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1. RESUMEN 

La hormona folículo estimulante es esencial para el desarrollo y 

funcionamiento del aparato reproductor en los mamíferos y las aves. En el 

ovario de adulto se ha determinado que es un factor fundamental en la 

proliferación de las células de la granulosa de los folículos antrales y 

preovulatorios, que regula la expresión de sus propios receptores e induce la 

expresión de los receptores de la hormona luteinizante y que aumenta la 

actividad de la p-450 aromatasa en las células de la granulosa. Su importancia 

en las aves ha sido poco estudiada durante el desarrollo embrionario. El 

objetivo de este estudio fue demostrar el papel regulador de la hormona folículo 

estimulante sobre la proliferación celular del ovario de pollo en etapas 

tempranas del desarrollo embrionario. Inicialmente se determinó el efecto de la 

hipofisectomía sobre la proliferación del ovario embrionario de pollo de 8 a 11 

días. Posteriormente en el modelo de embriones hipofisectomizados se 

realizaron dos estrategias experimentales: por un lado, se aplicó el tratamiento 

con la hormona folículo estimulante humana recombinante en dosis única a los 

8 días de incubación y 24 horas después se estudió la proliferación de las 

células del ovario, mediante el porcentaje de incorporación de 5-Bromo-2'­

deoxiuridina; por otro lado, los embriones hipofisectomizados fueron tratados 

con la hormona folículo estimulante humana recombinante y la gonadotropina 

corionica humana recombinante a los 9 días y la proliferación celular del ovario 

se analizó a los 13 días de incubación. Estos resultados mostraron que en 

ausencia de la hipófisis, existe una disminución de la proliferación celular del 

ovario a los 9 y a los 13 días. Esta disminución se revierte bajo el tratamiento 

con hormona folículo estimulante. En embriones de 9 días el efecto de la 

hipofisectomía se observó en el epitelio superficial del ovario y en las células 

somáticas de la corteza y de la médula. A los 13 días la hipofisectomía redujo 

el número de células somáticas, esteroidogénicas y germinales, pero el 

tratamiento con hormona folículo estimulante, recuperó la densidad de los tres 

tipos celulares. En otros experimentos, utilizando la misma metodología, se 

determinó el efecto de las dos hormonas sobre la proliferación celular del 
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ovario embrionario de 9 días en cultivo de órgano. Los ovarios se cultivaron 

por 48 horas en medio libre de suero, con la hormona folículo estimulante 

humana recombinante y con la gonadotropina coriónica humana recombinante 

en grupos independientes; la proliferación celular aumentó bajo el tratamiento 

con la hormona folículo estimulante y no con la gonadotropina corionica, 

comparadas con los grupos testigo. Por lo tanto, la hormona folículo 

estimulante estimula la proliferación de las células somáticas en el ovario 

embrionario de pollo desde los 9 días. Por otro lado, mediante la reacción en 

cadena de la polimerasa con transcriptasa reversa en tiempo real se determinó 

la expresión del mensajero de la subunidad beta de la hormona folículo 

estimulante, en la hipófisis de embriones de pollo machos y hembras de 7 a 17 

días y se observó que el mensajero se expresa en niveles más altos en la 

hipófisis del macho que en la hembra, alcanzando su máxima expresión a los 

13 y 14 días de incubación. Por otra parte, se realizó un ca-cultivo de células 

de hipófisis embrionaria de pollo de machos y hembras, por separado, de 8 a 

17 días, con células de ovario de embriones de 9 días de la misma especie. 

Los ca-cultivos se mantuvieron por 60 horas y se cuantificó la concentración de 

17 beta-estradiol en el medio por ELlSA. La bioactividad de la adenohipófisis 

embrionaria de pollo mostró un patrón similar en ambos sexos observándose 

su inicio a partir de los 9 días de incubación, sin embargo, la hipófisis del 

macho ejerció un mayor estímulo sobre las células del ovario para la secreción 

de 17-beta estradiol. Estos resultados permiten proponer que la adenohipófisis 

comienza a secretar la hormona folículo estimulante a partir de los nueve días 

de incubación y que a partir de esta edad, es uno de los factores que regulan el 

crecimiento del ovario en el embrión de pollo y que posiblemente participe en el 

inicio del crecimiento testicular que se observa a partir de los 13 días en el 

embrión de pollo. 



 7
  
2.   INTRODUCCIÓN 

 

     Las gonadotropinas hipofisiarias, la hormona folículo estimulante (FSH) y la 

hormona luteinizante (LH) son fundamentales en la maduración del folículo en 

el ovario. Los mecanismos fisiológicos involucrados en este proceso han sido 

ampliamente estudiados en mamíferos, principalmente en la etapa adulta, 

después del establecimiento del eje hipotálamo-hipófisis-gónada. En las aves, 

el desarrollo del sistema reproductor inicia con la diferenciación de las 

gónadas, aproximadamente a los  6.5 días de incubación (d.i.) (Villalpando y 

col, 2000), a los 13.5 días del desarrollo se establece el eje hipotálamo-

hipófisis-gónada y hay evidencia de la regulación de la función gonadal por las 

hormonas gonadotropinas hipofisiarias (Woods, y Thommes, 1984). El objetivo 

de esta tesis es analizar la participación de la FSH como la principal 

gonadotropina hipofisiaria en regular la proliferación celular en el ovario del de 

pollo en etapa embrionaria.    

 

 

2.1   La hormona folículo estimulante y su receptor   
       

     La FSH junto con la LH y la hormona tirotrópica (TSH) integran  la  familia  

de  hormonas  glicoprotéicas  hipofisiarias, la gonadotropina coriónica (CG) 

también pertenece a esta familia, sin embargo, es producida por el trofoblasto. 

Se encuentran constituidas por dos subunidades, α y β, asociadas de forma no 

covalente. La primera subunidad es común  para  los  miembros  de la familia y 

se  ha propuesto que es codificada por un solo gen, mientras que la  subunidad 

β  se  origina  de   genes separados y confiere la actividad específica de  cada   

hormona,  sin  embargo,  se  requiere de las  dos  subunidades  para  entrar  en   

contacto  con  el   receptor (Ulloa-Aguirre y  Timossi,  1998;  Vassart   y col, 

2004).  El gen de la subunidad  FSHβ  del  pollo  consta de  2457 pares de 

bases (pb)  de  las  cuales 44 constituyen una región no traducida (UTR) en el 

extremo 5’; 396 pb forman el marco de lectura abierto y 2001 pb integran el 

UTR en el extremo 3’, seguido por una secuencia de poliadenilación. Estas 

regiones  constituyen  la   molécula  precursora  de  131  aminoácidos,  con un  
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péptido señal de 20 aminoácidos; la proteína madura, se encuentra constituida 

por 111 aminoácidos. Presenta 12 residuos  de  cisteína, los cuales  forman  

puentes  disulfuro  hacia  el   interior de  la  molécula y  dos sitios de 

glicosilación unidos a asparagina. Asimismo, presenta cuatro residuos de 

prolina aparentemente responsables de la dirección de la estructura de la 

proteína.  La homología de la subunidad β de la FSH de pollo es de 37% con la 

LH y de 40% con la TSH (Shen y Yu, 2002). 

     La glicosilación de las subunidades de la FSH, como del resto de las 

glicoproteínas, ocurre como un proceso postraduccional. Los grupos de 

azúcares más importantes presentes en la FSH incluyen  N-acetilglucosamina,  

manosa, galactosa, fucosa, glucosamina y ácido siálico. Estas moléculas se 

unen a la asparagina o con ligaduras N; cada oligosacárido se encuentra 

dividido en ramas bicatenarias o tricatenarias que finalizan principalmente en 

ácido siálico y fucosa o galactosa. La combinación de carbohidratos presentes 

en la hormona es fundamental para determinar la afinidad de unión al receptor 

y la capacidad de activarlo y dirigir de modo eficiente la señalización 

intracelular (Baenziger, 1996; Ulloa-Aguirre y col, 2003). 

     En el humano se ha demostrado que existen siete isoformas de la FSH cuya 

diferencia depende de la glicosilación de la hormona, lo que a su vez incide en 

la carga eléctrica de la molécula, en la estructura de los carbohidratos y en la 

actividad biológica. Las formas menos acídicas, con menos residuos de ácido 

siálico estimulan un aumento en la liberación de 3’5’-fosfato cíclico de 

adenosina (cAMP), mayor actividad de la enzima P-450 aromatasa y una 

mayor expresión de ácido ribonucléico mensajero (mRNA) en las células de la 

granulosa de rata, en cultivo. Las formas más acídicas, con mayor cantidad de 

ácido siálico, causan una mayor expresión de la subunidad α de la inhibina “in 

vivo”; además, se ha observado que las isoformas más acídicas tienen una 

vida media mayor que las menos acídicas (Ulloa-Aguirre  y col, 2003).        

     La FSH tiene como células blanco a las células de la granulosa en el ovario 

y a las células de Sertoli en el testículo; como el resto de las hormonas 

glicoprotéicas, actúa a través de receptores específicos acoplados a proteínas 

G (GPCR’s) presentes en la superficie de las membranas plasmáticas, los 

cuales   pertenecen   a   la   subfamilia   de   GPCR’s   con   alto   contenido  de   
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repeticiones ricas en leucinas (LRR’s).  La disposición del receptor en la 

membrana da lugar a un dominio extracelular, portador del extremo amino 

terminal y a uno intracelular, el cual contiene al extremo  carboxilo  terminal. La  

secuencia del ácido desoxirribonucléico complementario (cDNA) para el 

receptor de la FSH (FSHR) de pollo muestra un marco de lectura abierto de 

2079 pb, en donde se incluye un fragmento de 51 pb que codifica para el 

péptido señal putativo, 1047 pb que equivalen al dominio extracelular, 792 pb 

codifican para la región transmembranal y 189 pb corresponden a la región 

intracelular. La secuencia traducida codifica un total de 693 aminoácidos, de los 

cuales, los primeros 17 corresponden al péptido señal y la proteína madura 

consiste de 676 aminoácidos, la cual es similar en tamaño a las secuencias de 

rata y bovino (You y col, 1996). El dominio extracelular es el responsable de la 

especificidad y de la alta afinidad de unión al ligando (Fan y Hendrickson, 

2005).  En el pollo esta  región  consiste de 349 aminoácidos, tiene 3 sitios 

potenciales de glicosilacion en ligadura N y un total de 11 residuos de cisteínas; 

se ha propuesto que los residuos de cisteínas se requieren para que se 

mantenga la estructura terciaria (Dohlman y col, 1991). Las repeticiones ricas 

en cisteínas a su vez flanquean regiones ricas en leucinas. Estudios “in vitro” 

del complejo FSH-receptor de humano han demostrado que las LRR’s junto 

con las cisteínas, corresponden al dominio de unión de la hormona. Este 

dominio presenta una superficie interna cóncava con láminas β plegadas, y un 

núcleo hidrofóbico que además de leucinas, contiene otros residuos 

hidrofóbicos. Las repeticiones de leucinas son altamente irregulares en longitud 

y conformación, particularmente en la superficie externa, la cual es convexa, 

con una estructura regular limitada a siete hebras β, dispuestas en tres 

láminas. La porción carboxilo terminal del dominio de unión presenta una forma 

similar a una herradura, por la presencia de leucinas; mientras que la región 

amino terminal es plana, debido a la presencia de estructuras β plegadas,  (Fan 

y Hendrickson, 2005). 

     El establecimiento del complejo consiste en la unión de la FSH a la 

superficie cóncava del receptor; el eje longitudinal de la FSH queda 

perpendicular al receptor y, por lo tanto, queda alineada y paralela a las hebras  
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β, siendo sólo las asas del extremo carboxilo terminal, las que entran en 

contacto con la hormona.  El  receptor envuelve la región media de la FSH y las  

asas αL2 y βL2  interactúan con la región N-terminal de las dos subunidades de 

la hormona. La orientación de la hormona lleva a que las asas βL1 y βL3 se 

extiendan hacia  fuera  desde  las  puntas  del  extremo  carboxilo terminal de la  

hoja interna del receptor, mientras que las asas αL1 y αL3  surgen de la base 

(Fan y Hendrickson, 2005). De las tres regiones que constituyen al receptor de 

la FSH, la región transmembranal es la que presenta mayor homología con el 

receptor de la LH y de la TSH de pollo y de mamíferos (Vassart y col, 2004). En 

el pollo esta región está integrada por 264 aminoácidos; las asas intracelulares 

entre los segmentos transmembranales (I-II), (III-IV) y (V-VI) contienen 

múltiples residuos de tirosina, serina y treonina que representan sitios 

potenciales para la fosforilación. Se ha planteado la presencia de dos sitios 

dentro del dominio transmembranal, la treonina en posición 555 (Thr555) y la 

serina en posición 596 (Ser596), que representan sitios consenso para la 

fosforilación de la cinasa C de proteínas (PKC); en este dominio se localizan 

nueve residuos de cisteínas, y un sitio de glicosilación ligado a N en la 

asparagina en posición 380 (Asn380). 

     El dominio intracelular del FSHR de pollo consiste en 63 aminoácidos, 

incluye sitios potenciales para la fosforilación de la PKC en la Thr632 y de la 

cinasa A de proteínas (PKA) en la Thr658 (You y col, 1996). De este dominio, las 

regiones más cercanas a la membrana, en particular las asas 2, 3  y algunas 

regiones específicas del extremo intracelular de las asas transmembranales  y 

del extremo carboxilo cercano a la membrana, son importantes en el 

acoplamiento de las proteínas G (Ulloa-Aguirre y Timossi, 1998). 

       El FSHR se acopla de manera preferencial a las proteínas Gs, las cuales 

activan a la enzima adenilato ciclasa. Esta última incrementa la síntesis de 

cAMP, que a su vez activa a la PKA. En mamíferos, se ha visto que el FSHR se 

puede encontrar asociado a proteínas Gq/11. En este caso, la vía de 

señalización ocurre a través de la enzima fosfolipasa Cβ, la cual cataliza la 

hidrólisis del lípido fosfatidilinositol 4,5-bifosfato para formar inositol 1,4,5-

trisfosfato y diacilglicerol; esta señalización activa a la PKC (Hirsch y col, 1996).  
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     Sin embargo, el aumento en la concentración de cAMP bajo la acción de la 

FSH puede activar otras proteínas celulares como la cinasa B de proteínas 

(PKB) y la cinasa  inducida  por glucocorticoides y suero (SgK), y regular la 

sobrevivencia y proliferación de las células de la granulosa (Richards, 2001). 

Asimismo, se ha planteado que el modo a través de cual el FSHR se inactiva es 

por el acoplamiento a proteínas Gi/0, las cuales inhiben la activación de la 

adenilato ciclasa, lo que lleva a la desensibilización del receptor (Arey y col, 

1997). 

 

 
2.2   La hormona folículo estimulante en mamíferos 
      

     En mamíferos, la participación de la FSH en la foliculogénesis ha sido 

ampliamente documentada. En folículos antrales y preovulatorios es un factor 

fundamental en la diferenciación de las células de la granulosa (Hsueh y col, 

1994) y es el principal factor supresor de la apoptósis en estas células, lo que le 

confiere un papel esencial en el reclutamiento de folículos antrales  (Chun y col, 

1996; Mcgee y Hsueh, 2000). Asimismo, se ha demostrado su participación en la 

proliferación de células de la granulosa en estos folículos incrementando los 

niveles del mRNA de la ciclina D2 (Robker y Richards, 1998). En folículos 

preantrales interviene en la proliferación, crecimiento y diferenciación, induciendo 

la biosíntesis de estrógenos (Hsueh y col, 1984; 2000). Por otro lado, en ratas 

hipofisectomizadas, la FSH incrementa el peso del ovario, el número de folículos 

preantrales y  aumenta los niveles de expresión de inhibina α en estos folículos 

(Mcgee y col, 1997). En ratones hembras knockout para la subunidad β de la FSH 

se ha comprobado que esta hormona regula sus propios receptores e induce la 

expresión de receptores de la LH en las células de la granulosa, y se ha 

observado que estimula la actividad de la P-450 aromatasa, lo que a su vez 

incrementa la síntesis de estrógenos (Burns y col, 2001). Por otra parte, se ha 

demostrado que la FSH es un regulador importante en la maduración del ovocito 

del ratón ( Eppig y Downs, 1987); recientemente se ha propuesto que participa en 

el crecimiento del ovocito a través de la modulación de factores como el ligando  
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Kit (KL), expresado en células de la granulosa y la proteína morfogenética del 

hueso-15 (BMP-15), la cual es producida por el ovocito (Thommas y col, 2005). 

 
 
2.3   El eje hipotálamo-hipófisis-ovario 
      

     La participación de la hipófisis en el desarrollo gonadal se encuentra a cargo 

de las gonadotropinas hipofisiarias, la FSH y la LH. En las aves,  entre el 2º y 

3º d.i. las  células  parenquimatosas  que  recubren  las paredes de la bolsa de  

Rathke, proliferan y dan lugar a  las tres regiones de la adenohipófisis: el lóbulo 

cefálico, el pars tuberalis y el lóbulo caudal (Sasaki y col, 2003). Las 

gonadotropinas son producidas en grupos celulares conocidos como 

gonadotropos presentes tanto en el lóbulo cefálico como en el caudal. El inicio 

de la diferenciación de estos grupos celulares se ha descrito a los 8 d.i. (Mazeki 

y col, 2004).  Se ha demostrado que durante la embriogénesis de las aves la 

síntesis de FSH y LH ocurre en  gonadotropos específicos para cada  hormona 

a diferencia de lo que ocurre en mamíferos, en los cuales se observa que estos 

grupos celulares expresan ambas gonadotropinas (Puebla-Osorio y col, 2002, 

Mazeki y col, 2004).  

     La señal para la síntesis y secreción de la FSH y de la LH proviene del 

hipotálamo que secreta la hormona liberadora de  gonadotropinas (GnRH). 

Esta hormona viaja a través del sistema portal, llega a la hipófisis anterior y se 

une a su receptor, el cual pertenece a la familia de receptores de siete 

dominios transmembranales acoplados a proteínas Gq (Stojilkovic y col, 1988). 

Se ha demostrado que la secreción de la FSH y de la LH depende de la 

frecuencia y la amplitud de los pulsos de la GnRH. Los pulsos de alta amplitud 

y baja frecuencia inducen la secreción de la FSH, mientras que los pulsos de 

baja amplitud y alta frecuencia estimulan la secreción de la LH (Anderson, 

1996). La secreción de las gonadotropinas es regulada por dos sistemas de 

retroalimentación, las hormonas esteroides gonadales y el sistema activina-

inhibina-folistatina. En etapa embrionaria se ha demostrado que la FSH actúa 

sobre la enzima P-450 aromatasa incrementando los niveles de estrógenos 

gonadales (Gómez, y col, 2001). A su vez, los estrógenos tienen como blanco 

el hipotálamo y la hipófisis en donde regulan la producción de la GnRH y de las 
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gonadotropinas, respectivamente. Se ha observado que en el embrión de pollo, 

el estradiol  es  un  supresor  importante  de  la secreción de la FSH (Rombauts 

y col, 1993).   Por   otro   lado,   los   péptidos   ováricos la inhibina, la activina   

y la folistatina ejercen una regulación fundamental sobre la FSH. La inhibina es 

una glicoproteína heterodimérica que suprime la secreción de la FSH. Está 

constituida por dos subunidades: α y β. Se han descrito dos variantes de la 

subunidad β: βA y βB, los cuales, a su vez, pueden formar la inhibina A (αβA) o 

la inhibina B (αβB)  (Rombauts y col, 1993). La activina está compuesta por 

homodímeros  o  heterodímeros  de  las  subunidades β, los cuales conforman 

la activina A ( βAβA), la activina AB (βAβB) o la activina B (βBβB). Estos 

péptidos pertenecen a la superfamilia del factor de crecimiento transformante β 

(TGF-β) y  una de  sus  funciones  consiste  en  regular  la secreción de la FSH 

(Carroll y col, 1989; Bilezikjian y col, 2001). Asimismo, la folistatina es un 

polipéptido altamente glicosilado que no se encuentra relacionado ni con la 

inhibina ni con la activina pero del cual se sabe que se une al receptor de la 

activina, regulando a la baja la secreción de la FSH (Esch y col, 1987). 

     Por lo tanto, la secreción de los esteroides y de los péptidos gonadales junto 

con la producción y la liberación de GnRH y de las gonadotropinas hipofisiarias 

dirigidas hacia el ovario o el testículo, establecen sistemas de retroalimentación 

que regulan la producción hormonal y con ello, el desarrollo y la maduración 

gonadal, los ciclos reproductivos y la conducta sexual. 

 
 
2.4    El ovario embrionario de las aves     
 

     En las aves, el sexo femenino es el resultado de la combinación de 

cromosomas  sexuales  heterogaméticos  (ZW),  mientras que la diferenciación  

masculina es dirigida por la presencia de cromosomas homogaméticos (ZZ) 

(Ohno y col, 1959). El desarrollo gonadal ocurre en etapa embrionaria e inicia 

con el establecimiento de la cresta genital. En este proceso participan las 

células germinales primordiales (CGP’s) de origen extraembrionario, las células 

del mesénquima, las células somáticas (precursoras de las células de la teca y 

de la granulosa en el ovario, así como de las células de Leydig y las de Sértoli 

en el testículo), y las células endoteliales. Entre el primero y segundo día de  
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incubación las CGP’s, cuyo origen ocurre en el epiblasto, y luego constituyen la 

creciente germinal a nivel del hipoblasto cefálico, se desplazan a través de los 

vasos  sanguíneos  y salen de los capilares del mesenterio esplácnico posterior  

de la arteria onfalomesentérica rumbo a la cresta genital (Ando y Fujimoto, 

1983). Para entonces, las células del mesénquima de la cresta comienzan a 

organizarse en cordones de tipo epitelial. Entre el 3º y 4º d.i. el epitelio 

superficial prolifera, se observan CGP’s entre las células epiteliales, las células 

del mesénquima más dorsales se reúnen y forman un segundo grupo de 

cordones  epiteliales  (Fargeix y col, 1981).  Al 4º d.i. los cordones sexuales, el  

mesénquima y los vasos sanguíneos permiten distinguir a la gónada del tejido 

mesonéfrico ( Carlon y Stahl, 1985).  

     A los 5 d.i. la gónada es una estructura constituida por el epitelio superficial, 

la región cortical y la médula. Entre el 6º y 7º d.i. el epitelio germinal del ovario 

izquierdo prolifera, las CGP’s se dividen  y dan lugar a las ovogonias, las 

cuales se organizan en nidos. La corteza continúa su crecimiento, las células 

somáticas rodean los nidos de ovogonias y constituyen los cordones sexuales 

corticales. El epitelio germinal del ovario derecho comienza a transformarse en 

una capa de células planas con ausencia de cordones sexuales. En ambos 

ovarios se desarrollan lagunas medulares, las cuales son evidentes en la 

gónada izquierda, debido a su desarrollo morfológico (Carlon y Sthal, 1985). 

     Las investigaciones sobre los mecanismos que participan en la 

diferenciación y el desarrollo del ovario han demostrado la presencia temprana 

de los esteroides gonadales, andrógenos y  estrógenos  (Yoshida y col, 1996;  

Nishikimi y col, 2000; Villalpando y col, 2000), de los péptidos inhibina, activina 

y folistatina en el ovario (Ottinger, 1988; Bruggerman y col, 2002) y de las 

gonadotropinas, la LH y la FSH en la adenohipófisis (Puebla-Osorio y col, 2002; 

Maseki y col, 2004).  

 

2.5  El papel de las gonadotropinas en el desarrollo del ovario 
embrionario de pollo     

         Los primeros estudios para conocer la importancia de las gonadotropinas 

en  el  embrión  de  pollo se  realizaron  en  organismos hipofisectomizados por  
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decapitación parcial, en los cuales se observó la  inhibición en el crecimiento de 

las gónadas a los 13 d.i. (Fugo, 1940; Vogel, 1956)  y su restablecimiento al 

colocar transplantes de hipófisis en la membrana corioalantoidea (Betz, 1967).  

Recientemente se ha descrito en el ovario embrionario de pollo un incremento 

exponencial en el número de células somáticas y de células germinales desde 

los 9 hasta los 14 d.i., la reducción de esta proliferación celular bajo el efecto 

de la hipofisectomía  y la reversión del fenómeno con implantes de hipófisis 

sobre la membrana corioalantoidea (Méndez y col, 2005). Asimismo, se ha 

visto en embriones de pollo que la hipofisectomía afecta la actividad de 

enzimas esteroidogénicas y la producción de los esteroides sexuales, lo que ha 

permitido sugerir que a partir de los 13.5 d.i. se establece el eje hipotálamo-

hipófisis-gónada (Woods y col, 1984).  Sin embargo, otros trabajos han 

propuesto que existe una regulación de la actividad gonadal por parte de la 

hipófisis en etapas más tempranas del desarrollo del embrión de pollo. Se ha 

demostrado, en el ovario de pollo, que la hipofisectomía reduce la síntesis de 

17β-estradiol a los 10 y 13 d.i. (Weniger y col,1990). Se ha detectado la 

presencia de la LH en el primordio de la hipófisis desde los 4 d.i. (Gasc y 

Sar,1981); y se han encontrado transcritos de la subunidad β de la LH a los 4 

d.i. y de la FSH a los 7 d.i. en  esta  glándula  (Maseki y col, 2004).  Asimismo, 

se han cuantificado los niveles de la FSH en el plasma de embriones de pollo 

de 8 a 20 d.i. estudiados a intervalos de 2 días (Rombauts y col,1993). Por otro 

lado, se ha reportado una respuesta funcional a la LH y a la FSH, por parte del 

ovario de pollo a los 7.5 y a los 8 d.i. (Pedernera y col,1999) y se ha 

determinado el efecto de la FSH sobre la proliferación celular de la gónada “in 

vivo” a los 13 d.i.  (Méndez  y col, 1998) e “in vitro” a los 18 d.i. (Velázquez y 

col,1997). Asimismo, se ha demostrado en embriones tratados con la FSH  un  

aumento en la proliferación de las células del epitelio superficial, de las 

ovogonias en la corteza y de las células de los cordones medulares del ovario 

de pollo a los 14 d.i. (Méndez y col, 2003). Por otra parte, se ha observado el 

efecto estimulatorio  de la FSH sobre la función de las enzimas  P-450scc, 3β-

3β-HSD y de la P-450 aromatasa en cultivos celulares de embriones  de  pollo 

de   18 d.i. (Gómez y col, 2001). Otras   investigaciones   han   detectado   la  
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presencia de receptores a la FSH y a la LH en gónadas de embriones de pollo 

de 4.5 d.i. (Akasome y col, 2002).   

 

3.   PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 
           
     Las gonadotropinas hipofisiarias, la FSH y la LH, son fundamentales en el 

desarrollo y función de las gónadas de los vertebrados. La secreción de estas 

hormonas ocurre como resultado del establecimiento del eje hipotálamo-hipófisis-

gónada, que en las aves, tiene lugar en etapa embrionaria. Se ha planteado que 

este evento ocurre, en el embrión de pollo, alrededor de los 13.5 días de 

incubación, sin embargo, existen evidencias que sustentan una actividad 

hipofisiaria previa a esta edad. En el modelo del embrión de pollo 

hipofisectomizado se ha mostrado la inhibición del crecimiento de las gónadas a 

los 13 d.i. y su recuperación al colocar transplantes de hipófisis en la membrana 

corioalantoidea. Asimismo, se ha visto que la ausencia de la adenohipófisis en 

embriones de pollo afecta la actividad de la enzima 3β-HSD a los 13.5 d.i. así 

como la síntesis de 17β-estradiol a los 10, 11 Y 13 d.i. Por otra parte, se han 

cuantificado los niveles de la FSH en el plasma de embriones de pollo de 8 a 20 

días y se ha propuesto que esta hormona regula la producción de la inhibina en el 

ovario embrionario de pollo a esas mismas edades. Asimismo, se ha encontrado 

una respuesta funcional a la LH y a la FSH por parte del ovario de los 7.5 hasta 

los 18 días de incubación. Por otro lado, se ha detectado la presencia de la LH y 

de la FSH en la hipófisis desde los 4 d.i., así como sus receptores en gónadas de 

embriones de pollo a los 4.5 días de incubación.  

     Se ha demostrado que la FSH tiene un efecto proliferativo en el ovario 

embrionario de pollo “in vivo” a los 13 días y en particular, este efecto se ha 

observado en las células del epitelio superficial, en las ovogonias presentes en la 

corteza y en las células de los cordones medulares del ovario embrionario de pollo 

a los 14 días. Con base en lo anterior, en la presente investigación se pretende 

elucidar si la FSH es la principal hormona adenohipofisiaria que modula la 

proliferación del ovario embrionario de pollo y establecer la edad en que inicia la 

actividad en la hipófisis del embrión de esta especie.   
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4.   HIPÓTESIS 

          La FSH es la principal hormona de la adenohipósisis que regula la 

proliferación celular del ovario embrionario de pollo en etapas tempranas del 

desarrollo. 

        

 

5.   OBJETIVO GENERAL 

          Demostrar el papel regulador de la FSH sobre la proliferación celular en 

el ovario embrionario de pollo, en etapas tempranas del desarrollo gonadal. 

 

 

5.1   Objetivos particulares 

 

1. Determinar el patrón de proliferación de las células somáticas y de las 

células germinales en el ovario izquierdo de embrión de pollo, desde los 8 

hasta los 11 días de incubación. 

 

2.  Evaluar el efecto de la hipofisectomía y del tratamiento sustitutivo con la 

FSH humana recombinante (rhFSH)  sobre la proliferación celular en el epitelio, 

la corteza y la médula del ovario de 9 d.i. 

 

3.  Distinguir el efecto de la rhFSH y de la gonadotropina coriónica humana 

recombinante (rhCG) sobre la proliferación celular del ovario de 9 d.i. en cultivo 

de órgano. 

 

4.  Estudiar el efecto de la hipofisectomía y del tratamiento sustitutivo con la 

rhFSH y la rhHCG sobre el número de células somáticas, esteroidogénicas y 

germinales en el ovario embrionario de 13 días. 
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5.    Determinar la expresión del mRNA de la subunidad FSHβ por la técnica de 

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

tiempo real, en la hipófisis de embriones de pollo machos y hembras de 7 a 17 

días.  

 

6.   Utilizar un bioensayo para la FSH con base en la secreción de 17β-estradiol 

por las células de ovario de embrión de pollo. 

 

7. Analizar la actividad biológica de la FSH producida por las células de la 

adenohipófisis del embrión de pollo de 8 a 17 días, discriminando la 

bioactividad de acuerdo al sexo del embrión.   

 

 
6.   MATERIAL Y MÉTODO 

 

6.1   Reactivos  

      

     Los siguientes productos: Medio Eagle modificado por Dulbecco (DMEM),  

tripsina,  inhibidor de tripsina, Albumax, estreptomicina, penicilina y glutamina 

son marca Gibco-BRL Products. La albúmina sérica de bovino (BSA) se obtuvo 

en  Sigma Chemical. Las cajas de cultivo son marca Nalge Nun Internacional. 

Las membranas de policarbonato son fabricadas por Whatman. El kit 5-Bromo-

2’deoxy-uridine Labeling and Detection kit I y el Transcriptor First Strand cDNA 

Synthesis kit se obtuvieron de Roche Diagnostics.  El kit SensiTek HRP Anti-

Mouse (DAB) es de ScyTek. Las sondas MGB TaqMan fueron sintetizadas por 

Applied Biosystems. El TRIzol es marca Invitrogen. El Dietilpirocarbonato se 

obtuvo de Sigma, El kit para cuantificación de estradiol (E2) enzyme 

immunoassay test kit es de Internacional Immuno-Diagnostics. La hormona 

folículo estimulante recombinante humana (13.5 UI/μg) (Gonal-F) y la hormona  
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gonadotropina coriónica recombinante humana (20 UI/µg (Ovidrel) son de 

Serono.  

 

6.2   Material biológico 

      

     El huevo fértil se obtuvo de la granja ALPES (Aves Libres de Patógenos 

Específicos), ubicada en Tehuacan, Puebla.  Se incubó a 37.8 ºC de 

temperatura y 80% de humedad en una incubadora marca  Jamesway. Para la 

obtención del tejido en todos los ensayos, los embriones se sacrificaron por 

decapitación. 

 

 

6.3   Hipofisectomía  

 

     La hipofisectomía se realizó en embriones de 44 horas de incubación (etapa 

11 de Hamburger y Hamilton, 1951) a los cuales se les realizó un corte al nivel 

del prosencéfalo y se retiró la región anterior de la región cefálica (Fugo, 1940). 

Los grupos de embriones testigo fueron manipulados bajo las mismas 

condiciones que los embriones hipofisectomizados, sin realizar la cirugía.  

 

 

6.4   Tratamiento de embriones hipofisectomizados   

 

     Los embriones se incubaron después de la hipofisectomía y se estudiaron a 

los 9 y a los 13 d.i. De los embriones de 9 d.i. hipofisectomizados, a su vez, se 

formaron dos grupos: el grupo tratado con la rhFSH (140ng/embrión) y el grupo 

tratado con la rhCG (100 ng/embrión). Los tratamientos fueron aplicados sobre 

la membrana corioalantoidea y su efecto evaluado a los 13 d.i. Por otro lado,  

 



 20
 

siguiendo la misma estrategia experimental, se aplicó solo el tratamiento con la 

rhFSH  (140 ng/embrión)   a  un  grupo  de  embriones  de  8  d.i. y  se  estudió 

a los 9 d.i. 

 

 

6.5   Suspensión celular 

 

     Se obtuvo el ovario izquierdo de los embriones de pollo; el tejido se recibió 

en cajas de Petri con 5 mL de solución salina  libre de calcio y magnesio (1 

mg/mL), pH 7.4. Los ovarios se transfirieron a viales siliconizados, conteniendo 

500 μL de tripsina disuelta en solución salina libre de calcio y magnesio (1 

mg/mL), pH 7.4. Se  formaron grupos de 3 ovarios por vial.  El tejido se incubó 

a 37 °C, en un baño con agitación, marca Precision Scientific a 90 ciclos/min, 

por 10 minutos. Después de este tiempo, las gónadas se disociaron haciendo 

pasar el tejido a  través  de una pipeta  Pasteur siliconizada.  A continuación, se  

agregó 1 mL de inhibidor de tripsina (2 mg/mL) disuelto en medio Eagle 

modificado por Dulbecco (DMEM) con albúmina sérica de bovino (BSA) (1.0 

mg/mL). La dilución final fue de 1 mL/ovario izquierdo. 

 

 

6.6   Número total de células 

 

     Después de obtener la suspensión celular del ovario izquierdo de 9 y 13 d.i., 

las muestras se contaron por duplicado en un hematocitómetro marca Sigma. 

Los datos se expresaron como número total de células/ovario izquierdo. Las 

células se clasificaron en somáticas, esteroidogénicas y germinales. Las 

células esteroidogénicas se identificaron por la presencia de al menos, cinco 

gotas de lípidos  en el citoplasma. Las células germinales se reconocieron por 

el diámetro mayor a 15 μm, su forma ovalada, la superficie lisa, el núcleo  
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localizado en posición excéntrica y por la localización yuxtanuclear del cuerpo 

de Balbiani (Figura 1 B).  

 

 

6.7   Incorporación de 5-Bromo-2’-deoxiuridina  

 

     Las células obtenidas en suspensión se resuspendieron en 200 µL  de 

medio DMEM+5-Bromo-2’-deoxiuridina (BrdU) y se transfirieron a un vial 

conteniendo 800 µL de la misma solución. Se incubaron a 37 ºC en una estufa 

de cultivo con atmósfera de 5% de CO2 marca Nuaire, por 50 minutos. Después 

de este tiempo, se  centrifugaron a 200 x g, 10 minutos. La pastilla se lavó con 

solución amortiguadora de fosfatos enriquecida con albúmina (PBS+albúmina) 

al 5% y se centrifugó a 200 x g, 10 minutos. El remanente se resuspendió y las 

células se colocaron en portaobjetos tratados con poli-L-lisina, se dejaron secar 

al aire y se procesaron de acuerdo a la técnica de detección de BrdU por 

inmunocitoquímica. 

 

 

6.7.1   Detección de BrdU por inmunocitoquímica 

 

      Se realizó la detección usando el kit 5-Bromo-2’deoxy-uridine Labeling and 

Detection kit I. Las preparaciones se fijaron en alcohol ácido a -20 ºC por 30 

minutos y se dejaron secar al aire. Se realizó un lavado con PBS frío y tres 

lavados más con PBS a 90 ºC, por 10 minutos. Los frotis se incubaron con 30 

μL del anticuerpo primario monoclonal de ratón, anti-BrdU, contenido en una 

solución con nucleasas en PBS-glicerina, en dilución 1:10 con solución 

amortiguadora de incubación. Este paso se realizó en una cámara húmeda a 

37 °C en baño María, protegido de la luz, durante 1 hora. Se realizaron tres 

lavados con PBS, en agitación, por 10  minutos. Las  preparaciones  se  

incubaron  con 
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 30 μL del anticuerpo secundario de oveja marcado con fluoresceína anti-

Ig de ratón, en dilución 1:10 con PBS, una hora, en las mismas condiciones 

que el anticuerpo primario. Después  de  este  tiempo,  las  preparaciones se 

lavaron  

primero con una solución de PBS con Tween 20 al 0.01%, 10  minutos  y  

posteriormente  se  realizaron  dos lavados con PBS solo. A   continuación,   se   

montaron para su observación al microscopio de  epifluorescencia marca Nikon 

 y se determinó el porcentaje de células marcadas, considerando un mínimo de 

200 células somáticas por muestra (figura 1 C). 

 

 

6.8   Estudio morfológico 

 

     Para determinar la proliferación celular en el epitelio superficial, la corteza y 

la médula del ovario embrionario, se obtuvo el ovario izquierdo de embriones 

de 9 d.i. Se formaron los grupos testigo, hipofisectomizados e 

hipofisectomizados tratados con rhFSH (140 ng/embrión), 24 horas antes. 

Asimismo, 1 hora antes de las cirugías, los tres grupos de embriones fueron 

inyectados “in ovo” con 1.53 mg de BrdU disuelto en DMEM. La aplicación de 

los tratamientos se realizó sobre la membrana corioalantoidea. 

 

 

6.8.1   Preparación del tejido para inmunohistoquímica 

 

     Los ovarios se recibieron en una solución de paraformaldehído en PBS al 

4%  y se mantuvieron así toda la noche. Después de 24 horas, el tejido se 

deshidrató utilizando alcoholes graduales al 30%, 50%, 70%, 90%, 96%, 100% 

y xilol, 20 minutos en cada uno. El tejido se incluyó en parafina y se almacenó a 

4 ºC .  Se realizaron cortes de 5 μm de grosor en un microtomo marca Leica y 

se montaron en portaobjetos tratados con poli-L-lisina. 
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6.8.2   Detección de BrdU por inmunohistoquímica 

 

     Para la detección se utilizó el kit SensiTek HRP Anti-Mouse (DAB). El tejido 

se desparafinó a 55 ºC, una hora. Se lavó dos veces con xilol, por 5 minutos. 

Las preparaciones se sumergieron en alcoholes  al 100%, 96%, 70%, 50% por  

5 minutos en cada uno y se mantuvieron en agua destilada 5 minutos más. Se 

realizaron dos lavados con PBS de 5 minutos cada uno y el tejido se incubó 

con peróxido de hidrógeno por 8 minutos. Se lavó 2 veces con agua destilada y 

posteriormente se sumergió dos veces en PBS por cinco minutos cada una. El 

tejido se incubó con buffer de citratos en olla de presión por 3 minutos. A 

continuación se realizaron cuatro lavados con PBS. Se trató con el bloqueador 

de proteínas Super Block, por 6 minutos y se lavó una vez con PBS. 

Posteriormente, las preparaciones se incubaron con el anticuerpo primario en 

dilución 1:25 con PBS- albúmina (1%)-tritón (0.1%), a 37 ºC, 1 hora. Se lavaron 

cuatro veces y se agregó el anticuerpo biotinilado en dilución 1:300 en PBS-

albúmina, a temperatura ambiente por 15 a 20 minutos. Después de este 

tiempo, las muestras se lavaron cuatro veces más con PBS y se agregó el 

conjugado estreptavilina unida a peroxidasa de rábano (Strep/HRP), 

manteniéndolas 20 minutos a temperatura ambiente. La marca en el tejido se 

reveló con  diaminobencidina/peróxido de hidrógeno (DAB/H2O2), por 2 a 20 

minutos y se lavó 5 veces con PBS. Las preparaciones se contratiñeron con 

hematoxilina, se deshidrataron  y  se  montaron  con  resina.  Se cuantificó el 

número de células marcadas en el epitelio superficial, la corteza y la médula del 

ovario embrionario por digitalización de imágenes utilizando el software Image-

Pro Plus (Media Cybernetics). Se midieron entre 10 y 12 áreas por ovario y la 

media de los valores obtenidos se expresó como el número de células 

marcadas/1000μm2 (Figura 1 A).      
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Figura 1 (A) Inmunohistoquímica  para BrdU de un corte histológico del ovario 

embrionario de pollo de 13 d.i. La flecha señala una célula positiva en el epitelio 

superficial, la corteza [C] y la médula [M]. La línea punteada indica la división 

aproximada entre la corteza y la médula. Barra de escala = 40 μm. (B) 

Micrografía de las células de ovario embrionario de pollo de 13 d.i. Se observa 

la imagen de una célula somática [so],  una célula germinal [g]  con el núcleo 

(flecha izquierda) y el cuerpo de Balbiani (flecha derecha) y una célula 

esteroidogénica [st]. Barra de escala = 20 μm. (C) Inmunofluorescencia del 

frotis de la suspensión celular de ovario de pollo de 13 d.i. Barra de escala = 40 

μm.  

 
 

A 

e 
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6.9   Cultivo de órgano 

 

      Para conocer la proliferación del ovario embrionario de pollo a los nueve 

días en cultivo, se diseñó el sistema que a continuación se describe. Se 

utilizaron cajas de cultivo conteniendo medio libre de suero DMEM enriquecido 

con albúmina sérica de bovino rica en lípidos (Albumax) (1 mg/mL) y 

adicionado con  penicilina (100 U/mL), estreptomicina (50 μg/mL) y glutamina. 

Se obtuvo el ovario izquierdo de embriones de 9 d.i. y, en grupos de tres, el 

tejido se depositó sobre una membrana de policarbonato. Se colocaron tres 

membranas por caja, flotando en el medio y se incubaron a  37 ºC, en una 

estufa de cultivo con atmósfera de 5% de CO2 y humedad relativa de 95%, bajo  

tratamiento de la rhFSH (18 ng/mL) o bajo tratamiento de la rhCG (12.5 ng/mL); 

cada caja se consideró como un experimento. Las hormonas fueron añadidas 

al medio desde el inicio del cultivo; los ovarios se cultivaron durante 24 o 48 

horas. Al concluir el tiempo de cultivo, los ovarios se trabajaron de acuerdo a la 

técnica de obtención de suspensión celular y se procesaron para la 

incorporación de BrdU. Se midió la tasa de proliferación celular del ovario 

embrionario de 9 d.i., con cada tratamiento y en el ovario de la misma edad 

recién disecado. Las células se contaron bajo un microscopio de 

epifluorescencia y se determinó el porcentaje de células marcadas, 

considerando un mínimo de 200 células por muestra. 

 

 

6.10   Expresión del mRNA de la subunidad FSHβ en la hipófisis de 
embriones de pollo de 7 a 17 días 

 

6.10.1   Obtención del RNA total  

     Para conocer la expresión del mensajero de la subunidad FSHβ, se 

obtuvieron las hipófisis de embriones de pollo machos y hembras, de 7 a 17 

días. El  tejido  se  colocó   en  tubos  Eppendorf,  se  homogenizó  en   TRIzol  
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(4 hipófisis/mL) y se incubó a temperatura ambiente por 5 minutos. A cada tubo 

se le agregó 200 μL de cloroformo, se agitó por 15 segundos y se incubó a 

temperatura ambiente por 3 minutos. Se transfirió la fase acuosa a otro tubo y 

se le añadieron 500 μL de alcohol isopropílico por tubo; se incubó a 

temperatura ambiente, 10 minutos. A continuación, los tubos se centrifugaron a 

11,500 rpm, a 4 °C durante 10 minutos. La pastilla se lavó con 1 mL de etanol 

al 75%, y se centrifugó a 9,500 rpm, a 4 °C por 5 minutos. Posteriormente, el 

RNA total se dejó secar a temperatura ambiente, 30 minutos, para luego 

disolver la pastilla en 40 μL de agua tratada con dietil-pirocarbonato (DEPC). La 

pureza y concentración del RNA total se verificó mediante espectrofotometría 

de luz UV. 

 

6.10.2   Obtención del cDNA de la subunidad FSHβ de pollo  

     Para llevar a cabo la reacción se utilizó el  Transcription First Strand cDNA 

Síntesis kit. De acuerdo a las especificaciones del fabricante se mezclaron 2 μg 

de RNA total con 2 μL de amortiguador 10X, 4 μL de MgCl 25 mM, 2 μL de 

dNTPs MIX, 2 μL de Oligo p(dt), 1 μL de Inhibidor de RNAsa, 0.8 μL de AMV 

Reverse Transcriptase y  agua tratada con DEPC, para obtener un volumen 

final de 20 μL. La reacción se mezcló y se incubó a 25 °C, 10 minutos; 42 °C, 

60 minutos, 99 °C, 5 minutos y 4°C, 5 minutos, en un termociclador marca 

Eppendorf. 

 

6.10.3   Oligonucleótidos y sonda para PCR en tiempo real 

     Los oligonucleotidos específicos para amplificar los fragmentos de cDNA y 

la sonda, se diseñaron de acuerdo a las secuencias publicadas: para el gen de 

la FSHβ (No. de acceso al GeneBank NM 204257) y para el gen constitutivo, β-

actina (No. de acceso al GeneBank X00182). Los oligonucleótidos y las sondas 

TaqMan (marcadas con FAM) fueron sintetizadas por Assay-by-Design service 

(Applied Biosystems). 
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Gen Secuencia del oligonucleótido Tamaño del 
amplicón 

 

FSHβ 

 

 

Sonda 

 

β-actina 

 

 

Sonda 

 

Forward: 5’ -AAATATCCACCAGTCTCATCTGTTCAG- 3’ 

Reverse: 5’ -CCAGGGATCTTCACTGTTTCATACA- 3’ 

 

 5’ -AAATATGTACCTTCAAGGAG- 3’ 

 

Forward: 5’-CCACAGCCGAGAGAGAAATTGT- 3’ 

Reverse: 5’-AAATCCAGTGCGACGTAGCA- 3’ 

 

5’ -ACATCAAGGAGAAGCTG- 3’ 

 

 

 
77 pb 

 

 

 

 

 

 

66 pb 

 
 

 

6.10.4   Cuantificación relativa del mRNA de la subunidad FSHβ por PCR 
en tiempo real 

      Las alícuotas se prepararon con una mezcla de solución constituida por 

MgCl2 (5 mM), 200 nM de cada oligonucleótido, 100 nM de la sonda y 0.02 

U/μL de la enzima Taq DNA polimerasa (FastStart); buffer de reacción 1X el 

cual incluye: 200 μL de dATP, dCTP, dGTP y dUTP. La mezcla maestra se 

suplementó con la LightCycler TaqMan Master, y la PCR en tiempo real se 

llevó a cabo en alícuotas de 20 µL, en un termociclador marca LightCycler 2.0. 

Los ciclos de amplificación fueron, para la desnaturalización 95 °C por 10 

minutos, seguido de 45 ciclos de 95 °C por 10 segundos; el anelado se realizó 

a 60 °C por 30 segundos, la extensión se llevó a cabo a 72 °C por un segundo 

y el enfriamiento final fue a 40 °C. En cada caso se realizó una curva estándar 

que permitió identificar cualquier diferencia en la eficiencia de la amplificación 

entre el gen de la subunidad FSHβ y el gen de la β-actina, para lo cual, la 

cantidad del gen de la FSHβ se dividió entre la cantidad del gen constitutivo 
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para normalizarlo. Los grupos de muestras estuvieron integradas por 

cinco diferentes  preparaciones  de  cDNA  por  edad  y  se  procesaron  en  

ensayos  

 

independientes para asegurar las condiciones similares de la PCR. Se eligió la 

hipófisis masculina de 7 d.i. como el valor de referencia y  se dividió el valor 

normalizado de cada muestra por el de la referencia, con lo que se obtuvo la 

cantidad relativa del mRNA de la FSHβ. Los datos fueron analizados usando el 

método de Cuantificación Relativa propio del software del LightCycler, versión 

4.5.  

 

 

6.11   Actividad biológica de la hipófisis sobre las células del ovario 
izquierdo del embrión de pollo 

 

     La participación de la hipófisis a través de las gonadotropinas, sobre la 

proliferación  celular  del  ovario  se  estudió  mediante  la  cuantificación  del 

17β-estradiol producido por las células ováricas en co-cultivo con las células de 

la hipófisis. Este método ha sido validado y es específico para la FSH (Jia y 

Hsueh, 1985). Se obtuvo el ovario izquierdo de embriones de pollo de 9 días; 

se eligió esta edad debido a que los datos previos obtenidos en este trabajo 

indican que es cuando el ovario inicia su capacidad de responder a la FSH 

exógena mediante la proliferación de sus células; asimismo, se disecaron las 

hipófisis de embriones de pollo de 8 a 17 d.i., separándolas por sexo. El 

número de células en co-cultivo se determinó a través de ensayos con 

diferentes densidades celulares; el tiempo y concentración de las hormonas 

utilizadas se estableció de acuerdo a reportes previos (Velázquez y col, 1997; 

Pedernera y col, 1999). Los diferentes tejidos se recibieron por separado en 

solución salina libre de calcio y magnesio y se sometieron a digestión 

enzimática, utilizando tripsina disuelta en solución salina  libre de calcio y 

magnesio (1 mg/mL), pH 7.4. Se mantuvieron en agitación a 90 ciclos/minuto a 

37 ºC, en un baño de incubación por 10 minutos. Las células se recibieron en 

inhibidor de tripsina (2 mg/mL) disuelto en DMEM enriquecido con glucosa, 
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BSA (1.0 mg/mL), penicilina (100 U/mL), estreptomicina (50 μg/mL) y 

glutamina. Considerando por separado las edades y el sexo, se  centrifugaron 

las hipófisis y los ovarios, a 200 x g por 10 minutos.  

 

La densidad celular se calculó contando las células del ovario y de las hipófisis 

de acuerdo a la edad y al sexo, en una cámara de Neubauer; para controlar la 

viabilidad de las células, se utilizó el método de exclusión del colorante azul 

tripano. En cajas de cultivo conteniendo DMEM enriquecido con glucosa, BSA 

(1 mg/mL), con  penicilina (100 U/mL), estreptomicina (50 μg/mL) y glutamina; 

sobre una membrana de policarbonato, se colocaron por caja 500,000 células 

de ovario de 9 d.i. junto con 100,000 células de la hipófisis de la edad y sexo 

correspondiente, se cultivaron por triplicado y se incubaron 60 horas a 37 ºC, 

en atmósfera de 5%  de CO2/aire. Por cada triplicado se elaboró un testigo, al 

cual no se le colocaron las células de la hipófisis. Al final del cultivo se hicieron 

alícuotas del medio y se cuantificó el contenido de 17β-estradiol, utilizando la 

técnica de ELISA. 

 

 

6.12   Curvas de dosis-respuesta de la rhFSH y de la rhCG 

 

     Con la finalidad de controlar el ensayo y comprobar la actividad biológica de 

la adenohipófisis a través de la FSH sobre las células del ovario, simultáneo a 

cada cultivo se realizaron las curvas de dosis-respuesta de la FSH y la LH. Se 

cultivaron 500,000 células de ovario izquierdo de 9 d.i. con distintas 

concentraciones de la rhFSH  (0.03, 0.06, 0.12, 0.25, 0.5, 1.0, 2.0, 4.0, 8.0 y 

16.0 ng) y de la rhCG (0.12, 0.25, 0.5, 1.0, 2.0, y 4.0 ng) por 60 horas. Se 

cuantificó la concentración de 17β-estradiol   producido  y se obtuvo el patrón 

de secreción de las células. 
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6.13   Cuantificación de 17β-estradiol  

 

     Se cuantificaron las concentraciones de 17β-estradiol de cada muestra 

mediante la técnica de ELISA (Enzyme Linked Immunoabsorvent Assay). El kit 

utilizado tiene una especificidad  del  100%,  presenta una reacción cruzada  de  

2.1% con estrona; asimismo, maneja un rango de sensibilidad de 1–1000 

pg/mL, sin embargo, las muestras cuya concentración fue mayor a 1000 pg/mL 

se diluyeron con el diluyente propio del kit. En pozos de micro elisas cubiertos 

con IgG Anti-conejo de cabra, se colocaron por separado 25 μL de los 

estándares, de los controles propios del ensayo y de las muestras 

experimentales. En cada pozo se agregaron 100 μL del reactivo de conjugado 

de estradiol-HRP y 50 μL de reactivo anti-estradiol (E2) de conejo. Se mezcló 

por 30 segundos y se incubó a 25 °C por 90 minutos. Los pozos se lavaron 5 

veces con agua desionizada y se añadieron 100 μL de solución TMB en cada 

pozo; se mezcló por 5 segundos y se incubó a temperatura ambiente por 20 

minutos. La reacción se detuvo agregando 100 μL de solución de frenado a 

cada pozo. Se leyó la absorbancia a 450 nm en un lector marca Dynatech y se 

usó el software Assayzap con el cual se obtuvo la concentración de estradiol 

para cada muestra.  

 

  

6.14   Análisis estadístico   

     Los datos, con excepción del último estudio, se analizaron con las pruebas 

T de Student o por ANOVA seguida por la prueba de Tukey, usando el paquete 

estadístico SAS y considerando una P<0.05 como significativa. El análisis de la 

expresión del mRNA de la subunidad FSHβ se llevó a cabo con la prueba de 

Mann Whitney; las curvas de dosis-respuesta de la rhFSH y de la rhCG se 

analizaron con el índice de correlación de Pearson; la estadística de la 

actividad biológica de la hipófisis sobre las células del ovario se realizó con las 

pruebas de ANOVA, seguida de Tukey, para estos estudios se utilizó el 

paquete estadístico MINITAB, considerando una P<0.01 como significativa.  
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7.   RESULTADOS  
 
 
7.1   Efecto de la hipofisectomía sobre la proliferación celular del ovario 
embrionario de pollo 
 
7.1.1  Incorporación de BrdU en las células del ovario de embrión de pollo 
testigo e hipofisectomizado evaluado de los 8 a los 11 días de incubación 
 

     Se estudió el efecto de la hipofisectomía sobre la proliferación celular del 

ovario de embriones de los 8 a los 11 d.i. a partir del porcentaje de 

incorporación de BrdU por las células ováricas. Al comparar las células 

ováricas marcadas de los embriones Hx contra los embriones testigo, la 

disminución tuvo significancia estadística a los 9 y 10 d.i. Asimismo, en el 

ovario de los grupos testigo se detectó una mayor incorporación de BrdU  

desde los 9 d.i., (Figura 2). 

 

 
7.1.2  Variaciones de la proliferación del ovario izquierdo de embriones de 
pollo de 9 días 
 
      La hipofisectomía redujo la proliferación celular del ovario izquierdo 

embrionario de 9 d.i. Cuando se aplicó una sola dosis de la rhFSH (140 

ng/embrión) “in ovo”, 24 horas antes de disecar la gónada, se restableció el 

patrón proliferativo del ovario (Figura 3). El análisis del efecto de la 

hipofisectomía sobre el porcentaje de células en síntesis en las tres regiones 

determinó que, tanto el epitelio superficial como la corteza y la médula, 

disminuyeron la proliferación celular. Sin embargo, bajo el tratamiento 

sustitutivo de la rhFSH, ésta incrementó y alcanzó el índice de proliferación de 

los grupos testigo (Figura 4).   
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Resultado de la hipofisectomía sobre la proliferación celular 
del ovario embrionario de pollo 
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Figura 2. Se muestra el porcentaje de incorporación de BrdU por las células del 

ovario embrionario de pollo a los 8, 9, 10 y 11 d.i., testigos e 

hipofisectomizados. Las barras indican el % de células marcadas ± ESM. 

n (Testigo 8 d.i.)=6; n (Testigo 9 d.i. )=12; n (Testigo10 y 11 d.i.)=5; n (Hx 8, 10 

y 11 d.i.)= 6 y n (Hx 9 d.i.)= 5, se consideraron 200 células por muestra; Las 

letras sobre las barras indican la significancia estadística, las letras diferentes 

indican un significado de P<0.05.  
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Cambios en la proliferación celular del ovario 
 embrionario de pollo de 9 días 
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Figura 3.  Mediante la incorporación de BrdU, se determinó el porcentaje de las 

células somáticas en fase de síntesis del ciclo celular, en el ovario izquierdo 

embrionario de 9 días. Se muestran los grupos de ovarios de embriones 

Testigo, hipofisectomizados (Hx) e hipofisectomizados y tratados con rhFSH 

(140ng/embrión)  (Hx+FSH). Las barras representan la media ± ESM; n 

(Testigo)= 16; n (HX) = 14 y n (Hx+FSH) = 16. *P<0.05 vs. Testigo y Hx+FSH.  

 

 
 
 

*



 34
 
 
 
 
 
 
 
 

Recuperación de la proliferación celular en las regiones del 
ovario izquierdo embrionario de 9 días 
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Figura 4. Densidad numérica de las células somáticas en fase de síntesis 

evaluadas por inmunohistoquímica de cortes histológicos del ovario izquierdo 

de embriones de pollo de 9 días.  Epitelio superficial (Ep),  corteza (Co) y  

médula (Me).  Se midieron entre 10 y 12 áreas por ovario y la media de los 

valores obtenidos se expresó como el número de células marcadas/1000μm2. 

Las barras representan la media ± ESM, n = 4; las barras con distinta letra  

difieren significativamente P<0.05.       
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7.1.3   Cambios en la proliferación del ovario izquierdo embrionario de 
pollo de 9 días en cultivo de órgano 
     

     Se estudió el índice de proliferación celular del ovario izquierdo de 9 días de 

incubación en cultivo, midiendo el porcentaje de incorporación de BrdU por las 

células. Inicialmente se mantuvo el ovario completo en medio libre de suero, 

condicionando a las células a un ambiente de ayuno, el cual dio como resultado 

una reducción del 50% de la proliferación celular a las 24 y 48 horas. Cuando 

se agregó la rhFSH (18 ng/mL) al medio de cultivo, se determinó  un 

incremento en el porcentaje de células en fase de síntesis del ciclo celular, a 

las 48 horas. Sin embargo, en los cultivos que recibieron el tratamiento 

hormonal de la rhCG (12 ng/mL)  no ocurrió ningún cambio en la proliferación 

celular del ovario (Figura 5).  
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Efecto de las gonadotropinas sobre la proliferación celular del 

ovario embrionario de pollo de 9 días de incubación  
en cultivo de órgano 
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Figura 5. Se midió el porcentaje de incorporación de BrdU por las células del 

ovario de pollo de 9 días de incubación, en cultivo de órgano. Se muestran los 

grupos: Testigo y  bajo tratamiento al inicio del cultivo con una dosis de la 

rhFSH (18 ng/mL) o de la hCG (12.5 ng/mL) en el medio. Se midió la 

proliferación del ovario recién disecado (0h) y el efecto se estudió a las 24 y 48 

horas. Las barras representan la media ± ESM; n = 11. *P<0.05 vs. Testigo y 

hCG. 
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7.1.4   Consecuencias del tratamiento con las gonadotropinas sobre la 
proliferación celular del ovario izquierdo de embriones de pollo de 13 días 
hipofisectomizados 
      
       El resultado de la hipofisectomía en embriones estudiados a los 13 días 

fue la disminución del porcentaje de células marcadas con BrdU. Al comparar 

con el grupo testigo se determinó que la diferencia entre la proliferación de 

ambos grupos tiene significancia estadística.  El tratamiento con la rhFSH (140 

ng/embrión) a los 9 d.i., restablece la disminución de proliferación  celular 

observada en el ovario de 13 d.i., en ausencia de la hipófisis (Figura 6). La 

reducción del índice de proliferación como consecuencia de la  hipofisectomía, 

afectó el número de células somáticas, esteroidogénicas y  de las células 

germinales. La recuperación se observó de manera significativa en los tres 

grupos celulares después del tratamiento con la rhFSH (140 ng/embrión) 

(Figuras 7A, 8A y 9A). Con la finalidad de comprobar que la disminución de la 

proliferación celular en el ovario de embriones hipofisectomizados es 

consecuencia de la ausencia de la FSH, se estudió la respuesta proliferativa 

del ovario a la LH. Para este propósito, el tratamiento se realizó con una dosis 

de rhCG (100 ng/embrión) en condiciones similares al tratamiento con rhFSH. 

Los datos obtenidos muestran que el número de células somáticas, 

esteroidogénicas y germinales marcadas en embriones hipofisectomizados y 

tratados con la hCG, no difieren significativamente con respecto a los 

embriones con ausencia de hipófisis (Figuras 7B, 8B y 9B). 
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Variaciones en la proliferación de las células del ovario  
embrionario de pollo de 13 días 
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Figura 6. Consecuencia de la hipofisectomía y del tratamiento sustitutivo con 

rhFSH (140 ng/embrión), sobre la proliferación de las células del ovario  de 13 

d.i. de embriones de pollo Testigo, hipofisectomizados (Hx) e 

hipofisectomizados y tratados con la rhFSH (Hx+FSH); n (Testigo) = 5; n (Hx) = 

7; n(Hx+FSH) = 6. Los valores graficados corresponden a la media ± 

ESM.*P<0.05 vs. Testigo y Hx+FSH. 
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Efecto de las gonadotropinas sobre el número de células 
somáticas del ovario embrionario de 13 días 
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Figura 7. Número total de células somáticas en los grupos Testigo, 

hipofisectomizado (Hx), hipofisectomizado y tratado con la rhFSH (Hx+FSH) (A) 

e hipofisectomizado y tratado con la rhCG (Hx+hCG) (B). Las barras 

representan la media ± ESM; n = 5 – 7. *P<0.05 vs. Testigo y Hx+FSH. 
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Efecto de las gonadotropinas sobre el número de células 
esteroidogénicas del ovario de embrión de pollo de 13 días 
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Figura 8. Número total de células esteroidogénicas presentes en el ovario de 

los grupos de embriones Testigo, hipofisectomizado (Hx) e hipofisectomizado y 

tratado con  FSH (Hx+FSH)  (A) e hipofisectomizado y tratado con hCG 

(Hx+hCG) (B). Las barras representan la media ± ESM; n = 5 – 7. *P<0.05 vs. 

Testigo y Hx+FSH.                       
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Efecto de las gonadotropinas sobre el número de células 
germinales del ovario embrionario de pollo de 13 días 
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Figura 9. Número total de células germinales en el ovario embrionario de pollo. 

Se muestran los grupos Testigo, hipofisectomizado (Hx) e hipofisectomizado 

tratado con FSH (Hx+FSH) en (A)  e hipofisectomizado y tratado con hCG 

(Hx+hCG) en (B). Las barras representan la media ±ESM; n = 11-12. *P<0.05 

vs. Testigo y Hx+FSH. 
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7.2   Expresión del mRNA de la FSHβ en la hipófisis del embrión de pollo 
     

     Para investigar el patrón de expresión de la FSHβ en la hipófisis de embrión 

de pollo distinguiendo por sexo, se cuantificaron los niveles del mensajero de 

esta subunidad en hipófisis de embriones de pollo macho y hembra de 7 a 17 

d.i., para lo cual se utilizó la técnica de PCR en tiempo real. El análisis de la 

cuantificación relativa indica que la  expresión de la subunidad FSHβ fue 

significativamente mayor en las hipófisis de machos que de hembras. Los 

niveles de mRNA mostraron variaciones a lo largo de las edades estudiadas, 

particularmente en la hipófisis del macho. En este grupo, el patrón de expresión 

se caracterizó por presentar bajos niveles de los 7 a los 12 d.i., seguido de un 

incremento de la expresión de los 13 a los 17 d.i. En las hembras, la expresión 

del mRNA de la subunidad FSHβ se mantuvo baja a lo largo del tiempo 

estudiado (Figura 10).  
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Cuantificación del mRNA  de la subunidad FSHβ en la hipófisis del 
embrión de pollo macho y hembra 
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Figura 10. Expresión del mRNA de la subunidad FSHβ durante el desarrollo de 

la hipófisis embrionaria de pollo. Se obtuvo el cDNA de las hipófisis de 

embriones machos y hembras a diferentes edades del desarrollo (7 a 17 d.i.) y 

se amplificó por la técnica de RT-PCR en tiempo real. Las barras representan 

la media ± ESM de 5 muestras por grupo. **P<0.01. machos vs. hembras.  
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7.3   Actividad biológica de la hipófisis sobre las células del ovario 
izquierdo del embrión de 9 días 
       
 7.3.1  Curva de dosis-respuesta para la FSH sobre la biotransformación 
de 17β-estradiol por las células del ovario izquierdo de embrión de pollo 
de 9 días  

 
     Se determinó la curva de dosis-respuesta para la rhFSH y la rhCG. La curva 

que describe el estímulo de la FSH sobre la producción de estradiol por las 

células del ovario muestra que existe una respuesta desde la dosis inicial; en la 

medida en que se incrementa la dosis de la FSH, aumenta la producción de 

17β-estradiol. Al llegar a los 4 ng/mL de la FSH, las células del ovario alcanzan 

su más alta producción de 17β-estradiol. Cuando se estudió el efecto de la 

hCG, se encontró que no hubo diferencias con el testigo (Figura 11).   
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Curva dosis-respuesta de la secreción de estradiol por las 
células del ovario embrionario de pollo de 9 días en 

 respuesta a las gonadotropinas 
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Figura 11. Producción de 17 β-estradiol por las células del ovario de embriones 

de pollo de 9 días, bajo el estímulo de la rhFSH y de la rhCG. Los valores 

corresponden a la media ± ESM; n = 3 – 4; R = 0.943; P<0.05. 
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7.3.2  Actividad de la hipófisis embrionaria de pollo macho y hembra 
sobre la biotransformación de 17β-estradiol por las células ováricas del 
embrión de pollo 

    Se midió la actividad biológica por las células de la hipófisis de embrión de 

pollo macho y hembra de 8 a 17 d.i., a través de la FSH, sobre la 

biotransformación de 17β-estradiol por las células del ovario embrionario de 

pollo de 9 días. Bajo el estímulo de la hipófisis de la hembra, la secreción de 

17β-estradiol por las células del ovario tuvo un incremento significativo con 

respecto al grupo testigo a los 9 días; aumentó a los 10 y se redujo a los 11 y 

12 d.i.; estas dos últimas edades no fueron estadísticamente diferentes de sus 

respectivos grupos testigo. La máxima concentración de 17β-estradiol se 

observó a los 13 d.i. y aunque se determinó una disminución, los niveles de 

17β-estradiol continuaron siendo estadísticamente distintos de los grupos 

testigo a los 14 y 15 días del desarrollo. A los 16 y 17 d.i. la secreción de 17β-

estradiol por las células del ovario se redujo sin mostrar significancia 

estadística (Figura 12). 

     Cuando se analizó la actividad de la hipófisis de macho sobre la secreción 

de 17β-estradiol por las células embrionarias del ovario, se observó un 

incremento significativo que inició a los 9 d.i. y continuó a los 10 d.i.; a los 11 

d.i. ocurrió una caída en la concentración del esteroide y la recuperación a los 

12 d.i. A los 13 y 14 días se alcanzó el mayor incremento de la concentración 

de 17β-estradiol registrado en las edades evaluadas, y la diferencia estadística 

se mantuvo a los 15 y 16 d.i. A los 12 y 16 días, solo la hipófisis de macho 

indujo un aumento en la síntesis de 17β-estradiol (Figura 13).  

     Como se puede observar en la figura 14, el fenómeno biológico de la 

secreción de 17β-estradiol por las células embrionarias del ovario, bajo el 

estímulo de la hipófisis de hembra y macho es similar en ambos sexos a pesar 

de la diferencia en los valores obtenidos. Ambas incrementan la 

biotransformación de 17β-estradiol de manera significativa a los 9, 10, 13, 14 y 

15 días de desarrollo y el máximo nivel de secreción de 17β-estradiol se  
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encuentra a los 13 d.i., sin embargo, en los co-cultivos con células hipofisiarias 

de macho, ese nivel máximo se prolonga a los 14 d.i. Asimismo, se observa 

que la síntesis de 17β-estradiol por las células ováricas es mayor bajo la 

influencia de la hipófisis de macho, que por las células hipofisiarias de la 

hembra en los días 9, 10, 13, 14 y 15. 

      A los 8, 11 y 17 días del desarrollo los niveles de 17β-estradiol secretados 

por las células del ovario de 9 d.i. no presentan variación entre ninguno de los 

tres grupos estudiados. 
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Influencia de la adenohipófisis de embrión de pollo hembra en 
la biotransformación de 17β-estradiol por las células del ovario 

 de pollo de 9 días de incubación 
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Figura 12. Determinación de la biotransformación de 17 β-estradiol por las 

células del ovario embrionario de pollo de 9 días en co-cultivo con las células 

de la hipófisis embrionaria de la hembra (H hembra), de diferentes edades del 

desarrollo; n (5, 14, 15, 16) = 5, n (9, 10, 13) = 4, n (12, 17) = 3. Las barras 

representan la media ± ESM. **P<0.01. H hembras vs. Testigo. 
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Influencia de las células de la hipófisis de embrión de pollo 
macho sobre la secreción de 17β-estradiol por las células del 

ovario de pollo de 9 días de incubación 
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Figura 13. Secreción de 17β-estradiol por las células del ovario de 9 d.i. 

regulada por la adenohipófisis embrionaria de macho (H macho) de 8 a 17 días 

de incubación; n (8, 14, 15, 16) = 5, n (9, 10, 14) = 4, n ( 12, 17) = 3. Las barras 

representan las medias ± ESM. **P<0.01. H macho vs. testigo. 

 

 

 

 

 

 

     ** 
   ** 

    **

     **    **

 **

     **



 50
 

 

 

 

Actividad de la hipófisis embrionaria de pollo sobre la 
biotransformación de 17β-estradiol por las células  

ováricas del embrión de pollo 
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Figura 14. Análisis para 17β-estradiol por las células de ovario embrionario de 9 

días en co-cultivo con células de la adenohipófisis de embriones machos (H 

macho) y hembras (H hembra) a través del desarrollo; n (5, 14, 15, 16) = 5, n 

(9, 10, 13) = 4, n (12, 17) = 3. Las barras representan la media ± ESM.**P<0.01 

H macho vs. H hembra. 
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8.   DISCUSIÓN 
      

     El presente estudio aportó evidencias de que la FSH es la principal hormona 

glicoprotéica de la adenohipósisis que regula la proliferación celular del ovario, 

en etapas tempranas del desarrollo embrionario de pollo. Por otro lado, se 

demostró que el gen de la subunidad FSHβ se expresa en mayores niveles en 

la adenohipófisis embrionaria de machos que de hembras durante el desarrollo 

y  esto se confirmó  por  la  bioactividad  encontrada  en  la  adenohipófisis   de 

los machos. Asimismo, que la secreción de la FSH inicia a los 9 días de 

incubación y mantiene un patrón bifásico similar en ambos sexos.  

     Para demostrar la importancia de la hipófisis sobre la proliferación del 

ovario, se procedió a estudiar las consecuencias de la ausencia de esta 

glándula sobre el desarrollo de la gónada del embrión de pollo hembra. Esto 

último se llevó a cabo mediante el método de decapitación parcial (Fugo, 

1940), el cual asegura que al retirar el prosencéfalo embrionario a las 44 horas 

de incubación, se anula por completo el desarrollo de la hipófisis, ya que en el 

embrión de pollo, éste inicia entre el 2° y 3° d.i.  

     Para evaluar el porcentaje de proliferación en los distintos ensayos se 

utilizaron dos métodos experimentales, la incorporación de BrdU por las células 

ováricas y el número total de células presentes después de los 

correspondientes tratamientos. En la incorporación de BrdU, las células son 

incubadas en un medio con 5-Bromo-2’-desoxiuridina, lo que permite que las 

células que se encuentran en fase de síntesis del ciclo celular incorporen este 

análogo de la timidina y puedan ser detectadas por inmunofluorescencia. Por 

otro lado, se utilizó la técnica de conteo del número total de células con la 

finalidad de determinar la cantidad de células presentes en el ovario que 

resultan del balance entre los procesos de proliferación y muerte celular; 

asimismo, esta técnica hizo posible clasificar los células en somáticas, 

esteroidogénicas y germinales de acuerdo a los criterios morfológicos validados 

en otros estudios   histoquímicos y ultraestructurales  (Álvarez-Fernández y col, 

1995).  

     Inicialmente se estudió, mediante el porcentaje de incorporación de BrdU, el  
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efecto de la  hipofisectomía sobre la proliferación del ovario de  8 a 11 d.i. y se 

observó que a los 8 días no hubo ningún efecto sobre el crecimiento del ovario, 

lo cual puede indicar que a esta edad la proliferación del ovario es 

independiente de la actividad hipofisiaria; sin embargo, se determinó una 

reducción con significancia estadística a partir de los 9 d.i., que se sostuvo a 

los 10 y a los 11 d.i. En  estudios recientes se demostró que el número de 

células del ovario embrionario de pollo incrementa de manera exponencial a 

partir de los 9 d.i. (Méndez y col, 2005), lo que aunado a los resultados 

obtenidos en este ensayo, permite establecer que los 9 d.i. es una edad crítica 

en la proliferación celular del ovario embrionario de pollo, en la cual es 

necesaria la presencia de la hipófisis.  

     Una vez establecido en este estudio que la ausencia de la hipófisis reduce 

la proliferación celular del ovario a los 9 d.i. se determinó en esta edad, el 

efecto del tratamiento sustitutivo de una sola dosis de la rhFSH, aplicada 24 

horas antes. Nuestros datos muestran que la reducción de la proliferación 

celular del ovario, como resultado de la hipofisectomía, se revierte 

completamente bajo el tratamiento sustitutivo de la rhFSH. La disminución de la 

proliferación celular afectó las tres áreas que integran el ovario, el epitelio 

superficial, la corteza y la médula, y la recuperación de la densidad celular se 

observó en las tres regiones; el epitelio superficial del ovario fue la zona con el 

mayor índice de proliferación, ya que el porcentaje de las células en fase de 

síntesis fue 60% más alto que en la corteza y la médula. Esto confirma que el 

epitelio es la región que da origen a los cordones corticales y a parte de la 

médula (Jordanov y col, 1978). Para confirmar el efecto de las gonadotropinas 

sobre la proliferación del ovario de 9 d.i. se utilizó un sistema de cultivo de 

órgano y se consideraron los siguientes aspectos metodológicos. Por un lado, 

las células se mantuvieron en un medio libre de suero, lo que permitió asegurar 

que de existir algún efecto en la proliferación, éste fuera causado por el 

tratamiento administrado. Por otro lado, los cultivos se trataron con la rhFSH y 

con la rhCG, que por su origen recombinante reduce la posibilidad de factores 

contaminantes que pudieran estimular la proliferación celular. Aunque la hCG   

es  producida  por  el  trofoblasto  y  no  por  la  hipófisis, se utilizó debido a que  
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presenta una estructura similar a la subunidad LHβ, lo que le permite acoplarse 

al  mismo receptor y  activar  las  mismas  señales intracelulares (Vassart y col,  

2004). Nuestros datos muestran que haber mantenido durante 24 y 48 horas al 

ovario en un medio libre de suero disminuyó la proliferación celular en un 50%. 

Bajo el tratamiento con la rhFSH, el porcentaje de incorporación de BrdU tuvo 

un incremento significativo después de 48 horas, situación que no ocurrió con 

la administración de la rhCG. Esto coincide con que la LH es una 

gonadotropina relacionada principalmente con la diferenciación de las células 

más que con la proliferación (Robker  y Richards, 1998).    

      Por otro lado, se determinó el efecto de la hipofisectomía sobre la 

proliferación celular del ovario de embriones de 13 días, así como la respuesta 

al tratamiento sustitutivo de una sola dosis de la rhFSH efectuado a los 9 d.i. 

Se eligió realizar este estudio en base a la información que distintos grupos de 

investigación han aportado desde hace varias décadas. Se ha demostrado que 

en ausencia de hipófisis existe la retracción del crecimiento del ovario 

embrionario de pollo de 13 d.i.,  (Fugo, 1940; Vogel, 1957); asimismo se ha 

observado que la hipofisectomía produce una disminución en la actividad de la 

enzima 3β-hidroxiesteroide deshidrogenasa en embriones de pollo de 13.5 d.i. 

(Woods y Weeks, 1969) y se ha propuesto que el establecimiento del eje 

hipotálamo-hipófisis-ovario, ocurre alrededor de los 13.5 d.i. en el embrión de 

pollo (Woods, 1987). En este trabajo se encontró que la ausencia de hipófisis 

redujo la proliferación celular del ovario de 13 d.i. y una sola dosis de la rhFSH, 

administrada a los 9 d.i. fue suficiente para recuperar el índice de proliferación. 

Esto indica que a los 9 días del desarrollo las células del ovario son capaces de 

responder a la FSH y que esta respuesta se mantiene durante 4 días, lo que se 

tradujo en una tasa de proliferación similar a la de los grupos testigo. El efecto 

de la hipofisectomía incidió sobre las poblaciones celulares del ovario 

embrionario de 13 días, dando lugar a una disminución significativa en el 

número de células somáticas, esteroidogénicas y germinales, así como a la 

recuperación  de  los  tres  componentes  celulares  del  ovario  después  de  la 

aplicación  de  una  dosis  de la FSH  a  los  9 d.i.  El   tratamiento con la hCG,  

no restableció la densidad celular en estas poblaciones, lo que sugiere que la 

FSH es la hormona glicoprotéica hipofisiaria responsable del efecto proliferativo 

de las células del ovario.   
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    Hasta aquí se ha demostrado que la ausencia de la hipófisis reduce la 

proliferación del ovario embrionario y que este evento biológico se revierte a 

través del tratamiento con una sola dosis de la FSH en el embrión de pollo de 9 

y 13 días del desarrollo. Esto sugiere que la integración del eje hipotálamo-

hipófisis-gónada ocurre ya desde los 9 d.i. y que en este proceso la hipófisis 

embrionaria a través de la FSH contribuye en etapas tempranas del desarrollo 

a la proliferación celular del ovario.  

     Como ya se mencionó, la especificidad del heterodímero FSHαβ para dirigir 

las señales intracelulares reside en la estructura de la subunidad β,  por tal 

motivo, el siguiente planteamiento fue conocer el patrón de expresión de esta 

subunidad para embriones de pollo machos y hembras. Mediante la técnica de 

RT- PCR en tiempo real, se cuantificó el mRNA de la FSHβ en la hipófisis de 

embriones de 7 a 17 días, discriminando por sexo. Nuestros resultados indican 

que la hipófisis del macho, expresa niveles significativamente más altos que la 

hipófisis de la hembra a partir de los 13 días hasta los 17 d.i. A pesar de que se 

ha documentado la presencia del mensajero de la subunidad FSHβ en la 

hipófisis del embrión de pollo desde los 7 d.i. (Maseki, 2004), hasta ahora, no 

existe ningún trabajo que proponga posibles diferencias por sexo. Nuestros 

resultados son los primeros en describir la expresión diferencial del mensajero 

de la FSHβ, en la hipófisis embrionaria de pollo, por sexo. La presencia del 

mRNA indica que el gen de la FSHβ está siendo transcrito bajo un patrón de 

expresión temporal diferente entre machos y hembras. La determinación de 

mayores niveles de la subunidad β en machos sugiere que existe una mayor 

síntesis de la FSH en este sexo de los 13 a los 17 d.i. Con base en lo anterior 

se analizó la actividad biológica de la adenohipófisis, a través de la FSH, sobre 

la secreción de 17 β-estradiol por las células del ovario, discriminando la 

bioactividad de acuerdo al sexo del embrión.  Como parte de la validación del 

bioensayo, se determinó la curva de dosis-respuesta para la FSH y la hCG y  

se   observó   que   las   células   del  ovario   embrionario  de  pollo  de  9  días 

responden  al  estímulo  de  la  FSH  y no al de la hCG, ya que bajo el efecto de 

esta última, la producción de 17β-estradiol fue similar a los grupos testigo. 

Asimismo,  se  determinó  que  la  mayor concentración de 17β-estradiol se 

alcanzó con una dosis de 4 ng/mL  de FSH.  
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     La bioactividad se estudió mediante el co-cultivo de células de hipófisis 

embrionaria de pollo macho o hembra de 8 a 17 d.i., con células de ovario de 9 

d.i. de la misma especie, y se interpretó mediante la cuantificación de 17β-

estradiol en el medio. Los resultados obtenidos indican que la hipófisis de 

machos y hembras muestran un patrón de actividad biológica similar sobre las 

células del ovario; sin embargo, las células hipofisiarias del macho ejercen 

mayor estímulo sobre la secreción de 17β-estradiol que  las  células de la 

hipófisis de la hembra. En ambos sexos, la regulación de la secreción de 17β-

estradiol inició a los 9 d.i., lo que corrobora que esta edad es crítica en la 

proliferación del ovario. Sin embargo, el mayor estímulo a la biotransformación 

de 17β-estradiol ocurre a los 13 d.i. en los dos casos; en los cultivos con 

hipófisis de macho el pico de secreción se extiende a los 14 días, mientras que 

la actividad de la hipófisis de la hembra disminuye a partir de los 14 días. Estos 

resultados coinciden con los obtenidos por Rombauts y colaboradores (1993), 

quienes midieron los niveles de la FSH inmunoreactiva en el plasma de 

embriones de pollo de ambos sexos, encontrando un patrón de concentración 

de hormona mayor en los machos que en las hembras, el cual alcanzó el 

máximo nivel alrededor de los 13 d.i. Sin embargo, en ese estudio no se evaluó 

la concentración de la hormona a los 9 días, edad en la que nosotros 

detectamos el inicio del estímulo de la adenohipofisis de  ambos  sexos. Es de 

hacer notar que este inicio va acompañado de un mayor grado de actividad 

estimulatoria por parte de adenohipófisis de embriones machos. 

     La proliferación del ovario de pollo se ha estudiado de los 8 a los 14 d.i., y 

se ha observado que partir de los 9 días muestra un incremento exponencial en 

ese periodo, sin embargo, en el testículo embrionario de pollo, el índice de 

proliferación se mantiene constante desde los 9 hasta los 13 días (Méndez, y 

col, 2005). Considerando que la adenohipófisis a través de la FSH estimula la 

proliferación gonadal en el embrión  de  pollo,  esta  diferencia en el patrón de 

proliferación del ovario y del testículo pudiera explicarse de varias maneras. 1) 

En la hipófisis de la hembra, el mensajero de la subunidad FSHβ se puede 

estar  transcribiendo  y  traduciendo  simultáneamente,  por  lo  que en nuestros  
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resultados los niveles de mRNA detectados son muy bajos, mientras que la 

bioactividad de la FSH sobre el ovario es evidente a través de su proliferación. 

 2) La baja proliferación del testículo embrionario de los 9 a los 13 días se 

podría deber a que en el macho no hubiera síntesis de FSH hasta antes de los 

14 días. Sin embargo, nuestros resultados determinaron la presencia del 

mensajero de la subunidad  FSHβ  en muy bajos niveles entre los 9 y los 12 d.i. 

con un incremento notable a los 13 días que se mantuvo hasta los 17 d.i. 

Posiblemente el mensajero se podría estar traduciendo completamente de los 9 

a los 12 d.i., por lo que los niveles  detectados  en  estas  edades  son 

mínimos. 3) Otra posible explicación consiste en que a pesar de los niveles de 

la bioactividad de la FSH en la hipófisis, y de la presencia de la hormona en el 

plasma, el receptor para la FSH en el testículo se  encuentre ausente. Sin 

embargo, esto es poco probable ya que se ha encontrado la expresión del 

mensajero del FSHR en el testículo embrionario a los 6, 7, 8 y 14 d.i. (Méndez 

y col, 2003) y se ha demostrado que el testículo prolifera respondiendo al 

estímulo de la FSH de los 8 a los 18 d.i., (Pedernera y col, 1999). De manera 

que el patrón de proliferación diferencial entre el ovario y el testículo puede ser 

regulado por la interacción de la FSH con factores intragonadales. 

     Por ejemplo, en mamíferos se ha demostrado que el sistema del factor de 

crecimiento semejante a insulina (IGF) está involucrado en la regulación de la 

proliferación y diferenciación del ovario. La participación de este sistema se da 

en relación a la maduración folicular y al tipo celular y se ha planteado que el 

IGF-I incrementa la respuesta de las células foliculares a la FSH al comienzo 

de la etapa de crecimiento folicular dependiente de gonadotropinas (Mognet y 

col, 2000). Asimismo, se sabe que en las células de la granulosa de la rata, la 

FSH sinergiza con el factor de crecimiento semejante a insulina I (IGF-I) y 

estimula la actividad de la enzima adenilato ciclasa, la actividad de la enzima  

P-450 aromatasa, la síntesis de receptores de la LH y la producción de 

progesterona (Adashi, 1985). 

      Por otra parte, estudios realizados en el ovario de la gallina doméstica en 

etapa reproductiva han mostrado la expresión del mRNA del IGF-I en las 

células del folículo ovárico, así como una mayor  concentración  de  este  factor   
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en  las  células de la granulosa  que  en  las células de la teca. Asimismo, en 

ese estudio se demostró que el IGF-I incrementa la proliferación en ambos 

tipos  celulares  (Roberts y col, 1994).  Por  lo anterior, se  podría pensar que la  

proliferación del ovario embrionario de pollo se incrementa a través de la 

interacción de la FSH con el IGF-I. 

    En el testículo, la proliferación constante de los 9 a los 13 d.i. podría deberse 

a la ausencia del IGF-I, o a la falta de receptores para este factor, o bien a la 

presencia de las proteínas de unión al IGF (IGFBP’s) que podrían estar 

inhibiendo la disponibilidad del ligando para efectuar el sinergismo con la FSH 

en ese periodo de tiempo. 

      Una explicación alternativa podría considerar al factor de crecimiento 

transformante β (TGF-β) como un modulador de la proliferación gonadal del 

embrión de pollo. En mamíferos y en aves se han estudiado los efectos del 

TGF-β sobre la proliferación celular y se han  identificado diferentes isoformas 

de este factor (Roberts y Sport, 1993), lo cual podría explicar que el efecto del 

TGF-β en las gónadas sea diferente en ambos grupos de vertebrados. 

     En el embrión de pollo se ha encontrado la presencia del mensajero del 

TGF-β 2 en el ovario y el testículo del embrión de pollo de 7 días; esos estudios 

mostraron que la expresión del mRNA decrece gradualmente hacia el día 14 y 

se mantiene disminuida hasta el día 17, para luego incrementar hasta el día 21 

del desarrollo (Hattori y col, 2002). Por otra parte, se ha demostrado que el 

tratamiento con TGF-β 1 y 2 inhibe la proliferación de las células somáticas del 

ovario de 9 días (Méndez y col, 2006). Esos resultados junto con lo encontrado 

en  este   estudio   nos  permiten  sugerir  que  el  TGF-β  puede  ser  un  factor  

inhibitorio de la proliferación del testículo, ya que el periodo de mayor expresión 

del mensajero del TGF-β coincide con el periodo de menor expresión del 

mRNA de la subunidad FSHβ en la hipófisis de machos y con la baja y 

constante proliferación del testículo. Asimismo, la disminución de la expresión 

del TGF-β de los 14 a los 17 d.i. concuerda con la elevación de los niveles  del  

mensajero  de  la FSHβ y con el incremento de la proliferación de las células 

del testículo embrionario de pollo.  
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9.   CONCLUSIONES 

 
1. La ausencia de la hipófisis disminuye significativamente la proliferación  

celular del ovario embrionario de pollo estudiado desde los 9  a 11 días. 

Por lo tanto, a los 9 días de incubación, el ovario comienza a ser 

regulado por la actividad de la adenohipófisis. 

2. La hipofisectomía reduce la proliferación celular del epitelio, la corteza y 

la médula del ovario de 9 d.i.; el tratamiento sustitutivo con la FSH 

exógena recupera la proliferación en las tres regiones del ovario. 

3. El epitelio superficial del ovario de 9 d.i. es la región que presenta un 

mayor índice de proliferación celular con respecto a la corteza y a la 

médula.  

4. El ovario de embriones de 9 días, en cultivo de órgano, responde a la 

FSH exógena a través de un incremento significativo en la proliferación 

celular. 

5. En ausencia de hipófisis, el ovario embrionario de 13 días disminuye la 

proliferación celular; esta disminución afecta el número de células 

somáticas, esteroidogénicas y germinales. Sin embargo,  el tratamiento 

con la FSH exógena a los 9 días del desarrollo restablece la densidad en 

los tres tipos celulares. 

6. En el embrión de pollo, el mRNA para la subunidad FSHβ se expresa en 

niveles más altos en la adenohipófisis del macho que de la hembra. 

Asimismo, a los 13 y 14 días de incubación, esta expresión alcanza los 

máximos niveles, de las edades estudiadas. 

7. La adenohipófisis del embrión de pollo de machos y hembras inicia su 

actividad a los 9 días medido a través del estímulo de la secreción de 

17β-estradiol por las células del ovario. 

8. La adenohipófisis embrionaria de pollo mantiene un patrón de 

bioactividad bifásico similar en el macho y en la hembra; sin embargo, la 

hipófisis del macho estimula en mayor grado la secreción de 17β-

estradiol por las células ováricas alcanzando sus niveles máximos a los 

13 y 14 días del desarrollo. 
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