque el contenido del RNAM de CRH-R1 aumentó en los días 1-5 en ambos grupos 

experimentales vs el control, no se presentó diferencia entre ellos. La expresión de CRH-

R1 en el día 1 aumentó en AX (203 ± 7.1 %) con respecto al control (100 ± 1.1 %) y RA 

(154 ± 27.6 %). Por su parte, RA también presentó un aumento de 54 % con respecto al 

grupo control. Este aumento se mantuvo en el día 3, en el cual AX (167 ± 9.9 %) presentó 

un aumento de 67 % con respecto al control (100 ± 4.9 %) y vs RA (180 ± 17 %). El 

aumento se mantuvo en el día 5 para AX (158 ± 12.8 %), que sobrepasó el valor del 

control (100 ± 4.9 %) con 58 %, mientras que RA (127 ±  6.9 %) no presentó diferencias 

con el control pero si con AX (Figura 13). 

     
7.2 Cinética de cambios durante 7 días de estrés por deshidratación en machos. 

Figura  14. Peso. 
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Cambios en el peso corporal durante la cinética de cambios por 7 días bajo estrés por deshidratación en 
machos (n = 30). Las ratas se pesaron diariamente del día 0 al día 7. Los valores están expresados en 
promedio de porcentaje de la diferencia con respecto al grupo control (c = 100%; promedio de g de alimento ± 
EEM, 253 ± 3.2 g). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideraron diferencias 
significativas entre grupos cuando p<0.05. Diferencias vs control: ***p<0.001, ****p<0.0001; diferencias vs AX: 
++p<0.01, +p<0.05. 

  

El peso corporal disminuyó en AX y RA con respecto al control desde el día 1 (control = 

100 ± 2.6 %; 245 ± 2.5g, AX = 90 ± 1.9 %; 221 ± 4.6g, RA = 92 ± 0.3%; 226 ± 0.8 g; 

p<0.001) hasta el día 7 del experimento (control = 100 ± 3.4 %; 267 ± 9.3 g; AX = 68 ± 3.7 



%; 181 ± 10.06 g, RA = 73 ± 1.5%; 196 ± 4.1 g; p<0.01).No hubo diferencias entre RA y 

AX en ninguna etapa de la cinética (Figura 14). 

 

Figura 15.Consumo de alimento 
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Consumo de alimento durante la cinética de cambios por 7 días bajo estrés por deshidratación en machos. 
Los valores expresados en promedio de porcentaje de diferencia con respecto al grupo control (c=100%; 
promedio de gramos ± EEM, 21 ± 0.4 g). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se 
consideraron diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05. Diferencias vs control: ***p<0.001, 
****p<0.0001. 

 

Se observaron disminuciones del grupo AX y RA con respecto al control desde el día 1 

(control = 100 ± 6.09 %; 19 ± 1.1g, AX = 55 ± 2.1%; RA = 57 ±2.3%; p<0.001)  que se 

mantuvieron hasta el día 7 (control = 100 ± 7.6 %; 23 ± 1.7 g, AX = 8 ± 3.5 %; RA = 5 ± 

4.3 %; p<0.001) (Figura 15). 

 

Figura 16. Consumo de alimento con respecto al peso (g/kg) 
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Consumo de alimento con respecto al peso durante la cinética de cambios por 7 días bajo estrés por 
deshidratación en machos(n= 30). Se registró diariamente la cantidad de alimento consumido por las ratas del 
día 0 al día 7, así como el peso corporal. Los valores están expresados en promedio de porcentaje de 
diferencia con respecto al grupo control (c=100%; promedio de g/Kg ± EEM, 81 ± 1 g/Kg). Análisis ANOVA de 
una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05.Diferencias vs  control: **p<0.01, ***p<0.001 

 
El consumo de alimento con respecto al peso en la cinética de machos disminuyó  

(p<0.001) con respecto al control (100 ± 4.03 %; 75 ± 3.04 g/Kg) en RA (62 ± 2.4 %) y AX 

(69 ± 2.1 %), que se mantuvo hasta el día 7(control = 100 ± 4.8 %; 85 ± 4.07 g/Kg; AX = 

11 ± 4.5 %; RA = 7 ± 5.6 %; p<0.0001) (Figura 16). 

 

Figura 17. Consumo de líquido 
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Consumo de líquido (agua o solucion salina al 2.5%) durante la cinética de cambios por 7 días bajo estrés por 
deshidratación en machos. Los valores están  expresados en promedio del porcentaje de la diferencia con 
respecto al grupo control (c=100%; promedio de ml ± EEM, 63 ± 1.6 ml). Análisis ANOVA una vía, prueba 
post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05. Diferencias vs 
control: ***p<0.001; diferencias vs AX:+++ p<0.001.  
 

En el día 1, el consumo de líquido del grupo AX tuvo un comportamiento irregular, 

disminuyendo (50 ± 10 %) con respecto al control (100 ± 8.5 %; 62 ± 5.2 ml) y contra el 

grupo RA (100 ± 9.9 %), mientras que el control y RA se comportaron de manera similar. 

En el día 3, el consumo de RA (80 ± 10.1 %) disminuyó (p<0.001) con respecto a AX (130 

± 21.3 %) pero no con respecto al control (100 ± 9.8; 55 ± 5.4 ml). En el día 7 AX (147 ± 

22.6  %) se aumentó (p<0.001) con respecto al control (100 ± 11.6 %; 72 ± 8.3 ml) y con 

respecto a RA (50 ± 10.8; p<0.001) (Figura 17). 

 

 

 

  



Figura 18.Corticosterona sérica  
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Concentración de corticosterona sérica durante los días sometidos a estrés por deshidratación en machos (n= 
30). Corticosterona sérica cuantificada por RIA. Los valores son el promedio ± EEM de la concentración de la 
hormona expresada en ng/ml. Valores del control: día 3= 334 ± 42.8 ng/ml; día 5= 451 ± 45 ng/ml; día 7= 139 
± 12.7 ng/ml). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideraron  diferencias 
significativas entre grupos cuando p<0.05. Diferencias vs control: *p<0.05, **p<0.01, ****p<0.0001; diferencias 
vs AX: ++++p<0.0001.  

 

Un tercio del total del grupo de machos se sacrificaron en el día 3, 5, y 7  debido a que el 

número de animales fue menor (n=30; n AX= 4; n RA= 3; n control = 3). En el día 3 RA 

(283 ± 18.3 %; 945.5 ± 61.1ng/ml) aumentó la concentración de su corticosterona sérica 

en un 183 % (p<0.0001) con respecto al control (100 ± 12.8 %; 334 ± 42.8  ng/ml) y un 

172% (p<0.0001) con respecto a la AX (111 ± 4.5 %; 372 ± 15.1 ng/ml). El grupo RA 

(160.6 ± 18.1 %; 725 ± 82 ng/ml) siguió manteniendo un aumento con respecto al control 

(100 ±10 %; 451 ± 45 ng/ml) en el día 5 (61%, p<0.05), mientras que AX ( 196 ± 13.6 %; 

884 ± 62 ng/ml) aumentó vs el control en 95.9 %. En el día 7 AX (268 ± 13.4 %; 373 ± 

18.7 ng/ml) y RA (306 ± 24.2 %; 427 ± 33.8 ng/ml) presentaron aumentos vs el control 

(100 ± 9.1 %; 139 ± 12.7 ng/ml) de 168 % (p<0.0001) y de 206% (p<0.0001), 

respectivamente (Figura 18). 

 

 

 

 

 

 

 



Figura 19. TSH sérico 
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Concentración de TSH sérico  durante los días sometidos a estrés por deshidratación en machos (n=30). TSH  
sérico cuantificado por RIA. Los valores son el promedio ± EEM de la concentración de la hormona expresada 
en ng/ml. Valores del control: día 3= 2 ± 0.1 ng/ml; día 5= 1.5 ± 0.2 ng/ml; día 7= 1 ± 0.1ng/ml. Análisis 
ANOVA de una vía. Prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05.Diferencias vs control: *p<0.05; diferencias vs AX: ++p<0.01. 

 

En el día 3, el grupo AX (130 ± 11.8 %; 2 ± 0.2 ng/ml) aumentó 31 % (p<0.05) vs el control 

(100 ± 9.6 %; 2 ± 0.1ng/ml), pero no con respecto a RA (109 ± 6.9 %; 2 ± 0.1ng/ml). En el 

día 7 AX (145 ± 10.2 %; 2 ± 0.1 ng/ml) presentó un aumento con respecto al control (100 ± 

13.5 %; 1 ± 0.1ng/ml) de 45 % (p<0.05), mientras que RA (74 ± 15.8 %; 1 ± 0.2 ng/ml) 

disminuyó vs AX (71 %, p<0.01) pero no con respecto al control (Figura 19). 

 

Hormonas tiroideas 

Figura 20. Contenido sérico de T3 
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Concentración de T3 sérico  durante los días sometidos a estrés por deshidratación en machos (n= 30). T3  
sérico cuantificado por RIA. Los valores son el promedio ± EEM de la concentración de la hormona expresada 



en ng/dl. Valores del control: día 3= 78 ± 10.3 ng/dl; día 5= 76 ± 4.8 ng/dl, día 7= 67 ± 5.1 ng/dl. Análisis 
ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05.Diferencias vs control: *p<0.05, **p<0.01.  

 

En el caso de la hormona sérica T3 el día 3, tanto RA (70 ± 5.1 %; 54 ± 4.01 ng/dl) como 

AX (62 ± 5.1 %; 48 ± 3.9 ng/dl) se observaron disminuidos significativamente con respecto 

al control (100 ± 13.2 %; 78 ± 10.3 ng/dl), con valores de 38 % (p<0.05) y de 30 % 

(p<0.05), respectivamente. No hubieron diferencias significativas entre RA y AX.  

Esta disminución de la concentración de T3 sérico en AX y RA se mantuvo en el día 5, en 

donde AX (75 ± 7.9 %; 57 ± 6.01 ng/dl) difirió del control (100 ± 6.4 %; 76 ± 4.8ng/dl) en 

25% (p<0.05) y RA (60 ± 6.5 %; 45 ± 4.9 ng/dl)  en 40 % (p<0.01). No se observaron 

diferencias significativas entre RA y AX. 

En el día 7, los cambios observados se mantuvieron. AX (60 ± 10.2 %; 40 ± 6.9 ng/dl) 

disminuyó un 41 % (p<0.01) vs el control (100 ± 7.6 %; 67 ± 5.1 ng/dl), mientras que RA 

(69 ± 5.7 %; 46 ± 3.8 ng/dl) disminuyó un 31 % (p<0.05) también en comparación con el 

control (Figura 20). 

 

Figura 21. Contenido sérico de T4  
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Concentración de T4 sérico durante los días sometidos a estrés por deshidratación en machos (n=30). T4  
sérico cuantificado por RIA. Los valores son el promedio ± EEM de la concentración de la hormona expresada 
en ug/dl. Valores del control: día 3= 3 ± 0.2 ug/dl; día 5= 2 ± 0.2 ug/dl; día 7= 1 ± 0.2  Análisis ANOVA de una 
vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05.Diferencias vs control: *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001, ****p<0.0001. 
 

En el caso de la hormona tiroidea T4, los valores de la concentración sérica en el día 3 en 

AX (203 ± 21.4 %; 7 ± 0.7 ug/dl) se observaron aumentados un 103 % (p<0.001) vs el 

control (100 ± 7.9 %; 3 ± 0.2 ug/dl) y en 104% (p<0.001) vs RA (99 ± 15.5%; 3 ± 0.5 

ug/dl). En el día 5, AX (243 ± 18.6 %; 6 ± 0.4 ug/dl) se mantuvo aumentada vs el control 



(100 ± 11.7 %; 2 ± 0.2 ug/dl) en 143 % (p<0.0001) y vs RA (147 ± 13.2 %; 3 ± 0.3 ug/dl) 

en 97 % (p<0.01). RA presentó a su vez un aumento de 47 % (p<0.05) con respecto al 

control.  En el día 7 AX (91± 4.8 %; 2 ± 0.1 ug/dl) no presentó diferencias significativas 

con respecto al control (100 ± 27.4 %; 2.25 ± 0.6 ug/dl); RA (145 ± 16.7 %; 2 ± 0.1 ug/dl) 

tampoco mostró diferencias con respecto al control o AX. (Figura 21) 

 

Figura 22.  Expresión del gen proTRH en el núcleo paraventricular (NPV) del 

hipotálamo. 
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Expresión de proTRH en el NPV durante los días sometidos a estrés por deshidratación en machos (n=30). 
Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de tiocinato de 
guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio del cociente de la densidad de la banda 
correspondiente a TRH/ciclofilina ± EEM y expresada como el % del control (control = 100% ± EEM). Análisis 
ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05.Diferencias vs control:*p<0.05, ****p<0.0001; diferencias vs AX: +++p<0.001, ++++p<0.0001. 

 

La expresión de TRH en el NPV de machos AX aumentó  (184 ± 8.6 %)  84 % (p<0.0001) 

vs el grupo control (100 ± 2.6 %) y 59 % (p<0.0001) con respecto a RA (125 ± 6.2 %). El 

RA también aumentó un 25 % (p<0.05) con respecto al control. En el día 5, la 

concentración de RNAM de proTRH en AX (156 ± 7.03 %) mantuvo su aumento con 

valores de 56 % (p<0.0001) con respecto al control (100 ± 2.8 %). El RA (90 ± 1%) no 

cambió con respecto al control, pero diminuyó con respecto a AX en 66 % (p<0.0001). 

El día 7 mostró que la síntesis de TRH en AX (130 ± 4.06 %) siguió siendo más elevada 

(30 %; p<0.05) con respecto al control (100 ± 8.4 %), mientras que en RA (61 ± 9.5 %) 

disminuyó con respecto al control 39% (p<0.05) y también con respecto a AX en 69 % 

(p<0.001) (Figura 22). 

 

 Figura 23. Expresión del gen de CRH-R2 en el NPV 



CRH-R2 EN PVN 

0
20
40
60
80

100
120
140
160

co
nt

ro
l

an
or

ex
ia

pa
re

ad
o

co
nt

ro
l

an
or

ex
ia

pa
re

ad
o

co
nt

ro
l

an
or

ex
ia

pa
re

ad
o

dia 3 dia 5 dia 7

%
 d

e
l 

c
o

n
tr

o
l

+ ***

**
++++

**

++

 
Expresión de CRH-R2 en el NPV durante los días sometidos a estrés por deshidratación en machos (n=30). 
Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de tiocinato de 
guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio de el cociente de la densidad de la banda 
correspondiente a CRH-R2/ciclofilina y expresados como el % del control (control = 100% ± EEM). Análisis 
ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05.Diferencias vs control: **p<0.01, ***p<0.001; diferencias vs AX: +p<0.05, ++p<0.01, ++++p<0.0001. 

 

La expresión del receptor CRH-R2 en la cinética de machos aumentó un 74 % (p<0.05) 

RA en comparación con la del grupo AX. 

En el día 5, AX (138 ± 2.3%) aumentó un 38 % (p<0.001) vs el control (100 ± 3.3 %) y 62 

% (p<0.0001) vs RA (77 ± 6.8 %), que también disminuyó un 23 % (p<0.01) con respecto 

al control. 

En el día 7, AX (42 ± 5.9 %) volvió a disminuir (58 %, p<0.01) con respecto al control (100 

± 13.3 %) y también (58 %, p<0.01) con respecto a RA (100 ± 14.4 %), el cual no mantuvo 

diferencias con respecto al control (Figura 23). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Figura 24. Expresión de TRH-R1 en la adenohipofisis 
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Expresión de TRH-R1 durante la cinética de cambios por 7 días bajo estrés por deshidratación en machos 
(n=30). Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de tiocinato de 
guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio del cociente de la densidad de la banda 
correspondiente a TRH-R1/ciclofilina ± EEM  y  expresados como  % del control (control = 100% ± EEM). 
Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideraron diferencias significativas entre 
grupos cuando p<0.05. Diferencias vs control: **p<0.01, ***p<0.001; diferencias vs AX: +p<0.05.  
 

La expresión del receptor en el día 3 disminuyó (26 %, p<0.01) en AX (74 ± 7.4 %) con 

respecto al control (100 ± 4.7 %) y también (43 %, p<0.001) con respecto a RA (116 ± 5.4 

%). En el día 5 AX (67 ± 5.5 %) continuó disminuida con respecto al control (100 ± 1.9 %) 

en 33 % (p<0.001) y con respecto a RA (119 ± 6.03 %) en 52 % (p<0.01), donde aumentó 

19 % (p<0.0001) con respecto al control. En el día 7 no se observaron diferencias en AX 

(79 ± 12.7 %) o RA (170 ± 25.2 %) con respecto al control (100 ± 17.6 %), pero AX 

disminuyó vs RA un 91 % (p<0.05) (Figura 24). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Figura 25. Expresión del gen de PPII en adenohipófisis 
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Expresión de PPII en la adenohipófisis durante los días sometidos a estrés por deshidratación en machos 
(n=30). Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de tiocianato de 
guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio del cociente de la densidad de la banda 
correspondiente a  PPII/ciclofilina ± EEM  y expresados como % del control (control = 100% ± EEM). Análisis 
ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05. Diferencias vs control: ***p<0.001; diferencias vs AX: ++p<0.01, ++++p<0.0001 
 

En el día 3, la expresión de PPII en la adenohipófisis del grupo RA (149 ± 7.05 %) 

aumentó 49 % (p<0.001) con respecto al control y 67% (p<0.0001) con respecto a AX.  

En el día 5 el grupo RA aumentó 29 % (p<0.01) vs AX (Figura 25). 

 

Figura 26. Expresión del gen de CRH-R1 en adenohipofisis  
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Expresión de CRH-R1 en la adenohipófisis durante los días sometidos a estrés por deshidratación en 
machos(n=30). Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de 
tiocinato de guanidina, seguida de RT-PCR. Valores obtenidos son el promedio del cociente de la densidad de 

la banda correspondiente a CRH-R1/G3PDH ± EMM y  expresados como % del control (control = 100% ± 
EEM). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre 
grupos cuando p<0.05. Diferencias vs control: ***p<0.00, ****p<0.0001; diferencias vs AX: ++p<0.01. 



 

La expresión de CRH-R1 en machos mostró diferencias en el día 3, donde AX (70 ± 2 %) 

difirió del control (100 ± 4 %) (p<0.001), así como RA (51 ± 6 %; p<0.0001). RA y AX 

también fueron diferentes el dia 3 (p<0.01) (Figura 26). 

 

7.3 Comparación de cinéticas entre géneros 

A excepción de pequeñas diferencias transitorias ocurridas en algunos parámetros, se 

observó que en el día 7, los valores comparados de machos y hembras no muestran 

diferencias significativas en ningún grupo experimental. Esto demuestra que a pesar de 

que existen cambios transitorios durante las cinéticas de cada género, el metabolismo se 

estabiliza para el día 7 en ambos géneros, lo que da la pauta para realizar el experimento 

de la inyección de antagonista en el NPV durante 7 días. Además de esto, se observó que 

los machos mantienen en el día 7 niveles de expresión de RNAM de porTRH mayores 

significativamente con respecto a su control, mientras que las hembras no presentan 

diferencias significativas con su control ese día, lo que indica que aunque ambos géneros 

poseen un eje HHT activado, los machos poseen una activación más marcada, lo que da 

la pauta para utilizar machos en el experimento de la inyección del antagonista.  A 

continuación, una tabla que resume las comparaciones realizadas entre géneros. Los 

resultados de la ANOVA se encuentran en el Anexo 3: 

 

Variable 

medida 

Día 3 Día 5 Día 7 

Corticosterona 

sérica (ng/ml) 

AX: *** 

RA: * 

Control: * 

AX: ** 

RA: **** 

Control: * 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

TSH sérico (ng/ml) AX: * 

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

AX: sin diferencias 

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

T3 sérico (ng/dl) AX: sin diferencias 

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

AX: sin diferencias 

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

T4 sérico (ug/dl) AX: ** 

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 

Control: sin diferencias 

RNAM de proTRH 

(% del control) 

AX: **** 

RA: *** 

AX: ** 

RA: sin diferencias 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 



RNAM de CRH-R2 

(% del control) 

AX: sin diferencias 

RA: ** 

AX: **** 

RA: *** 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 

RNAM de TRH-R1 

(% del control) 

AX: * 

RA: sin diferencias 

AX: sin diferencias 

RA: ** 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 

RNAM de CRH-R1 

(% del control) 

AX: **** 

RA: **** 

AX: ** 

RA: sin diferencias 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 

RNAM de PPII (% 

del control) 

AX: sin diferencias 

RA: sin diferencias  

AX: ** 

RA: * 

AX: sin diferencias  

RA: sin diferencias 

Diferencias entre géneros dentro de cada grupo experimental: AX= grupo bajo estrés por deshidratación; RA= 
grupo bajo restricción alimentaria; control. Análisis ANOVA de 3 vías con prueba post-hoc de Fisher. Se 
consideraron diferencias significativas cuando p<0.05. Diferencias significativas entre géneros: *p<0.05; 
**p<0.01; ***p<0.001; ****p<0.0001 
 

 
7.4 Inyección del antagonista Antisauvagina -30 en el núcleo paraventricular del 

hipotálamo. 

Jaimes (2006) ha reportó los cambios observados en ratas hembras bajo estrés por 

deshidratación únicamente para el  día 7. Dado que no todos los cambios que se tienen 

reportados en el día 7 para hembras se presentaron también en días anteriores para 

hembras o machos en estos experimentos, se decidió inyectar el antagonista diariamente 

durante 7 días, sacrificando ratas macho al séptimo día.  

 

Figura 27.Peso  
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Cambios en el peso corporal con la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo paraventricular 
del hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; control = solución 
salina. Las ratas se pesaron diariamente del día 0 al día 7. Los valores están expresados en promedio del 
porcentaje de la diferencia con respecto al grupo control (c=100%; promedio de gramos ± EEM, 252 ± 11. g). 
Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos 
cuando p<0.05 
 



La gráfica muestra la disminución del peso corporal para todos los grupos. No existen 

diferencias significativas en el cambio de peso corporal entre ninguno de los grupos 

experimentales ni a lo largo del tiempo. (Figura 27) 

 

Figura 28. Consumo de alimento 
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 Consumo de alimento con la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo paraventricular del 
hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; control = solución 
salina. Se registró diariamente la cantidad de alimento consumido por las ratas del día 0 al día 7. los valores 
están expresados en promedio del porcentaje de la diferencia con respecto al grupo control(control=100%; 
promedio de gramos ± EEM, 7 ± 3.3 g). Análisis ANOVA, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran 
diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05.Diferencias con el control: *p<0.05, **p<0.01; diferencias 
con dosis baja: +p<0.05. 

 

El grupo de dosis media mostró una diferencia significativa con respecto al grupo control y 

a la dosis baja en el día 4 (control = 100 ± 25.8 % ; 2 ± 0.3g, dosis media= 288 ± 25.4 % 

dosis baja = 130 ± 35.1 %; p<0.01 M vs. control, p<0.05 M vs. B). En el día 6 la dosis 

media y la dosis alta  mostraron diferencias significativas con respecto al grupo control 

(control = 100 ± 58 %; 1 ± 0.5 g, dosis media = 597 ± 27.2 %, dosis alta = 558 ± 252.5 %; 

p<0.05). En el día 7 dosis media mostró diferencias significativas con  respecto al control y 

a la dosis baja (control = 100 ± 49.7; 1 ± 0.6 g, dosis media = 458 ± 9.7 %, dosis baja = 

247 ± 20.7 %; p<0.01 dosis media vs. control y p< 0.05 dosis media vs. dosis baja). 

(Figura 28) 

 

 

 

 

 



Figura 29.Consumo de alimento con respecto al peso (g/Kg) 
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Consumo de alimento con respecto al peso en la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo 
paraventricular del hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; 
control = solución salina.  Se registró diariamente la cantidad de alimento consumido por las ratas del día 0 al 
día 7, así como el peso corporal. Los valores están expresados en promedio del porcentaje de la diferencia 
con respecto al grupo control (c=100%; promedio de gramos/kilogramos ± EEM, 26 ± 10.7 g/Kg). Análisis 
ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05.Diferencias con el control: *p<0.05, **p<0.01; diferencias con dosis baja: +p<0.05. 

 

El grupo dosis media presentó en el día 4 diferencia significativa con respecto a los 

grupos control y el de dosis baja (control = 100 ± 13.5 %; 9 ± 1.1 g/Kg, dosis media= 282 ± 

23 %, dosis baja = 135 ± 34.5 %; p< 0.01 dosis media vs. control, p< 0.05 media  vs. 

baja). En el día 6 existió diferencia significativa entre los grupos dosis media y dosis alta 

con respecto al grupo control (control = 100 ± 58.1 %; 4 ± 2.5 g/kg, dosis media= 585 ± 

17.3 %, A = 559 ± 250.3 %;, p< 0.05), así como en el día 7 para el grupo dosis media con 

respecto al grupo control (control = 100 ± 49.4 %; 6.4 ± 3.2 g/kg, dosis media= 450 ± 9.5 

%; p<0.01). (Figura 29) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Figura 30. Consumo de líquido 
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Consumo de alimento con respecto al peso en la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo 
paraventricular del hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; 
control = solución salina. Se registró diariamente la cantidad de alimento consumido por las ratas del día 0 al 
día 7, así como el peso corporal. Los valores están expresados en promedio del porcentaje de la diferencia 
con respecto al grupo control (c=100%; promedio de mililitros ± EEM, 62 ± 3.2 ml). Análisis ANOVA de una 
vía, prueba post-hoc de Fisher. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05.  
 

En el caso del consumo de líquido, se puede observar que no existieron diferencias 

significativas entre los grupos experimentales. (Figura 30) 

 

Figura 31. Corticosterona sérica 
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Concentración de corticosterona sérica en la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo 
paraventricular del hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; 
control = solución salina.  Corticosterona sérica cuantificada por RIA. Los valores son el promedio de ± EEM 
de la concentración de la hormona expresada en ng/ml. Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de 



Fisher. El naive es el valor del cual se obtienen los valores en rango normal. Se consideran diferencias 
significativas entre grupos cuando p<0.05.Diferencias con el control: ***p<0.001; diferencias con dosis baja: 
++++p<0.0001. 

 

La corticosterona presentó un aumento significativo en los grupos de dosis media y dosis 

alta en comparación tanto con la dosis baja, como con el control para ambos casos 

(control = 100 ± 2.7 %, dosis baja = 77 ± 13.7 %, dosis media = 265 ± 2.9 %, dosis alta= 

228 ± 21.3 %; control = 173 ± 8.2 ng/ml, dosis baja = 153 ± 17.9 ng/ml, dosis media = 459 

± 5.1 ng/ml, dosis alta = 420 ± 30.7 ng/ml; p<0.001 dosis media vs control y dosis alta vs 

control, p<0.0001 media vs baja y baja vs alta). La dosis media no presentó diferencias 

con la dosis alta, del mismo modo que la dosis baja no presenta diferencias con el control. 

(Figura 31) 

 

Figura 32. TSH Sérico  
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Concentración de TSH sérico en la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo paraventricular 
del hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; control = solución 
salina . TSH sérico cuantificado por RIA. Los valores son el promedio ± EEM de la concentración de la 
hormona expresada en  ng/ml. Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. El naive es el valor 
observado en condiciones normales. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando 
p<0.05.Diferencias con el control: *p<0.05; diferencias con dosis baja: +p<0.05. 

 

La dosis alta  disminuyólos niveles de TSH sérico con respecto al control y la dosis baja, 

mientras que la dosis media diminuyó significativamente solamente  con respecto a la 

dosis baja (control = 100 ± 8.2 %, dosis baja = 104 ± 1.5 %, dosis media = 77 ± 8.6%, 

dosis alta = 66 ± 10.1%; control = 4 ± 0.3 ng/ml, dosis baja = 4 ± 0.08 ng/ml, dosis media = 

3 ± 0.3 ng/ml, dosis alta = 2 ± 0.3 ng/ml; p<0.05alta vs control, p<0.05 alta vs baja, p<0.05 

media vs baja). La dosis baja y el control no presentaron diferencias significativas mutuas, 

así como sucedió entre la dosis alta y la dosis media. (Figura 32) 



 

Hormonas tiroideas séricas. 

Figura 33. Contenido sérico de T3 
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Co
ncentración de T3 sérico en la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo paraventricular del 
hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; control = solución 
salina .T3 sérico cuantificado por RIA. Los valores son el promedio ± EEM de la concentración de la hormona 
expresada en ng/dl. Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. El naive es el valor observado en 
condiciones normales. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05. 
 

No hubo diferencias significativas en los niveles de triiodotironina (T3) entre ningún grupo 

experimental (dosis baja = 62 ± 13.7 %, dosis media = 70 ± 17.7 %, dosis alta = 96 ± 18.5 

%; dosis baja = 35 ± 8.8 ng/dl, dosis media = 39 ± 10.7 ng/dl, dosis alta = 54 ± 12.7 ng/dl) 

o con respecto al control (control = 100 ± 18 %, control = 56 ± 15.8 ng/dl). (Figura 33) 

 

Figura 34. Contenido sérico de T4 
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Concentración de T4 sérico en la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo paraventricular del 
hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; control = solución 
salina.  T4 sérico cuantificado por RIA. Los valores son el promedio ± EEM de la concentración de la hormona 
expresada en ug/dl. Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. El naive es el valor observado en 
condiciones normales Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05.Diferencias con el 
control: *p<0.05; diferencias con dosis baja: +p<0.05. 

 

En el caso de T4, la dosis media presentó una disminución en comparación con los 

niveles del control y también con respecto a la dosis baja (control = 100 ± 15.9%, dosis 

baja = 109 ± 28 %, dosis media = 44 ± 7.1 %; control = 2 ± 0.3 ug/dl, dosis baja = 2  ± 0.5 

ug/dl, dosis media = 1 ± 0.1 ug/dl; p<0.05 control vs. media, p<0.05 media vs. baja). Las 

dosis baja y el control no presentaron diferencias entre ellas y la dosis alta no presentó 

diferencia significativa con ningún grupo. (Figura 34) 

 

Figura 35. Expresión del gen de proTRH en el núcleo paraventricular (NPV) del 

hipotálamo. 
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Expresión de proTRH en el NPV con la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo 
paraventricular del hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; 
control = solución salina . Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el 
método de tiocinato de guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio del cociente de la 
densidad de la banda correspondiente a TRH/ciclofilina ± EEM y  expresados como % del control (control = 
100% ± EEM). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. El naive es el valor observado en 
condiciones normales Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05.Diferencias con el 
control: ***p<0.001; diferencias con dosis media: +p<0.05, ++p<0.01. 
 
 

La dosis media causó una disminución del 35 % en los niveles de RNAM de TRH (dosis 

media = 65 ± 6.7 %; p<0.001) con respecto al control (100 ± 4.7 %). Las dosis alta y baja 

(dosis alta = 87 ± 6.5 %, dosis baja = 85 ± 3.2 %) no presentaron diferencias con el 

control, pero si con la dosis media, que disminuyó un 22 % con respecto a la dosis alta 

(p<0.01) y un 20 % con respecto a la dosis baja (p<0.05). (Figura 35) 



 

Figura 36.  Expresión del gen de CRH-R2 en NPV 
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Expresión de CRH-R2 en el NPV con la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo 
paraventricular del hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; 
control = solución salina . Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el 
método de tiocinato de guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio del cociente de la 
densidad de la banda correspondiente a CRH-R2/ciclofilina ± EEM y  expresados como % del control (control 
= 100% ± EEM). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. El naive es el valor observado en 
condiciones normales Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05.Diferencias con el 
control: ***p<0.001****p<0.0001; diferencias con dosis baja: ++++p<0.0001. 

 

Los niveles de RNAM de CRH-R2 en la dosis media y en la dosis alta disminuyeron 

significativamente un 30 % y un 41 % respectivamente con respecto al control (dosis 

media = 70 ± 2.1 %, dosis alta = 59 ± 1.1 %, control = 100 ± 4.1 %; p<0.001 media vs 

control, p<0.0001 alta vs control). Más aún, la dosis media y la dosis alta presentaron 

disminuciones significativas de 41 % (p<0.0001) y de 52 % (p<0.0001) con respecto a la 

dosis baja (111 ± 5.9 %). (Figura 36) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Figura 37. Expresión del gen de TRH-R1 en la adenohipofisis  
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Expresión de TRH-R1 en la adenohipofisis con la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo 
paraventricular del hipotálamo. Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; control = 
solución salina. Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el método de 
tiocinato de guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio del cociente de la densidad de la 
banda correspondiente a TRH-R1/ciclofilina ± EEM  y  expresados como  % del control (control = 100% ± 
EEM). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. El naive es el valor observado en condiciones 
normales. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05.Diferencias con el control: 
**p<0.01, ****p<0.0001; diferencias con dosis alta: ++p<0.01, +++p<0.001; diferencias con dosis media: 
####p<0.0001. 
 

La dosis baja (58 ± 28.3 %) no mostró diferencia con el control (100 ± 11.06 %), pero 

disminuyó con respecto a la dosis alta (178 ± 5.1 %; p<0.001) y la dosis media (271 ± 8.8 

%; p<0.0001), mostrando diferencias de 120 % y 213 % respectivamente. En cambio, la 

dosis media  mostró un aumento del 171 % con respecto al control (p<0.0001) y un 

aumento de 93 % con respecto a la dosis alta; (p<0.01). La dosis alta también aumentó 

con respecto al control en un 78 % (p<0.01). (Figura 37) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Figura 38. Expresión del gen de PPII en la adenohipofisis 
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Expresión de PPII en la adenohipofisis con la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo 
paraventricular del hipotálamo Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; control = 
solución salina. Naive = 421.07 ± 87.7 % Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA 
total por el método de tiocinato de guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio del cociente 
de la densidad de la banda correspondiente a PPII/ciclofilina ± EEM y  expresados en % del control (control = 
100% ± EEM). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. El naive es el valor observado en 
condiciones normales. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05. Diferencias con 
dosis baja: +p<0.05, ++p<0.01 
 

La dosis media (98 ± 0.03 %) y la dosis alta (86 ± 5.8 %) mostraron una disminución 

significativa con respecto a la dosis baja (114 ± 6.3 %) de 16% (p<0.05) y 28.4 % (p<0.01) 

respectivamente. Ninguna dosis presentó diferencia con el control (100 ± 1.3 %). (Figura 

38) 

 

Figura 39. Expresión del gen de CRH-R1 en adenohipofisis 
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Expresión de CRH-R1 en la adenohipofisis con la inyección del antagonista Antisauvagina-30 en el núcleo 
paraventricular del hipotálamo (n=12). Dosis baja = 15nmol; Dosis media = 30 nmol; Dosis alta = 60 nmol; 



control = solución salina.  Dicha expresión fue cuantificada a través de la extracción de RNA total por el 
método de tiocinato de guanidina, seguida de RT-PCR. Los valores son el promedio del cociente de la 
densidad de  la banda correspondiente a CRH-R1/G3PDH ± EEM y  expresados como % del control (control = 
100% ± EEM). Análisis ANOVA de una vía, prueba post-hoc de Fisher. El naive es el valor observado en 
condiciones normales. Se consideran diferencias significativas entre grupos cuando p<0.05. Diferencias con 
control: *p<0.05, **p<0.01; diferencias con dosis alta: ++p<0.01, +++p<0.001. 
 

En la dosis alta (77 ± 6 %) existieron cambios significativos con respecto la dosis baja 

(170 ± 15.2 %; p<0.001) y la dosis media (152 ± 1.4 %; p<0.01), las cuales aumentaron en 

un 93 % y 75% respectivamente. Las dosis baja y media  presentaron un aumento de 70 

% (p<0.01) y de 52 % (p<0.05) con respecto a el control (100 ± 16.7 %). No hubo 

diferencias significativas entre la dosis baja y el control. (Figura 39) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



8.0 DISCUSIÓN 

Existe evidencia de que la expresión de RNAm de proTRH en la anorexia por 

deshidratación está mediada por los receptores CRH-R2 del NPV. Los experimentos 

realizados en este trabajo están destinados a comprobar o refutar esta hipótesis. A 

continuación, se expone la interpretación de los resultados obtenidos 

 
8.1.1 Cinética de cambios en el peso y el consumo de alimentos en hembras y 

machos durante 7 días de estrés por deshidratación. 

Todas estas mediciones revelaron cambios similares en los grupos AX y RA, tanto en 

machos como en hembras,  tales como pérdida de peso corporal, disminución significativa 

de la ingesta de alimento (forzada en el caso de RA y voluntaria en el caso de AX) y por lo 

tanto de g/kg (relación del consumo de alimento con respecto al peso). Estos resultados 

confirmaron lo observado por Jaimes (2006) en este laboratorio, en donde se observaron 

las mismas tendencias cuando se sometieron a ratas hembras a estrés por deshidratación 

durante 7 días. El hecho de que los grupos RA y AX hayan compartido el mismo déficit de 

pérdida de peso comprueba también que esta es una característica relacionada con la 

disminución en el consumo de alimento, es decir, independiente de los procesos que 

marcan diferencias entre RA y AX (como la deshidratación), y que esta afirmación es 

váida tanto en hembras como en machos, ya que en ambos casos se observa el mismo 

fenómeno. 

  

8.1.2 Cinética de cambios en el eje HHT en hembras y machos durante 7 días de 

estrés por deshidratación. 

Dado que los cambios más tempranos aparecieron en el día 3, utilizando animales 

hembra, decidimos empezar la cinética de machos a partir de ese día  

 

proTRH del NPV 

Los mamiferos tienen la capacidad de adaptarse a condiciones de ayuno y restricción 

alimentaria a través de la regulación del eje HHT bajando la tasa metabólica. Esto lo logra 

a partir de la disminución de los elementos que componen al eje, es decir: se disminuye la 

expresión de proTRH en el NPV, la concentración de TSH, T4 y T3 séricos (Blake y cols, 

1991; van Haasteren 1995 y 1996).  

 



En los animales sometidos a la alimentación pareada con los de deshidratación (RA) se 

observa una disminución en la expresión de proTRH en el NPV, comparada a los 

animales control. Esto coincide con los resultados ya reportados para la restricción 

alimentaria en general (Nillini y cols., 2000; van Haasteren 1995, van Haasteren y cols., 

1996; Harris y cols., 2001; Blake y cols., 1991; Zigman y Emquist, 2003; Rondeel y cols., 

1992).Los resultados obtenidos en RA pueden estar íntimamente relacionados con el 

control que la leptina ejerce directamente a través de su acción en las neuronas 

TRHérgicas del NPV (Nillini y cols., 2000; Harris y cols., 2001), o indirectamente a través 

de la activación de las neuronas que producen α-MSH y la inhibición de las neuronas que 

producen NPY, las cuales tienen innervaciones que culminan en las neuronas de TRH en 

el NPV. En ambos casos, la leptina es capaz de aumentar la síntesis de TRH (Fekete y 

cols., 2000; Harris y cols., 2001). La reducción en la síntesis de proTRH en RA puede 

estar ligada a la reducción de leptina que se ha reportado en este caso. (Watts1999; 

Jaimes 2006). También, pudo existir una disminución de proTRH en RA a partir del control 

que un nivel aumentado de corticosterona sérica puede ejercer en la expresión de 

proTRH (van Haasteren y cols, 1995; Kakucska y cols., 1995).  

El efecto es mas acentuado en las hembras al inicio del tratamiento (día 3) si bien al final, 

ambos géneros alcanzan un 70% de inhibición al 7º día (similar a lo observado por 

Jaimes, 2006).   

 

La anorexia es un desorden que se caracteriza por niveles normales de TSH y T4, niveles 

disminuidos de T3 y una respuesta retrasada de TSH a TRH (Muñoz y Argente, 2002).  

En ambos sexos, los resultados coincidieron con otros previos, en los que se observó que 

los niveles de RNAM de proTRH en el NPV de ratas bajo estrés por deshidratación 

obtuvieron valores parecidos o mayores a los del control en el dia 7 (Jaimes, 2003 y 

2006). Por otro lado, también se pudo observar que la cinética de expresión de proTRH 

fue similar en machos y hembras, ya que en ambos casos tendieron a aumentar los 

niveles de proTRH en AX con respecto al control, para después disminuirlos nuevamente 

hasta alcanzar valores muy parecidos a los normales, con la diferencia de que en machos 

estos valores mantuvieron un aumento significativo con respecto al control en el día 7 y en 

hembras, en este mismo día, los valores no mostraron diferencias con el control. Esto es 

un indicador de que, a pesar de que la anorexia por deshidratación provocó la activación 

del eje HHT a nivel de NPV en machos y hembras, los machos obtuvieron una activación 

mayor de este eje que las hembras.  A pesar de que se ha reportado en animales AX una 



reducción de leptina y un aumento de corticosterona sérica (Watts y cols., 1999), como en 

RA, los altos niveles de proTRH indican que existe una dinámica bajo la cual la síntesis de 

proTRH continua activa,  y que no esta relacionada con las disminuciones de leptina o el 

incremento de corticosterona.  

 

TRH-R1  y PPII de la adenohipófisis. 

El TRH, al ser liberado de la eminencia media y ejercer su acción a través de los 

receptores TRH-R1 que se encuentran en la adenohipófisis, puede ser degradado en el 

espacio extracelular por la enzima PPII (Heder y cols., 1998), que es una ectoenzima 

membranal.  El TRH tiene la capacidad de disminuir la expresión del RNAM de su 

receptor tipo 1 de TRH en células de la adenohipófisis (Yang y Tashjian, 1991 y 1993) así 

como la expresión y actividad de PPII a través de la activación del receptor TRH-R1 en la 

adenohipófisis (Vargas y cols., 1994 y 2002).En AX, los valores de TRH-R1 se mostraron 

a lo largo de la cinética, menores o iguales al control, mientras que en RA, los valores 

tendieron, hasta llegar al día 7, a ser mayores que el control experimental. Estas 

observaciones coincidieron con el hecho de que TRH-R1 se regula negativamente bajo la 

presencia de TRH por lo que. niveles bajos de TRH-R1, implican una expresión y 

secreción elevada de TRH, lo cual apoyaría junto con la activación de las neuronas 

TRHérgics del NPV de AX, una activación del HHT. Lo opuesto observado en RA (niveles 

altos de TRH-R1, y expresión disminuida de proTRH) conlleva a la desactivación de este 

eje, dando lugar a una mayor expresión de TRH-R1. Esto es apoyado por observaciones 

en animales bajo RA donde existe unión aumentada de TRH-R1 (van Haasteren y cols., 

1996). 

 

Los cambios en la expresión de PPII, similares a los de TRH-R1, no alcanzaron 

significancia estadística si bien se observaron tendencias a la disminución en la expresión 

de esta metaloenzima en AX, mientras que en RA, la tendencia fue al incremento. Dado 

que la presencia de TRH puede disminuir la actividad y expresión de PPII, es coherente 

haber observado estas ligeras disminuciones de la expresión de la enzima tanto en 

hembras como en machos con AX. El hecho de que estos valores no parezcan diferir del 

control puede estar indicando un ligero retraso de la secreción del TRH de la eminencia 

media, fenómeno que se ha observado en la RA prolongada (Van Haasteren, 1996) y que 

puede que ocurra de forma parcial o disminuida en la AX. Por otro lado, la tendencia al 



aumento en la expresión de PPII apoya la disminución de la liberación de TRH en 

restricción alimentaria.  

 

TSH sérico 

TSH es el producto de la acción de TRH sobre sus receptores en la adenohipófisis. Este 

viaja a través del torrente sanguíneo a la tiroides para dar lugar a la liberación de las 

hormonas tiroideas. Sus niveles en sangre son pues, un reflejo de la activación del eje 

tiroideo.  

 

En la AX, el TSH tanto de machos como hembras, mostró un aumento paulatino que se 

hizo significativo en el día 7 en ambos géneros. La RA, por su parte, mostró en ambos 

casos niveles significativamente más bajos que AX e iguales o ligeramente más bajos a 

los del control. Este es un indicador a nivel sérico de la activación del eje HHT en AX y de 

la ya reportada inhibición del eje en RA, además de una corroboración de las 

observaciones previas hechas en este laboratorio, en donde se muestran los mismos 

cambios observados aquí en los niveles de TSH (Blake y cols., 1991; Zigman y Emquist, 

2003; Joseph Bravo 2004; Jaimes 2006). Por otro lado, el hecho de que AX presentara 

niveles de TSH aumentados con respecto al control indica que existe una menor 

sensibilidad en la adenohipófisis hacia los niveles disminuidos de T3 que existieron 

también en este grupo.  

 

Hormonas tiroideas (T3 y T4) 

Los niveles circulantes de T4 son reflejo de la liberación de TRH hipotalámico y TSH 

hipofisiario así como de la actividad de las desoidazas que transformarn T4 a T3. Si bien 

los resultados anteriores sugieren un aumento en la liberación de TRHen la anorexia 

inducida por deshidratación durante 7 días y apoyados por la disminución en la 

concentración de TRH en la eminencia media (Jaimes 2003), los niveles de T4 se 

detectaron incrementados sólo en los animales macho durante los días 3 y 5. Al día 7, en 

ambos géneros, no se presentan diferencias significativas entre AX y el control. Este 

comportamiento puede estar relacionado con una desensibilización de la glándula tiroides 

hacia el estímulo provocado por el TSH liberado de la adenohipófisis. Un fenómeno 

similar ha sido reportado por Laurberg (1989), quien trató tejido tiroideo de perros in vivo 

con TSH durante 28 días, obteniendo en los primeros días niveles elevados de T4 y T3 y 

en los últimos días niveles subnormales de estas mismas hormonas;  los niveles de 



tiroglobulina no se alteraron, pero los niveles de T4, T3 y yodo de la tiroglobulina se 

redujeron para el día 28, en un 50 a 70% en comparación con los controles (Laurberg, 

1989). Esta desensibilización no fue debida a la reconocida inhibición de la expresión de 

sus receptores que causa el mismo TSH (Denereaz y Lemarchand-Beraud, 1995), ya que 

los efectos de la administración de forskolina y de TSH son similares en cuanto a la 

cantidad de cAMP producidopor lo que el nivel de respuesta del receptor no fue alterada, 

sino uno o más procesos envueltos en la secreción de la hormona tiroidea después de la 

generación de cAMP (Laurberg, 1989). Esto sugiere que en este experimento pudo 

haberse presentado una desensibilización temprana de la glándula tiroides. Las causas 

que pudieron dar lugar a este fenómeno son desconocidas y deben ser sujetas a 

investigación.  Por otro lado, el aumento de T4 de los machos en días previos, puede ser 

el resultado de la inhibición de la desoidaza tipo I reportada para la el ayuno durante 48-

72 horas en ratas (Aceves y cols., 2003), lo que sugiere que además de la probable 

desensibilización de la tiroides, pueden existir otros fenómenos que den lugar a las 

mediciones observadas. 

 

En contraste con lo observado por Jaimes, no obtuvimos diferencias significativas en los 

niveles de T4 en los grupos  RA de ambos géneros. Este resultado confirma lo observado 

en la secreción de TSH en estos grupos, con valores normales o subnormales durante la 

cinética, dando lugar a una secreción equivalente de T4.   

 

Los animales con AX y RA tendieron a presentar valores de T3 séricos menores o iguales 

al control en machos y en hembras durante toda la cinética tanto en AX como en RA, 

culminando en el día 7 donde para ambos grupos los valores son más bajos que los 

valores control. La baja concentración de T3 presente en AX pese a la aparente activación 

del eje parecieradeberse a una disminución en la actividad de la desyodasa tipo I, que es 

la responsable de convertir T4 a T3. Este fenómeno ha sido ya observado en el ayuno 

durante 48-72 horas en ratas (Aceves y cols., 2003). Mientras tanto, los niveles bajos de 

T3 en RA son un indicador de la ya descrita baja actividad del eje HHT, que además, se 

ha descrito para otros paradigmas de restricción alimentaria (Blake y cols., 1991; Van 

Haasteren y cols., 1995 y 1996). El contenido disminuido de T3 parece ser un factor 

debido al déficit de la ingesta, ya sea forzada o voluntaria. 

 



8.1.3 Cinética de cambios en el eje HHA en hembras y machos durante 7 días de 

estrés por deshidratación. 

 

CRH-R1 en la adenohipófisis.  

El CRH sintetizado en el NPV se transporta a través de axones hasta la eminencia media, 

en donde pasa al portal sanguíneo para llegar finalmente a la adenohipófisis, donde 

ejerce sus efectos estimulatorios para la secreción de ACTH a través de los receptores 

CRH-R1. La expresión de CRH-R1 está controlada ,tanto por el CRH y como los 

glucocorticoides (Aguilera y cols., 2004). El CRH que incide sobre la adenohipófisis  

reduce la expresión de CRH-R1 (Ochedalski y cols, 1998; Rabadan-Diehl y cols., 1996). 

Este mismo fenómeno ocurre con los glucocorticoides, donde un aumento de los mismos 

provoca la inhibición en la expresión del receptor (Ochedalski y cols., 1998). Sin embrago, 

la aplicación de ambos (CRH y glucocorticoides) contrarresta los efectos inhibitorios que 

ejercen cada uno por separado (Aguilera y cols., 2004; Ochedalski y cols, 1998; Rabadan-

Diehl y cols., 1996;  Pozzoli y cols., 1996).  

 

Dadas estas observaciones, podemos pensar que una combinación de niveles bajos de 

CRH, junto con niveles altos de glucocorticoides provocaría, en un efecto combinado, 

niveles de CRH-R1 más bien normales. Esta hipótesis se corrobora con nuestros 

resultados en donde los grupos AX y RA, para los cuales se han reportado en ambos 

casos una disminución del CRH del NPV acompañada de aumento de corticosterona 

sérica (Watts y cols., 1999), tendieron en el día 7, a no presentar diferencias con el 

control. 

 

Corticosterona sérica. 

La corticosterona es el producto final de la activación del eje HHA y está relacionada con 

procesos de estrés cuando se encuentra en niveles altos. Los resultados obtenidos tanto 

en AX como en RA reflejan un eje HHA activado a través del estrés que la deshidratación 

y la restricción calórica provocan.  

 

Los niveles de corticosterona elevados confirman que la restricción alimentaria y la 

deshidratación provocan activación del eje adrenal y que son modelos de estrés, con 

conductas alimentarias diferenciales. Estos niveles coinciden a su vez con las mediciones 

previas hechas con este modelo de anorexia (Watts y cols., 1999, Jaimes, 2003 y 2006).  



 

 

CRH-R2 del NPV 

Medimos la expresión de los receptores CRH-R2 en el NPV puesto que se ha observado 

que en el estrés por deshidratación el único cambio diferencial entre el grupo de AX y RA 

es el aumento de la expresión de proCRH del hipotálamo lateral en AX, y puesto que las 

neuronas identificadas como activas tuvieron proyecciones hacia el NPV (Watts, 1999), 

además de ser el receptor involucrado en los procesos de anorexia producida por CRH 

(Bale y cols., 2000; Vaughan y cols., 1995; Spina y cols., 1996; Cullen y cols., 2001). 

 

En ambos géneros se detectó una disminución en el contenido de RNAM de CRH-R2 en 

AX. La disminución en la expresión de CRH-R2 no se observó en cambio, en la RA, 

donde la tendencia que se desarrolló hasta el día 7 fue, tanto en machos como en 

hembras, mantener valores similares al control. Lo observado en la RA coincide con lo 

reportado por Makino y cols. (1998) en donde el ayuno por 4 días no provoca cambios en 

la expresión del receptor CRH-R2 en el NPV, pero si en el VMH, en donde disminuyeron. 

Los cambios en CRH-R2 no pueden ser atribuidos al aumento de la corticosterona, ya que 

ni la adrenalectomía ni la administración de corticosterona modifican la expresión de 

CRH-R2 del NPV (Makino y cols. 1997). La disminución en la expresión del receptor CRH-

R2 provocada por la liberación de CRH es un fenómeno que ya se ha observado en otras 

áreas que contienen este receptor; por ejemplo, la incubación de tejido adiposo con CRH 

provoca una disminución en la expresión del receptor CRH-R2. (Cone, 2000; Seres y 

cols., 2004) 

 

8.2.1 Inyección del antagonista Antisauvagina -30 en el NPV. 

 

Como se mencionó, la corticosterona elevada en el caso de RA es uno de los factores 

que probablemente activan la disminución en la expresión de proTRH (Van Haasteren y 

cols, 1995). En el caso de AX, la corticosterona se encuentra elevada y sin embargo 

proTRH se muestra elevado. Sugerimos que CRH, probablemente activado en el HL 

(Watts y cols., 1999) y liberado en el NPV (actuando a través de los receptores CRH-R2 

que se encuentran en el NPV) puede ser el responsable de activar el eje HHT (Jaimes 

2006). Para comprobar esta hipótesis, se midió en el efecto del antagonista específico 

para el CRH-R2 inyectado directamente en el NPV en la respuesta del HHT de animales 



sometidos al estrés por deshidratación. Gracias a los resultados de la cinética de hembras 

y machos, se pudo determinar, para la inyección del antagonista Antisauvagina -30, la 

duración del experimento (7 días, ya que es al séptimo día en el que todos los cambios 

neuroendocrinos y metabólicos se observaron homogéneamente), así como el género de 

las ratas que serían sometidas al experimento (machos, ya que son estos los que 

exhibieron cambios neuroendocrinos y metabólicos de forma más uniforme y rápida).  

 

8.2.2 Cambios en el peso y consumo de alimentos después de la Inyección del 

antagonista Antisauvagina -30 en el NPV. 

 

La inyección de antagonista en el grupo inyectado con la dosis alta bajo estrés por 

deshidratación (DA) (solo en el día 6) y el grupo inyectado con la dosis media bajo 

estrés por deshidratación (DM) (en los días 4, 6 y 7) fue capaz de revertir de forma 

parcial los efectos del estrés por deshidratación, aumentando  la ingesta de alimento y la 

relación entre la comida consumida y el peso de DA y DM, evidenciando el efecto de la 

inyección del antagonista en aumentar el consumo de alimento. Estos resultados son 

similares a lo reportado ( Cullen y cols, 2001):  la aplicación de urocortina o CRH  (1 

nmol/día) en conjunto con el antagonista antisauvagina-30 (30 nmol/día) i.v., revierte la 

inhibición de la ingesta de alimento provocados tanto por CRH como por la urocortina.  

 

Estos autores observaron también, que el antagonista pudo revertir en un 70% el efecto 

de disminución de peso causado por CRH, sin embrago, esta reversión fue 

estadísticamente significativa hasta el día 4 del experimento. En nuestro experimento, no 

se observaron diferencias significativas en el peso entre ninguno de los grupos. 

Probablemente a tiempos más largos podríamos observar la recuperación de peso, pero 

ésta sería debida al efecto que como veremos, tiene el bloqueo de los receptores de CRH 

sobre la expresión de TRH del NPV disminuyendo la concentración de TSH y hormonas 

tiroideas y el metabolismo basal, evidentes en el día 7.  

 

8.2.3  Efectos específicos de la inyección del antagonista Antisauvagina -30 en el 

NPV. 

 

La inyección del antagonista a dosis media y alta disminuyó los niveles de RNAM de 

CRH-R2 en en NPV como ocurre para los antagonistas de receptores opioides: 



naltrexona, naloxona y ICI174864 disminuyen transitoriamente la expresión de los 

receptores opioides deltas en las células NG108-15 antes de inducir un aumento en su 

expresión (Belcheva y cols., 1992); o, para el antagonista a serotonina, mianserina, en un 

tratamiento prolongado, disminuye la unión al receptor 5HT-2 y su RNA, efecto que se 

atribuye a su habilidad de modular la transcripción (Thot y Shenk, 1994).  

 

8.2.4 Cambios en el eje HHA provocados por la inyección de antisauvagina-30 en el 

NPV. 

 

El antagonista no tuvo efecto en la expresión de CRH-R1; DB y DM presentaron un 

aumento en comparación con AX y con DA, los cuales no difirieron entre si pero fueron 

inferiores a los niveles del naive, lo que indica que, a pesar de que existen diferencias 

entre los niveles de las dosis, no hay una reversión completa de la expresión. Esto es 

coherente con el hecho de que la antisauvagina- 30 es casi 100 veces mas potente en su 

unión con el receptor CRH-R2, con un Ki de 153.6 nm para CRH-R1 y un Ki de 1.4 nm 

para los receptores CRH-R2β (Rühumann y cols., 1998). En forma similar, no afectó la 

respusta de corticosterona causada por AX, como lo observado por Cullen y cols. (2001).  

DM y DA presentaron una mayor respuesta en comparación con DB y AX. Es posible que  

el uso del antagonista perturbe las dinámicas del eje de manera semejante a lo descrito 

en ratones knock-out para CRH-R2 que muestran hipersensibilidad al estrés y 

comportamientos ligados a la ansiedad (Bale et al., 2000; Coste et al., 2000).  

 

8.2.5 Cambios en el eje HHT provocados por la inyección de antisauvagina- 30 en el 

NPV 

 

Sólo la dosis media (DM) del antagonista fue capaz de disminuir los niveles de expresión 

de pro TRH en AX a valores similares a los del control intacto o naive.  Los niveles de 

RNAM de proTRH del grupo de ingesta de solución salina + inyección de solución 

salina (CAX) fueron superiores en comparación con los del control intacto o naive (control 

no realizado en este experimento, cuyos valores se obtuvieron de experimentos anteriores 

y que es constituido de animales que consumieron agua sola). 

  

La inyección de antagonista no sólo provocó la disminución de TRH en el NPV estimulada 

por AX, sino que también parece influir en la liberación del péptido desde la eminencia 



media, dado que las dosis media y alta provocaron una disminución de los valores de 

proTRH, así como de los niveles séricos de TSH, esto último reflejando una inhibición de 

la liberación. Esto se comprueba también con el aumento en la expresión de TRH-R1. 

Los niveles de PPII de ninguno de los grupos inyectados con antagonista difirió de los del 

control salino o anoréxico, cuyo nivel fue  claramente más bajo que el naive a pesar de 

una aparente normalización de los niveles de TRH. La expresión de PPII no solo se regula 

por TRH sino también, por hormonas tiroideas ó estrógenos (Shomburg y Bauer, 1995; 

Uribe y cols., 1991; Ponce y cols., 1988; Bauer 1988., Vargas y cols., 2000) por lo que la 

diferencia en el contenido hormonal entre los grupos puede explicar los bajos niveles de 

PPII bajos.  

Al igual que para TSH, la secreción de T4 se revirtió con la dosis media demostrando así 

que el antagonista antisauvagina- 30 evitó la inactivación del eje HHT a diferentes niveles 

(hipotalámico, adenohipofisiario y sérico) provocado por la deshidratación. Si bien, el 

incremento no fue obvio en los experimentos de cinética. No obstante, es claro que existe 

una disminución de T4 en DM contra CAX, por lo que, a pesar de la variabilidad de la 

medición, la inyección de antagonista si tiene un efecto en la regulación del eje HHT a 

nivel sérico y que dicho efecto apunta a ser la inhibición de la activación provocada por el 

estrés por deshidratación.  En el caso de T3, se observa una tendencia a la 

normalización. 

 

Estos resultados indican que la aplicación del antagonista específico de los receptores 

CRH-R2 es capaz de revertir los efectos de la anorexia por deshidratación restaurando la 

actividad del eje HHT.  Los efectos sobre la síntesis de TRH en el NPV deruvab varias 

implicaciones: 

 

1) Dado que la inyección de antagonista en dosis media es capaz de revertir la 

expresión de proTRH a valores similares a los del grupo naive (es decir, inhibió la 

expresión de TRH causada por el estrés por deshidratación)  

2) podermos inferir que el CRH ejerce control sobre la expresión de TRH en el modelo 

de estrés por deshidratación. La expresión de CRH incrementada en neuronas del 

HL que proyectan al NPV (Watts y cols., 1999) podrían ser las responsables de 

estimular la expresión de TRH en el NPV mediado por los receptores CRH-R2 

(Jaimes, 2006). Recientemente se comprobó que, en células hipotalámicas en 

cultivo, el CRH incrementa los niveles de RNAM de TRH después de una hora de 



incubación (A. Cote y P. Joseph-Bravo, no publicado). Estos datos, junto con los 

aquí presentados apoyan que la expresión de TRH puede estar siendo regulada por 

CRH, y aunque no se ha definido de donde proviene, es posible que sea del HL. 

3) El efecto parece ser mediado por los receptores CRH-R2 puesto que su bloqueo a 

través del antagonista antisauvagina-30 es capaz de mantener los valores de 

proTRH en DM iguales a los valores naive en contraste con CAX que mantiene el 

incremento  de TRH. Esto mismo ocurre con DB y DA, lo que implica, por un lado, 

que la dosis baja es insuficiente para bloquear el efecto ejercido por CRH en el NPV 

y, por otro lado, que la dosis alta, aunque bloquea una cantidad mayor de receptores 

que la dosis media, puede estar provocando la sensibilización de los pocos 

receptores que queden libres, inducir una amplificación celular de la respuesta y 

finalmente activar el control ejercido por el CRH del HL sobre el TRH del NPV, 

obteniendo niveles muy similares a los de CAX. Este fenómeno se ha observado en 

receptores acoplados a proteínas G, donde un solo receptor Gα puede ser capaz de 

estimular a la adenil-ciclasa para producir docenas de moléculas de cAMP, 

amplificando así la respuesta. (Galanter y cols., 2004; Neal 2002; Taylor y Francis, 

2000; Langlois y cols., 1996). En estos casos, los antagonistas pueden provocar 

curvas dosis respuesta con forma de campana.   

4) El incremento de la ingesta de alimento en DM con respecto a CAX sugiere que el 

TRH del NPV está implicado en la anorexia ocasionada por el estrés por 

deshidratación y que esta relación es inversamente proporcional, es decir, entre más 

expresión de proTRH exista en el NPV, menos ingesta de alimento habrá y 

viceversa. Esto se corroboró comparando los valores de DM con los valores de CAX 

y DB, los cuales exhibieron los niveles más altos de RNAM de proTRH y también, el 

menor consumo  de alimento. Estos resultados apoyan la función anoréxica del TRH 

hipotalámico (Choi y cols., 2002).  

 



9.0 CONCLUSIONES Y PERSPECTIVAS 

 

• A pesar de las diferencias en la cinética de respuesta de los dos géneros al 

modelo de anorexia por deshidratación, fué el día 7  el que mostró la mayoría de 

los cambios neuroendocrinos esperados  tanto para machos como para hembras. 

• El antagonista del receptor CRH-R2 evitó la activación del eje HHT en el estrés por 

deshidratación, y en particular, de la síntesis de TRH en el NPV. 

• La respuesta anoréxica mediada por CRH-R2 parece de carácter conductual y 

neuroendocrino, ya que el uso de antagonista fue capaz de revertir, no solo los 

efectos de la deshidratación en la ingesta de alimento, sino parámetros 

metabólicos como son la expresión de proTRH en el NPV y la concentración sérica 

tanto de TSH como de T4.  

 

Se propone estudiar más a fondo las diferencias neuroendocrinas entre machos y 

hembras que pudieran verse afectados en la cinética de cambios en el eje HHT bajo 

estrés por deshidratación, como por ejemplo, las diferencias funcionales en el eje HHA 

que puedan ejercer un control en la anorexia por deshidratación dependiendo del género. 

 

Para corroborar la participación del CRH secretado desde el HL, pueden realizarse 

estudios que impliquen lesiones electrolíticas en este núcleo y estudiar los efectos 

conductuales y neuroendócrinos que ésto conlleve. 

 

Experimentos donde se realice una inyección de CRH y de antagonistas a CRH-R1en el 

NPV pueden ser importantes para fundamentar la especificidad de los resultados 

obtenidos aquí, además de explorar la posibilidad de una coolocalización de la expresión 

de CRH-R2 con TRH en el NPV.  

 

Sería importante investigar los efectos del antagonista en la liberación de TRH desde la 

eminencia media, para aclarar los efectos observados tanto en TRH-R1 como en PPII y 

como esto influye en la liberación de TSH. 

 

Asimismo, es  incluir un grupo naive o control intacto propio, parámetro que además de 

corroborar los resultados aquí obtenidos, les brindaría más validez y fuerza. Del mismo 

modo, dadas las variaciones obtenidas al medir T4 y T3 totales, se sugiere hacer la 



medición del T4 y T3 libres, que es la variedad activa, ya que esto reflejaría de forma más 

directa los efectos que la inyección de antagonista tiene en la secreción de estas 

hormonas y en los efectos que estas ejercen en la fisiología 

 

Además, es importante desarrollar estrategias que provean de un modelo animal bajo el 

cual, el estrés sea reducido al mínimo durante la inyección, para beneficiar las 

observaciones, como por ejemplo, algún modelo que implique la utilización una 

minibomba osmótica, con el objetivo de disminuir la manipulación y por ende, el estrés. 

 



LISTA DE ABREVIATURAS 

 

5-HT  serotonina 
α – MSH hormona α estimulante del melanocito 
ACTH   hormona adenocorticotrópica (corticotropína) 
AgRP  péptido relacionado al agouti 
ARC  núcleo arcuato 
ASVG-30 antisauvagina-30 
AX  anorexia 
BAT  grasa parda 
BDNF  factor neurotrópico derivado del cerebro 
CART  transcrito regulado por cocaína y anfetamina 
CCK  colecistoquinina 
CFS  fluido cerebroespinal 
CRH  hormona liberadora de la corticotropína 
D1  deiodinaza 1 
D2  deiodinaza 2 
D3  deiodinaza 3 
DA  dopamina 
DMH  hipotálamo dorsomedial 
EAA  aminoácido exitatorio 
FFA  acidos grasos libres 
GABA  ácido γ- aminobutírico 
Gal  galanina 
GLP-1  péptido similar al glucagón 1 
GPCR  receptores acoplados a proteínas G 
HHA  eje hipotálamo- hipófisis- adrenal 
HHT  eje hipotálamo- hipófisis- tiroides 
icv  intracerebroventricular 
ip  intraperitoneal 
HL  hipotálamo lateral 
MC4R  receptor de melanocortina 
MCH  hormona concentradora de melanina 
NE  norepinefrína 
NPY  neuropéptido Y 
NT  neurotensina 
NT/N  neurotensina/neuromedina 
OCD  desorden obsesivo compulsivo 
POMC  proopiomelanocortina 
PTSD  desorden de estrés postraumático   
NPV  núcleo paraventricular del hipotálamo 
RA  restricción alimentaria 
RNAm  ácido ribonucléico mensajero  
SCN  núcleo supraquiasmático 
SON  núcleo supraóptico 
T3  triiodotironina  
T4  tetraiodotironina o tiroxina 
TRH  hormona liberadora de la tirotropina 
TSH  tirotropina 
UCN I  urocortina I 
UCN II  urocortina II 
UCN III  urocortina III 
VMH   hipotálamo ventromedial 
VP  vasopresina  
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11.0 ANEXOS 

 

GEN SECUENCIA SENTIDO SECUENCIA ANTISENTIDO 

TRH 

Lechan et 

al. 1986 a 

(5´-3´): 

GGACCTTGGTTGCTGTCGACTCTGGCTTTG 

(5´-3´): 

ATGACTCCTGCTCAGGTCATCTAGAAGCT 

TRH-R1 

De la 

Peña et al. 

1992 

(5´-3´): 

ACCCAGAGAAGCAGGCAGCGTGACA 

(5´-3´): 

GATCCGCCACAGCCAGACTCACCAG 

CRH 

Jingami et 

al. 1985 

(5´-3´): AGAAGAGAGCGCCCCTAAAC (5´-3´): ATCAGAATCGGCTGAGGTTG 

CRH-R2 

Lovenberg 

et al. 1995 

(5´-3´): TTGGCAAGGAACCTGGTGAC (5´-3´): ACCCAGGGAAGGCTGTGAAG 

CRH-R1 

 

(5’-3’): 

TCCACTACATCTGAGACCATTCAGTACA 

(5’-3’): 

TCCTGCCACCGGCGCCACCTCTTCCGGA 

PPII 

Schauder 

et al. 1994 

(5´-3´): GGACACCCAAATAATTGCT (5´-3´): CTGGATCGCATACAAAAAG 

Ciclofilina 

Danielson 

et al. 1988 

(5´-3´): GGGGAGAAAGGATTTGGCTA (5´-3´): ACATGCTTGCCATCCAGCC 

G3PDH 

Tso et al. 

1985 

(5´-3´): CATGTAGGCCATGAGGTCCACCAC (5´-3´): 

TGAAGGTCGGTGTCAACGGATTTGGC 

 

ANEXO 1. Secuencias de los oligonucleótidos mandados a sintetizar en la unidad de 

síntesis de oligonucleótidos del Instituto de Biotecnología de la UNAM. 

 

 

 



 

NPV Tm (º C) pmol/µl Ciclos 

TRH 64 25 26 

CRH-R2 64 40 32 

Ciclofilina y G3PDH 64 50 21 

HL (BILATERAL) Tm (º C) pmol/µl Ciclos 

CRH 60 25 30 

TRH 64 40 28 

G3PDH 64 50 19 

ADENOHIPOFISIS Tm (º C) pmol/µl Ciclos 

TRH-R1 64 25 26 

PPII 55 25 30 

CRH-R1 55 25 30 

Ciclofilina y G3PDH  64 50 20 

 

ANEXO 2: Ciclos y condiciones de amplificación para cada gen y cada región del cerebro 

analizada. Los ciclos varían dependiendo de la región del cerebro estudiada debido a que 

la cantidad del RNAM es diferente en cada región. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



ANOVA: GRUPOS EXPERIMENTALES* GÉNERO* TIEMPO: 

 

VARIABLE MEDIDA F- VALUE P- VALUE 

Corticosterona sérica 

(ng/ml) 

1.285 .2861 

TSH sérico (ng/ml) .347 .8447 

T3 sérico (ng/dl) .337 .8519 

T4 sérico (ug/dl) 3.845 .0084 

RNAM de proTRH (% del 

control) 

5.316 .0102 

RNAM de CRH-R2 (% del 

control) 

7.186 .0023 

RNAM de TRH-R1 (% del 

control) 

.014 .9857 

RNAM de CRH-R1 (% del 

control) 

4.335 .0225 

RNAM de PPII (% del 

control) 

.623 .5410 

Anexo 3: Tabla que representa los valores de F y P obtenidos en la ANOVA de 3 vías, 

comparando grupos experimentales, género y tiempo.  
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