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RESUMEN 
 

El síndrome de ovario poliquístico (SOPQ) es un trastorno neuroendócrino-metabólico, 

caracterizado por hiperandrogenismo, oligo-anovulación y quistes ováricos. La etiología 

del SOPQ se encuentra asociada a la hiperactividad de las fibras simpáticas que llegan 

al ovario, ya que la eliminación de estas por la sección bilateral del nervio ovárico superior 

(NOS) restablece la ovulación, lo que sugiere que alguno de los neurotransmisores que 

transcurre por este paquete nervioso participa en el desarrollo de dicho síndrome. 

Mediante modelos de denervación farmacológica por la administración i.p. de agentes 

neurotóxicos como la guanetidina (GTD), se restablece las funciones del ovario. Sin 

embargo, estos resultados no permiten discernir si dicho restablecimiento se debe 

exclusivamente a la disminución en la concentración de noradrenalina (NA) en el ovario. 

 

Para evaluar el papel de la NA ovárica en la persistencia del SOPQ, en el presente 

estudio se analizó en animales con SOPQ, inducido por la inyección de valerato de 

estradiol (VE), el efecto de la denervación noradrenérgica de una de las gónadas con 

GTD. Para ello, ratas hembras de la cepa CII-ZV de 14 días de edad fueron inyectadas 

vía intramuscular con 2.0 mg de VE disuelto en 0.1 mL de aceite de sésamo, que fungió 

como el vehículo. A los 60 días de edad se les inyectó en la bursa ovárica izquierda (BI) 

o derecha (BD) 50 mg/kg de GTD disuelta en 20 µL de solución salina (SS). Los animales 

fueron sacrificados entre los 64-68 días de edad en el día del estro vaginal y se evaluó el 

ciclo estral, la respuesta ovulatoria, la morfología ovárica, la concentración sérica de 

hormonas esteroides, y la inmunoreactividad de las fibras simpáticas, mediante la 

expresión de tirosina hidroxilasa (TH).   
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La administración de VE resultó en irregularidad del ciclo estral, el bloqueo de la 

ovulación, morfología ovárica poliquística, incremento en la concentración sérica de 

testosterona y mayor expresión de TH en las tecas de prequistes. Estos efectos fueron 

revertidos por la microinyección de GTD en la bursa ovárica izquierda o derecha, en 

donde se recupera el patrón del ciclo estral en más del 50% de los animales, se 

restablece la ovulación por ambos ovarios en el 80% de los animales con una cuota 

ovulatoria similar a la de un animal control (VE+GTD BI: 9.5 ± 0.9 vs. VE+SS BI: 0; 

VE+GTD BD: 9.8 ± 1 vs. VE+SS BD: 0), y en la morfología ovárica se observan folículos 

en diferentes estadios del desarrollo sin inmunoreactividad a TH en el ovario 

microinyectado, mientras que, el ovario sin tratamiento aún presenta quistes que 

expresan TH, además de la disminución de la concentración sérica de testosterona 

(VE+GTD BI: 24.8 ± 7.1  vs. VE+SS BI: 68.2 ± 3.7 pg/mL; VE+GTD BD: 22.0 ± 4.2 vs. 

VE+SS BD: 126.6 ± 21.3 pg/mL). 

Estos resultados permiten sugerir que en el animal con SOPQ inducido por la 

administración de VE, la NA ovárica proveniente de la inervación simpática regula de 

manera inhibitoria la ovulación y el desarrollo folicular, y de manera estimulante la 

secreción de testosterona así como la expresión de TH, y que entre los ovarios existen 

vías de comunicación noradrenérgicas que viajan vía el NOS.
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INTRODUCCIÓN 
 

Los ovarios son los encargados de realizar dos funciones: la síntesis de hormonas y la 

ovulación. Ambas funciones están reguladas por señales endócrinas y nerviosas. La 

alteración de estas vías, tal como el incremento de la actividad nerviosa resulta en el 

desarrollo de fisiopatologías como el síndrome de ovario poliquístico (SOPQ). Este 

síndrome se caracteriza por la presencia de hiperandrogenismo acompañado de oligo-

anovulación y/o morfología ovárica poliquística.  

 

En la actualidad aproximadamente el 6.6% de las mujeres mexicanas lo padecen y se 

sabe que algunas complicaciones de la fisiopatología pueden traer consigo el desarrollo 

de otras alteraciones metabólicas como sobrepeso, dislipidemias y resistencia la insulina, 

que culminan en un cuadro de infertilidad. 

 

La etiología del SOPQ  se  asocia entre otras cosas a la hiperactividad de las fibras 

noradrenérgicas que llegan al ovario vía el Nervio Ovárico Superior (NOS). La 

disminución de la hiperactividad simpática por la sección del NOS o bien mediante la 

denervación farmacológica restablece las funciones del ovario. Sin embargo, estos 

resultados no permiten discernir el papel de la noradrenalina a nivel ovárico sobre el 

desarrollo y persistencia del SOPQ, por lo que en el presente estudio se evaluará el efecto 

de la microinyección intrabursal de un agente neurotóxico como la guanetidina, sobre las 

funciones del ovario. 
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MARCO TEÓRICO 
 

La función ovárica es regulada por señales endocrinas y nerviosas. La alteración en 

alguna de estas vías de regulación resulta en el desarrollo de patologías como el 

síndrome de ovario poliquístico (SOPQ)1. 

El SOPQ es la fisiopatología más común en mujeres de edad reproductiva. De forma 

clínica muestra diversos signos y síntomas entre los cuales se incluyen: el 

hiperandrogenismo clínico o bioquímico, oligo-anovulación y morfología ovárica 

poliquística2. 

Debido a la variedad de fenotipos, la etiología del SOPQ es controversial. Una de las 

hipótesis que se plantean para explicar su desarrollo es la hiperactividad de las fibras 

noradrenérgicas que llegan al ovario vía el nervio ovárico superior (NOS)3. Un modelo 

que permite analizar el papel de la noradrenalina (NA) en la persistencia del SOPQ es el 

del animal inyectado con 2.0 mg de valerato de estradiol (VE), un estrógeno de larga 

actividad que provoca hiperactividad de las fibras simpáticas que inervan al ovario, lo que 

resulta en el desarrollo de las características de diagnóstico presentes en la mujer con 

dicha fisiopatología4,5. 

La sección bilateral del NOS principal aporte noradrenérgico de la gónada, disminuye la 

concentración de NA ovárica, culminando en el restablecimiento de la ovulación y en la 

normalización de las concentraciones séricas de hormonas esteroides6. Sin embargo, 

Morales y colaboradores (4) mostraron que cuando se realiza la sección unilateral del 

NOS, se restablece la ovulación en el ovario inervado, no así en el denervado. Por otro 

lado, se ha mostrado que en animales con SOPQ, inducido por la inyección de VE, la 
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administración crónica de guanetidina (GTD) (cinco días a la semana durante tres 

semanas), un agente neurotóxico que destruye fibras noradrenérgicas, resulta en el 

restablecimiento de la ovulación y la normalización de la concentración de hormonas 

esteroides7. Sin embargo, estos resultados no permiten discernir si dicho 

restablecimiento se debe exclusivamente a la disminución de la NA ovárica. 

A continuación se desarrolla la información teórica más relavante que permite delimitar y 

sustentar la presente investigación. 

 

 

Etapas del desarrollo postnatal en la rata 
 

Existe cierta similitud en los procesos involucrados en la reproducción y la regulación de 

la función ovárica entre la rata y la mujer8. La rata nace en un estado de inmadurez 

equivalente a 150 días de gestación en el humano; en este momento se produce la 

diferenciación sexual del encéfalo, por la presencia o ausencia de testosterona9. 

La pubertad en la rata hembra inicia con la apertura vaginal que se presenta entre los 35 

a 40 días de edad, y se acompaña de cambios morfológicos y fisiológicos  que 

desarrollarán los mecanismos que regulan la reproducción9.  

 

El desarrollo postnatal en la rata hembra puede dividirse en cuatro etapas9: 
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 Neonatal, abarca del día cero de nacimiento al día siete de vida:  

Al inicio de esta etapa el crecimiento folicular es independiente de la hormona folículo 

estimulante (FSH) y hormona luteinizante (LH). En el quinto día de desarrollo se observa 

la formación de receptores para FSH, mientras que, los receptores para la LH comienzan 

a presentar actividad a partir del día siete postnatal10. 

Durante esta etapa, la FSH estimula la síntesis de la aromatasa la cual cataliza la 

formación de estradiol a partir de testosterona; sin embargo, la presencia de α-

fetoproteína en suero inactiva a los estrógenos  al unirse a ellos9. Al final de esta etapa 

el ovario comienza a tener respuesta esteroidogénica, la FSH aumenta y la hormona 

luteinizante (LH) se mantiene baja9. 

 

 Infantil, abarca del día ocho al día 21 de vida: 

Durante esta etapa se presentan concentraciones altas de FSH que permiten el 

reclutamiento de los folículos para su posterior ovulación; la LH presenta picos 

esporádicos. Hacia el día 15 de vida disminuyen las concentraciones de FSH y 

desaparecen los picos de LH. Comienza a detectarse inhibina en suero que induce la 

supresión de la FSH a nivel hipofisiario, lo que estimula el feedback negativo de estradiol; 

por otro lado la desaparición de la α-fetoproteína condiciona también un estímulo de 

retroalimentación negativo del estradiol a nivel hipotalámico9. 

En ratas de la cepa CII-ZV se observa que entre los 14 y 16 días de edad la concentración 

de LH incrementa y tiende a disminuir en las etapas posteriores del desarrollo. La 

concentración de progesterona no se modifica, mientras que, la concentración sérica de 
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estradiol incrementa a medida que avanza el desarrollo de la rata. Por otro lado, entre los 

10 y 16 días de edad predominan los folículos pequeños (<350 µm de diámetro), los 

cuales en el día 12 y 14 muestran una mayor incidencia de atresia. A partir del día 18 de 

desarrollo se observan folículos medianos (350- 499 µm de diámetro), los cuales en la 

etapa subsecuente son más propensos a la atresia. A partir del día 21 de vida se 

observan folículos preovulatorios11.  

 

 Juvenil,  abarca del día 22 al día 30 de vida:  

En esta etapa la FSH disminuye,  al  inicio las concentraciones de LH son bajas. Al final 

del periodo la LH se comienza a secretar de manera pulsátil con una mayor amplitud de 

los pulsos durante la tarde, lo que establece un ritmo de secreción circadiano. En el ovario 

aumentan los receptores a LH, lo que conduce a una mayor esteroidogénesis. El estradiol 

proveniente de la esteroidogenésis induce el estímulo de retroalimentación positivo sobre 

la LH y negativo sobre la FSH9. 

 

 Peripúber a partir del día 30 de vida y hasta la apertura vaginal: 

Se establece el patrón circadiano de LH mediante la presencia de un pico por la tarde 

independiente del control esteroideo. En el ovario aumentan los receptores para FSH y 

LH, lo que incrementa la respuesta esteroidogénica. Las altas concentraciones de 

esteroides estimulan en el hipotálamo el pico preovulatorio de gonadotropinas que  

conduce a la primer ovulación9. 
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En ratas de la cepa CII-ZV en los días previos a la apertura vaginal (del día 35 al 38 de 

desarrollo postnatal), se observa un incremento en la concentración de progesterona; 

además, el incremento en la concentración de estradiol que comenzó en la etapa infantil 

se hace más evidente en el día 38 de vida del animal11.
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Ciclo estral de la rata 
 

La actividad reproductiva de los animales se presenta de forma cíclica, cada ciclo 

comprende el tiempo transcurrido entre un celo y otro. En la rata, el ciclo estral tiene una 

duración de cuatro a cinco días y puede dividirse en cuatro fases12 (Figura 1): 

 Diestro 1 ó Metaestro: Se caracteriza por un predominio de leucocitos, con 

ausencia de células epiteliales nucleadas o células epiteliales escamosas 

cornificadas. Tiene una duración de seis a ocho horas8. La concentración de 

progesterona aumenta debido a la actividad esteroidogénica del cuerpo lúteo 

formado después de la ovulación, ello genera un estímulo de retroalimentación 

negativa sobre la secreción de gonadotropinas8, 12. 

 Diestro 2: Presenta un predominio de leucocitos, aompañados por escasas 

células epiteliales nucleadas o células epiteliales escamosas cornificadas. Su 

duración es de 55 a 57 horas8. En ausencia de fecundación, se produce la 

degeneración del cuerpo lúteo mediante la luteólisis, lo que provoca la disminución 

en la concentración de progesterona y estrógenos.  El útero se dilata y es poco 

contráctil, la mucosa vaginal es delgada12. Durante la tarde del diestro 2, el ovario 

secreta estradiol que actúa como un estímulo de retroalimentación positiva que 

induce la secreción de LH en el proestro8. 

 Proestro: En esta etapa hay un predominio de células epiteliales redondas 

nucleadas que pueden aparecer en grupos o individuales, ocasionalmente pueden 

observarse algunas células epiteliales escamosas cornificadas y la ausencia de 

leucocitos. Tiene una duración de 12 a 14 horas8. El crecimiento de los folículos 
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ováricos inducido por la FSH ocasiona el incremento de la secreción de estrógenos 

lo que provoca un efecto de retroalimentación positiva sobre las gonadotropinas. 

El útero se empieza a distender y el epitelio vaginal se engrosa progresivamente12. 

En la tarde del proestro entre las 14:00 y las 15:00 h, las concentraciones de LH y 

FSH comienzan a aumentar hasta alcanzar elevadas concentraciones entre las 

17:00 y 19:00 h. El pico en la concentración de LH induce la ruptura folicular y la 

ovulación que se llevará a cabo en el día del estro. La oleada de LH presenta una 

frecuencia pulsátil creciente con una amplitud de 600 ng/mL8. 

 Estro: Se observan células epiteliales escamosas cornificadas con citoplasma 

granular y de conformación irregular. Tiene una duración de 25 a 27 horas8. 

Durante esta etapa el útero permanece distendido y tras las numerosas mitosis 

que experimenta la mucosa vaginal aparecen células epiteliales12.  

La maduración de los folículos y el pico preovulatorio de gonadotropinas que se 

produjo en el proestro favorecen la ovulación. A partir de la mañana del estro, 

después de la ovulación las concentraciones sanguíneas de LH comienzan a 

disminuir hasta alcanzar concentraciones basales. Durante todo el día del estro 

los pulsos de LH están prácticamente ausentes con amplitudes de 15 a 40 ng/ml; 

la secreción de estradiol es baja. En la madrugada del estro comienza un aumento 

secundario de FSH que estimula el reclutamiento de los folículos que serán 

ovulados en el siguiente ciclo. Las concentraciones de FHS comienzan a disminuir 

hasta alcanzar concentraciones basales por la noche8. 
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Figura 1. Citología de la mucosa vaginal de la rata, característica de cada día del ciclo estral. Tinción 

hematoxilina-eosina. Micrografías 20x. 
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Diferenciación gonadal 

 

En roedores, el proceso de diferenciación gonadal se hace evidente por la presencia de 

folículos primordiales poco después del nacimiento13. 

 

En la mujer, durante la segunda semana de desarrollo embrionario, las células 

germinales son identificables en el epiblasto del disco embrionario bilaminar. Hacia la 

tercera semana, durante la gastrulación, las células se desplazan hasta el saco vitelino, 

y a partir de la cuarta semana regresan al embrión y se ubican en el esbozo de la 

gónada14. 

Durante este periodo, el mesodermo forma dos bandas longitudinales: la región lateral o 

nefrítica y la región medial o gonadal. El mesodermo intermedio crece y forma una 

protuberancia dentro del celoma denominada cresta urogenital. Dentro de este se forman 

dos tipos de poblaciones celulares: el blastema gonadal y el cordón nefrógeno. Tanto el 

blastema gonadal como el epitelio celómico dan origen a las células gonadales14. 

A partir de la décima semana de desarrollo embrionario, las células procedentes del 

epitelio celómico forman los cordones sexuales en los que se incorporan las ovogonias. 

En la 12ª semana de gestación estas ovogonias son detenidas en la meiosis I en la fase 

de diploteno. Los cordones corticales se disgregan en cúmulos celulares dispuestos en 

una capa de células que rodean al ovocito, formando así al folículo primordial14,15. 
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En el quinto mes de desarrollo, la zona más superficial del ovario ya no tiene ovogonias, 

sino ovocitos que han iniciado la foliculogénesis, las zonas profundas contienen 

abundantes folículos primordiales15.  

Junto con el desarrollo cortical, la médula de la gónada indiferenciada involuciona y se 

produce la diferenciación de células del mesénquima en células intersticiales o de la 

teca15. 

En términos morfogenéticos, la formación del ovario se completa en torno al sexto mes 

de desarrollo intrauterino15. Al nacimiento las mujeres presentan un número finito de 

ovocitos inmaduros, cada ovario contiene de un millón a dos millones de ovocitos. En el 

transcurso de la vida femenina aproximadamente de 300 a 500 ovocitos maduran y son 

ovulados16. 

Ovario 

 

Los ovarios son glándulas ovaladas en forma de almendra, localizados uno a cada lado 

del útero. Se mantienen en posición mediante varios ligamentos (Figura 1): El ligamento 

ancho del útero que es un pliegue del peritoneo parietal, que une a los ovarios por una 

capa doble de peritoneo denominado mesoovario. El ligamento propio del ovario, el cual 

fija los ovarios al útero y el ligamento suspensorio que los fija a la pared pelviana17,18. 

En la mujer, los ovarios tienen dimensiones de aproximadamente tres centímetros de 

longitud, un centímetro de ancho y un centímetro de espesor y un peso de 6 a 8 gramos, 

que varía en función de la etapa del ciclo ovárico18,19. En la rata sus dimensiones 

aproximadas son de 4.35 x 5.5 x 1.6 mm, con un peso promedio de 30 mg por ovario20. 
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Anatómicamente el ovario consta de tres regiones: la médula, la corteza y el hilio (Figura 

2)15,17: 

1. La corteza: Está compuesta por tejido conectivo (estroma), que contiene células del 

estroma similares a fibroblastos y folículos ováricos en diferentes estadíos de 

desarrollo15,17. 

2. La médula: Es la región central del ovario que se compone de fibras elásticas, vasos 

sanguíneos, vasos linfáticos y fibras nerviosas15,17. 

3. El hilio: Es el punto de entrada de los nervios y vasos sanguíneos, contiene linfocitos, 

tejido conectivo de sostén, células esteroidogénicas denominadas células hiliares y 

microganglios15,17,21. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Figura 2. Esquema que muestra la estructura del ovario así como los ligamentos que lo sostienen. Se 

observan folículos en diferentes etapas del desarrollo y cuerpos lúteos. Hoffman, et al. 2014 (22). 
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De manera funcional los ovarios presentan tres compartimentos: el tejido intersticial, los 

folículos y los cuerpos lúteos15,23. 

1. Tejido intersticial: Se encuentra formado por el estroma ovárico y presenta cuatro 

tipos de células:  

 Las células intersticiales primarias: Constituyen una población transitoria de 

células productoras de andrógenos que aparecen en la doceava semana 

de gestación y desaparecen 8 semanas más tarde15,23. 

 Las células intersticiales tecales: Proceden del estroma y emigran hacia la 

membrana basal de folículos secundarios, donde se diferencian en teca 

interna y teca externa y tras la adquisición de receptores para la LH se 

encargan de la secreción de andrógenos15,23. 

 Las células intersticiales secundarias: Son células intersticiales tecales que 

han sido transformadas debido al proceso de atresia del folículo, estas 

mantienen la actividad esteroidogénica y son inervadas por terminales 

adrenérgicas15,23. 

 Las células intersticiales hiliares: Se encuentran localizadas en el hilio. Son 

células luteíno-símiles que secretan andrógenos15,23. 

2. Folículo: Es la unidad anatómica y funcional del ovario, el cual pasa por distintos 

estadíos de desarrollo desde que es formado en la ovogénesis hasta la ovulación 

o bien hasta que se transforma en atrésico. Generalmente está constituido por un 

ovocito, células de la granulosa que rodean al ovocito, la membrana basal que 
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separa a las células de la granulosa de los otros componentes del folículo y las 

células de la teca interna y externa19,24. 

3. Cuerpo lúteo: Se origina a partir de la diferenciación de las células de la granulosa 

y células de la teca después de que el ovocito y las células del cúmulo oóforo han 

sido expulsados del folículo ovárico maduro15,17. 
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Bursa ovárica 

 

Las especies poliovulantes como es el caso de la rata o la coneja presentan úteros 

bicornes que permiten la adecuada irrigación sanguínea hacia el feto. En especies 

monoovulantes como la mujer la cavidad uterina es única25. 

En la mujer, después de la ovulación las fimbrias ováricas se encargan de recoger al 

ovocito y permiten su llegada a las trompas de Falopio25. En la rata, durante la ovulación, 

los ovocitos son liberados en la bursa ovárica (Figura 3) que es un repliegue de peritoneo 

que envuelve al ovario, el cual está fusionado con el extremo del oviducto25,26.  

El oviducto (o tuba uterina) es una estructura que permite que los ovocitos sean 

recogidos, está constituido por cuatro regiones: fimbria, infundíbulo, ámpula e istmo27. En 

la rata, las fimbrias del oviducto se encuentran dentro de la bursa ovárica lo que permite 

evitar la pérdida de los ovocitos en el peritoneo25,26.   

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

Figura 3. Fotografía de la bursa ovárica de rata de la cepa CII-ZV, donde se observa el oviducto, la red de vasos 

sanguíneos, el ovario contenido en la bursa, así como el líquido de la cavidad bursal. 
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La bursa ovárica está constituida por tres capas:  

1. La capa interna formada por epitelio discontinuo que se encuentra orientado hacia 

el ovario28. 

2. La capa media formada por tejido conjuntivo que contiene fibroblastos, vasos 

sanguíneos y células de musculo liso que regulan el volumen y la presión del 

líquido folicular28. 

3. La capa externa formada por epitelio continuo que se encuentra en contacto con 

la cavidad peritoneal28. 

Además de proteger a los ovarios del ambiente peritoneal, la bursa ovárica proporciona 

un microambiente hormonal necesario para la ovulación y permite el intercambio de 

sustancias con los vasos sanguíneos29,30,31. La disposición estructural de la bursa ovárica 

y su estrecha relación con el ovario ha permitido la realización de estudios de trasplante 

de células y tejidos, así como la administración local de fármacos implicados en la 

regulación de las funciones del ovario25,28,32. 

 

 

 

 

 

 

 

 
 



Sánchez-Solis K. 
 

 

 
 

17 
 

Foliculogénesis 

 

La unidad funcional del ovario es el folículo, el cual pasa por distintos estadíos de 

desarrollo desde que es formado en la ovogénesis hasta la ovulación o bien hasta que 

se transforma en atrésico, este proceso es denominado foliculogénesis24.   

En la mujer el desarrollo folicular comienza en la 12ª semana de desarrollo intrauterino, 

momento en el que se forman los folículos primordiales que reanudarán su crecimiento 

en la pubertad14. En la rata, este evento tiene lugar poco después del nacimiento. Durante 

las primeras horas de vida es posible observar algunos folículos primordiales, cuyo 

crecimiento es independiente de las gonadotropias8,9.  Malamed y colaboradores (33) 

mostraron que los ovarios de ratas de 19 días de desarrollo intrauterino; así como los 

ovarios de ratas de 15 horas de nacimiento, presentan inmunoreactividad para la tirosina 

hidroxilasa (TH), indicativo de que el crecimiento del folículo en esta etapa depende de 

la presencia de la inervación noradrenérgica33. 

La foliculogénesis puede dividirse en dos fases: Crecimiento independiente de 

gonadotropinas o antral que se observa en etapas primarias del desarrollo y crecimiento 

dependiente de gonadotropinas o antral que se presenta a partir de la formación del 

folículo secundario, momento en el que su crecimiento comienza a depender de las 

gonadotropinas34-36.Otros estudios muestran que en folículos secundarios la FSH 

incrementa la expresión del ARNm de  BMP-6, esta proteína regula el crecimiento, 

diferenciación y apoptosis de una variedad de tejidos, entre ellos el ovario, además de 

estimular la expresión del receptor a FSH37.  
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Durante el crecimiento y desarrollo, los folículos incrementan de manera progresiva su 

tamaño y la complejidad morfológica, lo que permite su clasificación en las siguientes 

etapas (Figura 4): 

 Folículo primordial: Son los folículos más pequeños y numerosos, tienen un 

diámetro aproximado de 25 a 50 µm15,19. La mujer, al llegar a la pubertad cuenta 

con un suministro de 400,000 a 500,000 folículos primordiales34. Cada uno de ellos 

está conformado por un ovocito esférico detenido en la profase de la meiosis I en 

la etapa de diploteno, rodeado por una capa de células foliculares aplanadas 

denominadas pregranulosa y delimitadas por la membrana basal que en esta 

etapa es poco evidente18,24.  

La membrana basal es un barrera semipermeable de matriz extracelular 

compuesta por proteoglicanos y glucoproteínas, cuya función es el desarrollo de 

un microambiente dentro del folículo, esencial para el desarrollo folicular38,39. 

En el citoplasma del ovocito se aprecia una condensación de los organelos 

celulares en forma de media luna que se adhiere a la membrana del núcleo, 

denominada cuerpo vitelino de Balbiani. Se ha sugerido que los cuerpos de 

Balbiani intervienen en la transferencia de información entre los componentes del 

folículo primordial, de manera que al activar el ADN nuclear se envía al citoplasma 

la orden de iniciar actividad metabólica, y como resultado su volumen aumenta 

hasta tres veces25. 

 Folículo primario: Tienen un diámetro de 60 µm y presentan células cuboidales 

también llamadas células de la granulosa, que van de una a seis capas. Aparecen 
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uniones intercelulares de tipo gap y desmosomas que comunican a las células de 

la granulosa entre sí y con el ovocito24,40, estas comunicaciones permiten el paso 

de nutrientes, iones y factores reguladores, además de permitir que las células sin 

receptores de gonadotropinas reciban señales de aquellas que sí los tienen41. 

Durante esta etapa se forma entre el ovocito y las células de la granulosa una 

membrana gruesa denominada zona pelúcida, la cual está formada por 

glucoproteínas que permiten la fertilización por el espermatozoide. La zona 

pelúcida también actúa como una barrera que permite el intercambio de factores 

de crecimiento entre el ovocito y las células de la granulosa adyacentes18,42.   

Por otra parte, las células del estroma se agrupan más estrechamente, dando 

origen a la teca, que en ésta fase, todavía no se diferencia en capas. La membrana 

basal se hace más evidente y el cuerpo vitelino de Balbiani desaparece18,25. 

 Folículo secundario: Es un folículo que presenta alrededor de 6 a 10 capas de 

células de la granulosa, con un diámetro de 200 µm y la acumulación de líquido 

folicular que se origina por extravasación de componentes plasmáticos y por 

secreción de las células foliculares. El líquido folicular que contiene proteínas, 

polipéptidos, FSH, LH, prolactina, progesterona, estrógenos y noradrenalina es 

almacenado en los espacios intercelulares de las células de la granulosa, 

denominados cuerpos de Call-Exner, estos espacios se fusionan formando un 

espacio amplio y único dentro de la granulosa, llamado antro folicular. La teca 

folicular se diferencia en una teca interna que posee receptores a LH y es capaz 
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de secretar hormonas esteroides y una externa formada por células de tejido 

conjuntivo sin actividad secretora18-19,24,43. 

 

 Folículo de Graaf: También llamado folículo preovulatorio o terciario, presenta un 

diámetro de 500 µm, en el momento de la ovulación alcanza de 18 a 25 mm. Es la 

última etapa del desarrollo del folículo. Estos son los folículos más grandes y se 

extienden por el espesor de la corteza ovárica43. En esta etapa del desarrollo, el 

ovocito ocupa una posición excéntrica rodeado de dos o tres capas de células de 

la granulosa, dando lugar al cúmulo oóforo, que se une al resto de las células de 

la granulosa por uno de sus lados y a la corona radiada, que permanecerá con el 

ovocito en el momento de la ovulación15,18,43. El antro folicular aumenta de tamaño, 

evento que provoca que el ovocito y las células del cúmulo oóforo se separen 

gradualmente del resto de la capa granulosa en preparación para la ovulación43. 

En la mujer, el folículo primario tarda de 10 a 14 días en alcanzar su madurez. En 

la rata el folículo requiere al menos de tres ciclos estrales para alcanzar el estado 

preovulatorio24.  

Cuando el folículo alcanza su tamaño máximo forma una elevación en la superficie 

del ovario denominada estigma, sitio en el cual tendrá lugar la ovulación. El “pico” 

preovulatorio de la LH estimula la ruptura del  folículo maduro y que el ovocito 

primario culmine la meiosis I e inicie la meiosis II, de tal manera que es liberado 

como un ovocito secundario detenido en la metafase de la meiosis II, la cual se 

reactivará sólo al ser fecundado, en caso contrario, el ovocito será eliminado 

durante el proceso de la menstruación18,44. 
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Figura 4. Esquema en el que se muestran los diferentes estadíos del desarrollo de un folículo ovárico.  E, estradiol; T, 

testosterona; RE, retículo endoplásmico liso; LH, hormona luteinizante; FSH, hormona folículo estimulante; RLH, 

receptor a la hormona luteinizante; RFSH, receptor a la hormona folículoestimulante. Carlson, 2014 (45). 
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Ovulación 

 

Una vez que el ovocito ha alcanzado el tamaño y grado de diferenciación adecuado, el 

folículo De Graaf se rompe y libera al ovocito secundario hacia el oviducto o tubas 

uterinas, este proceso es denominado ovulación17,24.  

Al final de la fase folicular las concentraciones elevadas de estradiol ejercen un estímulo 

de retroalimentación positivo sobre el hipotálamo y la adenohipófisis, lo que culmina con 

el “pico” de LH. En la mujer, el “pico” de LH tiene una duración de 48 horas y la ovulación 

tiene lugar entre 35 y 40 horas después del inicio de este evento22. En la rata, el “pico” 

de LH se presenta durante la tarde del proestro y la ovulación se lleva a cabo entre las 

03:00 y las 06:00 horas del día del estro8. 

Como respuesta al “pico” de LH, algunos de los eventos que ocurren son: 1. La 

reactivación de la meiosis en el folículo dominante y 2. La inhibición de la meiosis en los 

folículos no dominantes. Ambos procesos son mediados por una cascada de señalización 

regulada por la adenosín monofosfato cíclico (AMPc) y guanosín monofosfato cíclico 

(GMPc), que modulan la expresión del factor promotor de maduración (FPM). La 

disminución de ambos mensajeros resulta en la activación del FPM, lo cual favorece la 

reanudación de la meiosis en el folículo dominante45. Por otra parte, en las células de la 

granulosa de los folículos no dominantes la producción de AMPc inactiva al FPM y en 

consecuencia se inhibe la meiosis25,45. 

Una vez reanudada la meiosis I en el folículo dominante, el ovocito primario diploide 

produce dos células haploides de tamaño desigual, cada una con 23 cromosomas. La 
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célula más pequeña llamada cuerpo polar es esencialmente un paquete de residuo 

nuclear, mientras que, la célula más grande llamada ovocito secundario recibe la mayor 

parte del citoplasma17. Durante la ovulación, la concentración de estrógenos disminuye 

en el líquido folicular, ello favorece la ruptura de uniones celulares como los desmosomas 

y los nexos de las células de la granulosa24. 

La FSH, LH y la hormona liberadora de gonadotropinas (GnRH) estimulan en las células 

de la granulosa la secreción del plasminógeno, que es convertido en plasmina, una 

enzima que contribuye a la digestión proteolítica de la pared folicular y en consecuencia 

disminuye su rigidez23,24. Por otra parte, el plasminógeno estimula en las células de la 

granulosa la secreción de fibrinolisina, enzima que degrada las fibras de colágeno24. La 

ruptura de las fibras de colágeno crea una reacción antiinflamatoria que atrae leucocitos 

que secretan prostaglandinas dentro del folículo46.  

Las prostaglandinas provocan la expansión del complejo cúmulo-ovocito (formado por el 

cúmulo oóforo, la corona radiada y el ovocito secundario), que resulta en el 

desprendimiento de este de la pared folicular47; así como en contracciones del músculo 

liso del ovario, que junto con el proceso inflamatorio propician la ruptura de la pared del 

folículo, evento que permite la expulsión del ovocito secundario. Éste comienza la meiosis 

II y se detiene en la metafase, que se completa sólo en caso de fecundación24,48. 

 

Después de la ovulación, las células de la granulosa y las células de la teca interna 

contigua se diferencian en una unidad funcional nueva llamada cuerpo lúteo o cuerpo 

amarillo, en este momento reciben el nombre de células granulosoluteínicas (grandes y 

centrales) y tecoluteínicas (periféricas y pequeñas). En el cuerpo lúteo se establece una 
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red vascular extensa hacia la cual las células luteínicas secretan progesterona y 

estrógenos43.  

 

Los ovarios de los mamíferos cuentan con un suministro de varios cientos de miles de 

folículos primordiales, sin embargo, solo un número limitado se desarrolla hasta la etapa 

preovulatoria, y logra ser ovulado. Sin embargo, más del 99%, serán eliminados mediante 

un proceso degenerativo denominado atresia49. 

 

Atresia folicular 
 

La atresia folicular se ha considerado una posible ventaja evolutiva, ya que permite la 

selección de aquellos folículos que contienen un ovocito apto para ser ovulado y 

fecundado50. El proceso de atresia se favorece debido a la falta de capacidad por parte 

del ovocito para mantener el control metabólico del folículo24; así como por la falta de 

FSH, ya que aquellos folículos que reciben un aporte insuficiente de esta gonadotropina 

degeneran50. La atresia se presenta con mayor frecuencia en folículos antrales, sin 

embargo, es posible observarlo en cualquier estadío del desarrollo folicular tanto en la 

vida fetal como durante la etapa prepuberal, puberal y adulta24,51. 

 

Las alteraciones iniciales de la atresia consisten en: 1) la condensación de la cromatina 

nuclear, evento durante el cual, las células se vuelven basófilas, logrando una tinción 

intensa con hematoxilina, evento denominado picnosis; y 2) en la disolución del 

citoplasma del ovocito, el folículo es invadido por macrófagos y otras células de tejido 
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conjuntivo, provocando que el ovocito degenere. La zona pelúcida puede plegarse o 

colapsarse, conservando su espesor y características tintoriales24,43,52.  

De acuerdo a los cambios morfológicos e histológicos que experimenta el folículo, la 

atresia puede clasificarse en las siguientes etapas53: 

 

 Atresia I: Se caracteriza por un pequeño número de células de la granulosa que 

presentan núcleos picnóticos (<10%), las cuales se localizan generalmente cerca 

del antro folicular. Algunas células de la granulosa aún se encuentran en mitosis50. 

 Atresia II: En este estadío un mayor número de células de la granulosa presentan 

picnósis (10-30%), pocas células se encuentran en mitosis y se observan restos 

celulares dentro del antro folicular. La membrana basal pierde su integridad y se 

infiltran leucocitos en las células de la granulosa. En esta etapa la atresia es 

avanzada, y los folículos no pueden ser rescatados50. 

 Atresia III: Se caracteriza por una reducción en el número de células de la 

granulosa, de las cuales ninguna se encuentra en mitosis. El folículo se fragmenta 

y la teca interna se hipertrofia. En los roedores, se estima que transcurren 

alrededor cuatro días antes de que un folículo antral alcance la etapa III de 

atresia50,54.  

Además de estos eventos, ocurren procesos bioquímicos como la reducción en la síntesis 

de ADN en células de la granulosa55,56, la pérdida de las uniones comunicantes57, así 

como la disminución en la síntesis y expresión de ARNm para aromatasas y la pérdida 

de receptores a gonadotropinas58. Esto se traduce en la disminución de la capacidad de 
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aromatización de los andrógenos, por lo que su concentración aumenta dentro y 

alrededor del folículo24. 

 

Algunos de los factores que regulan la atresia folicular son:  

1. Atretogénicos. Son factores que llevan a los folículos a la atresia, entre ellos se 

encuentran:  

 Receptores de la familia del Factor de Necrosis Tumoral  (TNF-): Se 

expresan en células de la granulosa apoptóticas de folículos sanos y atrésicos así 

como en la gónada embrionaria59,60. Estos receptores inducen la muerte celular de 

las células foliculares mediante la expresión del receptor Fas. La unión de Fas a 

su ligando produce la activación de los dominios de muerte celular y de la cascada 

de caspasas que culmina con la apoptosis celular61. 

 Andrógenos: Causan el deterioro de los folículos al aumentar la picnosis en las 

células de la granulosa y la degeneración del ovocito50.  Se ha mostrado que los 

folículos antrales y atrésicos tardíos presentan mayor expresión del receptor de 

andrógenos (RA), por lo que altas concentraciones del esteroide podrían estar 

relacionadas con la atresia folicular62. 

Billig y colaboradores (63) mostraron que los andrógenos favorecen la 

fragmentación del ADN en células de la granulosa, evento que es regulado por la 

actividad de las endonucleasas, enzimas que catalizan la ruptura de los enlaces 

fosfodiéster de la cadena del ADN. Es posible que los andrógenos disminuyan la 

capacidad de los estrógenos de inhibir la actividad de las endonucleasas ováricas, 
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sin embargo el mecanismo molecular responsable de la atresia mediado por 

endonucleasas aún es desconocido63. 

 Proteínas de la familia Bcl-2 apoptóticas: El proceso de apoptosis celular se 

lleva a cabo principalmente en la mitocondria, lugar en el que se expresan 

oncogenes de la familia Bcl-2, las proteínas Bax, Bok, Bim y Bid miembros de esta 

familia favorecen la apoptosis celular, ya que su expresión determina la 

supervivencia o muerte celular. Se ha mostrado que los folículos atrésicos 

presentan un incremento en la actividad Bax, lo que sugiere su participación en el 

proceso de atresia64. 

 

2. Antiatretogénicos. Son factores que rescatan a los folículos de la atresia, entre ellos 

se encuentran:  

 Hormonas: La GnRH, FSH, LH y el estradiol son los factores de sobrevivencia 

más importantes para los folículos antrales. La inhibición de la atresia mediada por 

gonadotropinas en células de la granulosa está vinculada con los cambios en la 

expresión de varios genes relacionados con la muerte celular, mientras que, el 

estradiol está relacionado con la mayor expresión del ARNm para aromatasa, el 

receptor beta de estrógenos y los receptores a FSH y LH en células de la granulosa 

de los folículos dominantes60,65. 

 Factor de crecimiento similar a la insulina (IGF): Este factor estimula la 

proliferación de las células foliculares, incrementa la secreción de estradiol y la 

respuesta celular a las gonadotropinas en células de la granulosa66,67.  
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 Factor de crecimiento del endotelio vascular (VEGF): Estimula la formación de 

nuevos vasos sanguíneos en los ovarios, además de que facilita la distribución de 

hormonas, oxígeno y nutrientes requeridos por las células foliculares. La inhibición 

de la expresión de VEGF, ocasiona la disminución de la angiogénesis del folículo, 

lo que evita la maduración de los folículos antrales68. 

 Proteínas de la familia Bcl-2 antiapoptóticas: La familia de proteínas 

antiapoptóticas está constituida por las proteínas Bcl-2, Bcl-xl y Boo. Las células 

de la granulosa de folículos en desarrollo muestran mayor expresión de Bcl-2, que 

inhibe la muerte por apoptosis59,64. 

 

Esteroidogénesis ovárica 
 

Además de la ovulación, el ovario lleva a cabo el proceso de esteroidogénesis, mediante 

el cual secreta hormonas esteroides como: progestágenos (pregnenolona, 17α-

hidroxiprogesterona y progesterona), andrógenos (androstenediona y testosterona) y 

estrógenos (estrona y 17β-estradiol)22. 

 

El colesterol, sustrato de la biosíntesis de esteroides proviene de tres fuentes principales: 

1) El circulante en sangre en forma de lipoproteínas, 2) El sintetizado de novo dentro del 

ovario a partir de acetilcoenzima A y 3) El que es liberado de los ésteres del colesterol 

almacenado en las gotas lipídicas. La mayor parte de la esteroidogénesis ovárica se lleva 

a cabo a partir del colesterol esterificado proveniente de las lipoproteínas de alta y baja 

densidad15,69,70. La liberación  del colesterol es mediada por las hidrolasas, cuya actividad 

es regulada por las gonadotropinas que a su vez inhiben la esterificación del colesterol70. 
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Las células de la teca interna expresan receptores a LH, mientras que las células de la 

granulosa presentan receptores a FSH. Ambos tipos celulares poseen receptores 

transmembranales acoplados a proteínas G. La unión de las gonadotropinas a su 

receptor activa la enzima adenilato ciclasa, que convierte el trifosfato de adenosina (ATP) 

en AMPc, este segundo mensajero activa la proteincinasa A (PKA), la cual en las células 

de la teca fosforila a la proteína reguladora de la esteroidogénesis aguda (StAR) y 

estimula la expresión de enzimas esteroidogénicas, mientras que en las células de la 

granulosa estimula la expresión de aromatasas45,69,71. 

 

El primer paso en la esteroidogénesis ocurre cuando el colesterol libre, es internalizado 

en la mitocondria de las células de la teca interna por la StAR. Dentro de la mitocondria 

la enzima 20-22 desmolasa del complejo P450scc corta la cadena lateral de seis 

carbonos del colesterol y produce pregnenolona y ácido isocaproico. Este es el paso 

limitante en la biosíntesis de esteroides15,70. 

 

Una vez sintetizada la pregnenolona pasa al retículo endoplásmico liso, donde se 

encuentran las enzimas que la metabolizan a través de dos rutas (Figura 5): 

 Ruta ∆4: La pregnenolona es convertida a progesterona por acción de la enzima 

la 3β-hidroxiesteroide deshidrogenasa (3β-HSD), después la 17-hidroxilasa la 

convierte en 17-hidroxiprogesterona que experimenta la escisión de la ligadura 

C17-20 por acción de la 17,20 desmolasa, formando así androstenediona. Esta 

ruta es más frecuente en el cuerpo lúteo15,70. 
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  Ruta ∆5: La pregnenolona se convierte en 17-hidroxipregnenolona por medio 

de la 17-hidroxilasa, la cual forma parte del complejo P450c17, esta pasa a 

dihidroepiandrosterona (DHEA) por efecto de la 17,20 desmolasa. La DHEA por 

acción de la 3β-HSD es convertida en androstenediona y por efecto de  la 17β-

hidroxiesteroide deshidrogenasa (17β-HSD) es metabolizada a testosterona. Está 

ruta se lleva a cabo principalmente en las células de la teca interna15,70. 

La androstenediona y testosterona, secretadas por las células de la teca interna difunden 

hacia el compartimento avascular de las células de la granulosa, en donde  la unión de 

la FSH a su receptor favorece la síntesis de aromatasas que los transforma en estrona y 

estradiol respectivamente. La  conversión de estrona en estradiol es catalizada por la 

17β-HSD, está también puede ser designada como 17-cetoesteroide reductasa, ya que 

también es capaz de catalizar la reacción inversa70,72. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Sánchez-Solis K. 
 

 

 
 

31 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Esquema que muestra la esteroidogénesis ovárica: En las células de la teca la unión de la LH a su receptor inicia una 

cascada de señalización mediada por segundos mensajeros que activa a la proteína StAR, esta permite la internalización del 

colesterol en la mitocondria en donde se inicia la síntesis de pregnenolona, la cual sale para entrar al REL y continuar con la biosíntesis 

de andrógenos. En células de la granulosa la unión de la FSH a su receptor activa a la PKA, esta enzima favorece la expresión de las 

aromatasas las cuales convierten los andrógenos en estrógenos. FSH, hormona folículoestimulante; LH, hormona luteinizante; GTP, 

guanosina trifosfato; GDP, guanosina difosfato; ATP, adenosina trifosfato; AMPc, adenosina monofosfato cíclico; PKA, proteincinasa 

A; StAR, proteína reguladora aguda esteroidogénica; P450scc, enzima de escisión de la cadena lateral del colesterol; 17 -OH, 17 -

hidroxilasa; DHEA, dehidroepiandrosterona; 3β-HSD, 3β-hidroxiesteroide deshidrogenasa; 17β-HSD, 17β-hidroxiesteroide 

deshidrogenasa; REL, retículo endoplásmico liso. Strauss y Williams, 2014 (69). 
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Regulación neuroendocrina de las funciones ováricas 
 

La liberación de óvulos maduros aptos para ser fecundados y la producción de hormonas 

esteroides y peptídicas, son funciones ováricas reguladas por señales endocrinas y 

nerviosas que llegan a la gónada15.  

  

En las mujeres hay aproximadamente 1000 neuronas secretoras de GnRH, que 

constituyen la vía por la cual el sistema nervioso central controla la secreción de 

gonadotropinas73. 

 

En la mujer, las neuronas GnRHérgicas se originan en la placoda olfatoria de donde 

migran y se dirigen a áreas rostrales del diencéfalo, incluyendo el órgano vasculoso de 

la lámina terminal, el área preóptica hipotalámica anterior y los núcleos ventromedial y 

arqueado del hipotálamo73. En la rata, las neuronas productoras de GnRH se encuentran 

dispersas en el complejo de la banda diagonal de broca, el septum medial, el hipotálamo 

rostral y el área preóptica hipotalámica anterior74-76. 

 

La liberación de la GnRH se da en los axones localizados en la eminencia media del 

hipotálamo. La formación de un potencial de acción permite la entrada de iones de calcio 

a través de canales dependientes de voltaje, lo que provoca la fusión de vesículas que 

contienen a la hormona sobre la membrana de la terminal axonómica, lo cual resulta en 

la liberación por exocitosis de la GnRH73.  
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Una vez liberada, la GnRH entra a la circulación porta-hipotalámica-hipofisiaria hasta 

llegar a la adenohipófisis, en donde se une a receptores específicos de alta afinidad 

localizados en las membranas plasmáticas de los gonadotropos y estimula la secreción 

de FSH y LH73,77.  

 

En la mujer adulta, la secreción pulsátil de GnRH varía en frecuencia y amplitud durante 

las diferentes etapas reproductivas. La FSH y LH son glicoproteínas estructuralmente 

relacionadas, que poseen una subunidad  común y una subunidad β específica de cada 

hormona. Durante la fase folicular temprana se presenta un pulso de GnRH cada 90 a 

100 minutos que favorece la secreción de la cadena β de FSH, mientras que en la fase 

folicular tardía aumenta la frecuencia a un pulso de GnRH cada 60 minutos lo que resulta 

en la secreción de la cadena β de LH73,78,79. 

 

Una vez secretadas, ambas gonadotropinas (FSH y LH) ingresan a la circulación 

sistémica hasta llegar al ovario80. En los ovarios, la FSH actúa sobre las células de la 

granulosa, donde estimula el crecimiento y maduración folicular, y la síntesis de 

aromatasas que regulan la secreción de estrógenos. La LH en los folículos maduros 

estimula la ovulación y en la células de la teca la secreción de progesterona y 

andrógenos77.  

 

La secreción de gonadotropinas es regulada a nivel hipotalámico e hipofisiario a través 

de feedback positivos y negativos ejercidos por hormonas esteroides producidas por el 

ovario81. 
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A medida que los folículos ováricos crecen la concentración de estradiol incrementa hasta 

presentar un “pico” máximo que estimula el “pico” preovulatorio de LH y resulta en la 

ovulación. De igual manera esto favorece un pico de FSH que estimulará a la siguiente 

cohorte folicular que iniciará su desarrollo22. 

 

Además de las hormonas esteroides los ovarios secretan inhibina, activina y folistatina 

que constituyen otra vía de estímulos de retroalimentación positivos y negativos sobre la 

regulación de la secreción de FSH a nivel hipofisiario. La activina en la adenohipófisis 

estimula la secreción de FSH, mientras que la inhibina la suprime. Por su parte, la 

folistatina liga a la activina, con lo que ejerce un efecto inhibitorio sobre la secreción de 

FSH15,22. 

  

Aunado al eje de regulación neuroendocrina, la función gonadal está regulada por medio 

de la liberación secuencial y ordenada de neurotransmisores en frecuencia y amplitud 

específicas, que llegan al ovario vía la inervación extrínseca77,82. 

 

 

Inervación Ovárica 

 

La inervación extrínseca del ovario de la rata (Figura 6) está formada por fibras del 

sistema nervioso simpático, parasimpático y sensorial, que ingresan por el hilio del ovario 

a través de tres paquetes nerviosos82:  
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1. El nervio ovárico superior (NOS): Sus fibras se originan en los segmentos 

T11 a L4 de la médula espinal y hacen sinapsis en el ganglio celiaco 

mesentérico superior (GCMS)83. Las neuronas del NOS viajan junto con el 

ligamento suspensorio del ovario, ingresan por hilio e inervan células de la teca 

y la glándula intersticial84.  Por este nervio viajan fibras que transportan, 

péptido intestinal vasoactivo (VIP), neuropéptido Y (NPY) y en su mayoría 

noradrenalina (NA)83,85.  

 

2. El nervio del plexo ovárico (NPO): Es un nervio mixto que contiene fibras 

simpáticas y sensoriales que acompañan a la arteria ovárica e inervan 

principalmente la vasculatura. Las fibras simpáticas secretan NA y NPY, 

mientras que, las fibras sensoriales sintetizan sustancia P (SP) y el péptido 

relacionado con el gen que codifica a la calcitonina (CGRP)84. Las fibras 

sensoriales derivan de los ganglios de la raíz dorsal de los segmentos torácico 

inferior T9-T11 y lumbar superior L2-L4 y en el ganglio nodoso del vago, 

mientras que las fibras simpáticas derivan del GCMS83,86.  

 

3. El nervio vago (NV): Sus fibras inervan la vasculatura ovárica y son en su 

mayoría de naturaleza parasimpática además de las fibras sensoriales y 

motoras83. Las fibras del NV derivan del ganglio de la raíz dorsal de los 

segmentos T10 a L2, además del ganglio nodoso82,86. Los somas de las 

neuronas del NV están ubicados en cuatro núcleos del bulbo raquídeo: el 

núcleo dorsal motor del vago, el núcleo del tracto solitario, el núcleo ambíguo 
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y el núcleo espinal del nervio trigémino87. Este paquete nervioso transporta 

acetilcolina, sustancia P, y en menor cantidad VIP, somatostatina y gastrina88.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6. Esquema que muestra la inervación extrínseca que llega al ovario vía Nervio ovárico superior, Nervio del 

plexo ovárico y Nervio vago. GCMS, Ganglio celiaco mesentérico superior. Lawrence y Burden, 1980 (85). 

 

Además de la inervación extrínseca, los ovarios de mamíferos presentan inervación 

intrínseca formada por microganglios de naturaleza catecolaminérgica y VIPérgica21,82. 

Se ha mostrado que incluso en una misma especie la inervación intrínseca puede o no 

estar presente. En la rata, la presencia de neuronas intrínsecas parece depender de la 

cepa. En la rata Wistar, se han observado neuronas catecolaminérgicas distribuidas en 

el hilio, la médula y la corteza de los ovarios las cuales no se observan en las cepas 

Sprague-Dawley y Long-Evans82,89. 
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En resumen, los ovarios reciben NA de tres fuentes: 

1. La proveniente de la inervación vía el NOS y el NPO83. 

2. La secretada por las glándulas adrenales90. 

3. La intraovárica contenida en el líquido folicular, producida por células de la 

granulosa24. 

 

Papel de la inervación simpática en la regulación de las funciones del 

ovario 

De acuerdo con Ricu y colaboradores (91) en la rata, la capacidad de los nervios 

noradrenérgicos para liberar NA parece desarrollarse completamente al momento de la 

pubertad, mostrando un incremento que se mantiene a medida que el animal se acerca 

a la etapa adulta. Estudios en roedores han mostrado que el papel de la NA en la 

regulación del crecimiento y diferenciación folicular y en la secreción de hormonas 

esteroides, es mediado por receptores β-adrenérgicos presentes en las células de la 

teca6,92.  

 

Para estudiar el papel de la inervación simpática sobre las funciones del ovario se han 

empleado modelos de denervación quirúrgicos85 (mediante la sección del NOS) o 

farmacológicos93 (mediante la administración de agentes neurotóxicos). 

 

Uno de los fármacos empleados como herramienta de denervación es la guanetidina 

(GTD), un fármaco adrenérgico postgangliónico cuyo mecanismo de acción bloquea el 

almacenamiento y recaptura de NA en las vesículas presinápticas por la gran afinidad del 
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fármaco hacia las proteínas intravesiculares, lo que permite que sea rápidamente 

metabolizada por las monoaminooxidasas (MAO) sinápticas o citoplasmáticas94.   

 

En ratas adultas, la destrucción de la inervación simpática periférica por la administración 

crónica de 50 mg/kg de p.c. de GTD, disminuye la actividad de la TH y provoca 

infiltraciones de células linfocíticas en las neuronas catecolaminérgicas, que se traducen 

en la reducción de un 98% del número de fibras noradrenérgicas95,96. Por otro lado, la 

administración de GTD en ratas juveniles, disminuye la respuesta ovárica al estímulo 

gonadotrópico por las células de la granulosa y en consecuencia se reduce la población 

folicular y la concentración de estradiol93.   

 

En ratas prepúberes se ha mostrado que, la sección bilateral del NOS resulta en la 

disminución de la concentración de progesterona 30 minutos después de realizada la 

denervación y en un incremento en la concentración de testosterona a los 60 minutos97. 

Mientras que, en ratas adultas la sección bilateral del NOS en la mañana del proestro 

conduce a la disminución inmediata de las concentraciones en suero de progesterona y 

estradiol. Cuando este procedimiento es realizado en la mañana del estro las 

concentraciones de estas hormonas no se modifican85. Los autores sugieren que la 

información nerviosa que transcurre por las fibras del NOS regula la secreción de 

hormonas esteroides dependiendo de la edad del animal y del día del ciclo estral en que 

se realiza la sección85.  
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Chávez y colaboradores (98) mostraron que en ratas de 3, 12 o 18 meses de edad la 

concentración de NA aumenta a medida que el animal envejece y ello se acompaña del 

incremento en el número de folículos atrésicos y la disminución en el número de ovocitos 

liberados. Sin embargo, cuando se realiza la denervación farmacológica con GTD y se 

aplica un estímulo gonadotrópico se observa un incremento en el número de folículos 

sanos y el restablecimiento de la ovulación en hembras adultas de mediana edad (12 

meses de edad), contrario a lo observado en ratas senescentes (18 meses de edad), 

donde los animales presentan un mayor número de folículos atrésicos que aún con la 

depleción de NA, no ovulan. Lo que sugiere, que la inervación noradrenérgica ovárica 

ejerce un papel inhibitorio en la fisiología de la gónada durante el proceso de 

envejecimiento98. 

 

Por otra parte, Garrido y colaboradores (99) mostraron que en ratas de siete días de edad 

la administración crónica de GTD por tres semanas resulta en la disminución del 

contenido de NA ovárica tres y cuatro meses después de la denervación, lo que se 

acompaña del aumento en el número de folículos primarios y el número de folículos 

antrales sanos, mismos que mostraron una reducción en su tamaño. En estos animales 

también se observó una disminución de la concentración sérica de estradiol. Cuando el 

animal, previamente tratado con GTD, alcanza los seis meses de edad  el contenido de 

NA ovárica se restablece a valores semejantes a los de un animal control mientras que 

el contenido de NA adrenal aumenta. Asimismo, la actividad de TH disminuye y se 

observa una morfología ovárica semejante a la de animales sacrificados a los cuatro 

meses de edad; así como una disminución en la concentración de estradiol. Con estos 
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resultados, los autores sugieren que el restablecimiento de NA ovárica es proveniente de 

la NA adrenal y que la inervación simpática del ovario que se establece durante el 

desarrollo infantil, es necesaria para la adecuada respuesta de la función ovárica en 

etapas posteriores del desarrollo99. 

 

 

Síndrome de ovario poliquístico 

 

El síndrome de ovario poliquístico (SOPQ) es la fisiopatología más común en mujeres de 

edad reproductiva. En la clínica, el SOPQ muestra diversos signos y síntomas entre los 

cuales se incluyen: hiperandrogenismo clínico o bioquímico, oligo-anovulación y 

morfología ovárica poliquística2. Debido a la variedad de fenotipos, diferentes 

asociaciones e institutos han establecido criterios que facilitan su diagnóstico (Cuadro 1).   

 
Cuadro 1. Criterios diagnósticos del SOPQ de acuerdo con el Instituto Nacional de Salud, el Consenso de Rotterdam 

y la Sociedad de Exceso de Andrógenos y SOPQ2. 

 

CRITERIO 

 

Instituto Nacional 

de Salud 1990 

 

Consenso de 

Rotterdam 2003 

 

Sociedad de exceso de 

andrógenos y SOPQ 

2006 

 

Hiperandrogenismo 

clínico o bioquímico 

(HA) 

 

Oligo-Anovulación 

(OA) 

 

Quistes ováricos 

(QO) 

 

Dos criterios 

requeridos:  

1.HA 

2.OA 

 

 

 

 

 

 

Dos de tres 

criterios 

requeridos: 

1.HA 

2.OA 

3.QO 

 

 

Criterio requerido:  

1.HA 

 Acompañado de OA, QO 

o ambas. 
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Según los criterios diagnósticos del Instituto Nacional de Salud de 1990, la prevalencia 

del SOPQ a nivel mundial es del 4 al 7 %; del 15 al 18% de acuerdo a los criterios de 

Rotterdam y del 3 al 7 % de acuerdo a la Sociedad de Exceso de Andrógenos y SOPQ. 

En México, el 6.6% de la población femenina presenta el SOPQ según los criterios de 

Rotterdam100-102. 

La heterogeneidad del SOPQ dificulta la determinación de su origen. Se han planteado 

diversas hipótesis para explicar su etiología: 

 

1. Alteración hipotalámica: La hipótesis plantea que en mujeres con SOPQ se 

alteran los pulsos de secreción de la GnRH. En una mujer sin la fisiopatología se 

produce un pulso de GnRH cada 90 minutos, mientras que en pacientes con SOPQ 

este pulso se observa cada 60 minutos, lo cual favorece una mayor secreción de 

LH, así como un cambio en la relación LH/FSH a favor de la LH. Las elevadas 

concentraciones de LH estimulan a las células de la teca para producir 

andrógenos. La disminución de FSH altera la aromatización de los andrógenos a 

estrógenos en las células de la granulosa, el desarrollo folicular y la liberación de 

progesterona por el cuerpo lúteo, lo que conduce a un hiperandrogenismo 

sostenido y a la disfunción ovulatoria103-105.  

2. Disfunción ovárica: Se menciona que en las células de la teca incrementa la 

actividad del complejo enzimático P450c17, el cual induce la hidroxilación de 

pregnenolona a 17α-hidroxipregnolona y mediante la 17,20 liasa permite la 

formación de DHEA precursor de la androstenediona, lo que culmina en una 

condición de hiperandrogenismo y en el desarrollo del SOPQ103. 
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3.  Hiperactividad simpática: Está hipótesis postula que el SOPQ es el resultado 

del incremento en la actividad simpática de los nervios que llegan al ovario. 

Algunos estudios muestran que los ovarios de ratas con SOPQ, inducido por la 

inyección de un esteroide de larga actividad como el valerato de estradiol (VE), 

incrementa a nivel ovárico la síntesis del factor de crecimiento neural (NGF) y su 

receptor de baja afinidad, el p-75. La unión del NGF con su receptor genera una 

cascada de señalización que viaja de manera retrograda hasta llegar al GCMS, el 

origen de la inervación simpática del ovario, donde estimula la expresión de genes 

que codifican para la TH, enzima limitante en la síntesis de catecolaminas. Al 

incrementar la TH aumenta también la concentración de NA que viaja a través de 

las fibras simpáticas que inervan al ovario vía el NOS lo que resulta en el desarrollo 

del SOPQ3. La disminución del tono simpático mediante la sección bilateral del 

NOS, restablece la respuesta ovulatoria. Lo cual apoya que la hiperactividad de 

las fibras simpáticas que llegan al ovario vía NOS están implicadas en el desarrollo 

del SOPQ4,6. 

  

Modelos de inducción del síndrome de ovario poliquístico 

 

La variedad de hipótesis etiológicas sobre el SOPQ ha llevado al uso de modelos 

animales que permiten el estudio de su patogenia, siendo estos inducidos mediante 

diversos estímulos: 
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 Andrógenos: Debido a que el hiperandrogenismo es considerado como el 

principal criterio de diagnóstico del SOPQ, se han planteado modelos de inducción  

mediante la exposición prenatal106 y postnatal107 a andrógenos en roedores108.  

Tehrani y colaboradores (106) mostraron que la inyección con 5 mg de 

testosterona a ratas con 20 días de gestación, cuyos efectos son evaluados en las 

crías en etapa adulta, resulta en aciclicidad estral, disminución en el número de 

cuerpos lúteos e incremento en la concentración sérica de testosterona y LH,  sin 

cambios en las concentraciones de progesterona y estradiol. Este modelo 

reproduce algunas de las características del SOPQ en la mujer, sin embargo no 

favorece la formación de quistes ováricos en el animal adulto106.  

En otro modelo de exposición postnatal a andrógenos, Wu y colaboradores (107), 

mostraron que en ratas infantiles la inyección de propionato de testosterona 

durante 28 días, resulta en el incremento de las concentraciones de testosterona 

y estradiol, y en la disminución en la concentración de progesterona. Estos 

animales mostraron morfología ovárica poliquística similar a la de mujeres con 

SOPQ107.  

Este modelo de inducción provoca un hiperandrogenismo sostenido que ha sido 

asociado con alteraciones el eje hipotálamo-hipófisis-ovario que culminan con la 

anovulación106,107. 

 Estrógenos: Uno de los fármacos empleados en este modelo es el VE, un 

estrógeno de acción prolongada que presenta una vida media de eliminación de 

15 días6. La administración de una dosis de 2 mg de VE en ratas infantiles4 o 

adultas5 induce las características clínicas del SOPQ presentes en la mujer. Este 
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modelo conduce a la aciclicidad estral, en donde el animal permanece en estro 

constante, favorece la formación de quistes 56 días posteriores al tratamiento e 

incrementa la atresia folicular, además de bloquear la ovulación5. Las 

concentraciones séricas de progesterona no se modifican4, mientras que, las de 

testosterona y estradiol aumentan4,6. Este modelo incrementa la concentración de 

NA ovárica, por lo que la condición hiperandogénica ha sido asociada a la 

hiperactividad de las fibras simpáticas que llegan al ovario6. 

 Inhibidores de las aromatasas: Una de las hipótesis fisiopatológicas del SOPQ 

es la disminución de la actividad de la aromatasa en el ovario, el modelo que 

permite su estudio es la administración de letrozol, un fármaco que al inhibir la 

actividad de las aromatasas favorece la condición de hiperandrogenismo, lo cual 

se asocia con la formación de quistes ováricos109. 

Lee y colaboradores (110) mostraron que en ratas infantiles y adultas tratadas 

durante 21 a 23 días con letrozol, se interrumpe el ciclo estral en donde la mayoría 

de los animales se encuentra en diestro, incrementa el peso ovárico y los ovarios 

presentan quistes foliculares, folículos atrésicos y disminución o ausencia de 

cuerpos lúteos, indicador de oligo- anovulación. En este modelo de inducción del 

SOPQ incrementa la concentración sérica de testosterona y LH, mientras que la 

concentración de progesterona y estradiol disminuyen. Por otra parte, en los 

animales tratados con letrozol se observan altas concentraciones de insulina y la 

alteración en la tolerancia a la glucosa110. 
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 Estrés: Partiendo del modelo de la rata tratada con VE, en el cual la hiperactividad 

de las fibras simpáticas que inervan al ovario precede a la formación de quistes 

ováricos, Paredes y colaboradores (111) emplearon un modelo combinado de 

estrés por frío y restricción del movimiento en ratas adultas, este modelo induce el 

aumento del tono simpático del ovario tres semanas después de la exposición111. 

El aumento del tono simpático fue comprobado por el incremento en el contenido 

de NA en el GCMS y por la liberación de NA en el ovario. Dicho incremento de NA 

es correlacionado con el aumento en la secreción de andrógenos y estradiol, 

además de la presencia de prequistes y la disminución en el porcentaje de 

animales ovulantes111. 

Por otra parte, Dorfman y colaboradores (112) mostraron que en un modelo de 

estrés por frío durante 4 semanas, las concentraciones de NA y NGF aumentan,  

efecto asociado a un mecanismo compensatorio por el NGF a nivel del GCMS, 

similar a lo observado en la rata con SOPQ inducido por VE. En estos animales se 

mantiene la disminución en la población folicular e incrementa el número de 

folículos antrales con hipertrofia de las células de la teca, lo que podría ser 

resultado del incremento de NA. Los autores concluyen que la inducción del SOPQ 

en el modelo de estrés crónico por frío es producido a través de la activación 

simpática de las fibras que inervan el ovario112. 
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PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 
 

El SOPQ es la principal causa de infertilidad en mujeres en edad reproductiva, cuya 

prevalencia en México es del 6.6%. Su cuadro clínico presenta un conjunto de signos y 

síntomas entre los cuales se incluyen: el hiperandrogenismo clínico o bioquímico, oligo-

anovulación y morfología ovárica poliquística. Uno de los fármacos que permite la 

inducción del SOPQ es el VE, el cual provoca la hiperactividad de las fibras simpáticas 

que inervan a la gónada vía el NOS, evidenciada por el incremento de la concentración 

de NA ovárica. En la rata con SOPQ inducido con VE, la sección bilateral del NOS 

disminuye la concentración de NA ovárica lo que permite el restablecimiento de las 

funciones del ovario.  Además de NA, el NOS transporta otros péptidos, por lo cual se 

han planteado modelos de denervación farmacológica que destruyen exclusivamente 

fibras de naturaleza noradrenérgica, tal como la administración de GTD. La inyección 

crónica de GTD por vía i.p. destruye las fibras periféricas de NA y en la rata con SOPQ 

favorece el restablecimiento de la ovulación y la concentración sérica de hormonas 

esteroides. Dado que la denervación sistémica, no permite discernir si dicho 

restablecimiento se debe exclusivamente a la disminución de la NA ovárica, en el 

presente estudio nos hemos planteado la siguiente pregunta de investigación: 

En ratas con SOPQ ¿Cuál es el efecto de la denervación noradrenérgica del ovario 

izquierdo o derecho con GTD, sobre la respuesta ovulatoria, la concentración sérica de 

hormonas esteroides, la morfología ovárica y la inmunoreactividad de las fibras 

simpáticas, mediante la expresión de TH? 
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HIPÓTESIS 
 

Dado que el desarrollo y persistencia del SOPQ son consecuencia de la hiperactividad 

de las fibras simpáticas que llegan al ovario vía el NOS y por tanto del incremento de la 

concentración de NA ovárica, suponemos que en ratas con SOPQ, inducido por la 

inyección de VE, la eliminación selectiva de las fibras noradrenérgicas de una de las 

gónadas mediante la microinyección de GTD en la bursa ovárica restablecerá las 

funciones del ovario microinyectado. 

 

OBJETIVOS 

 

General: 

Evaluar en el modelo de la rata con SOPQ, el papel de la NA ovárica en la persistencia 

de la fisiopatología. 

 

Particulares:  

Evaluar en ratas con SOPQ, inducido por la inyección de VE, el efecto de la denervación 

noradrenérgica ovárica mediante la microinyección unilateral de GTD sobre: 

 El ciclo estral. 

 El peso de órganos. 

 El porcentaje de animales ovulantes. 

 El número de ovocitos liberados. 

 La morfología ovárica. 
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 La concentración sérica de hormonas esteroides. 

 La inmunoreactividad de TH en los ovarios. 

 

MATERIALY MÉTODOS 
 

 

Población de estudio y diseño: 

 

Se emplearon ratas hembras recién nacidas de la cepa CII-ZV, las cuales se mantuvieron 

en condiciones de bioterio luces encendidas de 05:00 a 19:00 h y temperatura de 22 ± 

2°C. En el día del nacimiento (día cero) las crías se sexaron y colocaron en camadas de 

seis individuos por caja, cinco hembras y un macho. Las ratas tuvieron libre acceso a la 

madre hasta el momento del destete (24 días de vida) y posteriormente al agua y al 

alimento, hasta el día de la autopsia. Los experimentos se realizaron en estricto apego a 

la Norma Oficial Mexicana NOM-062-ZOO-1999: especificaciones técnicas para la 

producción, cuidado y uso de los animales de laboratorio. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Sánchez-Solis K. 
 

 

 
 

49 
 

Los animales fueron asignados al azar a uno de los siguientes grupos experimentales 

(Figura 7): 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

  

 

Figura 7. Esquema que muestra la metodología general de la investigación. BI, bursa izquierda; BD, bursa derecha; 

Vh, vehículo; VE, valerato de estradiol; SS, solución salina; GTD: guanetidina. 

 

Control 

Vh 

VE 

Sacrificio en estro 

0 -59 DÍAS 64- 68 DÍAS 

Microinyección en:  
BI con SS (n=13) o GTD (n=12) 
BD con SS (n=14) o GTD (n=15) 

60 DÍAS 

 (Sin inyección de Vh o VE) 

DÍAS DE VIDA 

Sacrificio en estro 
14 días de edad 

Vh (0.1 mL de aceite de sésamo, i.m.)  

0- 13 DÍAS 15 -59 DÍAS 

Microinyección en: 
BI con SS (n=12) o GTD (n=13) 
BD con SS (n=14) o GTD (n=14) 

64- 68 DÍAS 60 DÍAS DÍAS DE VIDA 

Sacrificio en estro 
14 días de edad 

VE (2 mg /0.1 mL, i.m.)  

0- 13 DÍAS 15 -59 DÍAS 

Microinyección en: 
BI con SS (n=11) o GTD (n=14) 
BD con SS (n=11) o GTD (n=15) 

64- 68 DÍAS 60 DÍAS DÍAS DE VIDA 

 ♀ CII-ZV  

 ♀ CII-ZV  

 ♀ CII-ZV  
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Variables: 

 Independiente: 

a) Microinyección de solución salina en la BI o BD. 

b) Microinyección de GTD en la BI o BD. 

 Dependiente: 

a) Ciclo estral. 

b) Peso de órganos. 

c) Respuesta ovulatoria. 

d) Morfología ovárica. 

e) Concentración sérica de homonas esteroides. 

f) Expresión de TH. 

 

Técnicas: 

1. Inducción del Síndrome de Ovario Poliquístico: Animales de 14 días de edad 

fueron inyectados por vía intramuscular con 2 mg de VE (Sigma Chem. Co., St. 

Luis, Mo. USA) disueltos en 0.1 mL de aceite de sésamo  (SIGMA-ALDRICH, 

Co., St. Luis, USA) que fungió como vehículo (Vh), como grupos de 

comparación se emplearon animales inyectados con Vh o sin tratamiento. Se 

monitoreó diariamente la edad de apertura vaginal, parámetro que indica el 
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inicio de la pubertad en la rata, a partir de la cual se realizaron frotis vaginales 

por un lapso de dos semanas, mismos que se reanudaron dos semanas antes 

de que los animales cumplieran 60 días de edad. 

 

2. Denervación noradrenérgica ovárica: Animales intactos o previamente 

inyectados con Vh o VE al cumplir los 60 días de edad, fueron microinyectados 

en la bursa ovárica izquierda o derecha con 20 µL de GTD (dosis de 50 mg/kg 

de p.c.) o solución salina. Para ello los animales se anestesiaron con éter, se 

realizó una incisión dorsolateral en la piel, músculo y peritoneo de 

aproximadamente 2 cm de largo a través de la cual se expuso el ovario unido al 

útero, se identificó la bursa ovárica y se procedió con la microinyección, se 

regresó el ovario a la cavidad peritoneal y se suturó la herida. 

 

Todos los tratamientos, frotis y cirugías se realizaron entre las 08:00 y las 11:00 horas. 

Los animales fueron sacrificados entre los 64-68 días de edad al presentar un estro 

vaginal. El 80% de los animales fueron sacrificados por decapitación mientras que, el 

20% restante fue sacrificado por perfusión intracardiaca. 

 

3. Sacrificios por decapitación: Se colectó la sangre del tronco, se permitió la 

coagulación a temperatura ambiente y se centrifugó a 3500 rpm durante 15 

minutos. El suero obtenido fue colocado en tubos eppendorf que se mantuvieron 

a -20°C hasta la cuantificación de progesterona, testosterona y estradiol por 

quimioluminiscencia. 
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A la autopsia de los animales, se extrajeron ambos ovarios, el útero y el bazo, 

todos los órganos se pesaron en una balanza analítica. Se separaron los 

oviductos de los ovarios y dentro de ellos se contó el número de ovocitos con 

ayuda de un microscopio estereoscópico (Nikon C-PS). 

 

Los ovarios se fijaron en solución de Bouin durante 24 horas, posteriormente se 

deshidrataron en etanol al 70, 80, 96 y 100 % v/v, y por último en cloroformo; 

inmediatamente después de la deshidratación se incluyeron en paraplast (Leica 

Biosystems, Richmond, USA). Se realizaron cortes histológicos seriados a 10 

µm, que fueron teñidos con hematoxilina-eosina y posteriormente montados con 

entellan (Merck KGaA, Darmstadt, Germany). 

Se realizó el análisis de los cortes a 4, 20 y 40x con el fin de buscar la presencia 

de prequistes y quistes foliculares, cuerpos lúteos o folículos en desarrollo. 

 

Los quistes foliculares se definieron como folículos desprovistos de ovocitos, 

que muestran una gran cavidad antral, una capa gruesa de células de la teca y 

un compartimento adelgazado de células de la granulosa que contiene células 

aparentemente sanas. Los folículos prequísticos se definieron como folículos 

grandes, con o sin ovocitos, que contienen cuatro o cinco capas de células de 

granulosa pequeñas con núcleo densamente empaquetado, que rodean una 

cavidad antral grande y con un compartimento de células de la teca 

aparentemente normal 5. 
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4. Sacrificios por perfusión intracardiaca: Este método de sacrificio se realizó 

para la preservación de los ovarios empleados en la inmunohistoquímica para 

expresión de TH. Esta técnica de  sacrificio permite la conservación de tejidos 

y la eliminación de restos sanguíneos dentro de este, mediante la administración 

de fijadores, lo que permite evitar ruido de fondo. Los animales fueron 

inyectados por vía i.p. con 40 mg/ kg de p.c. de pentobarbital sódico (Pisa 

Agropecuaria, S.A. de C.V.), se realizó la perfusión intracardiaca con una bomba 

peristáltica, a través de la cual se pasaron 150 mL de solución salina (solución 

para limpiar los órganos), seguido de 150 mL de paraformaldehído al 4% 

(solución fijadora), a una velocidad de 8 mL/ min. Al finalizar la perfusión con la 

solución fijadora, se extrajeron ambos ovarios y las glándulas adrenales las 

cuales fungieron como controles positivos para TH. Ambos tejidos se 

mantuvieron en paraformaldehído por 24 horas. Posteriormente se colocaron 

en solución buffer de fosfatos (PBS) durante un día. Por último los órganos se 

colocaron en  sacarosa al 10, 20 y 30% durante 24 horas en cada solución, 

después del último cambio de sacarosa los órganos se incluyeron en tissue-tek 

(Sakura Finetek Inc., U.S.A.) y se congelaron a -20 °C, posteriormente se 

realizaron cortes histológicos a 7 µm de grosor de la parte medular de los 

órganos con ayuda de un criostato. Los cortes se montaron en laminillas 

previamente silanizadas. 
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5. Inmunohistofluorescencia de TH: Los cortes de ovarios de animales 

sacrificados por perfusión intracardiaca se enjuagaron una vez con PBS y dos 

veces con buffer de fosfatos (PBS) con 0,5% de Triton X-100. Se incubaron las 

secciones durante 30 minutos en albúmina de suero bovino al 2% libre de IgG 

(BSA sigma) para reducir la tinción de fondo. Posteriormente se incubó durante 

toda la noche a  4 °C  con un anticuerpo primario policlonal de conejo anti-TH 

(1:200) (Santa Cruz Biotechnology Inc., EE. UU., sc-14,007). Al día siguiente, 

fueron incubadas con el anticuerpo secundario anti-conejo acoplado a 

fluresceína FITC (1:200) (Jackson Immuno Research Laboratories Inc.) durante 

una hora. Se realizó la contratinción de los núcleos con DAPI Vecta-shield 

(Vector Labs., CA, EE. UU., H-1200). Las secciones de los ovarios se 

observaron usando un microscopio de fluorescencia (Nikon Eclipse E400, 

Japón) y se tomaron fotografías con una cámara digital (Nikon DS-U2, 

Japón).  El análisis de la imagen se realizó utilizando el sistema Nis-Elements 

BR 3.0 (Nikon).   

 

6. Cuantificación de hormonas esteroides: La cuantificación de hormonas 

esteroides en suero se realizó por quimioluminiscencia mediante el sistema  

Immulite 1000. En este inmunoensayo la cuantificación de la hormona de interés 

depende de la reacción competitiva entre un antígeno marcado con una enzima 

(fosfatasa alcalina) y un anticuerpo (Figura 8). La fosfatasa alcalina cataliza la 

desfosforilación del sustrato luminisente (fosfato de adamantil dioxetano), 

dando como intermedio a un anión inestable que emite un fotón en la 
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descomposición. La cantidad de luz emitida es directamente proporcional a la 

cantidad de fosfatasa alcalina unida al anticuerpo e inversamente proporcional 

a la cantidad de la hormona libre113-116. El luminómetro del equipo detecta la 

señal y realiza el recuento de fotones de la luz emitida por la reacción en un 

rango de longitud de onda de 425 a 500 nm y mediante la interpolación en una 

curva estándar se transforma en concentración114,116.  

 

El proceso de cuantificación para todas las hormonas se llevó a cabo mediante la 

siguiente secuencia de pasos116: 

1. Se colocaron aproximadamente 500 µL de suero de cada muestra dentro de un 

microtubo y se ingresó al equipo. 

2. El equipo mide 25 µL de muestra y la deposita en la fase sólida que contiene el 

anticuerpo policlonal para progesterona, testosterona o estradiol, según sea el 

caso. 

3. Se añade la hormona conjugada con fosfatasa alcalina (fase líquida). 

4. Se incuba durante una hora a 37 °C con agitación intermitente para la 

determinación de testosterona y estradiol, y 30 minutos para progesterona. 

5. La hormona en la muestra de suero compite con el antígeno marcado, es decir la 

hormona marcada con la fosfatasa alcalina. 

6. El conjugado enzimático no unido es eliminado por centrifugación. 

7. Se agrega el sustrato quimioluminiscente (fosfato de adamantil dioxetano). 

8. Se incuba durante 10 minutos. 

9. El sustrato se hidroliza a un anión inestable catalizado por la fosfatasa alcalina. 
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Hormona en suero de 
la muestra  
(antígeno) 

Hormona marcada con 
la enzima  

 

Anticuerpo policlonal de la 
hormona de interés  

Unión competitiva  
del Ag y Ag marcado + 

Fosfatasa alcalina 

10. La descomposición del anión produce una emisión sostenida de luminiscencia que 

es cuantificada por el luminómetro. 

11. Se transforma la intensidad de señal en una concentración mediante la 

interpolación dentro de la curva estándar, la intensidad de la señal es 

inversamente proporcional a la concentración de la hormona dentro de la  muestra. 

Los coeficientes de variación intra e inter ensayo fueron 6.7% y 7.9%  (progesterona), 

6.4% y 7.3% (testosterona) y 7.1% y 8.3%  (estradiol). 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

Figura 8. Esquema que muestra el inmunoensayo competitivo por quimioluminiscencia. Ag: antígeno. Jandreski, 

1998 (113). 

 

 

 

  

 

 

 

Sustrato quimioluminiscente  
(fosfato de adamantil 

dioxetano). 
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ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

La media ± e.e.m. del peso corporal, peso de los órganos y la concentración sérica de 

hormonas esteroides, fueron analizados por la prueba de Análisis de Varianza 

Multifactorial de dos vías (ANDEVA de dos factores) seguida de la prueba de Tukey-

Kramer. El porcentaje de animales ovulantes y el porcentaje de animales acíclicos se 

analizó por la prueba exacta de Fisher para proporciones. La media ± e.e.m. del número 

de ovocitos liberados fue analizada por la prueba de Kruskal-Wallis, seguida de Dunn. 

Todo el análisis estadístico se realizó usando el programa estadístico GraphPad Prism 

8.3.0. Se consideraron estadísticamente significativas aquellas diferencias cuya 

probabilidad sea igual o menor a 0.05 (p˂0.05). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Sánchez-Solis K. 
 

 

 
 

58 
 

RESULTADOS 

 

Ciclo estral 
 

La inyección de VE a ratas de 14 días de edad resultó en la alteración del ciclo estral en 

el 100% de los animales, en donde la mayoría de estos mostraron periodos de estros 

persistentes. El tratamiento con GTD revirtió este efecto en el 57% de los animales 

cuando se micoinyectaron del lado izquierdo y en el 47% cuando se hizo del lado derecho. 

Este efecto no se observa en los animales con SOPQ microinyectados con solución 

salina, ya que el 100% de estos son acíclicos  (Figura 9). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 9. Porcentaje de animales acíclicos inyectados con valerato de estradiol (VE) en el día 14 de vida, antes y 

después de ser microinyectados con solución salina (SS) o guanetidina (GTD) en la bursa ovárica izquierda (BI) o 

derecha (BD) a los 60 días de edad. Los animales fueron sacrificados entre los 64-68 días de edad en el día del estro 

vaginal. a p˂0.05  vs. VE+SS (Bursa izquierda), b p˂0.01  vs. VE. Prueba exacta de Fisher. 
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Peso corporal y el peso relativo de órganos 
 

El peso corporal de animales tratados con VE y microinyectados con solución salina en 

la bursa ovárica izquierda o derecha fue menor, respecto a los animales inyectados con 

Vh microinyectados con solución salina. Mientras que, en animales tratados con VE, la 

microinyección de GTD en la bursa derecha resultó en el aumento del peso corporal, 

respecto a los animales con SOPQ microinyectados con solución salina (Cuadro 2). 

 

En animales tratados con Vh, la microinyección con GTD en la bursa izquierda resultó en 

la disminución de la masa ovárica, en comparación con animales Vh microinyectados 

con solución salina.  La masa ovárica de los animales tratados con VE y microinyectados 

unilateralmente con solución salina fue menor que los tratados con Vh, mientras que en 

los microinyectados con GTD en la bursa del ovario derecho fue mayor que en los 

microinyectados con solución salina (Cuadro 2). 

 

El peso del útero fue menor en animales tratados con VE y microinyectados con solución 

salina en la bursa del ovario derecho, respecto a los animales inyectados con Vh. 

Mientras que, la microinyección con GTD en la bursa del ovario derecho de animales con 

SOPQ, resultó en el incremento del peso del útero en comparación con animales con la 

patología microinyectados con solución salina y aquellos microinyectados con GTD en la 

bursa izquierda (Cuadro 2). 
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Cuadro 2. Peso corporal y peso relativo (mg/100 g de peso corporal) de la masa ovárica y del útero por 

grupo de estudio. 

 

 

Grupo 

  

Peso corporal 

(gramos) 

  

Masa ovárica 

(mg/100g pc) 

 

Útero  

(mg/100g pc)  

 

SS-BI 

SS-BD 

GTD-BI 

GTD-BD 

 

Vh+SS-BI 

Vh+SS-BD 

Vh+GTD-BI 

Vh+GTD-BD 

 

VE+SS-BI 

VE+SS-BD 

VE+GTD-BI 

VE+GTD-BD 

 

193.5± 3.6 

199.9± 3.4 

190.5± 5.7 

205± 4.2 

 

210.2± 5.5 

191.2± 7.1 

203.2± 4.5 

205.4± 3.1 

 

172.0± 7.2 a 

161.0± 14.0 a 

190.4± 6.0 

196.3± 5.1 b 

 

26.5± 1.2 

31.8± 1.8 

28.0± 2.8 

30.2± 1.4 

 

32.1± 3.2 

30.7± 2.0 

26.0± 1.7 a 

29.0± 1.5 

 

23.4± 2.5 a 

18.2± 3.7 a 

25.2± 1.2 

28.3± 1.0 b 

 

176.3± 11.4 

167.9± 9.9 

170.5± 14.9 

172.4± 9.2 

 

147.4± 7.5 

167.9± 10.2 

144.4± 6.0 

169.9± 6.2 

 

131.0± 12.3 

124.3± 9.9 a 

125.0± 8.4 

157.6± 10.3 bc 

 

Media ± eem del peso corporal y peso relativo (mg/100 g de peso corporal) de la masa ovárica y del útero animales sin 

tratamiento previo o inyectados vía intramuscular con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE) a los 14 días de edad 

y microinyectados a los 60 días de edad en la bursa ovárica izquierda (BI) o derecha (BD) con solución salina (SS) o 

guanetidina (GTD). Los animales fueron sacrificados entre los 64-68 días de edad en el día del estro vaginal. a p˂0.01 

vs Vh+SS (su respectiva bursa); b p˂0.01 vs VE+SS (Su respectiva bursa);  c p˂0.05 vs VE+GTD (BI). Prueba de 

ANDEVA de dos factores seguida de Tukey-Kramer.
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Ovulación 

 
 

La  microinyección de solución salina en la bursa del ovario derecho disminuyó el 

porcentaje de animales ovulantes en comparación con los animales microinyectados en 

la bursa izquierda  (Figura 10A). El número de ovocitos liberados no se modificó por la 

microinyección de solución salina o GTD (Figura 10B). 

En los animales inyectados con Vh, la microinyección de solución salina o GTD no 

modificó el porcentaje de animales ovulantes (Figura 10A), ni el número de ovocitos 

liberados (Figura 10B). 

En animales con SOPQ, la microinyección de solución salina en la bursa ovárica izquierda 

o derecha resultó en un bloqueo de la ovulación.  

En tanto que, en las ratas tratadas con VE y microinyectadas con GTD en la bursa 

izquierda o derecha el 80% de los animales ovuló por ambos ovarios, con una cuota 

ovulatoria similar a la del grupo Vh microinyectado con GTD (Figura 10A, 10B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Sánchez-Solis K. 
 

 

 
 

62 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 10. Porcentaje de animales ovulantes (A) y Media ± eem del número de ovocitos liberados (B) por los 

ovarios izquierdo y derecho de animales intactos o tratados con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE) a los 14 días 

de edad y microinyectados a los 60 días de edad en la bursa ovárica izquierda (BI) o derecha (BD) con solución salina 

(SS) o guanetidina (GTD). Los animales fueron sacrificados entre los 64-68 días de edad en el día del estro vaginal.    

a p˂0.05 vs SS (BI); b p<0.01 vs VE+SS (su respectiva bursa). Prueba exacta de Fisher (para el porcentaje de animales 

ovulantes) y Prueba de Kruskal-Wallis, seguida por la prueba de Dunn (para el número de ovocitos liberados).  
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Morfología ovárica 
 

Los animales que fueron tratados con Vh y microinyectados con solución salina o GTD, 

en la bursa del ovario izquierdo (Figura 11A, 11B) o derecho (Figura 12A, 12B) mostraron 

folículos en diferentes estadíos del desarrollo y cuerpos lúteos tanto en el ovario 

microinyectado como en el contralateral.  

En ratas con SOPQ la microinyección de solución salina no revirtió el efecto del VE, ya 

que en la histología del ovario microinyectado se observaron múltiples quistes y 

prequistes foliculares (Figura 11C, 12C). Mientras que, la microinyección con GTD resultó 

en la presencia de cuerpos lúteos y de folículos en desarrollo en el ovario microinyectado 

y quistes foliculares en el contralateral (Figura 11D, 12D). 
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Figura 11. Micrografías de los cortes histológicos de ovarios de ratas inyectadas a los 14 días de edad con vehículo 

(Vh) o con valerato de estradiol (VE) y microinyectadas a los 60 días de edad en la bursa del ovario izquierdo (BI) con 

solución salina (SS) o guanetidina (GTD). Los animales fueron sacrificados entre los 64-68 días de edad en el día del 

estro vaginal. Cortes a 10 µm de grosor  teñidos con HE, 40x. F, folículo; CL, cuerpo lúteo; Q, quiste; PQ, prequiste. 

La jeringa indica el ovario que fue microinyectado (ovario izquierdo). 
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Figura 12. Micrografías de los cortes histológicos de ovarios de ratas inyectadas a los 14 días de edad con vehículo 

(Vh) o valerato de estradiol (VE) y microinyectadas a los 60 días de edad en la bursa del ovario derecho (BD) con 

solución salina (SS) o guanetidina (GTD). Los animales fueron sacrificados entre los 64-68 días de edad en el día del 

estro vaginal. Cortes a 10 µm de grosor  teñidos con HE, 40x.  

F, folículo; CL, cuerpo lúteo; Q, quiste; PQ, prequiste. La jeringa indica el ovario que fue microinyectado (ovario 

derecho). 
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Concentración sérica de hormonas esteroides 

 

Progesterona 

La microinyección en la bursa izquierda o derecha con solución salina o GTD, no modificó 

la concentración en suero de progesterona. En los animales tratados con Vh y 

microinyectados con GTD en la bursa del ovario derecho la concentración de 

progesterona fue mayor respecto al grupo sin tratamiento microinyectado con GTD en la 

bursa derecha. En animales con VE la denervación con GTD no modificó la concentración 

sérica de progesterona (Figura 13).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. Media ± eem de la concentración sérica de progesterona de animales sin tratamiento previo o tratados 

con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE) a los 14 días de edad y microinyectados a los 60 días de edad en la 

bursa ovárica izquierda (BI) o derecha (BD) con solución salina (SS) o guanetidina (GTD). Los animales fueron 

sacrificados entre los 64-68 días de edad en el día del estro vaginal. a p<0.01 vs GTD (BD). Prueba de ANDEVA de 

dos factores seguida de Tukey-Kramer. 
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Testosterona 

La microinyección de solución salina en la bursa del ovario derecho resultó en una menor 

concentración de testosterona en comparación con la bursa del ovario izquierdo. La 

concentración de testosterona en animales microinyectados con GTD en la bursa del 

ovario izquierdo fue menor respecto a los animales microinyectados con solución salina 

(Figura 14).  

La microinyección de solución salina o GTD en la bursa izquierda o derecha de animales 

tratados con Vh, no modificó la concentración de testosterona (Figura 14). 

En animales con SOPQ microinyectados con solución salina en la bursa del ovario 

derecho la concentración sérica  de testosterona fue mayor en comparación con los 

animales tratados con Vh microinyectados con solución salina en la bursa derecha y que 

en los animales tratados con VE y microinyectados con solución salina en la bursa del 

ovario izquierdo. La concentración sérica de testosterona fue menor en animales tratados 

con VE y microinyectados con GTD en la bursa ovárica  izquierda o derecha en 

comparación con el grupo tratdo con VE y microinyectado con solución salina (Figura 14). 
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Figura 14. Media ± eem de la concentración sérica de testosterona de animales sin tratamiento previo o tratados 

con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE) a los 14 días de edad y microinyectados a los 60 días de edad en la 

bursa ovárica izquierda (BI) o derecha (BD) con solución salina (SS) o guanetidina (GTD). Los animales fueron 

sacrificados entre los 64-68 días de edad en el día del estro vaginal. a p˂0.05  vs su BI; b p˂0.01 vs SS (BI), c p˂0.01 

vs Vh+SS (BD), d p<0.01 vs VE+SS (su respectiva bursa). Prueba de ANDEVA de dos factores seguida de Tukey-

Kramer. 
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Estradiol 

La microinyección de solución salina o GTD tiene efectos asimétricos sobre la 

concentración sérica de estradiol, es decir, cuando se microinyecta solución salina en la 

bursa derecha la concentración de la hormona es menor. Mientras que, se observan 

mayores concentraciones de estradiol cuando se microinyecta GTD la bursa del ovario 

derecho (Figura 15).  

La concentración de estradiol disminuyó en animales tratados con Vh y microinyectados 

con solución salina en la bursa del ovario izquierdo, en comparación con los animales sin 

tratamiento y microinyectados con solución salina en la bursa izquierda. En animales 

inyectados con Vh y denervados con GTD por el ovario derecho la concentración sérica 

de estradiol fue menor respecto al grupo sin tratamiento microinyectado con GTD en la 

bursa del ovario derecho (Figura 15). 

La concentración sérica de estradiol en animales con SOPQ no se modificó por la 

microinyección de solución salina o GTD en la bursa izquierda o derecha del ovario en 

comparación con animales tratados con Vh (Figura 15). 
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Figura 15. Media ± eem de la concentración sérica de estradiol de animales sin tratamiento previo o tratados con 

vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE) a los 14 días de edad y microinyectados a los 60 días de edad en la bursa 

ovárica izquierda o derecha con solución salina (SS) o guanetidina (GTD). Los animales fueron sacrificados entre los 

64-68 días de edad en el día del estro vaginal. a p˂0.05  vs su BI, b p˂0.01  vs  SS (su respectiva bursa), c p<0.01 vs 

GTD (BD). Prueba de ANDEVA de dos factores seguida de Tukey-Kramer. 
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Inmunoreactividad de TH en los ovarios 

 

En los ovarios de los animales con SOPQ, microinyectados con solución salina se observó 

la presencia de prequistes cuyas células de la teca presentan inmunoreactividad para la 

enzima TH (Figura 16). 

La población folicular observada en los ovarios de animales tratados con Vh y 

microinyectados con GTD en la bursa del ovario izquierdo no presentó inmunoreactividad 

a la TH, sin embargo, en el cuerpo lúteo se observó una baja expresión de la enzima. 

Mientras que, cuando la GTD se microinyectó en el ovario derecho, las estructuras 

foliculares si presentaron inmunoreactividad (Figura 16). 

En los animales tratados con VE se observó que cuando el ovario izquierdo es 

microinyectado con GTD este muestra inmunoreactividad a TH en los cuerpos lúteos, 

mientras que, el ovario derecho presenta quistes que expresan inmunoreactividad a TH, 

así como folículos en diferentes estadíos del desarrollo (Figura 16). 

Si la microinyección se realiza en el ovario derecho, este muestra inmunoreactividad a 

TH en folículos y cuerpos lúteos, mientras que los prequistes observados en el ovario 

izquierdo no presentan inmunoreactividad (Figura 16).  
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*VE+SS  

*Vh+GTD-BI OI *Vh+GTD-BD OD 

*VE+GTD-BI OI VE+GTD-BI OD 

VE+GTD-BD OI *VE+GTD-BD OD 

 

Figura 16. Fotomicrografías que muestran la inmunoreactividad para la tirosina hidroxilasa (TH) en cortes de ovario 

de animales inyectados a los 14 días de edad con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE) y microinyectados a los 

60 días de edad en la bursa ovárica izquierda (BI) o derecha (BD) con solución salina (SS) o guanetidina (GTD). Todos 

los animales fueron sacrificados entre los 64-68 días de edad en el día del estro vaginal. Las secciones de los ovarios 

fueron teñidas con anticuerpo anti-TH (color verde) y los núcleos con DAPI (color azul). OI, ovario izquierdo; OD, ovario 

derecho; PQ, prequiste;  T, células de la teca; F, folículo; CL, cuerpo lúteo; Q, quiste. El * indica el ovario microinyectado. 

El recuadro blanco indica folículos en desarrollo, así como la teca de quistes y prequistes foliculares. 
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DISCUSIÓN  
 

 

Los resultados obtenidos en el presente estudio muestran que en ratas con SOPQ la 

microinyección unilateral de GTD restablece, tanto en el ovario microinyectado como en 

el que no lo fue, la respuesta ovulatoria en el 80% de los animales, lo cual se corrobora 

por la presencia de cuerpos lúteos y se acompaña de la disminución en la concentración 

sérica de testosterona. Estos resultados nos permiten sugerir que la persistencia del 

SOPQ es regulada de manera estimulante por la NA ovárica y son una evidencia más de 

la comunicación entre las gónadas (Figura 17). 

 

El tratamiento con VE a ratas de 14 días de edad resultó en la alteración del ciclo estral, 

con periodos de estros persistentes, menor peso corporal, disminución en la masa 

ovárica,  falta de ovulación y presencia de quistes, tal y como ha sido reportado5,-7, 117.120,. 

 

En mujeres con SOPQ se ha mostrado que la proporción LH/FSH se altera y ello favorece 

un incremento en la secreción de LH, lo que conduce a la irregularidad del ciclo 

menstrual104. En ratas con SOPQ, inducido por el tratamiento con VE, se observa un 

patrón de aciclicidad con cornificación vaginal persistente, que se acompaña de 

alteraciones en las concentraciones de LH5,118,121. Es posible que en nuestros animales 

tratados con VE y microinyectados en la bursa izquierda o derecha con solución salina, 

la alteración en el ciclo estral se explique por la modificación en los pulsos de secreción 

de GnRH, inducidos por el VE. Por otro lado, se ha planteado que el hiperandrogenismo, 

así como la hiperactividad de las fibras noradrenérgicas inducen una condición de 
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aciclicidad6,117. En el presente estudio, se observó una condición de hiperandrogenismo 

sólo en los animales con SOPQ que fueron microinyectados con solución salina en la 

bursa derecha, tal asimetría podría deberse a las diferencias en el número de fibras 

simpáticas que reciben los ovarios88 y al número de conexiones tras-sinápticas que 

presentan las gónadas con el sistema nervioso central (SNC)126. Estos resultados 

permiten sugerir que el ciclo estral no sólo está regulado por las concentraciones séricas 

de hormonas esteroides, sino también por la NA ovárica. 

 

 

 Los estudios de Barria y colaboradores (6) y Rosa-E-Silva (118) apoyan nuestra 

interpretación, ya que mostraron que en la rata con SOPQ inducido por VE, el patrón del 

ciclo estral se recupera al eliminar la hiperactividad de las fibras simpáticas. En el 

presente estudio se observó que en el modelo del animal con SOPQ, la destrucción 

farmacológica de las fibras simpáticas por la microinyección con GTD restablece el patrón 

del ciclo estral en el 50% de los animales. 

 

Aproximadamente el 50% de las mujeres con SOPQ tienen sobrepeso u obesidad, la 

mayoría de estas presentan el fenotipo abdominal misma que ha sido relacionada con 

alteraciones metabólicas como la resistencia a la insulina122. Contrario a estas 

observaciones nuestros resultados muestran que en el modelo de la rata con SOPQ, 

inducido con VE, hay una pérdida en el peso corporal, tal y como ha sido reportado119,123. 

Stener-Victorin y colaboradores (123) sugieren que en ratas con la fisiopatología, la 

disminución en el peso corporal se debe al aumento en el metabolismo de grasas que se 
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producen en respuesta al incremento en la producción de glucocorticoides 

suprarrenales123, ya que en roedores el aumento de la concentración sérica de 

glucocorticoides favorece la actividad lipolítica sobre los adipocitos, lo que provoca la 

disminución del tejido adiposo y por tanto del peso corporal124.   

Por otro lado, Wellman (125), mostró que la activación del receptor adrenérgico 1 en el 

núcleo paraventricular inhibe la ingesta de alimentos. En ratas con SOPQ, inducido por 

VE, se ha observado un incremento en la expresión de dicho receptor en el núcleo 

paraventricular, que se acompaña de hiperactividad de las fibras simpáticas123, lo cual 

podría explicar la pérdida de peso observado en nuestros animales. Asimismo, 

mostramos que en ratas con SOPQ, la microinyección de GTD en la bursa del ovario 

derecho favoreció la ganancia del peso corporal, en tanto  que en los animales 

microinyectados con GTD en la bursa del ovario izquierdo el peso corporal permaneció 

bajo. Hasta el momento no contamos con una explicación para tal respuesta asimétrica. 

 

El desarrollo folicular es regulado de manera estimulante por la secreción pulsátil de FSH 

a partir de la formación de folículos secundarios, momento en el cual los folículos 

expresan receptores a dicha gonadotropina36,37. Nuestros resultados muestran una 

disminución de la masa ovárica en los animales con SOPQ microinyectados con solución 

salina, que puede ser atribuida a la disminución de las concentraciones circulantes de 

gonadotropinas tras la administración del VE, lo que conllevaría a un menor desarrollo 

folicular5. En nuestros animales la presencia de quistes foliculares, la ausencia de 

cuerpos lúteos y el escaso desarrollo folicular, apoyan esta teoría.  
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Se ha mostrado que la eliminación de las fibras noradrenérgicas, mediante la inyección 

i.p. de GTD resulta en la disminución del desarrollo folicular93 y de la masa ovárica127. En 

el presente estudio se observó que en los animales tratados con Vh la microinyección de 

GTD en la bursa del ovario izquierdo disminuye la masa ovárica en comparación con un 

animal control. Estos resultados apoyan la hipótesis de que además de las 

gonadotropinas, las catecolaminas participan de manera estimulante en la regulación del 

crecimiento folicular, que repercute en el peso de la gónada. 

 

Sin embargo, en ratas con SOPQ, inducido por VE, la disminución del tono simpático a 

nivel sistémico por la administración de GTD7 o local por el bloqueo de receptores β-

adrenérgicos con propanolol32, favorece el crecimiento folicular, lo que ha llevado a 

sugerir que en la rata con SOPQ, la inervación noradrenérgica ejerce un efecto inhibitorio 

sobre la dinámica del desarrollo folicular y favorece la formación de quistes. Es posible 

que el aumento en la masa ovárica observada en nuestros animales con SOPQ y 

microinyección de GTD en la bursa del ovario derecho se explique por la disminución del 

tono noradrenérgico y que la ausencia de efecto sobre la masa ovárica al microinyectar 

GTD en la bursa del ovario izquierdo, indiqué que el desarrollo folicular se reactiva de 

manera más eficiente en el ovario derecho. Esta respuesta puede estar relacionada con 

la inervación recibida por los ovarios77, ya que se ha mostrado que el ovario derecho 

recibe un mayor número de fibras nerviosas88. 

 

Por otra parte en la mujer, se han mostrado asimetrías entre los ovarios izquierdo y 

derecho, siendo el ovario derecho el que cuenta con un 8% más de folículos antrales y 
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10% más de volumen que el ovario izquierdo128. En cobayas prepúberes, el porcentaje 

de folículos sanos con un diámetro promedio inferior a 350 μm es significativamente 

mayor en el ovario derecho que en el izquierdo129. Por lo que no se descarta que en 

nuestros animales con SOPQ, el tratamiento con GTD haya favorecido el crecimiento de 

un mayor número de folículos por el ovario derecho, dando como resultado el incremento 

en la masa ovárica. 

 

En los animales con SOPQ microinyectados con solución salina en la bursa del ovario 

derecho se observó una disminución en el peso del útero, que podría explicarse por el 

incremento en la concentración sérica de testosterona observado en nuestros animales; 

ya que se ha mostrado que está hormona inhibe la proliferación de células del estroma 

uterino130. El aumento en el peso del útero observado en los animales con SOPQ y 

denervados con GTD en la bursa del ovario derecho, apoyan esta idea, ya que la 

concentración de testosterona fue menor. Sin embargo, este aumento en el peso uterino 

no se observa cuando la GTD se microinyecta en la bursa izquierda a pesar de la 

disminución en la concentración de testosterona, probablemente este hecho sea debido 

al porcentaje de fibras noradrenérgicas que inervan al útero ya que el 90% de estas 

provienen del NPO, y sólo el 3% son positivas a TH131. Se ha mostrado que las neuronas 

que inervan al útero contienen en su mayoría SP y CGRP132 y que el aumento de ambos 

péptidos es paralelo al crecimiento uterino133.  Brauer y colaboradores (133) mostraron 

que la eliminación de las fibras sensoriales con capsaicina en ratas neonatales 

incrementa la densidad de las fibras noradrenérgicas en el útero, y la concentración de 

NA uterina, con lo que los autores sugieren que la hiperactividad de las fibras 
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noradrenérgicas después de la denervación sensorial se produce como consecuencia de 

una mayor disponibilidad del NGF para los nervios simpáticos133. Con estas evidencias 

sugerimos que la innervación sensorial podría estar participando en la regulación del 

peso uterino y dado que el ovario izquierdo y derecho tienen conexiones tras sinápticas 

diferentes con el SNC126, el mecanismo compensatorio de la inervación sensorial a 

consecuencia de la destrucción de las fibras noradrenérgicas es distinto. 

 

En nuestros animales inyectados con VE, el bloqueo en la respuesta ovulatoria que se 

acompaña de morfología ovárica poliquística, puede deberse a una mayor actividad de 

las fibras simpáticas que inervan el ovario. Lara y colaboradores (3) mostraron que el 

desarrollo de quistes foliculares por el tratamiento con VE está precedido por un aumento 

en el ovario de la síntesis de NGF y su receptor de baja afinidad el p75, la unión del NGF 

a su receptor provoca una cascada de señalización retrógrada lo que conduce al aumento 

en la actividad de neuronas noradrenérgicas localizadas en el GCMS que inervan la 

glándula3. Cuando se bloquea esta cascada de señalización por la sección bilateral del 

NOS, principal aporte noradrenérgico de la gónada, disminuye la NA ovárica y se 

restablece la ovulación6,118. En el presente estudio, la denervación farmacológica con 

GTD en la bursa del ovario izquierdo o derecho permitió el restablecimiento de la 

ovulación en ambos ovarios en el 80% de los animales, en cuya morfología es evidente 

la presencia de cuerpos lúteos y folículos en desarrollo. Estos resultados apoyan la idea 

de que el incremento de la NA ovárica favorece el desarrollo y persistencia del SOPQ, y 

que entre los ovarios existe una vía de comunicación nerviosa que permitió que el ovario 

sin microinyección respondiera al tratamiento. En apoyo a esta idea, Morales y 
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colaboradores, (134) han mostrado que la sección unilateral del NOS en ratas prepúberes 

produce una disminución de la ovulación en el ovario denervado y la ovulación normal o 

compensatoria por el ovario inervado134. Asimismo Chávez y colaboradores (135), 

mostraron que la sección del NOS derecho resulta en la disminución de NA por el ovario 

denervado y en el incremento de la misma por el ovario intacto, por lo que los autores 

sugieren que existen vías de comunicación nerviosa entre los ovarios que podrían estar 

dadas por el NOS135. 

 

En el presente estudio la microinyección de solución salina en la bursa izquierda o 

derecha no modificó la concentración sérica de progesterona. Sin embargo, la 

concentración sérica de testosterona y estradiol fue mayor cuando se microinyectó en la 

bursa del ovario izquierdo en comparación con la microinyección en el ovario derecho. 

Esta respuesta puede explicarse por asimetrías en las señales nerviosas recibidas por el 

ovario izquierdo y derecho, las cuales son traducidas de manera diferente, tal y como ha 

sido reportado136. Tóth y colaboradores (126) mostraron que el ovario izquierdo presenta 

un mayor número de conexiones tras-sinápticas con el cerebro que el ovario derecho. 

En nuestros animales tratados con vehículo la microinyección de GTD en la bursa del 

ovario derecho resultó en un incremento de la concentración de progesterona, diferente 

a lo reportado por Espinoza y colaboradores (7), quienes mostraron una disminución. 

Estas diferencias pueden ser explicadas por el modelo de administración de GTD 

utilizado, ya que en el presente estudio se eliminó solamente las fibras noradrenérgicas 

ováricas provenientes de la inervación intrínseca y extrínseca, mientras que en el modelo 

de Espinoza y colaboradores destruyen las fibras noradrenérgicas periféricas7. 
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Dyer y Erickson (137) mostraron  que las catecolaminas aumentan hasta un 300% la 

producción de andrógenos en presencia de la gonadotropina coriónica humana (hCG ) y 

que esta respuesta es dependiente de los receptores adrenérgicos β1 y β2. Estos 

resultados son una evidencia más del papel estimulante que ejerce la NA ovárica sobre 

la secreción de andrógenos en respuesta al estímulo gonadotrópico, lo que podría 

explicar la disminución de testosterona en nuestros animales microinyectados con GTD 

en la bursa del ovario izquierdo. 

 

Lara y colaboradores (93) mostraron que en ratas neonatales la inyección crónica de GTD 

destruye las neuronas catecolaminérgicas del ovario, lo que provoca la reducción de la 

respuesta ovárica al estímulo gonadotrópico por las células de la granulosa y en 

consecuencia disminuye la concentración de estradiol lo que se traduce en un menor 

desarrollo folicular93. Asimismo, Garrrido y colaboradores (99) sugieren que la 

disminución de NA ovárica provocada por el tratamiento con GTD disminuye la expresión 

de las aromatasas en las células de la granulosa, lo que resulta en la disminución de la 

secreción de estradiol99. Estas evidencias permiten explicar la disminución en la 

concentración de estradiol observada en animales microinyectados con GTD en la bursa 

del ovario izquierdo. Por otro lado, el aumento en la concentración de estradiol en 

animales con microinyección de GTD en la bursa del ovario derecho nos permite sugerir 

que el papel de la NA sobre la esteroidogénesis ovárica depende de la gónada 

denervada. En apoyo a esta interpretación, Ramírez y colaboradores (138), mostraron 
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que la sección del NOS izquierdo resulta en la disminución de la concentración sérica de 

estradiol y en el incremento de la misma cuando la sección es bilateral138.  

 

En ratas con SOPQ, inducido por la inyección de VE, se ha reportado que las 

concentraciones séricas de progesterona1,4,7, y estradiol117 no se modifican, tal y como 

se observó en el presente estudio, donde la microinyección de solución salina en 

animales con SOPQ no modificó las concentraciones séricas de progesterona y estradiol. 

Previamente se ha mostrado que en ratas con SOPQ las concentraciones séricas de 

testosterona aumentan4,7,117  o se mantienen1,6, lo cual podría ser atribuido a la edad de 

administración del VE. En nuestros animales, se observó una asimetría en la secreción 

de testosterona, presentando una mayor concentración de la hormona cuando los  

animales son microinyectados con solución salina en la bursa del ovario derecho, 

resultados similares fueron reportados por Ramírez (139), en animales tratados con VE 

a los diez días de edad. 

 

En nuestros animales tratados con VE, la microinyección en la bursa ovárica izquierda o 

derecha con GTD, disminuyó la concentración sérica de testosterona en comparación 

con los animales con SOPQ microinyectados con solución salina, un efecto similar se 

observa en animales con SOPQ con sección uni o bilateral del NOS4. Estos resultados 

pueden ser explicados por la disminución del tono noradrenérgico del ovario provocado 

por la GTD, ya que se ha mostrado que en el animal con SOPQ, la NA ejerce un efecto 

estimulante sobre la secreción de dicha hormona32,117,140. 
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En animales con SOPQ inducido por una dosis de VE se ha observado incremento en la 

actividad y expresión de TH, enzima limitante en la síntesis de catecolaminas que es 

usada como marcador de la biosíntesis de NA3,7,141. La inmunoreactividad de TH se 

observa en las tecas de folículos y prequistes foliculares después de 60 y 76 días del 

tratamiento con el estrógeno7,141.  Similar a lo observado en el presente estudio, en donde 

animales con VE microinyectados con solución salina en la bursa ovárica presentaron 

inmunoreactividad de TH en células de la teca de prequistes. 

 

Se ha mostrado que el cuerpo lúteo presenta concentraciones de dopamina 2 a 4 veces 

mayores que de NA, además de presentar dopamina-β-hidroxilasa, lo que sugiere la 

síntesis de novo de NA dentro de este tejido142, 143. 

Battista y colaboradores (143) mostraron que en el cuerpo lúteo bovino la NA, estimula 

la secreción de progesterona, a través de la activación de los receptores beta 

adrenérgicos. Los cuerpos lúteos recién formados contienen concentraciones más altas 

de NA que los cuerpos lúteos en regresión142, lo que podría explicar el incremento en la 

expresión de TH observada en los cuerpos lúteos de los ovarios de animales con SOPQ 

microinyectados con GTD, en los cuales la ovulación fue restablecida. 

 

Tomados en conjunto, estos resultados nos permiten sugerir que en el animal con SOPQ 

inducido por VE, la participación de la información simpática en la regulación de su 

persistencia y desarrollo dependen del aporte noradrenérgico que recibe y que tiene el 

propio ovario; así como de la comunicación que existe entre ellos. 
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CONCLUSIÓN 
 

En el modelo de la rata con SOPQ, inducido por la la inyección con VE, el papel de la 

inervación noradrenérgica en el desarrollo y persistencia de la fisiopatología,  depende 

de la vía de comunicación entre los ovarios que se activa ante la destrucción de fibras 

nordarenérgicas, por la microinyección de GTD en la gónada izquierda o derecha.  

 

PERSPECTIVAS 

 Realizar un análisis detallado que implique el conteo de folículos en sus diferentes 

etapas y ver en cual de ellos hay una mayor expresión de TH, que pudieran 

explicar las asimétrias observadas por efecto de la microinyección unilateral de 

GTD.  

 Desarrollar herramientas farmacológicas que permitan seguir investigando los 

beneficios del bloqueo de la hiperactividad noradrenérgica como una posible 

alternativa terapéutica en mujeres con SOPQ. 
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MODELO  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

Figura 17. En animales con SOPQ, inducido por la inyección de VE, la microinyección de guanetidina (GTD) en la bursa 

del ovario izquierdo o derecho bloquea la hiperactividad noradrenérgica que llega al ovario vía el NOS, la ausencia de 

esta hiperactividad es recibida por el GCMS, origen de la inervación simpática ovárica, y transmitida al ovario sin 

microinyección de GTD. Dado que el ovario derecho recibe un mayor aporte simpático respecto al izquierdo, la 

microinyección con GTD en esta gónada elimina un mayor número de fibras noradrenérgicas, lo  que permite, que 

además del restablecimiento del patrón del ciclo estral, la ovulación y la disminución de la concentración sérica de 

testosterona, se restablezcan  el peso corporal, la masa ovárica y el peso del útero. 
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