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I. RESUMEN 

    La reproducción en las hembras requiere de una coordinación fina y una coincidencia 

temporal precisa en la que se corresponden eventos cíclicos como la ovulación, la maduración 

del ovocito y la receptividad sexual. Este ajuste implica a un pico del estradiol que precede a la 

liberación del ovocito, y esta misma señal influye sobre el reloj circadiano para regular la 

liberación de gonadotropinas en el momento óptimo. La correcta progresión del ciclo estral en 

roedores requiere de la participación del núcleo supraquiasmático (NSQ), ya que éste presenta 

comunicación con los diferentes elementos del eje neuroendocrino hipotálamo-hipófisis-ovario 

(HHO) además de que posee receptores a estrógenos (ER).  

    Se emplearon hembras del ratón de los volcanes Neotomodon alstoni, para analizar la 

regularidad del ciclo estral asociada a los cambios en los patrones del registro de actividad 

locomotriz ambulatoria, así como los efectos de la ausencia de ovarios en las propiedades del 

ritmo circadiano de actividad locomotriz y sobre las proteínas de reloj PER1, BMAL1 y los 

receptores a estrógenos beta (ER) en el NSQ. Por otra parte, se evalúo el efecto del BE sobre 

las proteínas del reloj.  

    En este roedor se puede prescindir del uso de rueda de actividad como apoyo para los 

registros del ritmo circadiano de actividad. De tal forma que, los resultados obtenidos muestran 

que las hembras intactas presentan una variación en el inicio de actividad locomotriz, conocida 

en otras especies como scalloping (ribeteo), que se caracteriza por cambios en la amplitud de 

la actividad diaria sincronizada a un fotoperiodo LO 12:12 y está asociada con la progresión del 

ciclo estral, mientras que cuando las hembras son ovariectomizadas (OVX), se pierde esta 

coincidencia. En condiciones constantes de oscuridad (OO) las hembras OVX reducen la 

cantidad total de actividad y acortan el valor del periodo () del ritmo circadiano de actividad 

locomotriz, además aumentan la sensibilidad fótica al cambio de fase durante la primera mitad 

de la noche subjetiva.  

    En el NSQ de hembras intactas, las proteínas de PER1, BMAL1 y ER presentaron un perfil 

diario que se modificó por la OVX, pues el ritmo de PER1 cambió de ser unimodal a bimodal, 

BMAL1 cambió de acrofase y aumentó el número de células inmunorreactivas (IR). Mientras 

que el ER que en controles era bimodal, cambió en las ratonas OVX a unimodal con acrofase 

temprana. Los cambios observados sobre las proteínas de reloj ante la baja presencia de 
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estradiol en plasma sugieren que éste tiene un efecto diferencial sobre la maquinaria molecular 

del reloj, pues en las hembras con ovarios existe una relación positiva del ritmo diario de 

actividad con el de PER1, así como de BMAL1 con ER, mientras que en las hembras OVX 

prácticamente se pierden ambas relaciones. 

     Cuando se inyectó estradiol exógeno y se observaron sus efectos en el NSQ de hembras de 

N. alstoni durante el Zeitgeber time (ZT3), obtuvimos que tanto el vehículo como el BE, 

incrementaron el número de células IR-PER1, pero en BMAL1 sólo lo hizo el BE. 

    Nuestros resultados comprueban que en las hembras OVX de N. alstoni, la ausencia de 

hormonas ováricas modifica el , la amplitud, la acrofase y los cambios en la respuesta de fase 

inducidos por luz en la actividad locomotriz ambulatoria. De acuerdo con el coeficiente de 

correlación, existe una relación del perfil diario de actividad locomotriz con el de PER1 en el 

NSQ, y esto desaparece en hembras OVX, así como la relación en antifase de PER1-BMAL1. 

Por otra parte, la administración aguda de BE en el grupo OVX generó un aumento de células 

IR-BMAL1, sin embargo, el vehículo tuvo el mismo efecto sobre IR-PER1. 

    El presente estudio sugiere que los efectos producidos por la OVX en la respuesta circadiana 

de la actividad locomotriz pueden relacionarse con los cambios obtenidos en el perfil diario de 

las proteínas PER1 y BMAL1 en el NSQ, y que podrían modularse principalmente por el 

estrógeno y su interacción con el ER. Finalmente, nuestros resultados aportan información 

novedosa e importante de la interacción del eje neuroendocrino hipotálamo-hipófisis-ovario 

(HHO) con el sistema circadiano en las hembras. 
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II. ABSTRACT 

     The reproduction in females requires fine coordination and a precise temporal 

coincidence of physiological events such as ovulation, maturation of the oocyte and the 

correspondent sexual receptivity. These changes involve a peak of estradiol preceding the 

oocyte liberation and the influence of a circadian clock in the timing of gonadotropins 

releasing. In rodents, the estrous cycle requires the communication of the suprachiasmatic 

nucleus (SCN) with different elements of the neuroendocrine axis hypothalamic-pituitary-

ovarian (HPO) and receives signaling through estrogen receptors (ER). 

    In the present study we analyze the changes in the circadian patterns that drive the 

ambulatory locomotor activity, the clock proteins PER1, BMAL1, and the estrogen receptor 

(ER) in the SCN of intact and ovariectomized mice Neotomodon alstoni, in an environment 

without the activity wheel. Also, we test the effect of estradiol benzoate (EB) in clock proteins 

in the SCN of ovariectomized mice. 

    The results obtained show that, in intact females, a variation in the onset of the locomotor 

activity known as scalloping was observed in entrained circadian rhythms. It is characterized 

by changes in the amplitude of the daily activity synchronized to a photoperiod LD 12:12 in 

association with the progression of the estrous cycle; whereas in the ovariectomized mice 

(OVX), this relation is lost. In constant darkness, OVX females reduced the total amount of 

activity, shorten the free-running circadian period (t) of the locomotor activity, and reduce the 

photic sensitivity to photic phase shifting during the first half of the subjective night. 

     The clock proteins of PER1, BMAL1, and ER in SCN showed a daily profile in intact mice 

different than the observed in ovariectomized mice in which protein PER1 presented a 

bimodal pattern, BMAL1 cycle shifted its acrophase and increased the amount of 

immunoreactivity (IR) cells; while the cycle of ER advanced its acrophase. The changes in 

the clock proteins when the concentration of estradiol in plasma is minimal or absent, suggest 

its influence upon the molecular machinery of the circadian clock. In intact females, there is 

a positive relationship between the daily rhythm of activity with the daily profile of PER1, as 

well as BMAL1 with ER, whereas in OVX females both relationships were lost. 
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     When OVX mice were injected either with vehicle or EB at Zeitgeber Time 3, an increase 

in the number of IR-PER1 cells was observed in both groups. However, increasing in the 

amount of IR-BMAL1 cells were observed only after the BE injections but in the vehicle. 

    Our results indicate that the absence of ovarian hormones in the OVX females of N. alstoni 

modifies the t, amplitude, acrophase, and changes of phase response induced by light in 

ambulatory locomotor activity. According to the correlation coefficient analysis, there is a 

relation of the daily profile of locomotor activity and the amount of PER1 in the SCN that is 

missing in OVX females as well as the phase of PER1-BMAL1 cycles that may be modulated 

by estrogen and its interaction with ER. Finally, our results contribute to different and 

essential information about the interaction of the neuroendocrine hypothalamus-pituitary-

ovary axis with the circadian system in females of the volcano mouse. 
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1. INTRODUCCIÓN 
1.1. Los estrógenos y sus mecanismos de acción  

Los estrógenos son hormonas esteroides, los cuales son lípidos simples cuya estructura 

química deriva del ciclopentano-perhidrofenantreno. En el interior de las mitocondrias, la 

biosíntesis de estas hormonas es a partir del colesterol (figura 1), cuando éste pierde 6 carbonos 

se convierte a C21 pregnenolona, debido a dos hidroxilaciones que están mediadas por el 

citocromo P450sccc (CYP11) (Urlep & Rozman, 2013). La enzima conocida como proteína 

reguladora de la esteroidogénesis aguda (StaR, por sus siglas en inglés) facilita el flujo del 

colesterol en las mitocondrias (Stocco & Clark, 1996).  

 

Figura 1.Biosíntesis del estradiol. Vía simplificada de la síntesis del estradiol, el cual tiene como 
precursor al colesterol que se transforma en pregnenolona por acción de la enzima CYP11A1. La 
pregnenolona forma andrógenos que mediante el efecto de la aromatasa (CYP19) forman al estradiol. 

StaR
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En las glándulas suprarrenales, los testículos y los ovarios, se expresa el citocromo 

p450c17 o CYP17, que rompe la unión entre los átomos C17 y C20. Cuando se rompe la cadena 

lateral se forma androstenediona y dehidroepiandrosterona, entonces la enzima 3-HSD 

mediante la reducción del grupo cetónico en el C17 promueve la formación a testosterona 

(Miller, 2005). El paso final se debe a la acción de la aromatasa CYP19, la cual cataliza la 

conversión de la testosterona a estradiol haciendo que el anillo A neutro de los andrógenos se 

vuelva un anillo fenólico (aromático).    

A la fecha se han descrito tres tipos de estrógenos, el estradiol (E2 o 17-estradiol), la 

estrona (E1) y el estriol (E3). La estructura química de los estrógenos consta de 18 átomos de 

carbonos, el E2 contiene un anillo fenólico A con doble ligaduras y un grupo hidroxilo (OH) en 

el C3 y C17, en posición beta. La estrona posee una cetona de C17, mientras que el estriol 

tiene un OH adicional en C16. La peculiaridad química del E2 es lo que le confiere su alta 

afinidad por los ER y ER (Shiau et al., 1998).  

La principal producción de estrógenos ocurre en los ovarios, cuerpo lúteo y placenta; en 

menor cantidad, también pueden producirse en otros órganos como el corazón, el cerebro, el 

hígado y la piel (Cui et al., 2013). Aunque la síntesis de estrógenos deriva del colesterol, hay 

diferencias en la ruta dependiendo del tejido y la célula. En el ovario, las células de la teca y las 

células de la granulosa responden diferencialmente a la estimulación de la FSH y la LH. El 

modelo de las “dos células-dos gonadotropinas” (Hillier et al., 1994) explica que sólo las células 

de la granulosa poseen receptores a la FSH mientras que las de la teca sólo a la LH, por lo que 

la FSH estimula la actividad de la enzima aromatasa (codificada por el gen CYP19) (Havelock 

et al., 2004), pero no la síntesis de andrógenos en las células de la granulosa; mientras que la 

LH promueve la síntesis de los andrógenos en las células de la teca. Durante la fase lútea del 

ciclo de ovulación, el área de las células de la granulosa se vasculariza y se da el aporte de 

colesterol, lo que ocasiona un incremento en la producción de progesterona y estrógenos que 

provienen de los andrógenos de la teca; de esta forma, la principal fuente de estrógenos se da 

en las células de la granulosa por la acción de la FSH (Gómez-Chang et al., 2012). Los 

estrógenos pueden producirse endógenamente en el cerebro a partir del colesterol o 

testosterona circulante (Balthazart & Ball, 2006), pues son capaces de atravesar la barrera 
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hematoencefálica y existen áreas cerebrales que poseen a las enzimas necesarias para la 

biosíntesis del E2 (Cui et al., 2013). 

Los estrógenos ejercen su efecto mediante la unión a sus receptores, los cuales pertenecen 

a la superfamilia de NR y son factores transcripcionales. De acuerdo con el comité de la 

nomenclatura de los NR, los receptores a estrógenos (ER) conforman al subgrupo NR3A, por 

lo que también se nombran como NR3A1 y NR3A2 [HUGO Gene Nomenclature Commitee 

(Povey et al., 2001)]. Sin embargo, también se ha descrito el ER acoplado a proteínas G 

(GPR30) (Levin, 2001), aunque aún es controversial sí se trata de un receptor genuino a 

estrógenos. 

De manera general, la unión del estrógeno a sus ER se clasifica como genómica y no 

genómica (Björnström & Sjöberg, 2005), es decir, si la señalización genera una regulación 

transcripcional o no, lo cual también se relaciona con la localización del receptor a nivel celular, 

nuclear, citoplásmico o membranal. Por otra parte, los mecanismos de los ER no sólo dependen 

del contexto celular, sino también tisular. Los ER son receptores nucleares que funcionan 

principalmente como factores de transcripción para regular la expresión génica, por lo que el 

mecanismo clásico de estos receptores comprende la formación de un complejo que involucra 

la unión del receptor con su ligando ocasionando la dimerización del receptor (ER/ER, 

ER/ER o ER/ER), la interacción con ERE y el reclutamiento de correguladores 

transcripcionales (Deroo & Buensuceso, 2010). Algunas de las proteínas asociadas que 

participan como factores de transcripción son la SP-1, la AP-1, el NF-B y c-Jun (Cui et al., 

2013). Además, el receptor puede translocar al núcleo sin estar asociado a su ligando (Parker, 

1995), sin embargo el ligando sirve para reclutar proteínas coactivadoras (y en el 

desplazamiento de correpresores), las cuales funcionan mediante el dominio AF-2 del receptor.   

Cuando los receptores se localizan en el citoplasma, en la membrana o a través de otras 

proteínas de unión a estrógenos, la unión del E2 con los ER es no genómica o extranuclear y 

se activan mecanismos de cascadas de señalización de segundos mensajeros rápidamente 

(Levin, 2008). Generalmente en el sistema nervioso, el hígado y los huesos se da una vía de 

señalización rápida ante la exposición de los estrógenos, debido a que los ER están embebidos 

en la membrana (Cui et al., 2013). Cuando se activa el receptor de membrana, se 

desencadenan las vías de señalización de cinasas, tales como MAPK/ERK, PI3K/AKT, cAMP, 
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PKA, PKC y la vía de las tirosinas cinasas (Hayashi & Yamaguchi, 2008). Algunas de estas 

cascadas de señalización pueden ocasionar la activación de CREB (Levin, 2001). Por otra 

parte, cuando la señalización se da a nivel membranal mediante GPR30, se activan las 

cascadas de señalización intracelulares de cAMP/PKA y PI3K/Akt (Maggiolini & Picard, 2010). 

La activación de los ER no requiere necesariamente de la unión al ligando, sino que se puede 

hacer mediante neurotransmisores como dopamina, factores de crecimiento como el ECG y el 

IFG-1; así como por la PKC, PKA y MAPK (Cui et al., 2013). 

 

1.1.1. Diferencias y distribución de los receptores a estrógenos 
Los genes que codifican a los receptores esteroideos sexuales poseen una organización 

estructural conservada. El ER fue clonado por primera vez en 1985 (Walter et al., 1985), 

mientras que el ER fue descubierto en rata en 1996 (Kuiper et al., 1996; Mosselman et al., 

1996). El gen ESR1 es el encargado de codificar al ER y el ESR2 al ER. 

Los ER se componen de un dominio A/B o NTD, el cual es el domino regulador N-terminal. 

Un sitio de unión al DNA llamado dominio C, una región bisagra o dominio D y el dominio E de 

unión al ligando (LBD) y poseen un dominio F C- terminal del cual se desconoce su función 

(Espey & Richards, 2006). El dominio NTD tiene la función de activación 1 (AF-1), que puede 

interactuar con el AF-2, generando una fuerte expresión génica. Una de las principales 

diferencias estructurales entre los ER es debido a que el dominio A/B es 30 aminoácidos más 

corto en el ER y presenta sólo el 20% de homología (Delaunay et al., 2000). El dominio C es 

prácticamente idéntico en ambos receptores, pues presentan el 95% de homología. La función 

de este dominio es debida a la presencia de los motivos estructurales de interacción que son 

dos dedos de zinc. En la base C-terminal del primero de éstos se encuentra una secuencia 

denominada caja P (caja proximal), en donde se une el DNA; mientras que en la base N-terminal 

del segundo dedo de zinc se encuentra la caja D (caja distal) y forma un ángulo recto con la 

hélice de reconocimiento de los ERE y también proporciona una interfaz para la dimerización 

del receptor (Espey & Richards, 2006). 

El dominio D, principalmente funciona como puente entre los dominios E y C de los 

receptores. El LBD además de permitir la unión de éste, también regula la actividad 

transcripcional del ligando mediante el AF-2, localizado en el motivo C-terminal. Otras funciones 
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que pueden estar a cargo del dominio D son la hetero y homodimerización, así como la 

interacción con proteínas de choque térmico (Espey & Richards, 2006). Los ER y ER 

comparten poco menos del 60% de homología en el dominio D, pero presentan similar afinidad 

por el E2 (Bhat et al., 2004) (figura 2).  

 

Figura 2. Homología entre los dominios que constituyen a los receptores nucleares a estrógenos. Son 

seis dominios funcionales que conforman a los receptores a estrógenos  y . Existe una gran homología 
en los dominios de unión al DNA (región C) y poco más de la mitad de homología en el de unión al 
ligando (región E). La región A/B es la menos conservada entre los receptores y está a cargo de la 
activación de la transcripción genética (Activation Function 1 o AF-1), el dominio C es donde se lleva a 
cabo la unión con el DNA (DNA-binding domain o DBD), finalmente en el extremo carboxiterminal se 
encuentra la región E/F o dominio de unión al ligando (Ligand-binding domain o LBN), en donde se une 
la hormona pero también lleva a cabo funciones de activación de  la transcripción (AF-2), dimerización, 
interacción con otras proteínas y fosforilación. Figura modificada de Cui et al., 2013.  

 

Debido a que la principal diferencia entre ambos receptores está en los dominios AF-1 y 

AF-2, se ha propuesto que tienen diferentes efectos celulares (Kian Tee et al., 2004). Por otra 

parte, en ambos dominios se llevan a cabo funciones de activación transcripcional pero, en AF-

1, la función es independiente de la unión con la hormona, mientras que en el AF-2 se requiere 

de dicha unión (Tora et al., 1989). Dentro de la familia de los receptores nucleares es común 

que se presente variabilidad en la región amino terminal entre subtipos o isoformas de 

receptores a la misma hormona, lo cual resulta en diferencias funcionales (Delaunay et al., 

2000). 

El ER se expresa en gran cantidad de tejidos, como en la hipófisis, el tejido adiposo pardo 

y blanco, la piel, el músculo esquelético, el riñón, los huesos, el útero, el ovario, las glándulas 

mamarias, la próstata y la vesícula biliar; mientras que el ER está presente en el colon, el riñón, 

el pulmón, el ovario y los órganos reproductivos masculinos (Yang et al., 2006). La distribución 

del ER en el cerebro anterior de rata, ratón y humano es similar y generalmente está presente 

en áreas involucradas con la función reproductiva, incluyendo el núcleo medial hipotalámico, 

homología

ER

ER

función
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los núcleos del lecho de la estría terminal, el núcleo ventromedial y la parte posterodorsal de la 

amígdala medial; mientras que el ER está ampliamente distribuido en el hipocampo, amígdala 

y en neuronas serotoninérgicas del núcleo dorsal del rafe (Mitra et al., 2003).  

Existe IR de ambos ER en el NSQ del hipotálamo de ratones, pues se ha descrito que el 

ER es dominante en la región dorsolateral de la subdivsión de la corteza del NSQ mientras 

que el ER se presenta en las regiones dorsomedial, dorsolateral y lateral de la corteza del 

NSQ, de tal forma que en las neuronas que constituyen al NSQ hay una mayor cantidad de 

células  IR-ER que al ER; además, las hembras tienen más ER en esta estructura en 

comparación con los machos (Vida et al., 2008). Sin embargo, estudios anteriores han descrito 

que solamente hay presencia de ER pero no de ER (Shughrue et al., 1997; Mitra et al., 2003), 

siendo además, muy difusa la presencia de ER (Merchenthaler et al., 2004). Por otra parte, se 

observó que la presencia de ER aumenta cuando las ratas son OVX y disminuye muy poco 

ante el tratamiento de estradiol (Shima, et. al, 2003). Además, se ha  descrito un ritmo diario 

diurno de expresión del mRNA de ER en el NSQ, el cual se pierde en ratas viejas  (Wilson 

et al., 2002). 

     

1.1.2. Participación de los estrógenos en el eje neuroendocrino hipotálamo-hipófisis-
ovario 

Los niveles de estrógenos cambian dramáticamente durante el desarrollo de la vida de las 

hembras. El ciclo estral en ratas y roedores se compone de cuatro etapas que en conjunto 

presentan cambios a nivel hormonal y ovárico, lo cual puede correlacionarse con la citología 

vaginal. Dichos cambios ocurren en un ciclo que consta de 4.5 días aproximadamente, 

conformado por el estro, metaestro, diestro y proestro. Los niveles de estrógenos incrementan 

durante la fase folicular presentando un pico sustancial al final de ésta, inmediatamente antes 

de la ovulación por efecto de los folículos preovulatorios; después de la ovulación, los niveles 

de estrógenos decaen por consecuencia de la ruptura folicular y luteinización, pese a que el 

cuerpo lúteo produce estrógeno, su mayor producción es de progesterona (López & Tena-

Sempere, 2015).   

Aunque la secreción dinámica de estrógeno es el reflejo de la actividad cíclica de la fase 

folicular y lútea del ovario, también tiene un control por parte de la hipófisis a consecuencia de 
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las secreciones de las gonadotropinas, la LH y la FSH que, a su vez son controladas a nivel del 

hipotálamo por la secreción de la GnRH.  Las gonadotropinas actúan a nivel de las células de 

la teca y la granulosa para promover la síntesis y secreción de E2. Por otra parte, el estrógeno 

tiene un mecanismo de retroalimentación sobre las neuronas de GnRH ubicadas en el 

hipotálamo, a las cuales inhibe durante la mayor parte del ciclo, pero su efecto se vuelve 

estimulante durante la fase preovulatoria, en la cual se genera el pico preovulatorio de las 

gonadotropinas (figura 3). Esta secuencia de efectos es conocida como el eje neuroendocrino 

hipotálamo-hipófisis-ovario (HHO). 

 

Figura 3. Retroalimentación positiva y negativa del estradiol sobre el eje neuroendocrino hipotálamo-
hipófisis-ovario. Las neuronas GnRH localizadas en el hipotálamo, ejercen su efecto sobre las 
gonadotropinas que produce la hipófisis, la LH y la FSH, que a su vez provocan la síntesis y secreción 
de los estrógenos por su efecto sobre las células de la teca y la granulosa de los folículos ováricos. Las 
neuronas de Kiss1 ubicadas en ARC y el AVPV median los efectos de la retroalimentación positiva 
(líneas azules) y negativa (líneas rojas) del efecto del E2. En el recuadro se esquematiza el “modelo de 
las dos células-dos hormonas”, donde la LH actúa sobre las células de la teca para estimular la síntesis 

de andrógenos, testosterona (T) y androstenediona (4), los cuales difunden a las células de la 
granulosa para convertirse en estrógenos, principalmente E2 por la acción de la enzima aromatasa. 
Figura tomada y modificada de López y Tena-Sempere, 2015. 
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El pico preovulatorio de la LH se produce debido a un incremento de la liberación de la 

GnRH (Moenter et al., 1992). A lo largo del ciclo ovárico, las hembras presentan una secreción 

episódica de GnRH que, en ovejas y primates es provocada por el incremento de E2, mientras 

que en roedores, además se requiere de una señal por parte del reloj circadiano para el aumento 

de GnRH (Karsch et al., 1997). 

Los niveles crecientes de estrógenos durante la fase folicular tardía del ciclo ocasionan una 

retroalimentación positiva en la liberación de GnRH, lo cual permite la liberación de 

gonadotropinas, sin embargo, en otras fases del ciclo estral, los estrógenos ejercen un efecto 

supresor sobre la secreción de éstas. El control positivo depende de la cantidad de estrógeno 

y el tiempo de exposición, mientras que el mecanismo de acción puede ser por la vía genómica 

clásica. Del tal manera que, el aumento de LH se debe a la activación y posterior comunicación 

del AVPV con las neuronas de GnRH, por otra parte, las neuronas que contienen ER en el 

AVPV reciben proyecciones directas desde el NSQ (Watson et al., 1995), por lo que este núcleo 

también integra información tanto circadiana como estrogénica para regular la función de las 

neuronas de GnRH. Estudios con ratones knockout para ER (ERKO), sustentan la 

participación de los estrógenos dentro de una retroalimentación positiva, pues las hembras 

ERKO son infértiles (Dupont et al., 2000) y no presentan el aumento de la LH inducido por 

estrógenos, lo que además está correlacionado con una falta de activación en las neuronas del 

AVPV y GnRH (Herbison, 2006). 

Los estrógenos generan el pico preovulatorio de GnRH  durante el proestro, por medio de 

la regulación génica de las neuronas que expresan ER en el AVPV y proyectan directamente 

sobre las de GnRH; lo que permite que se dé un aumento de su actividad pulsátil hasta lograr 

un patrón de liberación continua (Herbison, 2006). Además, la acción de los estrógenos también 

ejerce una retroalimentación negativa durante el resto de las otras etapas del ciclo estral, pues 

genera un efecto supresor sobre la secreción de GnRH, que implica una disminución en la 

amplitud y frecuencia del pulso de ésta (Evans et al., 1997). 

La retroalimentación negativa por parte de los estrógenos es menos comprendida 

actualmente; se cree que participan ambos ER. Sin embargo, se ha sugerido que el  GABA 

tiene influencia en este control, pues las neuronas del POA expresan ER y son muy sensibles 

a las fluctuaciones de los estrógenos; de tal forma que cuando aumentan se produce un 
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incremento de la liberación de GABA en las vías aferentes que proyectan sobre las neuronas 

de GnRH, provocando una disminución en el disparo de éstas y por consecuencia se suprime 

la pulsatilidad en la secreción de LH (Jarry et al., 1991).Por lo tanto, el efecto de los estrógenos 

sobre las neuronas de GnRH refleja el equilibrio de los mecanismos de retroalimentación 

positiva y negativa ya que en la fase folicular tardía, el aumento de los niveles de estrógenos 

actúa en una retroalimentación positiva que domina sobre la influencia de la vía de 

retroalimentación negativa, esta última es relativamente constante durante el ciclo (Herbison, 

2006). 

Las neuronas de GnRH sólo expresan al ER y sus acciones se ejercen tanto por la vía no 

genómica como por la genómica, sin embargo las neuronas que expresan ER localizadas en 

el AVPV, el núcleo medial del área preóptica, el MBH y el tronco cerebral caudal proyectan 

directamente sobre las neuronas de GnRH (Herbison, 2006). Por otra parte, el AVPV contiene 

neuronas que expresan ER y ER (Roa et al., 2008) mientras que el ARC también posee 

neuronas que expresan Kiss1 y se inhiben por el E2 (Smith et al., 2005). 

Las kiss1 son neuropéptidos clave para la regulación de la GnRH, pues actúan mediante 

su receptor GPR54 (o Kiss1R) el cual se expresa en las neuronas de GnRH (Messager et al., 

2005) y parecen tener un papel en la generación del pico de la LH (Han et al., 2005).  Las 

neuronas de kiss1 en el AVPV presentan patrones de activación neuronal y expresión génica 

que coinciden con el ritmo circadiano de la LH (Robertson et al., 2009). 

 

1.2. Los ritmos circadianos y su papel en la fisiología reproductiva de la hembra  
Diversos fenómenos biológicos son recurrentes y el periodo en algunos de ellos puede 

vincularse a ciclos geofísicos. En los organismos los sucesos cíclicos se reconocen como ritmos 

biológicos, los cuales se han clasificado tanto por su frecuencia como por su periodo, de 

acuerdo con el número de veces que ocurren en torno a un día. Por lo tanto, están los ritmos 

ultradianos, que se presentan varias veces al día; los ritmos circadianos, que son los que existen 

una vez al día; y los infradianos, que requieren de varios días para completar un ciclo. Bajo 

estos términos, la biología reproductiva en las hembras de diversos vertebrados, 

independientemente de la especie, es un conjunto tanto de ritmos ultradianos (pulsatilidad de 

GnRH), circadianos (secreción de LH y FSH) e infradianos (ciclos estrales, menstruales, en el 



 

 
14 

 

caso de varios mamíferos), que mantienen una coordinación temporal, ordenada y fina para el 

control de la ovulación. 

El sistema circadiano está constituido por una vía de entrada al marcapasos circadiano que 

proporciona información del medio exterior, el marcapasos integra esta información y regulas 

las vías de salida que generan respuestas rítmicas circadianas, las cuales a su vez pueden 

regularse por osciladores periféricos (figura 4). Bajo este modelo, se establecen las principales 

características de los ritmos circadianos: que se generan endógenamente y que son capaces 

de sincronizarse a factores físicos cíclicos en el ambiente (Sehgal, 2004). El sistema circadiano 

influye en distintos niveles del sistema reproductivo en las hembras, pues es capaz de 

proporcionarles un “sentido del tiempo” para garantizar que, eventos conductuales y fisiológicos 

coincidan, tal como ocurre al mantener la vigilia, la receptividad hacia el macho y la ovulación 

(Kennaway, 2005).  

 

Figura 4. Organización del sistema circadiano en mamíferos. Las señales cíclicas (Zeitgebers) son 
captadas por vías afrentes que envían la información al marcapasos central, el NSQ en mamíferos, el 
cual impone fase y periodo a osciladores periféricos obteniendo como resultado de este proceso 
respuesta circadianas. Figura modificada de de Pontes et al., 2010. 

 

Las señales periódicas ambientales que son capaces de generar sincronización en el 

sistema circadiano son nombrados Zeitgebers (término alemán que significa “dador de tiempo”; 

Aschoff, 1960). Los ritmos circadianos son endógenos y persisten en ausencia de señales 
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ambientales, característica nombrada como free running (Aschoff, 1965) u oscilación 

espontánea en libre curso; que tiene la propiedad de compensar la temperatura, es decir, el 

periodo del ritmo se mantiene ante cambios de temperatura de incluso 10° C (Pittendrigh, 1960). 

Debido a que los ritmos circadianos son eventos que se repiten cada cierto intervalo de tiempo 

y dicha característica es producto de osciladores endógenos autosostenidos (endogenous self-

sustained oscillators, ESSOs), mediante esta analogía el estudio matemático de los ritmos se 

apoya con la acción de los osciladores físicos (Daan, 2010), de tal forma que el periodo () es 

el lapso de tiempo en el que se completa el fenómeno cíclico, mientras que las veces que se 

repite en un intervalo se refiere a la frecuencia, y la fase () hace referencia a un punto o 

momento del evento cíclico, de tal forma que la acrofase es el punto máximo en la oscilación y 

la batifase el mínimo, por lo que la distancia entre ambas constituye la amplitud, y el mesor la 

mitad de ésta (figura 5). 

 

Figura 5. Parámetros empleados para el estudio de los ritmos circadianos. El eje de las abscisas 
representa la escala temporal y el de las coordenadas la variable estudiar; se señalan las principales 
características medibles de una oscilación. 

     

Por otra parte, el principal sincronizador de los ritmos circadianos es el ciclo ambiental de 

luz-oscuridad, aunque también pueden serlo los ciclos de temperatura ambientales, los de 

humedad, la disponibilidad de alimento y las interacciones sociales, según la especie que se 

observe (Daan, 2010). El término de sincronización se refiere a la coincidencia que se establece 

entre el periodo externo (T) con el interno (T=), estableciéndose una relación temporal 

constante de un evento particular del ritmo endógeno () con uno del ciclo ambiental (), a la 
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diferencia existente entre ambas fases se le nombra relación de fase (  = -). Si  < T se 

dice que la relación de fase es positiva, y si  > T, entonces es negativa (Daan & Aschoff, 2001). 

Una década después de que Halberg acuñara el término circadiano para referirse a los 

ritmos cuyo periodo es cercano a 24 horas (Halberg, 1959), se propuso el término circa-

quadridiano (CQ) para el ciclo estral estudiado en hembras de hámster, el cual tiene un periodo 

de aproximadamente 96 horas (alrededor de 4 días) y persiste en condiciones constantes 

ambientales, de tal forma que surgió la idea de que parte de la regulación del ritmo del ciclo 

estral es debida a un reloj biológico (Alleva et al., 1971). Dos años después, se conocería la 

localización del reloj biológico en mamíferos: el NSQ del hipotálamo (Moore & Eichler, 1972; 

Stephan & Zucker, 1972). 

La relevancia de las señales circadianas en la reproducción de las hembras fue demostrada 

con los estudios de Everett y Sawyer, al observar que la ovulación se retrasa 24 h cuando las 

ratas son anestesiadas en la mañana del proestro (Sawyer et al., 1949; Everett & Sawyer, 

1950); otro estudio demostró que cuando las ratas son OVX y 15 días después se les inserta 

un implante subcutáneo de 50g de BE, se presentó un pico de LH diariamente durante la tarde 

resultó y por 4 días consecutivos, lo cual indica la existencia de un control circadiano (Legan 

et al., 1975); de tal forma que ésta dosis es suficiente para desplegar respuestas circadianas. 

Además, los cambios en el fotoperiodo alteran el inicio del surgimiento del pico de LH, que está 

relacionado con el inicio de actividad en roedores nocturnos (Albers, 1981; Albers et al., 1981; 

Labyak & Lee, 1995). Así mismo, lesiones a nivel del NSQ y estudios en ratones Knockout para 

algún gen del reloj circadiano, suprimen el aumento de la LH y la ovulación (Alleva et al., 1971; 

Moline & Albers, 1988). 

El eje HHO no opera de manera independiente, es controlado por múltiples neurocircuitos 

entre los que destaca el del sistema circadiano, por lo que las características cíclicas de la 

reproducción son el resultado de la sincronía entre ambos sistemas (Putteeraj et al., 2016). En 

las hembras de roedores, la ovulación sucede pocas horas antes o al mismo tiempo que ocurre 

la conducta sexual femenina, durante el proestro tardío y estro temprano, cuando los niveles de 

E2 son elevados. La coordinación temporal de estos eventos aumenta la probabilidad de 

fertilización después del apareamiento. Dicha regulación es debida al surgimiento preovulatorio 

de la GnRH que está controlado por dos tipos de vías de entrada y por sus vías aferentes: la 
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retroalimentación establecida por el estradiol secretado desde los folículos ováricos maduros y 

la vías de salida de la hora del día proveniente del NSQ (Van Der Beek et al., 1997; Chappell, 

2005). 

Aún en presencia de los niveles óptimos de progesterona y estradiol, es necesaria una señal 

sincronizadora del NSQ para inducir la suficiente cantidad de GnRH que está asociada con el 

aumento de la LH. Dicha señal se presenta una vez al día, pues se ha observado que, aunque 

se administren los niveles adecuados de estradiol, la ablación del NSQ o la interrupción de las 

proyecciones neuronales desde el NSQ hasta el POA, incluidas las neuronas secretoras de 

kisspeptina, se presenta una pérdida de la regularidad del ciclo estral (Brown-Grant & Raisman, 

1977; Wiegand et al., 1980; Smarr et al., 2012).  

     

1.2.1. Sincronización fótica y sus efectos en la reproducción 
El sistema circadiano regula tanto los eventos biológicos que ocurren con relación a 

características específicas de un ciclo ambiental de 24 horas, como a los fenómenos periódicos 

dentro del organismo; para llevar a cabo tal función, el sistema circadiano debe permanecer 

sincronizado con el fotoperiodo, lo cual se logra mediante un mecanismo de reinicio que “ajusta” 

las desviaciones del periodo endógeno (T – ). Este ajuste o sincronización requiere de una vía 

de entrada (aferencias de receptores y elementos de transducción) de las señales ambientales 

específicas o Zeitgebers y de elementos dentro del marcapasos circadiano que son capaces de 

transducir e integrar las señales en mecanismos que produzcan cambios adecuados de la fase 

del ritmo (figura 4). 

El ritmo consecutivo del día y la noche (nictemeral) se puede simular artificialmente por 

ciclos de Luz y Oscuridad (LO), llamados fotofase y escotofase respectivamente. Cuando el 

Zeitgeber actúa sobre el ritmo endógeno, por convención el tiempo se expresa como Zeitgeber 

Time (ZT), de tal forma que en un esquema de 12 horas de luz y 12 de oscuridad (LO 12:12), 

el ZT0 es definido cuando las luces se encienden y ZT12 corresponde al apagado de las luces. 

La proporción de horas de luz y oscuridad se le denomina fotoperiodo.  

En diversos organismos se ha descrito que la sensibilidad del sistema circadiano a la luz 

muestra respuestas similares, incluso entre distintos taxa, lo que sugiere que el reloj circadiano 
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es fotosensible. Se han propuesto dos modelos sobre la sincronización fótica, debido a que el 

sistema circadiano puede modular continuamente la velocidad de su respuesta de acuerdo con 

la intensidad de la luz a lo largo del día, de tal forma que se desacelera o acelera para ajustar 

su frecuencia a la del entorno; este tipo de mecanismo se le conoce como sincronización 
paramétrica o continua (Daan, 1977). 

El modelo de sincronización no paramétrica (discreta) fue propuesto por Pittendrigh 

(1960) y se presenta cuando el mecanismo ocurre por pulsos de luz discretos, de tal forma que 

la luz actúa rápidamente (minutos u horas) generando un cambio fásico en el nivel o actividad 

de la variable rítmica controlada por el reloj mismo (Crosthwaite et al., 1995). Debido a esto, en 

condiciones de laboratorio es posible emplear fotoperiodos esqueleto, los cuales consisten en 

mantener al organismo en condiciones constantes de oscuridad y aplicar dos pulsos cortos de 

luz por ciclo: un pulso se da al comienzo y otro al final de la actividad, por ejemplo, un pulso de 

15 minutos cada 12 horas, lo cual permite distinguir tres partes: amanecer, día y noche. Cuando 

los pulsos tienen la misma duración, se habla de un fotoperiodo esqueleto simétrico, y si la 

duración de los dos pulsos es distinta se le conoce como asimétrico (Jud et al., 2005). Por otra 

parte, la respuesta de cualquier oscilador ante una perturbación depende de la fase, y tales 

efectos pueden ser visualizados mediante una representación gráfica que se le conoce como 

curva de respuesta de fase (CRF). 

Para generar una CRF, el organismo debe estar en condiciones constantes de oscuridad, 

de tal forma que su ritmo este en libre curso y exprese  El ciclo completo se divide en 24 

segmentos y cada uno corresponde a una hora de tiempo circadiano (CT, Circadian Time); 

usualmente, en organismos nocturnos, una unidad de CT es menor que una hora, porque  < 

24 h. Por convención, CT0 se designa al comienzo del día subjetivo (la fase de descanso en 

roedores nocturnos) y CT12 es el comienzo de la noche subjetiva (la fase de actividad). En 

animales diurnos, CT0 corresponde al inicio de su fase de actividad y CT12 al de su fase de 

descanso (Jud et al., 2005).  

El método de CRF, representa los cambios de fase () hacia adelante, hacia atrás o sin 

cambios de un estímulo sobre el oscilador en función del CT, por lo que un avance de fase 

desplaza el inicio de la actividad a una posición anterior en el ciclo circadiano, mientras que un 

retraso de fase lo mueve a un momento posterior (Jud et al., 2005). Generalmente, en la CRF 



 

 
19 

 

de organismos nocturnos se puede apreciar la zona de retrasos (CT12 a CT18), la zona de 

avances (CT18 a CT2) y la zona de insensibilidad o “muerta” (CT2 a CT12), en donde el 

estímulo tiene poco o no tiene efecto y por lo general corresponde al día subjetivo (Daan & 

Pittendirgh, 1976). 

La respuesta que presentan los organismos ante los cambios en la longitud de la fotofase 

se refiere como “fotoperiodismo”, y tiene particular impacto en uno o varios procesos fisiológicos 

relacionados con la reproducción. En los hámsters siberianos, por ejemplo, la exposición a días 

cortos induce inhibición reproductiva, la muda de invierno, inicio de hibernación y el aumento 

en la masa corporal, mientras que, en días largos, se revierte el efecto (Hoffmann, 1973). Las 

respuestas fotoperiódicas toman de 6 a 8 semanas en observarse, lo cual resulta consistente 

con los cambios graduales que se presentan naturalmente (Malpaux, 2006). Además, las 

respuestas también dependerán de la duración del día y la historia fotoperiódica del organismo, 

pues se ha observado que, en las ovejas, 13 h de luz al día causan estimulación de la secreción 

de la LH si previamente se expusieron a 16 h de luz; por el contrario, si previamente fueron 

expuestas a solo 10 h y después a 13 h de luz al día, se presenta una inhibición en la secreción 

de la LH (Robinson & Karsch, 1987).       

Se han realizado diversas investigaciones sobre el papel de la melatonina pineal como el 

mensajero de los cambios en el fotoperiodo. La secreción de melatonina durante la escotofase 

está controlada por la información fótica que es transmitida al NSQ y que por medio de una vía 

mutisináptica hacia la glándula pineal llegan proyecciones del sistema nervioso simpático 

liberando noradrenalina (Reiter, 1980). Por lo tanto, la melatonina codifica la duración de la 

noche de la siguiente manera: el NSQ envía proyecciones al PVN, el cual hace un relevo en la 

IMC, desde donde se proyecta al SCG que dirige sus proyecciones sobre la gandula pineal, y 

su señal noradrenérgica actúa sobre los receptores -adrenérgicos de los pinealocitos, lo que 

induce la formación de cAMP, que a su vez aumenta la producción de la expresión génica de 

AA-NAT, lo que genera un aumento en la concentración de melatonina; pues esta se sintetiza 

mediante una vía de dos pasos, desde serotonina a través de las enzimas AA-NAT y HIOMT 

(Carpentieri et al., 2012). 

Se sabe que la melatonina es importante para la reproducción estacional en algunos 

mamíferos, pues la ablación de la glándula pineal suprime las respuestas estacionales y la 
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administración de melatonina restaura dichas funciones (Hoffman & Reiter, 1965). En resumen, 

la melatonina refleja la señal de la duración de la escotofase y sus variaciones durante todo el 

año, por lo que modera tanto los ritmos circadianos, como los cambios fotoperiódicos sobre la 

fisiología y conducta de los organismos, en consecuencia, posee una función tanto de reloj 

como de calendario (Borniger & Nelson, 2017). 

 

1.3. Características generales del núcleo supraquiasmático 
En mamíferos, el NSQ está localizado en el hipotálamo anteroventral, a lado del tercer 

ventrículo y por encima del quiasma óptico; en ratas tiene un tamaño aproximado de 300-400m 

de ancho y 400-500m de alto (Morin & Allen, 2006). Cada NSQ consta de 10,000-12,000 

neuronas con un tamaño aproximado de 12m de diámetro (van den Pol, 1980). Dentro del 

NSQ se encuentran células elongadas localizadas en la parte dorsal y dentro del quiasma 

óptico, mientras que las células largas y bipolares se encuentran en la zona periventricular al 

núcleo (Moga & Moore, 1997). Por otra parte, el NSQ presenta más volumen y área en ratas 

machos que en hembras (Robinson et al., 1986); además, los machos tienen más sinapsis axo-

espinales, más densidad post-sináptica y sinapsis asimétricas que las hembras, aunque las 

hembras presentan más sinapsis simétricas (Güldner, 1982). 

El NSQ es una estructura heterogénea que, a grandes rasgos se divide por la descripción 

y función de las neuronas localizadas en la parte dorsomedial (dm), también llamada Shell o 

corteza, las cuales son productoras de AVP, mientras que en la parte ventrolateral (vl, nombrada 

como core o médula), son neuronas productoras del VIP y del GRP (Moga & Moore, 1997). Las 

neuronas localizadas en la región dm poseen dendritas pequeñas, mientras que las de la región 

vl presentan dendritas largas que se extienden dorsoventralmente en el eje horizontal (Leak & 

Moore, 2001). 

Todas las neuronas del NSQ sintetizan GABA, sin embargo, la constitución de esta 

estructura es altamente heterogénea y compleja, pues también existen otros 

neurotransmisores, hormonas y proteínas que han sido identificados en el NSQ. Las neuronas 

de la zona dm presentan células IR a CALB, AII y mENK y recibe información de fibras IR a 

GAL y al VIP. Las neuronas de la zona vl sintetizan GABA, CALB, VIP, CARL, GRP y NT, y 

recibe información de fibras que sintetizan NPY y 5HT (Abrahamson & Moore, 2001). Las fibras 
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de AVP, AII y mENK son densas en la región del shell, lo que sugiere la presencia de un circuito 

local intrínseco para esta región, en contraste, las fibras de VIP y GRP se extienden a través de 

la región dm y vl, indicando circuitos densos de y entre ambas regiones; finalmente, las fibras 

de somatostatina y sustancia P, sugieren que existen proyecciones desde la zona fronteriza a 

la región dm (Abrahamson & Moore, 2001). En cultivos celulares de NSQ, el VIP y la AVP 

muestran un patrón de liberación circadiano con periodos que van de 22 a 27 h, además, 

registros en células individuales del NSQ presentan un índice de disparo de aproximadamente 

24 h, con un pico durante el día subjetivo (Moga & Moore, 1997).   

A pesar de que la mayoría de los estudios sobre la estructura y morfología del NSQ han 

sido desarrollados en machos, existen algunos que muestran diferencias sexuales. El análisis 

microscópico electrónico indica que el NSQ de la rata macho presenta más sinapsis 

axoespinales, sinapsis asimétricas y neuronas con más nucléolos que el de las hembras; así 

como un volumen total mayor (Güldner, 1983). Por otra parte, también se ha demostrado 

dimorfismo sexual en la expresión del VIP (Krajnak et al., 1998) y en la actividad eléctrica de 

las neuronas del NSQ, principalmente en el umbral para evocar potenciales de acción 

dependiendo de la región del NSQ. De tal manera que durante la escotofase, las neuronas del 

NSQ de machos, presentan umbrales de sus potenciales de acción más altos, índices de 

disparo más rápido y mayor amplitud, en comparación con las hembras (Kuljis et al., 2013). Se 

sabe que uno de los papeles del VIP tiene que ver con el acoplamiento entre las neuronas del 

NSQ mediante diversos mecanismos (Welsh et al., 2010) y que, las diferencias en la actividad 

eléctrica del NSQ entre machos y hembras podrían influir en las propiedades de los ritmos 

circadianos, tales como la sincronización y los cambios de fase (Bailey & Silver, 2014). 

La gran diversidad de poblaciones de neuronas del NSQ y los efectos sobre otras regiones 

cerebrales, permite entender en general, el control de éste sobre distintos mecanismos 

fisiológicos cíclicos. Además, el NSQ recibe información del medio ambiente por vías aferentes 

y transmite dicha información a otros sistemas mediante vías eferentes, las cuales pueden ser 

humorales o neurales. 
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1.3.1. Aferencias y eferencias del núcleo supraquiasmático: énfasis en la comunicación 
relacionada con el eje neuroendocrino reproductivo de hembras. 

Actualmente se sabe que el NSQ presenta múltiples vías de entrada y de salida, y de 

acuerdo con la respuesta circadiana a estudiar, se conocen las relaciones directas e indirectas 

del reloj biológico con el órgano o sistema efector. En esta sección se describirán brevemente 

las principales vías aferentes y eferentes del NSQ con una profundización en aquellas que se 

relacionan con la regulación del eje neuroendocrino HHO.   

Las tres principales vías de entrada del NSQ provienen de la retina (el RTH), el núcleo del 

Rafé y la IGL; de tal forma que la información proveniente de la retina proporciona información 

sobre el fotoperiodo, la entrada serotoninérgica proveniente del Rafé, modula la información 

fótica, y la que se origina desde IGL participa mediando la sincronización no fótica (Moga & 

Moore, 1997). Tanto el RTH como la IGL envían densas proyecciones sobre la región ventral 

del NSQ, con una ligera inervación sobre la subdivisión dorsal (Cassone et al., 1988), mientras 

que el Rafé inerva por completo al NSQ (Moore et al., 1978); tanto el núcleo medial como el 

dorsal del Rafé, son la principal vía serotoninérgica que inerva al NSQ. Una vía indirecta 

aferente que proviene del área retinorecipiente es la IGL, cuya inervación es inmunorreactiva al 

NPY (Card & Moore, 1984). 

El RTH se origina desde un conjunto de células ganglionares de la retina conocidas como 

células tipo III y están distribuidas a lo largo de toda la retina; estas células ganglionares son 

pequeñas y presentan extensas dendritas arborícolas con pocas ramas. Los axones 

provenientes del RTH coinciden en la misma zona del NSQ donde se localizan neuronas del 

VIP y del GRP (Abrahamson & Moore, 2001). De acuerdo con los primeros estudios, se había 

mostrado que existía una vía desde el área geniculada ventrolateral (Swanson et al., 1974) y 

posteriormente se reconoció que la IGL es una división morfológica y funcional distinta, pues a 

partir de ella se origina una segunda vía indirecta hacía el NSQ, el tracto genículo hipotalámico, 

cuyas proyecciones se entrecruzan con las el TRH y liberan al NPY y al GABA sobre el NSQ 

(Moore et al., 2001). 

El NSQ también recibe entradas neurales desde otras regiones, como el MPO, la SPZ, el 

PVT, el VMH, el ARC, el LS, el PPT, el PPN, el PB y ZI. En resumen, el NSQ recibe aferencias 

desde la retina, el sistema límbico, el hipotálamo, el núcleo del Rafé, el PVT y el sistema 
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extraretinal visual (por ejemplo, IGL); a su vez, éstas vías están organizadas topográficamente 

dentro del NSQ (Moga & Moore, 1997). 

Al igual que con las vías aferentes, el NSQ proyecta hacia muchas regiones y generalmente 

existe una correspondencia de las estructuras que envían hacia el NSQ con las fibras que el 

núcleo proyecta. Mediante diversos estudios, se ha demostrado que algunas vías eferentes son 

esenciales para ciertas funciones circadianas tales como ciclicidad del estro, producción rítmica 

de corticosterona y melatonina.  

La proyección más densa del NSQ es hacia la región perisupraquiasmática y la SPZ, la 

primera se localiza inmediatamente alrededor del NSQ, mientras que la SPZ se extiende desde 

la región caudal del NSQ hasta la división magnocelular posterior del núcleo hipotalámico 

paraventricular. Las vías aferentes del NSQ se continúan caudalmente por la SPZ y llegan al 

DMV y a la región medial del VMH, el área hipotalámica posterior y el área gris periacueductal 

(Moore et al., 2001). A su vez, unas cuantas fibras se continúan dorsal y lateralmente a través 

de SPZ y se introducen a la IZ. 

Existen otras cinco vías principales que surgen desde el NSQ, una de ellas es densa y viaja 

en dirección dorsal hacia la línea media del tálamo, desde donde inerva a los núcleos talámicos 

paraventriculares y parateniales. La segunda vía se extiende de manera anterior-ventral y a las 

regiones periventriculares del MPO, que incluyen al núcleo AVPV; ambas vías sintetizan AVP y 

VIP (Buijs & Kalsbeek, 2001). Existen fibras que se dirigen rostralmente al LSV y al BSTc, otras 

fibras se continúan caudalmente por el área retroquiasmática y la región entre el VMH y ARC; 

finalmente, hay una ligera proyección que atraviesa el LHA y llega a la IGL y al vLGN (Moore 

et al., 2001). 

Debido a que la región dm y la vl difieren en los péptidos y el patrón de vías aferentes, las 

subdivisiones del NSQ tienen funciones diferentes dentro del sistema circadiano y la 

organización de las vías aferentes depende de los circuitos locales en cada una de estas 

subdivisiones, lo cual contribuye a la capacidad de adaptación y la capacidad de procesar 

información ordenadamente para el control de los sistemas efectores (Leak & Moore, 2001). 

El NSQ proyecta hacia áreas del cerebro que están involucradas en la reproducción, tal 

como el área medial preóptica  y células positivas a GnRH (Van Der Beek et al., 1997). Por 



 

 
24 

 

medio de seguimiento anterógrado, se ha demostrado que las neuronas del NSQ proyectan 

eferencias que sintetizan al VIP, directamente sobre las neuronas de GnRH (de la Iglesia et al., 

1995). El NSQ presenta conexiones con células estrogénicas del área media preóptica (Watson 

et al., 1995) y con neuronas productoras de GnRH (de la Iglesia et al., 1995; Van Der Beek 

et al., 1997), de tal forma que existen por lo menos dos vías de comunicación desde el NSQ 

hacia las neuronas de GnRH.  

La ruta directa es mediante las neuronas que sintetizan al VIP y proyectan sobre las de 

GnRH que expresan al receptor de VIP, el VPAC2R (Watson et al., 1995; Van Der Beek et al., 

1997; Smith et al., 2000). Además, se ha visto una correlación de expresión de c-Fos en las 

neuronas de VIP con el aumento de la LH (Lee et al., 1990; Van Der Beek et al., 1994). Así 

mismo, la administración de VIP promueve la actividad eléctrica en las neuronas de GnRH 

cuando hay presencia de E2 y se presenta un pico de actividad eléctrica en el instante próximo 

al pico de la LH (Christian & Moenter, 2008). La vía indirecta es mediante las neuronas de la 

AVP que se localizan en la región vl del NSQ y proyectan hacia el AVPV, que a su vez proyecta 

sobre las neuronas de GnRH (de la Iglesia et al., 1995; Leak & Moore, 2001; Kriegsfeld et al., 

2004). Las neuronas del AVPV expresan un subtipo de receptor para AVP, el V1a, el cual 

presenta un incremento en su expresión cuando hay presencia de E2 (Kalamatianos, et. al, 

2004). Por otra parte, se ha observado que las ratonas mutantes del gen Clock no presentan el 

pico preovulatorio de la LH pero, si se administra la AVP centralmente durante la tarde, es 

posible generarlo (Miller et al., 2006). 

El núcleo DMH es una región importante para la reproducción, pues además de su alto 

contenido de neuronas que expresan a la GnIH, recibe proyecciones de las dos principales 

regiones del NSQ, aunque principalmente de la zona ventrolateral (Gibson et al., 2008). Cuando 

se administra el VIP se disminuye la actividad celular de las neuronas de GnIH, pese a que 

estas neuronas no expresan receptores para el VIP, lo que sugiere que son reguladas por el 

reloj circadiano mediante una vía alternativa, quizá por interneuronas (Russo et al., 2015). 

Por otro lado, las neuronas de kiss1 adoptan roles funcionales diferentes en los núcleos 

AVPV y ARC, en los cuales su respuesta es sensible a los estrógenos, manteniendo una 

regulación tanto de retroalimentación positiva y negativa, respectivamente (Tomikawa et al., 

2012). En resumen, las redes existentes de las proyecciones neuronales entre el NSQ y los 
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nucleos hipotálamicos reproductores como el POA, el  ARC, el AVPV y el  DMH, estarían 

participando mediante interacciones con el marcapasos central para asegurar una óptima 

funcionalidad reproductiva (figura 6) (Putteeraj et al., 2016). 

 

Figura 6. Interacciones entre el NSQ y los componentes del eje HHO. La parte vl del NSQ sintetiza al 
VIP y la región dm porsee neuronas que sintetiza AVP, las neuronas VIP proyectan hacia el POA sobre 
las neuronas que producen GnRH, mientras que las de AVP proyectan sobre neuronas de Kiss1 en el 
AVPV. Las neuronas que produen GnIH en el DMH inhiben a las de GnRH y a las de Kiss en AVPV y el 
ARC, además, las neuronas en AVPV son estimuladas por el GLU e inhibidas por el GABA. La GnRH 
se libera sobre la ME para producir la secreción  de la LH y la FSH desde la hipófisis, lo que inducirá la 
gametogénesis y esteroidogénesis en el ovario, el cual secreta E2 de manera cíclica, aumentando 
gradualmente durante las estapas del cilco estral [metaestro (M), diestro (D), proestro (P) y estro (E)]. 
Tanto las neuronas del ARC como las del AVPV expresan los ER. Las líneas continuas indican 
regulación directa, mientras que las punteadas, indican una indirecta. Figura modificada de Putteeraj 
et al., 2016. 
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      1.3.2. Bases moleculares de la generación de los ritmos circadianos 

Diversos experimentos realizados en Drosophila y ratones, permitieron identificar las 

características principales sobre el funcionamiento del reloj circadiano en animales y 

posteriormente conocer los componentes del reloj circadiano en mamíferos. Existen 

componentes moleculares principales que, en interacción entre un asa de activación y una de 

inhibición, generan oscilaciones rítmicas de aproximadamente 24 horas, los elementos positivos 

o activadores, son los genes Clock y Bmal1, mientras que los elementos del asa de inhibición 

(negativos) son los genes Per y Cry. 

Tanto las proteínas CLOCK como BMAL1 son factores de transcripción que poseen 

dominios funcionales del tipo bHLH y PAS (Takahata et al., 1999), que al formar heterodímeros 

se vuelven un complejo activo capaz de unirse a la secuencia promotora (CACGTG) conocida 

como caja E (E-box), la cual está presente en los genes Per (Per1, 2 y 3) y Cry (Cry 1 y 2), así 

como en otros genes controlados por el reloj (CCG) (Gekakis et al., 1998). La activación de Per 

y Cry por el heterodímero CLOCK:BMAL1 inicia la expresión de proteínas que están 

involucradas en las asas de retroalimentación positiva y negativa (Pando & Sassone-Corsi, 

2001). La acumulación de PER en el citoplasma está regulada por la unión con CRY y por el 

estado de fosforilación, lo que permite su translocación al núcleo  para interferir con la actividad 

de los dímeros de CLOCK:BMAL1, regulando negativamente el asa al inhibir su propia 

transcripción (Kume et al., 1999).   

El gen Per1 y 2 que codifica a la proteína PER1 y 2 respectivamente, presenta un ciclo 

rítmico de síntesis, el cual se encuentra en antifase con la oscilación de Bmal1 (Oishi et al., 

1998a). El pico máximo de la oscilación de PER1 ocurre durante el día y decae en la noche; 

mientras que la expresión de Clock es constante (Shearman et al., 1999), por lo que BMAL1 es 

el factor limitante del heterodímero CLOCK:BMAL1 y su acumulación activa la transcripción de 

Per y Cry. Los dímeros formados por PER y CRY son fosforilados por las CKI/ para su 

posterior translocación al núcleo (Akashi et al., 2002). 

Cuando los heterodímeros de CLOCK:BMAL1 activan la transcripción de Per y Cry, también 

activan la transcripción del gen del receptor huérfano nuclear Rev-Erb, el cual reprime la 

transcripción de Bmal1 mediante su acción sobre el elemento de respuesta Rev-erb/ROR 
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(Preitner et al., 2002); de esta manera, cuando los niveles de Bmal1 decaen, los niveles de Per 

y Cry están elevados.  

De acuerdo con la dinámica de las asas de regulación del reloj molecular (figura 7A), es 

posible observar en un perfil diario en antifase de los elementos principales que la conforman, 

es decir, cuando PER y/o CRY están en su máxima expresión, entonces BMAL1 está en la 

mínima y vicercersa (figura 7B). En un fotoperiodo LO 12:12, los perfiles diarios de las proteínas 

en el NSQ presentan fases máximas de expresión distintas a las de sus genes. Para PER1 se 

ha reportado que la proteína comienza a elevarse al final de la fotofase y alcanza su máximo 

nivel en la transición de la luz a la noche (apagado de las luces) y declina hacia el final de la 

escotofase, por lo que la mínima expresión de células IR ocurre durante la transición de la noche 

al día (encendido de las luces); además, el ritmo de PER1 tiene un desfase de retraso de 6-8 

horas con respecto al mRNAde Per1 (Yan et al., 1999; Field et al., 2000). 

 

Figura 7. Asas de regulación del reloj molecular y expresión en antifase de PER1 y BMAL1. El 
heterodímero de CLOCK/BMAL1 se une a la región promotora de los genes Per y Cry y otros genes 
controlados por reloj (Gcr) responsables de las vías eferentes del reloj. Las proteínas PER y CRY se 
acumulan en el citoplasma donde se fosforilan (P) y translocan para inhibir su propia transcripción. Las 
líneas punteadas indican los mecanismos reguladores positivos (verdes) y negativos (negros), de tal 

forma que BMAL1 es regulado positivamente por ROR y negativamente poro REV-ER (A), figura 
modificada de Juárez-Tapia & Miranda-Anaya, 2016. La dinámica del reloj molecular ocurre cada 24 h 
aproximadamente y debido a la inhibición/trasnscripción de los elementos positivos y negativos, se 
puede apreciar la expresión rítmica de PER1 (en verde y mPer en líneas punteadas) y de BMAL1 (en 
rojo y líneas mBmal1 en punteadas) en antifase (B), figura modificada de Morse & Sassone-Corsi, 2002. 
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Por otra parte, bajo un fotoperiodo LO 12:12, se ha observado que en la rata, el perfil diario 

de BMAL1 en el NSQ alcanza su pico máximo a mitad de la noche (ZT18) (Tamaru et al., 2000), 

y que el comportamiento rítmico en antifase entre PER1 y BMAL1  no es exclusivo del NSQ, 

sino que también se presenta en otros órganos como el corazón, riñón y pulmón  (Oishi et al., 

1998a) e incluso, en diferentes regiones del cerebro (Chun et al., 2015).  

 

     1.3.3.  Fototransducción en el núcleo supraquiasmático 

Una característica fundamental del sistema circadiano es la capacidad de ser sincronizado. 

En los mamíferos, la luz es el sincronizador más potente y la información fótica que llega a la 

retina viaja a través del RHT y llega directamente sobre el NSQ. Para que la luz sea recibida se 

requiere de la existencia de elementos especializados capaces de detectar dicha señal, los 

fotorreceptores retinianos clásicos son los conos y los bastones, que poseen pigmentos 

basados en la opsina y permiten la percepción de la luz; sin embargo, respuestas tales como 

cambios de fase inducidos por la luz y la inhibición de la producción nocturna de melatonina son 

mediados por otros fotopigmentos. En las células ganglionares de la retina se han hallado 

células IR y con expresión génica de melanopsina, lo cual sugiere que se trata de 

fotorreceptores circadianos, por lo que han recibido el nombre de células ganglionares retinales 

intrínsecamente fotosensible que contienen melanopsina (ipRGCs) (Hattar et al., 2002; Schmidt 

et al., 2011). Los criptocromos también han sido sugeridos como fotorreceptores dentro del 

sistema circadiano (Thresher et al., 1998), pues se ha observado que contribuyen a la amplitud 

de la fototransducción retiniana, aunque no son estrictamente necesarios. 

La transducción de la señal fótica dentro del NSQ comprende diversos procesos que 

permiten la generación de respuestas rítmicas. Cuando la señal lumínica llega a la retina, esta 

es detectada por células que transmiten la información a través del RTH hacia la región ventral 

del NSQ, donde libera al GLU y al PCAP (Chen et al., 1999; Hamada et al., 1999). El GLU actúa 

mediante sus receptores en el NSQ y sus respuestas dependen del tiempo circadiano al que se 

aplica el estímulo. Durante el inicio de la noche subjetiva, la exposición a la luz provoca un 

retraso de fase a través de la respuesta de los NMDA, los cuales inducen el flujo de calcio 

intracelular vía los receptores de rianodina (Ding et al., 1998). Las acciones del Ca+ activan 

complejos como calmodulina/calcio, las cinasas MAP, así como la fosforilación de CREB lo que 



 

 
29 

 

conlleva a la expresión génica por la vía de Ca/CREs, en particular del gen per1 (Gillette & 

Tischkau, 1999). 

Cuando la exposición a la luz ocurre durante el final de la noche, provoca avances de fase, 

lo cual parece ser controlado por el GLU y su receptor NMDA mediante la producción de óxido 

nítrico (NO), el cual activa la forma soluble de la guanilato ciclasa (sGC) y por lo tanto, se da la 

activación de la cinasa dependiente de cGMP (PKG); de esta forma, se sugiere que la vía 

implicada durante el final de la noche para los avances de fase es sGC-cGMP-PKG (Golombek 

et al., 2004). Así, el NSQ es sensible a los análogos del cGMP sólo durante la noche subjetiva, 

es decir, durante la ventana temporal en donde se pueden presentar avances de fase; tal 

activación se presenta en antifase con la activación del cAMP, la cual induce cambios de fase 

cuando el estímulo es aplicado durante el día subjetivo (Golombek & Rosenstein, 2010). 

A nivel del NSQ, se ha identificado que c-fos  es inducido 30 minutos después de un pulso 

de luz y su respuesta declina gradualmente (Kornhauser et al., 1990). La vía por la cual se 

presenta la expresión de c-fos es mediante CREB, pues cuando se fosforila por respuesta ante 

el estímulo luminoso, la proteína se une al sitio CRE dentro del gen de c-fos activando su 

transcripción (Ripperger & Brown, 2010), por lo que, aunque este gen de expresión temprana 

ha sido empleado para el estudio de los efectos de las luz a nivel de la maquinaria molecular 

del reloj. 

El gen Per también es inducido 1- 2 h después de un pulso de luz, Per1 se induce al inicio 

y al final de la escotofase, mientras que la inducción de Per2 se restringe al final de la fotofase 

(Yan & Okamura, 2002); sin embargo, existe discrepancia sobre la fotoinducción de Per2, ya 

que pueden deberse al método experimental usado. La inducción de los genes de Per tiene una 

relación directa con la generación de los cambios de fase, pues el Per1 posee un sitio CRE 

funcional en su región reguladora, el cual es un sitio donde se une el factor de trascripción 

CREB (Travnickova-bendova et al., 2002).  
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2. ANTECEDENTES 

2.1. Efectos de los estrógenos sobre el sistema circadiano en hembras 

Este tema será dividido en dos antecedentes principales: los efectos de los estrógenos 

sobre la actividad locomotriz en hembras y los estudios realizados a nivel de la maquinaria 

molecular del reloj circadiano. Una de las primeras investigaciones acerca del papel de los 

estrógenos en la fisiología circadiana fue hecha en hámster, registrando los movimientos 

mediante rueda de actividad (Morin et al., 1977), en la que se demostró que la administración 

continúa de estradiol exógeno tiene influencia sobre el ritmo circadiano de actividad locomotriz, 

de tal forma que reduce el valor  en oscuridad constante y genera un avance en el  durante 

un fotoperiodo de LO 12:12, por lo que el inicio de su actividad se anticipa al sincronizador. 

Además, en condiciones constantes de LL, la administración de cápsulas de estradiol evita la 

desfragmentación o bipartición del ritmo de actividad locomotriz en dos componentes 

(fenómeno llamado como splitting) en hembras de hámster OVX, pero no en machos (Morin & 

Cummings, 1982); por lo que el estradiol, además de tener efecto sobre , también lo hace sobre 

la sincronización fótica. Sin embargo, otro estudio en ratones reportó que, la eliminación de las 

gónadas genera cambios diferentes entre sxos: en machos aumenta el valor de  y disminuye 

la cantidad y la duración de la actividad locomotriz, mientras que en hembras sólo disminuye la 

actividad (Iwahana et al., 2008). 

En ratas, los registros con rueda de actividad a lo largo del ciclo estral, tanto en libre curso 

como en sincronización (LO 14:10), demuestran que durante el proestro y el estro hay mayor 

cantidad de actividad y el valor de  es menor en comparación con el metaestro y el diestro 

(Albers, 1981). En hembras de hámster hay aumento en la actividad locomotriz durante el estro 

y el proestro (Moore & Eichler, 1972)  y también en el roedor diurno Octodon degus  (Labyak & 

Lee, 1995).  

El uso de organismos genéticamente modificados ha sido otra línea de investigación que 

ha permitido explorar los efectos de los estrógenos sobre los ritmos circadianos. El primer 

estudio reveló que tanto machos como hembras WT aumentan su actividad locomotriz después 

de la administración de BE, lo cual también ocurrió en los ERKO, pero no en los machos de 

ERKO; por otra parte, en ambos organismos KO, sólo en hembras aumentó la actividad en 
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campo abierto. Con base en estos resultados se concluye que en ambos sexos la actividad 

en rueda es mediada principalmente por el ER (Ogawa et al., 2003) 

En otro estudio, se caracterizó la interacción de los estrógenos y la ritmicidad circadiana 

usando ratones (machos y hembras) ERKO y ratones NERKI, los cuales son incapaces 

de responder mediante “la vía clásica” de los RE, pero sí mediante la vía “no clásica”. Ambos 

modelos mantienen la funcionalidad de sus RE. Tanto NERKI como ERKO presentaron 

menor actividad en rueda de actividad durante la escotofase, tal fenómeno fue más 

significativo en las hembras. Por otra parte, después del apagado de las luces, los ratones 

macho NERKI iniciaron su actividad más tarde y en OO el ritmo circadiano de actividad 

incremento su . En hembras ERKO aumentó la duración de la actividad en OO, mientras 

que en machos ERKO ocurrió en LL. Este estudio propone la participación de los 

estrógenos ante la respuesta a la luz a nivel del NSQ mediante una cascada de señalización 

intracelular (Blattner & Mahoney, 2012). 

Los efectos de la luz sobre el NSQ ha sido uno de los mecanismos de entrada al reloj 

circadiano más estudiado. El efecto del estradiol sobre la foto inducción a nivel del NSQ 

aumenta la respuesta de células IR-C-FOS e IR-p-CREB (Abizaid et al., 2004), así como en 

condiciones de LO (Peterfi et al., 2004).  El cambio conductual de la respuesta a la luz en 

diferentes horas del día permite la construcción de la CRF, la cual es un método que explora 

la sensibilidad a la luz (o a cualquier sincronizador) del sistema circadiano. Este método ha 

sido empleado para conocer los efectos de los estrógenos a nivel de la integración a la 

sensibilidad lumínica en ratones (machos y hembras) ArKO, los cuales tienen una 

deficiencia funcional en el gen cyp49, por lo que no pueden producir la enzima citocromo 

P450 y por lo tanto son deficientes en estrógenos. Los resultados obtenidos indican que en 

machos WT, el inicio de la actividad y la actividad total diaria disminuyen, mientras que  

aumenta cuando son GDX. En hembras también disminuye el total de actividad, pero el 

valor de  no cambia y presentan un avance de fase más largo al comienzo del día subjetivo 

después de la OVX; así mismo, las hembras ArKO/OVX presentan retraso en el inicio de su 

actividad (Brockman et al., 2011).  

Un estudio reciente caracterizó la CRF en ratones machos y hembras ERKO y NERKI 

y se obtuvo que las hembras silvestres WT tuvieron un mayor retraso de respuesta a la luz 
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y un adelanto de fase menor que las ERKO; mientras que en machos, los ratones ERKI 

presentaron un mayor adelanto con respecto a los WT y los ERKO, por lo que la 

señalización estrogénica tiene un papel sobre la respuesta a la luz en el sistema circadiano 

(Blattner & Mahoney, 2013). Posteriormente se observó que las hembras WT- OVX, aumentan 

su actividad más que las ERKO después de una dosis alta de E2; además, las WT, ERKO y 

NERKI OVX, inician antes su actividad con la administración de E2 y sólo en las WT hay una 

disminución de  y una mayor respuesta en el adelanto de fase mediante el análisis de la CRF. 

Estos resultados sugieren que el RE también tiene una participación en las respuestas del 

sistema circadiano (Blattner & Mahoney, 2014).  

En un estudio que tuvo como objetivo determinar el efecto de la activación de los ER en los 

patrones diarios de actividad, mediante el registro de ésta por medio de la rueda de actividad, 

se demostró que la activación del ER modificó la distribución del perfil diario de actividad y un 

adelanto en el inicio de ésta; mientras que la activación del ER aumentó la amplitud de la 

actividad. Con base en estos resultados, la activación de ER incrementa la magnitud de la 

actividad, mientras que la del EB controla la fase y la distribución temporal de la actividad 

(Royston et al., 2014). 

Se ha descrito, a nivel del NSQ, que una inyección de 20g  E2 aumenta la expresión del 

mRNA de la conexina 32 (Shinohara et al., 2000) y la conexina 36 (Shinohara et al., 2001), 

proteínas implicadas en las uniones gap. Recientemente, usando registros electrofisiológicos in 

vitro de tejido del NSQ de rata, se observó que el E2 aumenta la excitabilidad neuronal mediante 

el aumento de la frecuencia de disparo y la despolarización neuronal (Fatehi & Fatehi-

Hassanabad, 2008). Por otra parte, el aumento de E2 durante el desarrollo folicular promueve 

las formaciones sinápticas entre el NSQ y las neuronas liberadoras de GnRH (Morin & Allen, 

2006). Estos estudios sugieren que los estrógenos participan en el acoplamiento de las 

neuronas que constituyen al NSQ. 

Las investigaciones de Nakamura y cols., han demostrado que en el NSQ de ratas tratadas 

con E2, el mRNA de Cry2 disminuye en dos puntos temporales (ZT6 y ZT18) (Nakamura et al., 

2001). Además, en el mRNA de Per2 se presentó un adelanto de fase y una tendencia a 

disminuir los niveles durante la noche subjetiva (Nakamura et al., 2005). Al siguiente año, 

reportaron que la expresión de PER2 tuvo un incremento en el núcleo medial de la amígdala 
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durante el proestro, el cual disminuyó gradualmente y presentó un retraso de fase entre el 

proestro y el diestro; sin embargo, no hay cambios en la expresión a nivel del NSQ (Perrin et al., 

2006). En otro estudio con ratones knockin en PER2 que poseen un promotor de luciferasa 

(PER:LUC), cuyas células del NSQ se analizaron por medio de cultivos celular, se demostró 

que la administración de E2 no alteró el valor de  en la expresión de PER2 (Nakamura 

et al., 2008). Por otra parte, en cultivos de NSQ de hembras de ratón, no se observan 

cambios en la bioluminiscencia de PER2 entre el proestro y el metaestro (Nakamura et al., 

2010), por lo que concluyen que no existe una retroalimentación directa entre el NSQ y los 

estrógenos ováricos. Contradictoriamente, Gery y cols.  demostraron en una línea celular 

de cáncer de mama (MCF-7), que el E2 aumenta los niveles de mRNA de Per2 vía el 

ER (Gery et al., 2007). En un estudio reciente, se observó que en el cultivo del tejido de 

NSQ de ratas, el pico de expresión de PER2 varia un poco con respecto a la etapa del ciclo 

estral (diestro ZT13, proestro ZT15, estro ZT14, metaestro ZT12) y este valor es distinto en 

ratas OVX (ZT9), el cual es además, similar al de machos intactos (Sellix et al., 2013). 

En otros tejidos, como en el útero, el E2 acortó el  de Per2 (Nakamura et al., 2008); 

mientras que el ritmo de Per2 en hígado y riñón se modificó en ratas OVX (Nakamura et al., 

2005). Las diferencias observadas a nivel del reloj molecular podrían deberse en parte a los 

diferentes ER, pues en el NSQ de hembras se expresa principalmente el ER (Vida et al., 

2008), mientras que en hígado, riñón y útero, predomina el ER (Nakamura et al., 2005). 

Hasta el momento, algunos efectos de los estrógenos resultan contradictorios, pues 

mientras ciertas investigaciones apuntan que no hay efectos en  y en la actividad en 

modelos múridos de machos GDX (Hummer et al., 2012), ni que tienen un papel 

fundamental en la función de los ritmos circadianos (Blattner & Mahoney, 2013), otras 

demuestran que sí (Blattner & Mahoney, 2012; Hummer et al., 2012). Con respecto a las 

hembras, cuando son OVX aumenta el valor de su  (Morin et al., 1977); sin embargo, en 

hembras ERKO y NERKI, las cuales son incapaces de responder al estradiol circulante 

mediante el ER, no hay cambios en su  (Blattner & Mahoney, 2012). Inclusive, se ha 

sugerido que los ER no tienen un papel importante en el NSQ (Butler, at. al, 2012; Nakamura 

et al., 2010, 2008). Vale la pena considerar que en los ratones machos hay una mayor 

cantidad de receptores a andrógenos que las hembras (Iwahana et al., 2008); mientras que 
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en las hembras son más abundantes los ER (Vida et al., 2008), lo que permite pensar que el 

papel de los estrógenos es dependiente del sexo y por eso son comprensibles las diferencias 

obtenidas entre los estudios. 

    

 

PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

Las hormonas ováricas influyen en las respuestas conductuales y fisiológicas que están 

bajo el control del sistema circadiano. Los mecanismos que subyacen esta relación 

recientemente comienzan a ser explorados. Se sabe que, en las hembras del ratón, una 

deficiencia en la señalización de esteroides induce cambios en el periodo y en el perfil diario de 

actividad locomotriz (Iwahana et al., 2008); es de suponer que en las hembras de Neotomodon 

exista un efecto similar y que, en parte, las posibles diferencias pudieran estar relacionadas con 

la señalización de estrógenos a nivel del núcleo supraquiasmático. Así mismo, se sabe que en 

el ratón, la ovariectomía aumenta la expresión de ER (Vida et al., 2008), mientras que el 

estradiol incrementa la expresión de C-FOS y del P-CREB (Abizaid et al., 2004), ambas 

proteínas implicadas en la expresión génica de PER. Por otra parte, el uso de la rueda de 

actividad altera la medición de variables rítmicas (Novak et al., 2012) y el registro de actividad 

en Neotomodon alstoni es muy claro sin necesidad de emplear la rueda para la obtención de 

actogramas (Fuentes-Granados et al., 2010), gráficas indispensables para el análisis de los 

ritmos circadianos.       

En el presente proyecto se plantearon las siguientes preguntas de investigación: 

¿Existe influencia endocrina del ovario en la expresión del ritmo circadiano de actividad 

locomotriz y la sincronización fótica en Neotomodon alstoni?, de ser así ¿es posible observar 

esta influencia a nivel de la expresión de las proteínas de genes de reloj PER1 y BMAL1 en el 

NSQ? 

Lo anterior representa una contribución original respecto al entendimiento de los efectos de 

los estrógenos sobre el sistema del reloj circadiano en esta especie, así como una referencia 

para comparar si la interacción pudiera ser común entre roedores múridos, en donde no existe 

influencia de la rueda de actividad.  
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HIPÓTESIS 
Si en Neotomodon alstoni, los estrógenos ováricos influyen en la regulación circadiana de 

la actividad locomotriz, entonces la ausencia del ovario aumentará , así como la expresión de 

proteínas de reloj, PER1 y BMAL1 en el NSQ, en correlación con un aumento en la expresión 

de ER. 

 
OBJETIVOS  

General: Determinar si en ratones de Neotomodon alstoni existe influencia del estrógeno 

ovárico hacia el NSQ mediada por receptores a estrógenos. 

Particulares:  

1. Caracterizar los cambios en el ritmo de actividad locomotriz con respecto a las etapas 

del ciclo estral en LO 12:12 

2. Caracterizar los cambios producidos por la OVX en: 

2.1. el periodo del ritmo circadiano () de la actividad locomotriz y en el perfil de actividad, 

en condiciones de oscuridad constante y durante la sincronización en LO12:12. 

 2.2. la respuesta de cambio de fase del inicio de actividad ante pulsos de luz blanca de 

1 h.  

 2.3. determinar el perfil diario de la expresión de ER, PER1 y BMAL1 en NSQ en 

animales sincronizados a fotoperiodo.  

3.   Determinar el efecto de la aplicación exógena de 50 g de BE sobre: 

3.1. la expresión de PER1 y BMAL en el NSQ alrededor de la fase en que exista mayor 

presencia de PER1. 

4.   Proponer una correlación entre: los cambios observados en la expresión de PER1 y 

BMAL1 en NSQ con respecto a los cambios observados en las propiedades del ritmo de 

actividad locomotriz. 

 

3. METODOLOGÍA  

Mantenimiento de animales: Se usaron hembras adultas Neotomodon alstoni (n=30) de 6-8 

meses de edad, criadas en el bioterio de la Facultad de Ciencias, UNAM. Las ratonas se 
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colocaron individualmente en cajas de acrílico bajo un fotoperiodo de 12 h de luz y 12 de 

oscuridad (LO 12:12) a una intensidad de 200-250 lx, con encendido de luces a las 06:00 h y 

apagado a las 18:00 h, a temperatura ambiente de 23-26ºC. Las ratonas fueron alimentadas 

con nutricubos estándar para roedor (Rodent Laboratory Chow 5001, Purina) y agua ad libitum. 

La manipulación de las ratonas se realizó de acuerdo con la Norma Oficial Mexicana NOM-062-

1999 y la guía para cuidado y uso de animales de laboratorio NIH y bajo la supervisión 

profesional del MVZ, responsable del Bioterio de la Facultad de Ciencias. 

Registro de actividad locomotriz y pulsos de luz: las hembras se colocaron individualmente 

en cajas de vidrio de 30cm x 18cm x 20cm con tapa de acrílico desmontable. Lateralmente 

sobre las cajas se montó el sistema de sensores infrarrojos. Cada interrupción generada por el 

desplazamiento del roedor fue almacenada a una frecuencia de muestreo de 10 minutos con el 

programa ACTIBIO (F. Psicol. URIDES-F. Ciencias, UNAM).   

Citología vaginal y concentración de estradiol en plasma: con el fin de conocer la 

regularidad del ciclo estral en las hembras de N. alstoni (n=10) y su relación con la cantidad de 

E2 en plasma en las diferentes etapas del ciclo estral, se tomaron muestras de epitelio vaginal 

durante 20 días en el mismo intervalo horario (ZT12-16). La apertura vaginal se humedecía con 

solución salina (NaCl 0.9%) y mediante un asa bacteriológica esterilizada, se colectaron las 

muestras del epitelio vaginal y se colocaron en portaobjetos, fueron teñidos mediante 

hematoxilina-eosina y examinados bajo microscopio óptico con el objetivo de 10 X (Zeiss, 

AX10). La identificación de las etapas del ciclo estral de acuerdo con la presencia de leucocitos, 

células nucleadas y cornificadas (Felicio et al., 1984).  Una vez que la etapa fue determinada y 

bajo previa anestesia con isofluorano (Dorin, Halocarbon Labs, USA), se tomaron muestras 

sanguíneas mediante punción del seno orbital mediante tubos capilares heparinizados, los 

cuales se centrifugaron a 3,500 rpm durante 5 min para la obtención de un volumen aproximado 

de 250l de plasma. Las concentraciones de estradiol fueron cuantificadas mediante 

radioinmunoanálisis (RIA) con el equipo Compugamma gamma counter modelo 1282 (LKB- 

Wallac) en el Instituto Nacional de Ciencias Médicas y Nutrición Salvador Zubirán. 

Ovariectomía bilateral: la cirugía se realizó en un ambiente aséptico y bajo la supervisión de 

un médico veterinario. Se eligieron hembras en la etapa del diestro; las ratonas fueron 

anestesiadas con ketamina/xilacina (0.05 mg/50 g) y se realizaron dos cortes laterales a la 
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columna vertebral para extraer ambos ovarios. Las incisiones fueron suturadas con hilo 

absorbible en el músculo e hilo estéril en la piel.  A otro grupo de ratonas, se les realizó el mismo 

procedimiento quirúrgico, pero sin extirpar los ovarios, conformando al grupo de cirugía 

simulada (grupo sham). Después de la cirugía, las ratonas se mantuvieron en recuperación por 

lo menos durante 20 días, en los cuales se les observaba y limpiaba con frecuencia las suturas 

para su correcta cicatrización. 

Inmunohistoquímica: las ratonas fueron sacrificadas mediante una dosis de 1ml/Kg de 

pentobarbital sódico a una concentración de 6.6g/100ml (Cheminova ®) para su posterior 

perfusión intracardiaca con PBS-Paraformaldehído al 4%. Después, se obtuvieron los cerebros 

y se fijaron durante 24h en paraformaldehído, 24h en solución de glucosa al 10%, 24h en 

solución de glucosa al 20% y 24h en solución de glucosa al 30%. Los cerebros fueron 

embebidos en un medio crioconservador (Tissue-Tek®) para la obtención de los cortes del NSQ 

(30 micras) con un criostato (Leica, CM1860). Las series de los cortes se colocaron en pozas 

de plástico (USA Sci) sumergidas en solución anticongelante a una temperatura de -20°C hasta 

su posterior uso. 

Para el tratamiento de los cortes en inmunohistoquímica (IHQ) por flotación, se realizaron 

3 lavados en PBS-tween20 (0.1%), una vez concluidos los lavados se colocaron durante 2h en 

BSA+PBS-tween20 y los cortes se incubaron toda la noche a 4°C con el anticuerpo primario 

policlonal de PER1 (Novus Biologicals NB300-564, dilución 1:200), BMAL1 (Abcam ab3350, 

dilución 1:200) o ER (Santa Cruz Biotechnology SC8974, dilución 1:50). Posteriormente se 

lavaron 3 veces con PBS-tween20 (0.1%) y se colocaron durante 2h en anticuerpo secundario 

biotinilado (antirabbit IgG H+L vector®, BA1100,). Finalmente, las rebanadas se revelaron con 

el kit de diaminobencidina (vector® estándar ABC, SK-4100) y se montaron en portaobjetos 

gelatinizados y se dejaron secar durante 48 h, posteriormente se les colocó solución de montaje 

y cubre objetos para ser observados al microscopio óptico (Zeiss AX10) y fotografiados con una 

cámara digital (Axiocam ERc5S) y colectadas mediante el programa AxioVisio 4.8.3. 

Estradiol exógeno: Dos grupos de hembras OVX (n=4 para cada grupo), fueron mantenidas 

en LO 12:12 durante al menos 30 días y se les inyectó de manera subcutánea 50g de BE 

(sigma-Aldrich®, E8515) (Legan et al., 1975) o vehículo (aceite vegetal de ajonjolí) durante el 
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ZT16. Las ratonas fueron sacrificadas por perfusión intracardiaca 11 horas después (ZT3), pues 

de acuerdo con un análisis previo se determinó que en N. asltoni, se alcanza la máxima 

concentración de E2 en plasma después de 4 horas (ver anexo 3) y se consideraron las 6 horas 

que transcurren en la expresión de gen a proteína. Una vez sacrificadas se obtuvieron y fijaron 

los cerebros para su posterior procesamiento mediante IMQ de las proteínas PER1, BMAL1 y 

ER.   

 

Diseño Experimental: 

1. Un grupo de hembras adultas (n=10) fueron mantenidas en fotoperiodo LO 12:12, con 

encendido y apagado de las luces a las 6:00 y 18:00 h, respectivamente. Entre el ZT12-16 se 

tomaron las muestras del epitelio vaginal; así como las muestras de sangre para la 

cuantificación de E2 en las 4 etapas del ciclo estral: metaestro, diestro, proestro y estro. 

2. Para conocer los efectos de la OVX sobre los parámetros de la actividad locomotriz 

circadiana y sobre la sincronización y sensibilidad fótica, se registraron a las hembras en 

fotoperiodo LO12:12 durante al menos 30 días, posteriormente se pasaron a OO con un foco 

de luz roja tenue (3 lux) durante 30 días. Bajo estas condiciones se les aplicó un pulso de luz 

(1h, 300 lx) en la zona de retrasos (CT14) y zona de adelantos (CT22) y se mantuvieron en libre 

curso nuevamente durante 15 días más. El protocolo anteriormente descrito se realizó en el 

grupo de hembras intactas, hembras con cirugía sham y OVX. Finalmente se sometieron de 

nuevo a una sincronización fótica de LO 12:12 (figura 8). 
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Figura 8. Línea temporal que esquematiza el protocolo y la progresión del registro del ritmo de actividad 
locomotriz libre en las hembras de N. alstoni en las diferentes condiciones de iluminación. La línea roja 
indica el momento en el cual se llevó a cabo la OVX, cirugía sham o ningún procedimiento. Los focos se 
refieren al pulso de luz. 

 

Con el fin de evitar los posibles artefactos ocasionados por la manipulación de los 

animales para la toma del frotis vaginal, los registros de actividad fueron hechos en 

condiciones sin intervención para cada uno de los grupos de hembras (intactas, sham y 

OVX) y posteriormente, los frotis se hicieron fuera de registro. 

3. Para conocer el efecto de los estrógenos sobre el perfil diario de las proteínas PER1, 

BMAL1 y ER en el NSQ, se usaron los cerebros de las hembras sham (en diestro) y OVX, 

los cuales fueron obtenidos mediante perfusión intracardiaca en los ZT4, 9, 13, 18 y 23. Se 

cuantificó la expresión de las proteínas mediante el conteo de células con reactividad o en 

su defecto por la densidad óptica de la reacción inmunohistoquímica. Una vez obtenido este 

resultado se aplicó una inyección subcutánea de BE y/o vehículo a hembras OVX en el 

ZT16, elegido por los resultados obtenidos en el perfil diario. Luego y conforme a la 

elevación de la expresión de PER1, los animales se sacrificaron en el ZT3, permitiendo que 

el BE alcanzará su máxima concentración en el plasma (ver anexo 1) y  de esta forma, 

asegurar la expresión de las proteínas para analizar de nuevo la localización y cuantificación 

de PER1 y BMAL1 en NSQ mediante inmunohistoquímica (figura 7). 

Intactas, 

OVX, sham

LO 12:12 LO 12:12OO OO

CT12 CT14 CT12 CT14

Análisis

de datos

Registro de actividad locomotriz libre

pulsos de luz 
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Figura 9. Protocolo para caracterizar los efectos del BE en el NSQ. Se indica la determinación del perfil 

diario de PER1, BMAL1 y ER por IMQ en hembras OVX y sham (A). Se indica el momento en que se 
aplicó el BE para conocer los efectos sobre la expresión y localización de PER1 y BMAL1 (B).  

 

Análisis de datos: Los resultados obtenidos de los frotis vaginales se graficaron de acuerdo a 

la progresión de la presencia de los diferentes tipos celulares (Takasu et al., 2015). Para la 

obtención de , se analizaron durante 10 días consecutivos mediante el periodograma de Lomb-

Scargle con el programa de Chronosfit® (Zuther y Lemmer, 2004), se consideraron los periodos 

circadianos e infradianos significativos (P < 0.05). Para reconocer algún cambio de acuerdo con 

el ciclo estral.  La amplitud y acrofase en LO 12:12, así como el  entre el inicio de actividad y 

el apagado de las luces fueron determinados mediante el software Actiview®; se consideró un 

 positivo si la actividad iniciaba antes del apagado de las luces y negativo si lo hacía después 

del apagado (Daan y Aschoff, 2001).  El inicio de actividad fue definido por 10 minutos 

consecutivos que tuvieron un valor igual o mayor al del promedio diario de interrupciones y ese 

bloque de actividad no debía estar seguido de algún intervalo de 10 minutos de inactividad 

(Blattner & Mahoney, 2014; Royston et al., 2014). Las diferencias entre los parámetros 

analizados, dependiendo si se comparaban dos o tres grupos se analizaron mediante las 

pruebas estadísticas T de Student o ANOVA de una vía, seguida de una prueba post hoc de 

Tukey.  

OVX /sham
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ZT9ZT18 ZT23ZT13 ZT4

6:00 18:00

ZT16
ZT3
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.
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Para conocer la acrofase diaria en hembras intactas durante LO 12:12, se obtuvieron datos 

de 25 días consecutivos y se trataron por medio del análisis circular de Rayleigh1; se realizaron 

comparaciones entre el grupo de hembras intactas, OVX y sham con la prueba estadística de 

Mardia-Watson2 mediante el software Oriana® y se representaron mediante histogramas 

circulares. 

Los cambios ocasionados por los pulsos de luz en CT14 y CT22 se evaluaron proyectando 

una línea vertical sobre los inicios de actividad, la cual se consideró como la fase de referencia 

(r). La línea incluyó al menos 5 días previos al pulso de luz y hasta 10 días después, de tal 

forma que la diferencia de la distancia en horas entre la r previa a la luz y 10 días después del 

pulso determinaron el   (Aschoff, 1965). La magnitud del cambio fue graficada en el eje de 

las ordenadas, mientras que en el de las abscisas se graficaron los CT elegidos. Las 

comparaciones entre tratamientos y grupos se hicieron con el software estadístico GraphPad®.  

Los análisis de imágenes de IHQ se realizaron contando unilateralmente el NSQ mediante 

el programa ImageJ (NIH®), en el cual se definió un óvalo de 30.61 de área, con un ancho de 

446m y 650m de alto, el cual incluía a todo el NSQ. El conteo se hizo manualmente 

considerando la IR como una marca franca y nítida. Se contaron 3 ratonas en cada punto 

temporal y de cada ratona se analizaron 3 rebanadas3 a lo largo de la extensión rostro-caudal 

del NSQ.  Para las muestras de cada organismo y cada punto temporal se obtuvo el promedio 

de células IR, el cual se representó con su respetivo error estándar. Además, se realizó un 

segundo análisis de densidad óptica mediante número de pixeles invertidos en el mismo óvalo 

definido previamente. El análisis estadístico fue mediante ANOVA de 2 vías con GraphPad® y 

un análisis de COSINOR4 mediante el programa Cosana ®.  

Finalmente, con Excel (Microsoft ® Office 365) se hizo un análisis de correlación de Pearson 

entre el promedio de las horas de la actividad correspondientes a los mismos horarios 

                                                           
1 Prueba paramétrica de estadística circular, empleada para evaluar diversos grupos y comprobar si la población de un 
conjunto de datos difiere significativamente de la uniformidad. 
2 Análisis cuyo propósito es saber que tan significativamente diferentes son las muestras entre ellas, la cual puede estar 
tanto en el ángulo promedio o en la varianza angular. 
3 En algunos casos sólo se contó con dos rebanadas debido al daño en la obtención del tejido. Sin embargo, el total de la 
muestra cuando fue el caso era de 6. 
4 Análisis de ajuste de curva por medio de mínimos cuadrados con el fin de determinar una aproximación cosenoidal a los 
datos. La función matemática para tal fin considera tiempo, acrofase, amplitud, frecuencia angular y mesor. 
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muestreados para el procedimiento de la IHQ para PER1, BMAL1 y ER, con el fin de observar 

algún tipo de relación entre el perfil diario de actividad y el de estas proteínas en el NSQ. 

 

4. RESULTADOS 
4.1. Cambios citológicos y en la concentración circulante de E2 en plasma a lo largo del 
ciclo estral en N. alstoni en LO 12:12 

Las hembras de N. alstoni, presentan una progresión de recambio en las células del epitelio 

vaginal similar al de otras especies de roedores empleadas en laboratorio. Durante el metaestro 

se da la presencia de células cornificadas, leucocitos y algunas células nucleadas (Fig. 10A); 

en el diestro se presentan principalmente leucocitos (Fig. 10B), mientras que en el proestro 

abundan las células nucleadas (Fig. 10C) y finalmente durante el estro predominan células 

epiteliales cornificadas (Fig. 10D). Así mismo, de las muestras de sangre colectadas en cada 

una de las etapas del ciclo estral (Fig. 10E), se obtuvo que durante el proestro existe la mayor 

concentración de E2 en plasma (116 ± 8.19 pg/mL), la cual decae significativamente en el estro 

(80 ± 10.72 pg/mL) y progresivamente vuelve a aumentar en metaestro (99.79 ± 1.37 pg/mL) y 

diestro (96.85 ± 8.19 pg/mL). 

 

Figura 10.Citología Vaginal y progresión del ciclo estral en N. alstoni. Fotografías que muestran la 
citología vaginal durante las etapas del ciclo estral, las células cornificadas y leucocitos prevalecen 
durante el metaestro (A), gran prevalencia de leucocitos (Le) ocurre en el diestro (B), las células 
nucleadas (Nu) se observan sólo durante el proestro (C) y células cornificadas (Co) en el estro (D). En 
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el plasma se presentó un pico de concentración de E2 durante el proestro (E), la cual decae 
abruptamente en el estro (promedio ± EE, * P < 0.05 ANOVA). 

 
 
4.2. La actividad locomotriz presenta cambios en la amplitud relacionados con la 
progresión del ciclo estral. 

Se analizó la regularidad de la progresión de las etapas del ciclo estral según el tipo celular 

obtenido mediante el frotis vaginal de 10 hembras intactas de N. alstoni y se comparó el valor 

del periodo durante 25 días seguidos, junto con el registro de actividad locomotriz sincronizado 

a ciclos LO 12:12. Es importante mencionar que ambos procedimientos se hicieron por 

separado para evitar las interferencias de la manipulación de las ratonas en el registro de 

actividad. En la gráfica 11A se observa que se completa un ciclo estral aproximadamente cada 

4-5 días, así como un cambio en la amplitud de la actividad con la misma regularidad (figura 

11B). En las hembras OVX la citología vaginal no presenta recambio y generalmente se observa 

la presencia de células cornificadas y leucocitos.  

 

 
Figura 11. El ciclo estral se refleja en la citología vaginal y en la amplitud diaria de actividad locomotriz 
en N. alstoni. La progresión del ciclo estral se presenta cada 4-5 días aproximadamente (A), N=células 
nucleadas, L= leucocitos y C= células cornificadas; En el perfil diario de actividad, también puede 
observarse un patrón de mayor actividad que ocurre cada 4-5 días (B).  

 

Debido a que se observó un patrón de actividad con una ocurrencia de 4-5 días en las 

hembras intactas, se analizaron los actogramas de hembras sham y OVX durante la fase de 

resincronización a LO 12:12 (fig. 12A) y se hizo un análisis de periodograma para detectar 

frecuencias infradianas semejantes al ciclo estral. El resultado se muestra en la Fig. 12B, en 

donde las hembras intactas presentan un ciclo infradiano con valor de 4.81 (± 0.18) días, las 
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hembras sham mantienen un valor similar de 4.9 (± 0.22) días; mientras que en las hembras 

OVX se pierde amplitud y el ciclo infradiano más cercano se reduce significativamente a 3.9 (± 

0.51) días (fig. 12C).  

 

 
Figura 12. Relación entre actividad locomotriz en LO 12:12 y periodos infradianos. En (A), se muestran 
actogramas de doble gráfico representativos de cada uno de los grupos, tanto en el grupo de las intactas 
como las del sham notan cambios en intensidad de actividad y/o adelantos de inicio de actividad, pero 
no en las OVX. En B se muestran los correspondientes perfiles del promedio diario de actividad y en (C) 
valores del periodo infradiano similar entre los grupos sham e intacto, diferente al de las OVX (*P < 0.02, 
**0.005 prueba T de student).    

 
4.3. La ovariectomía acorta  e incrementa el perfil diario de actividad   

Al inicio del protocolo de actividad todas las hembras fueron colocadas por al menos 15 

días en LO 12:12, después se dejaron en condiciones constantes de OO y a un grupo de 

hembras se les quitaron ambos ovarios (OVX), mientras que al otro sólo se le practicó la cirugía 

simulada (sham). Se les dio un tiempo de recuperación de al menos 10 días y se continuó con 

el protocolo de pulso de luz y cambio de fase. En la figura 13 se muestran dos actogramas 
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representativos de cada uno de los grupos experimentales, así como de los efectos de la OVX 

sobre el ritmo circadiano de la actividad locomotriz en oscilación libre espontánea. 

 

Figura 13. La ovariectomía cambia parámetros del ritmo circadiano de la actividad locomotriz en N. 
alstoni. Actogramas de hembras bajo condiciones de LO 12:12 y DD (zona sombreada); así como el 
efecto de la cirugía de OVX (a la derecha) y de sham (izquierda). Los puntos amarillos indican el 
momento en el cual se dieron los pulsos de luz en CT14 y CT22. 

 

De acuerdo con los análisis hechos durante la sincronización fótica, todas las hembras son 

más activas durante la escotofase, sin embargo, de acuerdo con el tratamiento se presentaron 

cambios que enseguida se describen. El análisis de estadística circular realizado para analizar 

la acrofase entre grupos mostró diferencias entre el grupo de las OVX con respecto a las 

intactas y sham (fig. 14A). Las hembras intactas presentaron su acrofase en el ZT17:07 (± 16:50 

- 17:25 h; r = 0.86) y las sham en ZT17:12 (± 16:58 – 17:27 h; r = 0.82), las OVX lo presentan 

antes, en el ZT16:48 (16:30 – 17:05 h; r = 0.82).  
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Después de la OVX, las hembras presentan un retraso significativo en  (fig. 14B) y 

comienzan su actividad 15.17 ± 7.1 min después del apagado de las luces con respecto a lo 

observado en las intactas del mismo grupo ( = -7 ± 5.3 min). No se observaron diferencias en 

el grupo de las sham antes y después de la cirugía ( = 1.85 ± 4.95 min vs. 12.27 ± 6.93 min).  

 

Figura 14. La ovariectomía tiene efectos en el inicio de actividad y la distribución de la acrofase. Las 
hembras OVX presentan antes su acrofase (A) de acuerdo con el análisis circular de Rayleigh 
(contrastada con Mardia- Watson, *P < 0.05). Después de la OVX (post-OVX) las ratonas inician su 
actividad 15 min después del apagado de las luces (B) (*P < 0.05). 

 

Cuando las ratonas fueron expuestas de nuevo a la sincronización fótica en LO 12:12, el 

perfil diario de actividad en promedios de cada hora (Fig. 15A) presenta diferencias entre las 

08:00 - 10:00 h (ZT14-16, indicado con el símbolo #) entre el grupo de las sham vs. Intactas, a 

las 16:00 h (ZT22) entre intactas y OVX y a las 21:00 h (ZT3) entre sham y OVX. Cuando la 

actividad se encuentra sincronizada, el cambio diario más evidente es un aumento de la 
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actividad en las ratonas OVX (76.7 ± 15.6 interrupciones /10 min) durante la escotofase (fig. 

15C derecha, intactas = 27.6 ± 4.15 y sham = 23.1 ± 5.3 interrupciones/ 10 min); mientras que 

durante la fotofase los cambios no son significativos (fig. 15C izquierda, intactas = 5.15 ± 0.9, 

sham = 8.7 ± 2.9 y OVX = 10.4 ± 2.2 interrupciones/10 min). Sin embargo, en el porcentaje total 

de actividad diaria analizada durante 10 días consecutivos, pudimos observar que las ratonas 

OVX incrementan su actividad significativamente en comparación con los otros grupos (fig. 15B, 

intactas = 100%, Sham = 99% y OVX = 130%). 

 

Figura 15. La ovariectomía aumenta la actividad locomotriz diaria en condiciones LO 12:12. En (A) se 
muestra el promedio cada hora de la amplitud diaria, durante 10 días consecutivos para cada grupo 
(n=10). Las ratonas sin ovarios (símbolos y barras oscuras) incrementan su actividad (# sham vs intacta, 
♠ intacta vs OVX y * sham vs OVX). En (B) se muestra el porcentaje total diario de actividad es mayor 
en las hembras OVX con respecto a las intactas (símbolos y barras blancas) y las sham (símbolos y 
barras grises). En (C) se muestra el promedio de interrupciones tanto en fotofase como en escotofase. 
Las diferencias específicas ocurren durante la escotofase (C, derecha) (*P < 0.05, ANOVA). 
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Los efectos ocasionados por la OVX sobre el ritmo circadiano de actividad locomotriz 

durante condiciones constantes de OO se presentan en la fig. 16A, cuyos actogramas muestran 

20 días del registro (16A) con su respetivo valor del periodo de  en cada ejemplo. En la figura 

16B se graficó el periodo, obtenido del promedio de 10 días antes de las cirugías y de 10 días 

después de un mes después de la recuperación. Las líneas unen a cada caso antes y después 

del tratamiento. Se puede apreciar la variabilidad entre los individuos y pese a ello en 9 de 10 

animales, la OVX acorta el , mientras que sólo en 4 de 10 con cirugía sham se presentó un 

acortamiento. El promedio de  en las hembras intactas es el mismo (pre-sham,  = 23.6 ± 0.12 

h y pre-ovx,  = 23.59 ± 0.1 h) y sólo en el grupo de las OVX el acortamiento es significativo, 

OVX  = 23.1 ± 0.1 h, y en las hembras sham no hay cambios  = 23.5 ± 0.16 h (figuras 16C). 

Además, se observó una reducción del porcentaje total de actividad diaria en las hembras OVX, 

con respecto a las intactas y sham (16D), siendo la reducción significativa de un 28%. 
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Figura 16. La ovariectomía acorta  y reduce la amplitud del ritmo circadiano de la actividad locomotriz 
en OO. En A se muestran actogramas de doble gráfico representativos de cada grupo con el 
acortamiento después de la OVX. En el grupo de las hembras OVX la mayoría presento un acortamiento 
(B, derecha), mientras que el de las sham menos de la mitad (B, izquierda). La ovariectomía reduce el 

promedio de  en libre curso (C, derecha) y reduce el total de la actividad (D), *P < 0. 05.  

 

  

4.4. La ovariectomía incrementa la magnitud del cambio de fase inducido por luz en el 
inicio de la noche subjetiva.  
Los actogramas representativos de la Figura 17 muestran el efecto del pulso de luz (1 h) 

aplicado al CT14 (zona de retraso) y al CT22 (zona de avance) entre hembras intactas, OVX y 

sham. La línea roja indica la tendencia de la fase del inicio de actividad en los días previos y 

posteriores al pulso de luz. La diferencia de fase generada por el estímulo fótico está 

representada para cada caso en la gráfica (17B). Durante el comienzo de su noche subjetiva, 

las hembras intactas presentan un retraso de fase de -43 ± 6.3 min y las sham de -54 ± 15 min, 

mientras que las OVX mostraron un incremento del -115 ± 24 min. El pulso fótico que se dio 

B

C

= 23.7

= 23.89

= 23.22

In
ta

c
ta

S
h

a
m

O
V

X

A

%
 t

o
t
a

l 
d

e
 a

c
t
iv

id
a

d

In ta c ta S ha m  O V X  

0

50

100
*

*D

p re -s h a m p o s t-s h a m  
2 2 .0

2 2 .5

2 3 .0

2 3 .5

2 4 .0

2 4 .5

p re -O V X p o s t-O V X  
2 2 .0

2 2 .5

2 3 .0

2 3 .5

2 4 .0

2 4 .5

p
e

r
io

d
o

 (
h

)


*

x
 

(h
)

p r e -s h a m p o s t-s h a m  p r e -O V X p o s t-O V X  
2 2 .5

2 3 .0

2 3 .5

2 4 .0

*

*



 

 
50 

 

durante el día subjetivo, en el CT22 no generó cambios entre los grupos, pues las hembras 

intactas presentaron en promedio un avance de fase de 37.08 ± 1 min, las sham de 52 ± 20 min 

y las OVX de 36 ± 14.5 min. 

 

Figura 17. La ovariectomía incrementa la magnitud del cambio de fase en el inicio de la noche subjetiva. 
Actogramas que muestran el efecto de un pulso de luz de 1h en CT14 (arriba) y CT22 (abajo) en ratonas 
intactas, OVX y sham (A). Nótese la magnitud del cambio de fase en CT14 en las hembras que no 
presentan ovarios (B), las medias (± EE, *P < 0.05, ANOVA). 

 

 

4.5. La ovariectomía cambia los perfiles diarios de expresión de las proteínas PER1, 

BMAL1 y ER en el NSQ de N. alstoni.  
Para evaluar los efectos de la OVX a nivel de cambios en la expresión de proteínas de reloj 

en el NSQ, se analizó el número de células inmunorreactivas (IR) para PER1 y BMAL1 en NSQ 

durante cinco puntos temporales a lo largo del día (n= 4 por punto). La figura 18A muestra el 

promedio de células IR para PER1 en el grupo sham, con mayor cantidad en ZT18 (468.22 ± 

77.5), mientras que el promedio más bajo fue en el ZT23 (182 ± 39.42). Existen diferencias 

significativas (ANOVA) entre los ZT4 y ZT18 y entre ZT18 y ZT23. Además, mediante el análisis 

de ajuste cosinor se probaron distintos periodos, encontrando que el periodo de 24 horas 
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presentó mayor porcentaje de ritmicidad (75.96%, P = 0.007) con acrofase en ZT15. Por 

otra parte, en la fig. 18B se muestra el promedio de células IR para BMAL1, en donde se 

observa un patrón con fase opuesta al de PER1, con los mismos puntos temporales en 

cuanto a mayor y menor promedio de células IR, pues en ZT18 hay un promedio de 564.75 

±82.88 células IR-BMAL1 y en ZT23 el promedio es de 366.22 ±13.11 sin diferencias 

significativas entre ningún punto temporal. En esta proteína, con el análisis de cosinor se 

obtuvo el mayor porcentaje de ritmicidad (74.75%, P = 0.009) para un periodo de 24 h en 

ZT12.     

En los mismos puntos temporales, en los NSQ de las hembras OVX se puede apreciar 

que el promedio de células IR-PER1 (fig. 18C) es mayor durante el ZT4 (352.14 ± 62.12) y 

menor durante el ZT18 (174.17 ± 35.21); pareciendo existir un adelanto en la acrofase de 

PER1 con respecto al grupo sham; sin embargo, con el ajuste de cosinor se obtuvo que el 

mayor porcentaje de ritmicidad (84.84%) fue para un periodo de 12h, con una acrofase en 

ZT2, lo que nos indica un ritmo bimodal, pues en ZT13 (328 ± 35.2) hubo un promedio 

elevado de células IR-PER1 similar al del ZT4. Mientras tanto, el promedio de células IR-

BMAL1 del grupo de hembras OVX fue mayor en el ZT9 (957 ± 46.3) y menor en durante el 

ZT13 (669.9 ± 48.7); en este caso, también parece haber un adelanto en la acrofase de 

BMAL1 con respecto al grupo sham. En ambos grupos, se puede apreciar que después de 

la acrofase de tal proteína, en el próximo punto temporal se presenta la batifase. Además, 

de acuerdo con el análisis estadístico, hubo diferencias significativas entre los puntos 

temporales ZT9 y ZT18 y entre los ZT9 y ZT23 en el promedio de células IR-BMAL1 en 

hembras OVX. Con el ajuste de cosinor se obtuvo el mayor porcentaje (62.76%, P = 0.0326) 

para el ritmo de 24 h con una acrofase en ZT5. 

En cuanto a la comparación entre grupos, se presentaron diferencias en PER1 en los 

puntos ZT9 y ZT18 (T de Student, P = 0.01); mientras que en BMAL1, las diferencias se 

presentaron en los ZT4, ZT9 (T de Student, P = 0.006) y ZT23 (T de Student, P = 0.0001). 
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Figura 18. Perfil diario del promedio de número de células IR para PER1 y BMAL1 en hembras OVX y 
sham; así mismo, se muestra el ajuste por cosinor (línea roja) para identificar un ritmo de 24 horas, el 
cual no se ajustó para PER1 en OVX (C). De acuerdo con el ajuste, en las hembras sham hay un pico 
en ZT15 (A), mientras que en BMAL1 es en ZT12 (B). En las hembras OVX, el pico de células IR-PER1 
ocurrió en dos ZT (C) y el de BMAL1 en ZT5, según el ajuste (D). Los promedios están representados 
con su error estándar y las diferencias fueron obtenidas mediante una ANOVA con post hoc de Tukey 
(*P < 0.02, **P < 0.001). Las letras indican las diferencias en los mismos puntos temporales de las 
mismas proteínas entre grupos (T de Student, P < 0.05) 

 

En la figura 19, se muestran una microfotografía representativa de cada uno de los puntos 

temporales de acuerdo con la proteína (PER1) y el grupo correspondiente. En ellas se puede 

ver que, la marca de IR fue más intensa en el grupo de las sham en comparación con las OVX. 

Además, es posible observar que, en algunos ZT, la marca IR se localiza en regiones 

específicas del NSQ.  
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Figura 19. Patrón de inmunoreactividad para PER1 en el NSQ de hembras N. alstoni. Microfotografías 
(10X) que muestran las IR-PER1 (puntos negros) en los diferentes ZT en hembras sham y OVX. En 
hembras OVX la expresión de PER1 no parece tener un ritmo diario y es menor la marca IR (QO= 
Quiasma Óptico, 3V= tercer Ventrículo). 

 

En la siguiente imagen (figura 20) se muestran las microfotografías capturadas de un 

NSQ durante los diferentes ZT para la IR de la proteína BMAL1 en las hembras sham y 

OVX, en las cuales se puede apreciar que en ZT9 existe mayor IR en las hembras sham, 

mientras que, de manera general, en las hembras sin ovarios hay mayor cantidad de células 

IR en comparación con los otros puntos temporales de las sham.    
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Figura 20. Patrón de Inmunoreactividad para BMAL1 en el NSQ de hembras N. alstoni. Microfotografías 
(10X) que muestran las IR-BMAL1 (puntos negros) en los diferentes ZT en hembras sham y OVX. En 
hembras OVX puede apreciarse que hay más IR de células para esta proteína (OQ= Quiasma Óptico, 
3V= tercer Ventrículo). 

 

Además, para poder comparar con la cuantificación de los ER, se analizó la IR en NSQ de 

acuerdo con número de pixeles blancos (densidad óptica) para la misma área que en el conteo 

de células para PER1 y BMAL1. La figura 19, muestra el promedio en cada punto temporal, así 

como su error estándar. El comportamiento del trazo del perfil diario de PER1 (figura 21, 

izquierda) es parecido entre el grupo de las hembras sham y OVX, sin embrago, de acuerdo 

con el ajuste de cosinor, la acrofase en sham se presentó en el ZT19 (periodo de 24 h con 85%, 

P = 0.001) y en las OVX en ZT3, pero ajustado a un periodo bimodal (periodo de 12 h con 

65.5%).  

El perfil diario para BMAL1 en las hembras sham (figura 21, derecha) presentó un periodo 

de 24 h (97% de ritmicidad, P = 0.000) con acrofase en ZT6, mientras que en el grupo de las 

OVX fue en ZT8 según el ajuste por cosinor, el cual detectó un ritmo de 12h con porcentaje de 

87%. 
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Figura 21. Perfiles diarios de PER1 y BMAL1 en hembras sham y OVX. En el perfil de PER1, las 
hembras sham (círculos grises), hay mayor cantidad de IR en promedio, mientras que en perfil de BMAL1 
existen unos ZT donde hay más IR en el grupo de las OVX (círculos negros). 

  

En cuanto al análisis de intensidad por medio de imágenes binarias (figura 22) para el 

ER, existen diferencias entre el ZT9 (3057.62 ± 102.01) y ZT13 (2359.46 ± 117.96) en el 

grupo de las hembras sham; mientras que el grupo de las OVX no lo hay. Además, en las 

sham, según el análisis por cosinor, el ritmo es bimodal, ya que el 76.03% de ritmicidad se 

presenta con valor de 12 h con acrofase en ZT7. El mismo análisis para los datos de las 

hembras OVX, presentó un ritmo de 24 h (60%, P = 0.040) con acrofase en ZT4. 

Por otra parte, en los ZT4 (sham = 2748.75 ± 182.32 vs OVX = 3291.47 ± 110.62) y 

ZT13 (sham = 2359.46 ± 102.01 vs OVX 3139.96 ± 135.32), hay diferencias entre las 

hembras sham y las OVX. 
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Figura 22. Perfiles diarios de ER en hembras sham (círculos grises) y OVX (círculos negros) de 
acuerdo con el número de pixeles. Se presentaron diferencias entre sham y OVX en ZT4 y ZT13 
(ANOVA, P = 0.05), mientras que en las hembras sham, además, hay diferencias entre los ZT9 y ZT13 
(T de student, P < 0.01) siendo los puntos temporales de más y menor IR del NSQ. 

 
La figura 23 muestra las fotografías representativas de cada ZT en un NSQ de la IR de 

células para el ER, en las cuales puede apreciarse que la localización del receptor parece 

estar principalmente en el citoplasma, motivo por el cual se prefirió emplear el método de 

intensidad para poder evaluar la IR.  

 

Figura 23. Patrón de Inmunoreactividad para ER en el NSQ de hembras N. alstoni. Microfotografías 

(10X) que muestran las IR-ER (puntos negros) en los diferentes ZT en hembras sham y OVX. En 
hembras sham puede apreciarse que hay más IR de para esta proteína (OQ= Quiasma Óptico, 3V= 
tercer Ventrículo). 
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En la tabla 1, se comparan los resultados obtenidos con los análisis empleados, tanto 

con ajuste de cosinor (derecha) como sin éste (izquierda). Cabe resaltar lo siguiente: en las 

hembras OVX, el máximo pico de PER1 ocurre alrededor del ZT4 con ambos métodos; 

mientras que, en las hembras sham, el ajuste por cosinor para el conteo manual muestra 

que el ZT de la acrofase es diferente, sin embargo, el mayor pico de PER1 se presentó 

durante la mitad de la escotofase, y en las OVX se ocurrió durante la fotofase y con un 

periodo bimodal (12 h). Para la proteína BMAL1, el conteo manual muestra una constancia 

entre métodos y ajuste en el grupo de las hembras OVX, presentándose alrededor del ZT9, 

lo cual no ocurre en el grupo de las sham, Finalmente, el ER presentó un pico en ZT9 en 

las hembras sham, mientras que en las OVX fue en ZT4, además de que, fue la única 

proteína que presentó un ajuste de 12 h en este mismo grupo de hembras. 

 

 
Tabla 1. Comparación de máximo y mínimo promedio de células IR mediante conteo celular (manual) e 

intensidad (tabla izquierda) en hembras sham y OVX para las proteínas analizadas, y de acrofase 

ajustada por cosinor en PER1, BMAL1 y ER entre ambos grupos (tabla derecha). Nótese que en las 

OVX PER y BMAL ajustaron a un periodo de 12 h, mientras que esto sólo se presentó en las sham para 

ER 

 

Con base en las consistencias de los análisis, en la figura 24 pueden observarse las 

acrofases para todas las proteínas analizadas en hembras sham (círculos claros) y en las 

OVX (círculos oscuros). La máxima expresión de PER1 ocurrió durante el inicio de la mitad 

de la fotofase en las hembras sham, mientras que en las OVX se presentó tiempo después 

del encendido de las luces; tanto en las hembras sham como en las OVX, la acrofase de 

BMAL1 se presentó antes del apagado de las luces. Además, el ER, presentó una acrofase 

en la segunda mitad de la fotofase en las hembras sham y en las OVX durante la primera 

mitad de la fotofase. 

sham Ajuste OVX Ajuste

PER1 manual ZT14 24 h ZT2 12 h

intesidad ZT19 24 h ZT3 12h

BMAL1 manual ZT12 24 h ZT5 24 h

intensidad ZT 6 24 h ZT8 12 h

ER intensidad ZT7 12 h ZT4 24 h

máximo mínimo

sham OVX sham OVX

PER1 manual ZT18 ZT4 ZT23 ZT18

intensidad ZT18 ZT4 ZT9 ZT9

BMAL1 manual ZT18 ZT9 ZT23 ZT13

intensidad ZT9 ZT9 ZT18 ZT13

ER intensidad ZT9 ZT4 ZT13 ZT18
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Figura 24. Acrofases de PER1, BMAL1 y ER en N. alstoni. De acuerdo con los ZT evaluados para 

PER1, BMAL1 y ER en hembras sham (círculos grises) y OVX (círculos negros), nótese que PER1 en 
sham ocurre durante la escotofase (zona con sombreado gris), mientras que el resto de las acrofases 
analizadas se presentaron durante la fotofase (zona blanca).  

 

4.6 La ovariectomía cambia la dirección de la relación entre las proteínas del reloj con el 
perfil diario de actividad. 

     Se tomaron los promedios correspondientes a las mismas horas del perfil monitoreados 

para la técnica de IHQ de los perfiles en LO 12:12 del grupo sham (tabla 2, izquierda) y el 

grupo OVX (tabla 2, derecha) para calcular el coeficiente de correlación.  

 

Tabla 2. Valores del factor de correlación de Pearson en el grupo de hembras sham y OVX, entre el 

promedio de la actividad locomotriz y el promedio de la intensidad del marcaje IR en PER1, BMAL1 y 

el ER. 

     

En el grupo de las hembras sham, hay una correlación positiva con PER1 (r = 0.787), 

mientras que esta relación lineal, prácticamente se pierde en las hembras OVX (r = -0.121). Por 

otra parte, cuando hay un aumento de actividad, existe una disminución en la intensidad de IR 

para BMAL1 (r = -0.942), lo que a su vez muestra una fuerte relación negativa de BMAL1 con 

PER1 (r = -0.948); mientras que, en el grupo de las hembras OVX, hay una relación negativa 

moderada de la actividad locomotriz con BMAL1 (r = -0.588) y con PER1 casi se pierde (r = -

ZT24              ZT6                ZT12              ZT18

PER1

BMAL1

ER

Actividad PER1 BMAL1

Actividad 1

PER1 0.787 1

BMAL1 -0.998 -0.745 1

ER -0.942 -0.948 0.919

Sham

Actividad PER1 BMAL1

Actividad 1

PER1 -0.121 1

BMAL1 -0.588 -0.368 1

ER -0.652 0.227 -0.165

OVX
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0.121). Finalmente, en el grupo de las hembras sham existe una fuerte relación positiva entre 

BMAL1 y ER (r = 0.919), la cual prácticamente se pierde en el grupo de las hembras OVX (r = 

-0.165). Además, la relación del ER con PER1 se torna positiva pero débil (r = 0.227) durante 

la OVX. 

 

4.7 El BE incrementa la IR-BMAL1 en el NSQ de hembras OVX durante el ZT3. 
Debido a que un objetivo fue conocer el efecto de la aplicación aguda de estradiol 

exógeno en hembras OVX, se decidió aplicar una sola dosis de 50g de BE2 durante la 

escotofase, para ver si existía efecto sobre la expresión de proteínas de reloj durante la 

fotofase, puesto que es aquí donde hay mayor cantidad de PER1, BMAL1 y ER, de 

acuerdo con los resultados del punto 4.5 de esta sección. 

Después de la inyección de BE o vehículo en ZT16 y posterior perfusión 9 horas 

después (ZT3), se presentó un incremento en PER1. Por otra parte, en la expresión de 

BMAL1 hubo aumento significativo en las hembras OVX en comparación con las sham y el 

vehículo (figura 25). Las hembras del grupo sham en diestro tuvieron un promedio de 199.8 

± 51.17 células IR-PER1 en el ZT4, después de administrarse vehículo en hembras OVX, 

el incremento fue de 697.08 ± 42.75 y de 755.5 ± 60.17 con BE. Por otra parte, el promedio 

de células IR-BMAL1 fue de 444.33 ± 106.2 en hembras del grupo sham y con la 

administración de vehículo fue de 574.75 ± 44.42, mientras que con la administración de 

BE incrementó el promedio de células IR a 867.18 ± 57.35. 
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Figura 25. Efecto de la inyección de BE o vehículo sobre las IR-PER e IR-BMAL en el NSQ de hembras 
OVX. Promedio de células IR-PER1 (lado izquierdo) y BMAL1 (lado derecho) en hembras sham en fase 
de diestro (barras grises claro), inyección de vehículo en OVX (barras grises punteadas) y de BE (barras 
negras puntadas), perfundidas en ZT3 (ANOVA, P= **0.001, ***0.0001). Para cada condición se 
muestran una microfotografía (10X) representativa (debajo de cada barra). 

 
 
5. DISCUSIÓN 

En mamíferos existe relación entre la regulación del sistema circadiano con la del sistema 

reproductivo de las hembras, por lo que un abordaje para comprender mejor este mecanismo 

es estudiar dicha relación entre diversas especies que, si bien comparten generalidades, 

también presentan algunas particularidades. Las hembras de N. alstoni presentaron una 

progresión del recambio en las células del epitelio vaginal que está asociado con los cambios 

en la concentración de E2 durante el ciclo estral (figura 10); tales cambios no se encontraron 

en el grupo de las ratonas OVX, inclusive en algunos organismos se llegó a dar un cierre parcial 

o total de la apertura vaginal, y en aquellas ratonas donde no ocurrió ese fenómeno no se 

observó una progresión en las células del epitelio vaginal, pues sólo se encontraron en una 

mayor proporción leucocitos y algunas células cornificadas sin presencia de células nucleadas, 

lo que es consistente con la pérdida de un ciclo estral endocrino por la ausencia de los ovarios 

y con que, en las ratonas OVX, los niveles de E2 no fueron detectables. Se sabe que la OVX 

en ratas recién nacidas retrasa el inicio de la apertura vaginal y el diámetro se reduce en 
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comparación con aquellas ratas intactas o con cirugía sham (Gitlin, 1974); este último 

fenómeno es similar al obtenido en las hembras adultas de N. alstoni. Además, nuestros 

resultado también son congruentes con otro estudio en el que, después de 60 días de 

realizar la OVX, los niveles de progesterona y estradiol disminuyen, mientras que los de 

testosterona aumentan y la citología vaginal permanece en diestro (Alagwu & Nneli, 2005).  

Por otra parte, la concentración de E2 durante el ciclo estral es similar al de la rata (Wise 

& Ratner, 1980), pues N. alstoni también presentó la mayor concentración durante el 

proestro (Herbison, 2006), lo que comprueba que el papel del estrógeno es fundamental 

para la progresión del ciclo estral en esta especie. En un protocolo donde las ratas son 

OVX, se logró la liberación diaria de la LH, bajo tratamiento de E2 (Christian et al., 2005), 

también se ha observado que la progesterona puede producirse, pero sólo si previamente 

hay tratamiento de E2 (Bronson & Vom Saal, 1979), con estas evidencias se demuestra la 

importancia del estradiol en la regulación del eje neuroendocrino HHO. 

La prevalencia del ritmo en el ciclo estral se evaluó de acuerdo con la aparición de los 

tres diferentes tipos de células y su progresión, de tal forma que fue posible observar una 

regularidad (figura 10A). Se ha descrito que, la capacidad de acoplamiento del NSQ se 

pierde durante la vejez, y que esta condición también genera la pérdida del scalloping junto 

con la pérdida de ritmicidad en el ciclo estral (Takasu et al., 2015), condición que pudo 

ocurrir en el presente estudio al extirpar los ovarios, pues se ha propuesto que el E2 podría 

participar en el acoplamiento celular del NSQ vía aumento de uniones gap (Shinohara et al., 

2000).  

Existe una correlación en la progresión del recambio celular del epitelio vaginal con 

picos de activad (figura 11), tales cambios se han asociado a la influencia del ciclo estral 

sobre la organización circadiana de hámsteres y ratas, en los cuales se presentaron 

alteraciones en la amplitud y  de la actividad durante la sincronización (Albers, 1981; 

Anantharaman-Barr & Decombaz, 1989), dichas variaciones han sido definidas como 

scalloping (Morin et al., 1977) y se caracterizan por presentar un adelanto en el inicio de 

actividad durante el proestro, así como un incremento (Wollnik & Turek, 1988; Kent et al., 

1991; Labyak & Lee, 1995). En las hembras de N. alstoni intactas fue posible observar un 

incremento de actividad que se presenta aproximadamente cada 4-5 días (figura 11B y 12).  
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Para evitar las perturbaciones durante los registros de actividad, éstos se realizaron en 

condiciones sin intervención para cada uno de los grupos de hembras (intactas, sham y 

OVX) y posteriormente, los frotis se hicieron fuera de registro, por lo que se asume que el 

ciclo estral tiene relación con el scalloping de los parámetros de la actividad analizada, tanto 

en hembras intactas como sham, pero no así en el grupo de las OVX (figura 12A). El scalloping 

o “ribeteo” de la actividad locomotriz consiste en un incremento de amplitud promedio cada 4-5 

días (Figura 12B, 12C y 12D) y que se perdió en las hembras OVX. Diversos estudios han 

documentado que durante el día del ciclo estral en el que se presenta el pico de estradiol, 

también hay un aumento de actividad (Kent et al., 1991; Labyak & Lee, 1995; Ogawa et al., 

2003), por lo que la pérdida del aumento cíclico en la actividad de las hembras OVX, puede 

deberse a la ausencia de E2; sin embargo, se ha propuesto que la progesterona podría 

mantener algún tipo de control rítmico sobre la actividad, ya que puede potenciar o disminuir los 

efectos del E2 (Rodier & Segal, 1977). La progesterona puede afectar en algún intervalo 

temporal de favorecimiento del estradiol, el cual es requerido para la inducción de cambios 

dependientes de estrógenos en la periodicidad circadiana (Albers et al., 1981).  

Otra característica del scalloping se refiere a un adelanto de fase del inicio de actividad, en 

el presente estudio, las hembras intactas y las sham presentaron un inicio de actividad variable, 

consistente con una menor estabilidad en su acrofase y una  positiva, mientras que en el 

grupo de las OVX se presentó un retraso de , la acrofase se presentó antes y con mayor 

estabilidad (figura 14A y B). En ratones, se ha descrito que la variabilidad en el inicio de la 

actividad en las hembras está asociada con la etapa del ciclo estral (Kuljis et al., 2013), así 

como en las hembras de hámster (Morin et al., 1977) y en ratas (Albers et al., 1981; Wollnik & 

Turek, 1988); sugiriéndose que este fenómeno es mediado por los cambios en la expresión del 

ER (Blattner & Mahoney, 2014; Royston et al., 2014). El inicio de actividad se adelanta cuando 

ocurre la ovulación, momento en el que la concentración de E2 es mayor; por lo anterior, es 

consistente que, en nuestros resultados, los bajos niveles de E2 en las ratonas OVX puedan 

relacionarse con un retraso en el inicio de actividad (figura 14B) y una coordinación absoluta. 

Los cambios en la acrofase en el perfil diario de actividad en condiciones de LO 12:12 

también presentaron diferencias significativas entre grupos (figura 15A), así como en la cantidad 

total de actividad (figura 15B) y en particular durante la escotofase (figura 15C), pues las 

hembras OVX se mueven más durante la noche. Esta respuesta es contraria a la descrita en 
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ratas, en las cuales la actividad se reduce después de la OVX (Ahdieh & Wade, 1982). 

Estudios con ratones KO de ER presentan incremento de actividad en comparación con 

los WT, este resultado fue observado mediante la evaluación de la actividad en campo 

abierto, mientras que en rueda, la actividad presenta tendencia a aumentar sólo hasta el 

noveno día de registro; sin embargo, cuando los ratones (ambos sexos) son REKO se 

elimina por completo el aumento de la actividad que era inducible por estrógenos (Ogawa 

et al., 2003). No obstante, se ha observado que el tratamiento con estradiol consolida la 

actividad en rueda durante la escotofase (Ogawa et al., 2003; Blattner & Mahoney, 2013). 

En las hembras N. alstoni OVX este efecto se notó sin tratamiento de E2, lo cual puede 

deberse posiblemente a que el efecto de la OVX fue evaluado entre 50-60 días después de 

la cirugía y que no se empleó rueda de actividad.  

El consumo de alimento también fluctúa de acuerdo con el ciclo estral y presenta una 

disminución durante las fases donde hay mayor concentración de estrógeno (Czaja & Goy, 

1975; Blaustein & Wade, 1976). Aunque no fue un objetivo de este trabajo, se notó que la 

OVX causa aumento de peso y mayor consumo de alimento, lo que concuerda con datos 

reportados por otros autores (Roy & Wade, 1977; Asarian & Geary, 2002). Una 

interpretación es que, el aumento nocturno de actividad en las hembras OVX se asocia con 

mayor respuesta de recompensa de búsqueda y consumo de alimento durante la noche 

(Richard et al., 2017). 

Los cambios en la concentración circulante de las hormonas ováricas a lo largo del ciclo 

estral están asociados con cambios en el periodo, amplitud e inicio de la actividad diaria 

(Albers, 1981; Anantharaman-Barr & Decombaz, 1989; Gentry & Wade, 1976), en este 

estudio se observó que en  condiciones constantes de oscuridad la actividad disminuyó en 

el grupo de las hembras OVX (figura 16D) y se acortó significativamente  (figura 16A, B y 

C), lo cual nos sugiere que el estradiol tiene un papel directo o indirecto,  tanto en la 

modulación del asa molecular del reloj como en la sincronización fótica. En la mayoría de 

las especies estudiadas hasta el momento, se ha descrito que la OVX alarga  y el 

tratamiento con estradiol exógeno lo acorta (Morin et al., 1977; Mahoney et al., 2011). El 

efecto observado en N. alstoni también puede deberse a que el estudio se realizó sin el uso 

de rueda de actividad, pues se sabe que este medio induce  cambios conductuales que 

también se pueden reflejar a nivel molecular del sistema circadiano (Reebs & Mrosovsky, 
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1989; Ruiz De Elvira et al., 1992; Eckel et al., 2000), además de funcionar como un motivador 

en el sistema de recompensa (Novak et al., 2012). 

      Para poder conocer el efecto sincronizador de un evento cíclico sobre un ritmo circadiano, 

se usó el análisis de respuesta de fase, el cual nos permiten medir el efecto que ejercen los 

pulsos de luz sobre la fase del ritmo en oscilación espontánea. En este estudio, sólo se 

emplearon la zona de retraso máxima (CT14) y de máximo avance (CT22) de la especie 

(Miranda-Anaya et al., 2016) para averiguar sobre los efectos que la OVX tiene en la 

fotosensibilidad en N. alstoni. La diferencia se notó en la zona de retraso (CT14), con un 

aumento en la magnitud del cambio de fase; mientras que no se observó efecto al final de la 

noche subjetiva (figura 17). Se ha descrito que en ratonas REKO y NERKI del mismo receptor 

(receptores que presentan una deficiencia que los hace incapaces de responder por la vía de 

señalización clásica), el incremento de la amplitud del cambio de fase lo presentaron en CT22 

(Blattner & Mahoney, 2013). Nuestros resultados, apoyan la idea de que los estrógenos son 

requeridos para la integración de la respuesta de cambios de fase inducidos por luz. 

    Cuando un oscilador endógeno se sincroniza a un ciclo ambiental (T) el periodo endógeno 

del ritmo () debe realizar ajustes diarios de fase para llevar a cabo una sincronización estable 

de tal forma que T =  -, por lo que si  < 24 h el ritmo circadiano necesita realizar retrasos 

diarios para sincronizarse a T = 24 h, mientras que, si  > 24 h, el ritmo debe ejecutar avances 

diarios para ajustarse a 24 h (Floessner & Hut, 2017). Las hembras OVX coinciden con esta 

relación, pues al presentar  < 24 h (figura 15) son más sensibles a la respuesta del estímulo 

de luz en la zona de retrasos (figura 17). 

    Aunque está ampliamente documentada la expresión circadiana de genes de reloj en el NSQ 

(Bae et al., 2001) en diversos roedores, la mayoría de estos estudios han sido realizados en 

machos; aún menos documentado es la expresión de las proteínas a nivel del NSQ en roedores 

hembras. De acuerdo con los resultados obtenidos mediante el promedio del conteo celular, en 

las hembras sham, pudimos apreciar el comportamiento en antifase de PER1 y BMAL1 (figura 

18A y B), observando que, el mayor promedio de células IR-PER1 ocurrió en ZT18, mientras 

que en roedores machos ocurre en CT14 (Hamada et al., 2001; Yan & Silver, 2004) y en ratas 

diurnas (Arvicanthis niloticus) en ZT14 con un rápido decaimiento en ZT18 (Ramanathan et al., 

2008). En otro estudio donde cuantificaron la IR-PER2 en NSQ durante las cuatro etapas del 

ciclo estral, éste alcanzó su máxima expresión en ZT13 (Perrin et al., 2006); sin embargo, 
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estudios en ratones Per1-Luc mostraron cambios en la acrofase de acuerdo con la etapa del 

ciclo estral (Murphy et al., 2013). Por otra parte, se ha comprobado que no existen diferencias 

en las fases del ritmo diario de mRNA de Per1 y Per2 a nivel del NSQ de machos y hembras, 

aunque en otras regiones cerebrales las hembras presentaron acrofases diferentes a las de los 

machos (Chun et al., 2015).  

    El perfil diario de las proteínas en el NSQ de las hembras sham en diestro y OVX presentó 

diferencias importantes (figura 18 C), el perfil de PER1 en las OVX tuvo un ritmo bimodal y 

menor cantidad de células IR (figura 19). Se ha observado que en ratas, la OVX genera efectos 

en el ritmo diario de PER2 en el NSQ, prolongando el pico máximo desde ZT13 a ZT19 (Perrin 

et al., 2006). En las hembras de N. alstoni OVX observamos un segundo pico en el número de 

células IR-PER1 en ZT13 (figura 18 C). Por su parte, BMAL1 cambió de acrofase y tuvo un 

aumento en el promedio del número de células IR (figura 18 D). Se sabe que la acrofase y 

amplitud de BMAL1 cambia en ratas no cíclicas en regiones cerebrales, aunque en el NSQ los 

cambios no son significativos (Chun et al., 2015).    

      Los efectos de la OVX sobre el perfil de las proteínas PER1 y BMAL1 en el NSQ, pueden 

explicarse por la acción de los estrógenos. El posible mecanismo que interactúa con los efectos 

de las hormonas ováricas sobre las respuestas del sistema circadiano, se debe a la presencia 

de los ER en el NSQ, ya que hay evidencia de su expresión en esta área cerebral (Shughrue 

et al., 1997; Mitra et al., 2003; Vida et al., 2008, y el presente estudio). Entonces, el mecanismo 

estaría llevando a cabo la coordinación temporal de dos fenómenos interconectados, el ciclo 

estral (ovárico), el cual genera fluctuaciones hormonales de manera infradiana y, el ritmo 

circadiano del NSQ que, a su vez interactuaría con los osciladores periféricos, entre los cuales 

se encuentra el ovario (Juárez-Tapia & Miranda-Anaya, 2016), en cuya glándula se ha descrito 

que existe ritmicidad de los genes del reloj (Fahrenkrug et al., 2006; Karman & Tischkau, 2006; 

He et al., 2007) y que requiere de la liberación de gonadotropinas para que sean expresados 

rítmicamente (Karman & Tischkau, 2006; Gräs et al., 2012).  

    Se ha documentado que los ER cambian en el área preóptica de acuerdo con la etapa del 

ciclo estral, cuando se comienza a elevar el estradiol (en el metaestro), se presenta un 

incremento de  los ER y progresivamente van disminuyendo hasta el estro (Zhou et al., 1995). 

En el núcleo del tracto solitario, también se han observado variaciones en el ER con niveles 

altos durante el estro y bajos en metaestro, así como niveles bajos en las ratas OVX (Spary 
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et al., 2010). En las hembras sham de N. alstoni observamos un ritmo bimodal del ER en el 

NSQ, el cual presentó un ajuste a 24 horas en las hembras OVX (figura 22). 

    Por otra parte, no se tiene claridad si la expresión del ER está regulada por el propio 

estrógeno a nivel del NSQ. Se sabe que en rata, la OVX incrementa su expresión y el 

tratamiento con E2 la disminuye ligeramente (Shima et al., 2003). Nuestros resultados muestran 

que, las hembras OVX, presentaron un incremento de células IR-ER en dos puntos temporales 

respecto a las hembras sham (figura 22). Así mismo, en el NSQ de ratas, se ha detectado que 

hay niveles bajos del mRNA de ER, que se expresaron en un ritmo diario y con un pico máximo 

durante el encendido de las luces (Wilson et al., 2002). En las ratonas de N. alstoni, el marcaje 

IR-ER en el NSQ fue difuso (figura 23), lo cual es congruente con algunos reportes, en donde 

se ha visto que la señal en el NSQ es débil (Mitra et al., 2003). Otra causa de nuestros 

resultados, puede deberse a las diferentes regiones celulares de localización del receptor  pues 

éste podría estar presente a nivel de citoplasmático,  nuclear o membranal(Nadal et al., 2001); 

ya que el anticuerpo empleado (sc-8974) no específica cuando el reconocimiento del epítopo 

(H-150) es exclusivo de si el ER se encuentra libre o unido. Por otra parte, la comparación de 

los patrones de expresión de los ER en rata, ratón, mono y humano, indican que los datos no 

deben ser extrapolados de una especie a otra (Mitra et al., 2003).  

     En estudios hechos con ratones ERKO, se ha concluido que el ER regula la magnitud de 

la actividad inducida por estradiol (Ogawa et al., 2003; Royston et al., 2014), mientras que el 

ER controla la fase y la distribución temporal de la actividad (Royston et al., 2014). Con base 

en nuestros resultados, podemos decir que en las hembras OVX se presentaron cambios de 

fase y de distribución en el perfil diario de actividad (figuras 14 y 15) que podrían ser 

consecuencia de la mayor expresión de ER en NSQ; además, se sabe que la activación del 

ER por el E2, atenúa la respuesta del cambio de fase en ZT16 (Royston et al., 2014), idea que 

se comprueba en nuestros resultados, pues la OVX aumenta la expresión de ER y eso podría 

estar contribuyendo a una mayor magnitud en la respuesta de fase en ZT14 en N. alstoni.  

     El análisis de correlación (tabla 2) demuestra que en las hembras sham existe una fuerte 

relación negativa entre PER1 y BMAL1, lo cual apoya la cualidad de la expresión en antifase 

generada por las asas de transcripción/inhibición en el reloj biológico (Oishi et al., 1998b); 

además, existe una relación positiva de la expresión de PER1 con la actividad locomotriz, 

mientras que hay una fuerte relación positiva del y del ER con BMAL1, por lo que ésta es 
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negativa con respecto a PER1, tal relación también ha sido observada en células cancerígenas 

de colon (Mostafaie, et al., 2009). En el grupo de las hembras OVX, prácticamente se pierde la 

relación entre BMAL1 y el ER (r= -0.165), lo cual es congruente con el modelo de ratones KO 

en BMAL1, en donde se suprime la oscilación de ER (Cai et al., 2008) 

    Con respecto a las acrofases de las proteínas del reloj circadiano analizadas en el NSQ, 

podemos decir que presentaron una relación de fase con respecto a la del ER, particularmente 

con BMAL1, y esta relación se modifica por la OVX (figura 24). Se sabe que el ER, pero no el 

ER, está controlado por las proteínas del reloj molecular, ya que presenta oscilaciones rítmicas 

en diversos tejidos periféricos; por ejemplo, en el pulmón de ratón se ha observado que la mayor 

expresión del mARN de Per1 y de ER se presenta en el mismo punto temporal y se pierde 

cuando el ratón es KO de la proteína BMAL1 (Cai et al., 2008), lo cual también es apoyado por 

el análisis de correlación (tabla 2, derecha) en donde la relación prácticamente se pierde en 

comparación con las hembras sham. Por otra parte, se ha descrito que en células cancerígenas 

de mama, el ER incrementó la expresión de Clock (Xiao et al., 2014) 

     Las proteínas CLOCK y BMAL1 son los factores transcripcionales que se unen a la región 

promotora E-box de los genes Per  y Cry para activar su transcripción, cuando PER y CRY 

forman dímeros, estos translocan al interior del núcleo e inhiben la actividad de CLOCK/BMAL1 

(Partch et al., 2014). Cualquier cambio en la cantidad de alguno de los elementos positivos 

tendrá un impacto sobre los elementos negativos y viceversa. En las hembras OVX de N. 

alstoni, puede apreciarse una ligera disminución de PER1, lo que podría ser la explicación del 

porqué también observamos un aumento en BMAL1, pues al no existir suficiente cantidad de 

PER1, no se forman dímeros PER/CRY que inhiban la actividad de CLOCK/BMAL y por ello 

también podemos obtener un aumento en BMAL1, así como en ER, pues éste también posee 

la región promotora E box (Cai et al., 2008). 

    Con la hipótesis propuesta en el presente trabajo y de acuerdo con los efectos obtenidos de 

la OVX sobre la actividad locomotriz y de las proteínas analizadas en el NSQ, se resumen los 

resultados en el siguiente esquema (figura 26), en donde se propone que el efecto de la 

ausencia de ovarios sobre el NSQ es a nivel de acoplamiento (Shinohara et al., 2001), de tal 

forma que el efecto se da por un aumento en los ER (figura 22), lo que conlleva a un aumento 

en BMAL1 (figura 16D) que en consecuencia, afectará la regulación de PER1 (figura 18B). Estos 

cambios en BMAL1 pueden estar impactando en la conducta de actividad locomotriz 
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disminuyendo el  (figura 16 C) y modificando la  (figura 14) y el perfil diario de actividad (figura 

15A), pues el aumento en alguna de las proteínas de las asas principales del reloj molecular, 

pueden acelerar la dinámica de éstas. Por lo tanto, en esta tesis se propone que la relación 

entre la regulación del estrógeno con los elementos que constituyen al reloj molecular es 

bidireccional, pues los ER pueden ser tantos genes controlados por el reloj (CCG) como factores 

de transcripción y promover expresión de alguno de los genes principales que constituyen al 

reloj. 

 

Figura 26. Modelo propuesto de acuerdo con los resultados obtenidos sobre los efectos de la OVX. La 
ausencia de estrógenos podría estas generando desacoplamiento entre las neuronas del NSQ, lo cual 

podría tener efecto a nivel de la sincronización. Dentro de la maquinara del reloj molecular, el ER puede 
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activarse tanto por la OVX; así como por los dímeros de CLOCK/BMAL1, al ser un CCG. Finalmente, 
este incremento en una parte del asa del reloj estaría teniendo efectos a nivel de la duración del periodo, 
así como en mecanismos de respuesta a la luz. 
     

Respecto a los efectos del estradiol sobre la maquinaria del reloj molecular, los estudios 

realizados hasta el momento presentan diferencias de acuerdo con la estructura analizada, la 

técnica empleada, cómo se administró el estradiol y la dosis. En ratas OVX, se ha descrito que 

en el NSQ, una inyección de 20g de 17-estradiol, aumentó la expresión de mRNA de Cry2  

24 h después de la aplicación (Nakamura et al., 2001); mientras que, cuando se utilizaron 

implantes subcutáneos de 17-estradiol se indujo un cambio de fase de Per2 en el NSQ 

(Nakamura et al., 2005). Por otra parte, dosis de 10nM y 10M de 17b-estradiol en un estudio 

in vitro con células del NSQ de ratonas knockin de PER2:LUC, no generaron efectos sobre la 

expresión de PER2 (Nakamura et al., 2008); aunque en otro estudio con la misma técnica, pero 

con ratonas knockin de  per1-luc, se describió que hay cambios de fase durante las diferentes 

etapas del ciclo estral a nivel del NSQ, por lo que se propuso que los cambios hormonales 

modifican el ritmo de per1 (Murphy et al., 2013). En el presente estudio, administramos una sola 

dosis suprafisiológica (50g) de BE en ZT16 y observamos el efecto en ZT3, esta dosis se eligió 

debido a que se ha demostrado que en rata, es suficiente para inducir durante 4 días el pico 

diario de LH  (Legan et al., 1975) y es capaz de aumentar la concentración de E2 después de 

2 horas de su aplicación en hembras OVX de N. alstoni (Anexo III).  

    Para que las alteraciones en la expresión génica tengan un significado funcional, deben 

traducirse en cambios en la proteína. Cuando analizamos la IR-PER1 en ZT3, obtuvimos que 

la diferencia fue significativa entre las hembras sham del protocolo de actividad en comparación 

con las OVX a las que se les administró tanto vehículo como BE. Esto pude deberse a que, en 

las hembras OVX, en ZT4 es cuando se presentó un mayor promedio de numero de células IR 

(figura 18C) para esta proteína; mientras que en las hembras sham en este mismo punto, 

presentó menor promedio de células IR-PER1 (figura 18A), debido a ello, suponemos que no 

hubo efecto del BE de estradiol en PER1, porque cuantificamos en un punto temporal en donde 

la propia condición de OVX ya generaba un aumento de esta proteína. Los niveles de RNA de 

mPer1 y mPer2 exhiben ritmos circadianos a nivel del NSQ e incrementan a consecuencia de 

la exposición de la luz durante la noche subjetiva pero no durante el día subjetivo (Albrecht 

et al., 1997; Shearman et al., 1997; Shigeyoshi et al., 1997). Por otra parte, aunque mPer3 
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también presenta un ritmo circadiano, sus niveles de RNA no tienen ninguna respuesta ante 

pulsos de luz (Zylka et al., 1998). A nivel del NSQ, la información fótica produce un incremento 

en los factores de transcripción c-fos, egr-1 y pCREB  (Aronin et al., 1990; Guido et al., 1999; 

Gau et al., 2002), así mismo, el E2 incrementa el número de células IR para pCREB cuando el 

pulso fótico se administra en CT22 (Abizaid et al., 2004) que a su vez, es un elemento requerido 

para la activación de PER1 cuando éste es inducido por la luz (Tischkau et al., 2003). Sin 

embargo, en el presente estudio se administró el BE a la mitad de la noche (ZT16), y el efecto 

se observó durante la fotofase (ZT3), lo que apoya la idea de que el efecto del BE 

probablemente se sobrepuso con el de la fotoinducción de PER1. 

      La administración de BE sobre el número de IR-BMAL1 incrementó significativamente con 

respecto al vehículo y las hembras sham (figura 25), el mecanismo por el cual el BE alteró 

BMAL1 puede deberse a que se inyectó en un punto temporal previo a su incrementó en las 

hembras OVX y que tiene un menor promedio de células IR-BMAL1 (figuras 18D), de tal forma 

que probablemente el BE, activa a los ER generando su unión en el sitio promotor ERE de Per2 

(Gery et al., 2007), mientras que Per2 puede modular a Bmal1 cuando se complementa con 

receptores nucleares, como los ROR o PPAR (Schmutz et al., 2009). 

    Se sabe que los cambios en las concentraciones hormonales producto del ciclo ovárico 

afectan la densidad sináptica en regiones cerebrales como el hipocampo (Woolley & McEwen, 

1992). El estradiol no sólo tiene efectos sobre los elementos de la maquinaria del reloj 

molecular, se sabe que también incrementa la expresión de conexina 46 en el NSQ, por lo que 

podría estar actuando como un modulador del  acoplamiento entre las células que constituyen 

al marcapasos maestro vía incremento de uniones estrechas (gap junctions), cuya función es 

mediar la comunicación eléctrica celular (Shinohara et al., 2000, 2001). Cuando las uniones gap 

se bloquean se producen alteraciones ante las respuestas de cambio de fase inducidas por luz 

(Michel & Colwell, 2001); en los resultados obtenidos de las hembras OVX y con niveles de E2 

indetectables, la ausencia de esta hormona podría ocasionar un desacoplamiento en la 

respuesta del NSQ ante los cambios fóticos ambientales. Sin embargo, las deficiencias en el 

acoplamiento eléctrico de las neuronas, parecen ser un mecanismo independiente de 

regulación a las oscilaciones de los genes reloj en el NSQ.  
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     El conjunto de los resultados obtenidos en este estudio, sustentan la idea de que el estradiol 

en hembras es un elemento importante en la modulación del oscilador maestro, las cuales 

pueden ocurrir de manera directa o por vías indirectas, tanto humorales como neurales 

(Putteeraj et al., 2016). Debido a que nuestros resultados en el periodo de la actividad locomotriz 

fueron diferentes a los descritos en otros roedores, apoyamos la hipótesis de que los efectos 

de las hormonas ováricas son especie-específicos y dependientes de la dosis que se 

administre, particularmente en estudios a nivel del NSQ. 

    Neotomodon asltoni es buen modelo para estudiar la actividad locomotriz sin emplear rueda 

de actividad, pues esta interfiere en los parámetros que se deben evaluar (Eckel et al., 2000; 

Novak et al., 2012), en el ciclo estral (Kent et al., 1991), en respuestas circadianas (Yamada 

et al., 1988), así como en la respuestas de la CRF (Reebs & Mrosovsky, 1989; Rosenwasser & 

Dwyer, 2001) e incluso en respuestas a nivel de expresión de genes de reloj (Yannielli et al., 

2002). Además, la rueda de actividad funciona como motivador (Novak et al., 2012), lo cual 

produce efectos a través del mecanismo de recompensa y eso puede alterar la respuesta 

circadiana a evaluar.     

 

6. CONCLUSIÓN 
    El presente estudio contribuye al conocimiento sobre la interconexión de la ritmicidad 

circadiana y los procesos reproductivos. La concentración de estradiol en plasma a lo largo del 

ciclo estral, la duración de éste y las características de la progresión en el epitelio vaginal a lo 

largo del ciclo estral, fueron muy similares a lo reportado en otras hembras de roedores de 

laboratorio.  

    En las hembras del ratón de los volcanes, el ciclo estral modula la amplitud del ritmo 

circadiano de actividad locomotriz, y en condiciones de sincronización, se presenta el fenómeno 

de scalloping relacionado con las diferentes etapas del ciclo estral. En condiciones constantes 

de oscuridad, la ovariectomía acorta el periodo de la actividad y en consecuencia incrementa la 

magnitud en el cambio de fase inducido por el pulso de luz durante el inicio de la noche subjetiva; 

así mismo, disminuye el total de actividad. 
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    La ausencia de hormonas ováricas también impacta en la sincronización, pues se presenta 

un retraso del inicio de actividad, relacionado con el de la acrofase y con una mayor amplitud 

en el perfil diario, lo que se refleja en un aumento de la actividad que ocurre durante la primera 

mitad de la escotofase.  

    El perfil diario de las proteínas de reloj en el NSQ durante el diestro se presentó en PER1 y 

BMAL1 con un ajuste de 24 h, mientras que el del ER fue bimodal. Cuando las hembras son 

OVX, solamente PER1 se vuelve bimodal y aunque BMAL1 y ER mantuvieron un ajuste de 24 

h, presentaron un cambio de su acrofase. Las hembras OVX tuvieron menor promedio de 

células IR-PER1, mientras que el de IR-BMAL1 aumentó. Además, existe una relación positiva 

entre la expresión IR-BMAL1 y ER en hembras sham, la cual se pierde por la OVX; mientras 

que la relación negativa entre PER1 con BMAL1 disminuye en las OVX. 

    La inyección de BE en ZT16 y su evaluación en ZT3, ocasionó un aumento de IR-BMAL1 en 

comparación con la inyección de vehículo; mientras que en PER1 no tuvo efecto. Sin embargo, 

cuando se comparó el mismo punto temporal con las sham, en ambas proteínas el BE generó 

un aumento de células IR en el NSQ.  

    Nuestros resultados sugieren que los efectos producidos por la OVX en la respuesta 

circadiana de la actividad locomotriz pueden relacionarse con los cambios observados en el 

perfil diario de las proteínas PER1 y BMAL1 en el NSQ que, a su vez, podrían modularse 

principalmente por el estrógeno y su interacción con el ER. Concluimos que, nuestros 

resultados aportan nueva información e importante sobre la interacción del eje neuroendocrino 

hipotálamo-hipófisis-ovario con el sistema circadiano en las hembras de N. alstoni. 
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ANEXO III 

 

 

Curva de concentración de E2 en plasma de una hembra de N. alstoni. La gráfica muestra el en 

tiempo cero la concentración de E2 previo a la administración de 50mg de BE (16pg(ml). Después de 2 

h de la inyección subcutánea se da un aumento de 630pg/ml y la máxima concentración de E2 

(697pg/ml) fue después de 4 h de la inyección. Nótese que el aumento tiene una duración de 6 h y que 

a las 8 h posteriores de la administración (142 g/ml) se presentó una disminución de la concentración. 
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