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Resumen 

En los mamíferos el eje hipotálamo-hipófisis-gónada es el encargado de regular la reproducción. En el 

hipotálamo se localizan a las neuronas de la hormona liberadora de las gonadotropinas (GnRH), las 

cuáles proyectan sus axones hacia la eminencia media, donde secretan a éste decapéptido. 

Posteriormente, éste llega a los gonadótropos, donde estimula la síntesis y la secreción de las 

gonadotropinas que viaja a su órgano blanco, el ovario, donde estimulan el crecimiento folicular, la 

ovulación, la síntesis y la secreción de hormonas. La secreción de la GnRH es regulada por diferentes 

neurotransmisores como el ácido gamma aminobutírico, el péptido intestinal vaso activo, la β-endorfina, 

la kisspeptina, la serotonina, la neuroquinina B, la noradrenalina y la dopamina. 

Se ha observado que la implantación bilateral de cristales de haloperidol, un antagonista de todos 

los receptores dopaminérgicos (RDA), en el área preóptica anterior (POA) de ratas hembra bloquea 

parcialmente la ovulación. En contraste, la microinyección de un antagonista de los receptores 

dopaminérgicos de la familia 1 (RDA-1) no modifica de manera significativa la ovulación, por lo que se 

descarta que los RDA-1 regulen este proceso. Con base en esto nos preguntamos si la dopamina que 

llega al POA regula la ovulación al actuar a través de los receptores dopaminérgicos de la familia 2 

(RDA-2). El objetivo del presente estudio fue analizar el efecto del bloqueo de los RDA-2 en el POA 

izquierda o derecha a las 09:00 horas en las etapas de estro o metaestro (diestro-1) sobre la ovulación de 

la rata adulta. Para ello se utilizaron ratas hembra de la cepa CIIZ-V, las cuales fueron mantenidas en 

condiciones estándar de bioterio. Los animales fueron divididos en 2 grupos experimentales, el primero 

fue el control absoluto y consistió en ratas intactas, sacrificadas en la mañana del estro vaginal. El 

segundo grupo fue sometido a una cirugía estereotáxica en la cual se implantó una cánula unilateral 

dirigida al POA izquierda o derecha. Posterior a la cirugía, se dejó recuperar a los animales y solamente 

aquellos que presentaron 3 ciclos consecutivos de 4 días de duración fueron microinyectados con 0.4 μl 

de raclopride o de líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF). Los animales microinyectados fueron 

sacrificados en el estro esperado y se determinó su ciclicidad, en la autopsia se verificó la trayectoria de 

la cánula, la presencia de ovocitos en los oviductos y la masa de los ovarios, útero y adrenales. 

Al analizar los datos considerando la etapa del ciclo estral y el hemisferio cerebral en el que se 

realizaron los tratamientos, encontramos que la microinyección de ACSF o de raclopride no modificó la 

tasa de animales cíclicos, el número de animales ovulantes ni el número de ovocitos liberados con 

respecto al grupo control. Sin embargo, al analizar la masa ovárica se apreció un decremento en el grupo 
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de ACSF del diestro-1 en comparación al del estro. En el caso de la masa uterina, encontramos un 

decremento en el grupo tratado con ACSF en el POA izquierda a las 9:00 horas del diestro-1. Finalmente, 

en el caso de las glándulas adrenales, se observó una diferencia entre los grupos tratados con ACSF en 

el POA izquierda en la etapa de estro y en el POA derecha. También encontramos diferencias 

significativas tras la microinyección entre el grupo tratado con ACSF y el de raclopride en el POA 

izquierda en la etapa de estro. Con base en estos resultados concluimos que la dopamina no actúa a través 

de los RDA-2 en el POA izquierda o derecha a las 9:00 horas de las etapas de estro y diestro-1 para 

regular la ovulación de rata adulta. Considerando la disminución en la masa de los ovarios y el útero tras 

la microinyección de ACSF, sugerimos que la inyección de esta solución vehículo estimula la actividad 

del eje del estrés, lo que explica el incrementa de la masa de las glándulas adrenales, lo que no ocurre 

tras la administración de raclopride, posiblemente porque su unión a los RDA-2 impide la secreción de 

la hormona liberadora de corticotropina mediada por la dopamina endógena. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 Contreras Maya Carlos Eduardo  4 

 

Introducción 

La reproducción es regulada por el eje hipotálamo-hipófisis-gónada. En el hipotálamo se ubica el área 

preóptica anterior (POA, por sus siglas en inglés), en la que se localizan las neuronas que secretan a la 

GnRH, éstas proyectan sus terminales axonales hacia la eminencia media, donde se vierte a dicho 

decapéptido. La GnRH es transportada por el sistema portal hipotalámico-hipofisiario hasta llegar a la 

adenohipófisis, donde se une a sus receptores y estimula la síntesis y la secreción de la hormona 

luteinizante (LH) y la hormona estimulante de los folículos (FSH).  Ambas hormonas son transportadas 

por la circulación general hasta llegar a la gónada, donde estimulan la síntesis y secreción de las 

hormonas esteroides (testosterona, estradiol y progesterona) y la producción de los 

gametos (Herbison, 2016).  

Entre los diversos sistemas de neurotransmisión que participan en la regulación del eje 

hipotálamo- hipófisis-gónada, se encuentra el dopaminérgico (Li y Pelletier, 1992; Liu y Herbison, 

2013; Spergel, 2019). A partir de los resultados obtenidos en diferentes estudios experimentales, se 

describe que este sistema tiene efectos estimulantes e inhibitorios con respecto a la secreción de las 

gonadotropinas (Beck y Wuttke, 1977; Drouva y Gallo, 1977; Negro-Vilar et al., 1979; Schneider y 

McCann, 1969).  Por ejemplo, se ha reportado que la inyección subcutánea de haloperidol, un 

antagonista a todos los RDA, en el día del proestro, inhibe la secreción preovulatoria de las 

gonadotropinas y, consecuentemente, la ovulación. Este efecto se inhibe si se administra previamente 

un agonista dopaminérgico (Bromocriptina), lo cual indica que este neurotransmisor tiene un efecto 

estimulante (Krieg y Cassidy, 1984). Contrario a ello, la administración sistémica de agonistas de los 

RDA en animales ovariectomizados, inhibe la secreción de las gonadotropinas. Esto se puede revertir si 

se administra de manera conjunta algún antagonista dopaminérgico como la pimozida o el D-butaclamol, 

lo que sugiere que la dopamina tiene un efecto inhibitorio o bien, que el efecto es diferente en función 

del estado hormonal del animal (Beck y Wuttke, 1977; Drouva y Gallo, 1977).  

La administración sistémica de los fármacos en los estudios antes mencionados no permite 

discernir en cuál de los componentes del eje hipotálamo-hipófisis-gónada actúa la dopamina para regular 

la secreción de las gonadotropinas, no obstante, estudios in vitro sugieren que la dopamina modula 

directamente al hipotálamo y no a la hipófisis. Por ejemplo, se ha observado que la adición de la 

dopamina al medio de cultivo de explantes hipotalámicos-hipofisarios, resulta en el incremento de la 
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secreción de ambas gonadotropinas, en contraste, esto no ocurre en cultivos que contienen únicamente 

fragmentos hipofisarios (De Quijada et al., 1983; Negro-Vilar et al., 1979; Schneider y Mccann 1969). 

Por otra parte, estudios in vivo muestran que la inyección de la dopamina en el POA de ratas 

ovariectomizadas (OVX) que son tratadas con estrógenos, estimula la secreción de las gonadotropinas 

(Kawakami et al., 1975). En concordancia con estos resultados, el implante unilateral de cristales de 

haloperidol en el POA resulta en el bloqueo de la ovulación, sin importar el hemisferio que haya sido 

tratado (Morán y Domínguez, 1995). Posteriormente, se mostró que la microinyección unilateral de un 

antagonista de los RDA-1 (SCH-23390) en la misma estructura, no modifica la tasa de animales 

ovulantes (Cortés, 2018). Por lo anterior, en el presente estudio se analizó, de manera puntual, el papel 

que desempeñan los RDA-2 en el POA durante el estro y el diestro-1 en la regulación de la ovulación 

de la rata adulta. 
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Marco teórico 

Formación de los folículos primordiales durante la vida fetal 

En los mamíferos, la reproducción depende de la actividad de las gónadas, pues en ellas se da la 

producción de los gametos. Todos los mamíferos poseen un par de gónadas, en el caso de los machos 

son los testículos y en las hembras los ovarios (Long y Asdell, 1965). El desarrollo de los ovarios 

comienza durante el periodo embrionario. En los roedores, las células germinales primordiales (PGC) 

se diferencian en el epiblasto entre los días embrionarios 6 y 7. Posteriormente, alrededor del día 

embrionario 8.5 éstas pueden ser visualizadas en la base del alantoides y a partir de allí comienzan a 

migrar a través del mesenterio dorsal del intestino posterior, hasta llegar a la cresta genital 

aproximadamente durante el día embrionario 9.5 a 10.5. Es allí donde se establecerá la gónada 

indiferenciada (Ginsburg et al., 1990; Marshall et al., 1983; Pepling, 2012). 

Las PGC pierden su movilidad poco después de llegar a las crestas genitales, en este punto se 

les denomina gonocitos, los que proliferan rápidamente, en aproximadamente 3 rondas mitóticas que 

duran hasta el día embrionario 12.5. La consecuente división meiótica continúa hasta el día embrionario 

17.5, momento en el cual estas células son retenidas en la fase de diploteno. Los ovocitos que resultan 

de este proceso se encuentran unidos entre ellos a través de puentes citoplasmáticos, los cuales forman 

los llamados “quistes de células germinales” (Anderson, 2001a; Simpson, 2003; Pepling, 2012; Tam y 

Snow., 1981). Posteriormente, estos quistes se separan y aproximadamente dos tercios de las células 

resultantes atraviesan por un proceso de apoptosis, esto sucede al mismo tiempo que la degradación del 

nido de las células germinales. En el ratón, la ruptura del nido de las células germinales comienza poco 

antes del nacimiento y concluye aproximadamente en el día 6 postnatal. En el caso de la rata esto ocurre 

alrededor del día embrionario 17.5 y culmina aproximadamente durante el día 4 posnatal (Bristol-Gould 

et al., 2006; Lechowska et al., 2012; Pepling y Spradling, 2001).  

El desarrollo folicular se puede clasificar en dos fases de acuerdo con la etapa del desarrollo en 

la que se encuentran los folículos y si éstos son o no responsivos a las gonadotropinas (Araújo y Gastal, 

2014; Durlinger et al., 1999; Hillier, 1994; McGee y Hsueh, 2000; Monget y Bondy, 2000; Orisaka et 

al., 2009; Yokota et al., 1997). La primera fase comprende el desarrollo de los folículos primordiales, 

primarios y secundarios tempranos y es independiente de las gonadotropinas, pues sus células no 

expresan receptores a la FSH y a la LH mientras que la fase dependiente de las gonadotropinas inicia 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Lechowska%20A%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=21681920
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con la aparición de los folículos preantrales y continua hasta los folículos de Graff. La formación de 

los folículos primordiales inicia cuando las células de la pregranulosa encapsulan a los ovocitos dentro 

de folículos individuales, de esta manera se origina la reserva folicular que tendrá la hembra a lo largo 

de su vida adulta (Chiarini-Garcia y Rusell, 2001; Grive y Freiman, 2015; Pepling y Spradling, 2001).  

El tiempo en el cual aparecen estos folículos varía entre especies (Smith, 2014; Ueno et al., 

1989). En los ratones se forman durante el segundo día postnatal, en el conejo alrededor del día 14, en 

las ovejas entre los días 75 y 100 de la gestación, en los cerdos entre el día 70 y 90 y en los humanos 

aproximadamente en el día 120 (Carabatsos et al., 1998; Carabatsos et al., 2000; Combelles et al., 

2004; Downs, 2010; Gazdag et al., 2009; Mermillod et al., 1999; Peters, 1978; Hutt et al., 2006; Pincus 

y Enzmann 1932). Por otro lado, se ha mostrado que diversos factores estimulan el reclutamiento de 

los folículos primordiales para iniciar con su desarrollo, entre ellos, la hormona antimulleriana juega 

un papel fundamental (Durlinger et al., 1999; Durlinger et al., 2002; Hsueh et al., 2015; Kumar et al., 

1997; Li et al., 2010). En los humanos, esta hormona favorece el desarrollo de los folículos 

primordiales y primarios, en cambio, en los roedores parece tener el efecto opuesto, ya que los folículos 

primordiales de ratones knockout a este factor se desarrollan con mayor velocidad, lo que resulta en el 

agotamiento temprano de la reserva folicular. Esto sugiere que la hormona antimulleriana juega un 

papel esencial en su conservación y está estrechamente relacionada con la cantidad de los folículos en 

desarrollo (Durlinger et al., 2002; Orisaka et al., 2021; Rajpert-De et al., 1999; Weenen et al., 2004). 

Otro factor involucrado en este proceso es la vía de señalización fosfatidilinositol 3-

quinasa/proteína quinasa B (PI3K/Akt), que es la vía más estudiada con respecto a la activación, la 

proliferación y la supervivencia del folículo primordial. La fosfatidilinositol-3,4,5-trisfosfato 3-

fosfatasa (PTEN) es una enzima que suprime a esta vía, y su actividad mantiene la latencia de los 

folículos primordiales en el ovario. Sin embargo, cuando se elimina el efecto de la PTEN en los 

folículos primordiales, el factor de transcripción de los ovocitos FOXO3 se fosforila y se exporta desde 

el núcleo hasta el citoplasma, donde se degrada (John et al., 2008). La pérdida de la actividad 

transcripcional de FOXO3 en los ovocitos estimula la activación de los folículos primordiales, ya que 

actúa como un supresor en la activación de los ovocitos y su ausencia resulta en el agotamiento 

prematuro de éstos una vez que el organismo ha madurado (Hsueh et al., 2015; Pangas y Rajkovic, 

2014; Reddy et al., 2008; Zheng et al., 2012). 
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Se ha reportado que las células de la pregranulosa de los folículos primordiales responden a los 

activadores de las vías del AMPc como la forskolina y algunos de sus análogos, ya que favorecen la 

expresión del receptor a la FSH y la actividad enzimática de la aromatasa. Por otro lado, se ha 

observado que la administración del péptido intestinal vasoactivo o de la norepinefrina a explantes de 

ovario de ratas recién nacidas resulta en un aumento en la producción del AMPc, lo que acelera el 

desarrollo folicular temprano. Esto sugiere que la información que llega al ovario a través de su 

inervación extrínseca juega un papel fundamental en el desarrollo folicular antes de que se adquiera la 

sensibilidad a las gonadotropinas, lo que ocurre tiempo después de la formación de éstos (Ahmed et 

al., 1986; Mayerhofer et al., 1997). Todos los factores anteriormente mencionados son de vital 

importancia para que el folículo primordial se desarrolle de manera óptima. Una vez que esto ocurre, 

las células de la pregranulosa dejan de dividirse y entran en un período de reposo. A su vez, la meiosis 

de los ovocitos se detiene en la fase de diploteno de la primera división hasta que se completa la 

maduración del eje hipotálamo-hipófisis-ovario, lo que ocurre durante la pubertad (Guraya, 1985).  

El desarrollo de los folículos ováricos 

Los folículos primordiales retoman su desarrollo durante la madurez sexual, lo que ocurre después de 

meses o años de su formación (en roedores y humanos, respectivamente). Los principales cambios que 

ocurren son; el crecimiento del ovocito y la reanudación de la meiosis, la acumulación de un mayor 

número de células de la granulosa que forman múltiples capas alrededor del gameto, y la diferenciación 

de las células del estroma circundante en las células de las tecas (Smith, 2014). Esto es regulado de 

manera nerviosa, endocrina, paracrina y autocrina por diferentes factores como el factor de 

diferenciación del crecimiento (GDF9) y la proteína morfogenética ósea (BMP), que son sintetizados 

por el ovocito y mensajeros químicos que provienen de otras células (Eppig, 2001; Pangas et al., 2006; 

Van Den Hurk y Zhao, 2005).   

La transición de los folículos primordiales a primarios comienza con un cambio conformacional 

en las células de la granulosa, ya que pasan de una forma escamosa a una cuboidal (Figura 1; Pangas, 

2007; Regan, 2018; Visser et al., 2006). Estos folículos presentan una capa única de células de la 

granulosa y una lámina basal. Durante este estadio, tienen lugar varios eventos que son fundamentales 

para el desarrollo de los folículos como la expresión de los receptores a FSH en las células de la 

granulosa, la formación de uniones gap entre estas y el ovocito, el crecimiento de los folículos y la 

formación de la zona pelúcida. Durante la diferenciación del folículo primario, el gen que codifica para 
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el receptor de la FSH se activa en las células de la granulosa, lo que establece el potencial del folículo 

para ser responsivo a la FSH, aunque esta aún no participa en la regulación de su crecimiento (Conti, 

2016). En los roedores, los folículos primarios recién formados tienen un diámetro aproximado de 20 

μm, en los bovinos de 40 a 81 y en los humanos de entre 50 y 100 μm (Eppig, 1996; Eppig, 1997; Gartner 

y Hiatt, 2007).  

La transición de un folículo primario a uno secundario inicia con la proliferación de las células 

de la granulosa por mitosis, lo que implica un cambio en su disposición; de un epitelio cuboidal simple 

a uno columnar estratificado (Figura 1). A lo largo de este proceso se inicia el reclutamiento de las 

células de la teca, provenientes de poblaciones de células intersticiales del estroma, las cuales se 

encuentran alrededor de la lámina basal (Chang et al., 2016; Hirshfield, 1991; Jamnongjit y Hammes, 

2005; Mikkelsen et al., 2000). Otro evento importante es el desarrollo de las uniones gap entre las células 

de la granulosa y el ovocito (Grazul-Bilska et al., 1997). Estas uniones son formadas por proteínas 

transmembranales, como la conexina, ya que permiten el intercambio de diferentes moléculas como el 

AMPc, el GMPc, el Ca+, el GDF9 y la BMP entre las células, las cuales tienen un papel vital en la 

regulación de esta transición, debido a que el crecimiento y el desarrollo del folículo primario se detienen 

en ausencia de estos factores (Chang et al., 2016; Erickson, 1985; Jamnongjit y Hammes, 2005; 

Mikkelsen et al., 2000; Rodgers, 2003). En apoyo a lo anterior, los ratones knockout a conexina carecen 

de folículos de Graaf, por lo que no son capaces de ovular cuando son adultos (Simon et al., 1997). En 

conjunto, éstos antecedentes muestran que la presencia de estos factores y de las uniones gap son 

indispensables para el desarrollo folicular y la ovulación (Bruzzone et al., 1996; Conti, 2016; Kumar y 

Gilula, 1996; Grazul-Bilska et al., 1997).  

El evento que culmina esta transición es la formación de la zona pelúcida, la cual se encarga de 

separar al ovocito de las células foliculares circundantes (Conti, 2016). En los seres humanos, se 

compone de cuatro glicoproteínas designadas como la ZP1, la ZP2, la ZP3 y la ZP4, mientras que en los 

roedores se compone de la ZP1, la ZP2 y la ZP3 (siendo la Zp4 un pseudogen). Se ha demostrado que 

en humanos la ZP1, la ZP3 y la ZP4 se unen a los espermatozoides viables e inducen una reacción 

acrosómica, lo que produce una fusión entre la membrana plasmática del ovulo y la membrana externa 

del acrosoma. Por otro lado, en los ratones, la ZP3 actúa como el receptor espermático primario (Dunbar 

et al., 1994).  
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El folículo secundario se caracteriza por el desarrollo de la teca, en esta fase aparecen dos capas 

celulares en ella; una interna, constituida por células intersticiales, y una externa constituida por células 

musculares lisas. Este desarrollo también se acompaña de una vascularización a través de un proceso de 

angiogénesis. Por consiguiente, la sangre circula alrededor del folículo aportándole nutrientes y 

eliminando desechos, a la vez que permite la comunicación endocrina mediada por las gonadotropinas 

(Figura 1; Erickson, 1985; Honda et al., 2007; Huang et al., 2001; lvin et al., 1999; Palma et al., 2012; 

Solovyeva et al., 2000; Wu et al., 2004). 

Las glucoproteínas secretadas por el ovario como la activina, la inhibina y la folistatina juegan 

un papel clave en este desarrollo, ya que regulan la secreción de la FSH a nivel hipofisario. La inhibina 

la regula de manera inhibitoria, mientras que la activina la estimula, lo que induce la expresión del 

receptor a la FSH y de la actividad enzimática de la aromatasa en las células de la granulosa, lo que a su 

vez estimula la expresión del receptor a la LH. En el caso de la folistatina, funciona como antagonista 

de la activina y a su vez suprime la expresión del gen que codifica para la cadena β de la FSH. La 

expresión de los receptores a la FSH y a la LH en las células de la granulosa y las células de la teca, 

respectivamente, favorece la transición de los folículos secundarios a antrales (DePaolo et al., 1992; 

Findlay, 1993; Gregory y Kaiser, 2004; Miró et al., 1991; Orisaka et al., 2021; Suszko et al., 2003; 

Tetsuka et al., 1995; Vendola et al., 1998; Wang et al., 2001; Zhou et al., 1997). 

Durante la transición de la etapa preantral a la etapa antral temprana se forman múltiples 

espacios intercelulares llenos de líquido llamados cuerpos de Call-Exner, que eventualmente se agrandan 

y se fusionan en una sola cavidad conocida como el antro folicular (Figura 1). También se estimula la 

proliferación de las células de la granulosa y la expresión de los receptores a las gonadotropinas en 

mayor proporción. A partir de éste momento la FSH es esencial en la regulación del reclutamiento, el 

crecimiento y la latencia de los folículos, ya que determina el destino del folículo (crecimiento u atresia) 

posterior a la etapa preantral, mientras que la LH es indispensable para la maduración del folículo y para 

la síntesis de hormonas esteroides durante la etapa antral (Cattanach et al., 1977; Cheung et al., 1997; 

Filicori et al., 2002; Kumar et al., 1997; McGee y Hsueh, 2000; Orisaka et al., 2006; Orisaka et al., 

2009; Pangas et al., 2014). Una vez que esto ocurre, los folículos son denominados como terciarios o 

folículos antrales, que tras el crecimiento preovulatorio son denominados como folículos de Graaf, 

mismos que pueden ser ovulados poco después (Figura 1; Conti et al., 2002; Mehlmann, 2005; Wang, 

2010).   
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Se ha descrito que en los mamíferos solo los folículos en los que se expresan en mayor 

proporción los receptores a la FSH y a la LH podrán sobrevivir y continuar desarrollándose como el o 

los folículos dominantes (Jolly et al., 1994; Yding, 2011; Yding, 2016). La selección de éstos y la 

maduración final es regulada por las gonadotropinas, las hormonas esteroides, el factor de crecimiento 

similar a la insulina y un microambiente folicular apto (Fortune, 1994; Ginther et al., 2001; Hattori et 

al., 2018). Durante este periodo los ovocitos reanudan su desarrollo y avanzan hasta la metafase de la 

segunda división meiótica, en la que quedan arrestados hasta el momento de la fecundación, lo que 

depende de la especie (Fajer, 1983; McGee y Hsueh, 2000; Pan y Li, 2019).   

 

Figura 1. Etapas del desarrollo folicular en los mamíferos. A lo largo de la etapa independiente de gonadotropinas, los 

folículos primordiales se originan a partir de células germinales primordiales rodeadas por células de la pregranulosa. 

Durante esta etapa el desarrollo de los folículos es regulado por factores de crecimiento, los cuales promueven el crecimiento 

de los ovocitos y estimulan el cambio de las células aplanadas de la pregranulosa a células cuboideas de la granulosa. La 

progresión de los folículos primarios a los folículos secundarios incluye un mayor crecimiento del ovocito, la proliferación 

de las células de la granulosa para formar una segunda capa y el desarrollo de las células de la teca. El desarrollo de las 

últimas etapas depende en gran medida de las gonadotropinas, donde los folículos se reconocen por un tamaño más grande, 

más capas de células granulosas y el desarrollo del antro folicular, después de lo cual, los folículos ovulan o experimentan 

atresia (Modificada de Edson et al., 2009). 

La actividad del eje Hipotálamo-Hipófisis-Ovario y el ciclo estral 

Las hembras de los roedores son consideradas sexualmente maduras entre los días 24 y 41 después del 

nacimiento, cuando presentan apertura vaginal e inicia su ciclo reproductivo, que se denomina ciclo 

estral (Caligioni, 2009; Rivest, 1991). La palabra “estro” es una adaptación latina de la palabra griega 

“oistros” que significa estación sexual, picadura o frenesí y que fue utilizada para describir el período 

de deseo sexual que presentan las hembras. Aunado a esto, se implementaron algunos prefijos; pro, di- 
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y met junto con el sufijo estrus para diferenciar a las diferentes etapas que componen al ciclo (Heape, 

1900; Mandl y Zuckerman,1951). El ciclo estral tiene una duración de entre 4 y 5 días y es el resultado 

de la actividad del eje hipotálamo-hipófisis-ovario (Barbacka-Surowiak, 2003; Long y Evans, 1922; 

Mandl, 1951).  La fluctuación de las hormonas sintetizadas por los componentes de dicho eje resulta en 

cambios en la composición del epitelio vaginal y la receptividad sexual, lo que puede observarse como 

etapas con distinta duración: metaestro (diestro-1), diestro (diestro-2), proestro y estro (Figura 2; 

Butcher et al., 1974; Dazzi et al., 2006; Freeman, 2006; Gallo, 1981, Mandl, 1951a-b).  

A lo largo del ciclo, la mucosa vaginal de las ratas presenta diversos cambios como la 

proliferación, la apoptosis y la diferenciación de sus células, así como el recambio de la matriz 

extracelular y la infiltración de los leucocitos (Byers et al., 2012; Heape, 1900; Long y Evans, 1922). El 

diestro-1 tiene una duración de 6 a 8 horas y el diestro-2 de 55 a 57 horas. El tipo celular que predomina 

en los exudados vaginales son los leucocitos, que son pequeños y con un citoplasma granular, también 

pueden aparecer células epiteliales nucleadas en menor proporción. La presencia de los leucocitos se 

debe a una respuesta inflamatoria y a que el tejido celular en las etapas anteriores se degrada y 

posteriormente es reparado. Por otro lado, el comportamiento sexual característico durante estas etapas 

es que la hembra no es sexualmente receptiva e inclusive es violenta si el macho intenta la cópula 

(Astwood, 1939; Long y Evans, 1922; Mandl, 1951). 

Durante estas etapas la FSH y la LH se secretan siguiendo un patrón ultradiano, que se 

caracteriza por pulsos con una periodicidad de entre 30 y 60 minutos. La amplitud de éstos es distinta, 

ya que la de la FSH es de entre 150 y 220 ng/mL, mientras que la de la LH es de entre 15 y 40 ng/mL. 

Esto estimula el desarrollo de los folículos ováricos y la síntesis de las hormonas esteroides, como el 

estradiol y la progesterona (Butcher et al., 1974; Freeman, 2006; Gallo, 1981; Irvine y Alexander 1997; 

Miro et al., 2004). Los folículos que se encuentran en desarrollo secretan estradiol, que mantiene una 

concentración de aproximadamente 37 pg/mL durante el diestro-1 y hasta el mediodía del diestro-2, 

cuando incrementa a alrededor de 88 pg/mL. En el caso de la progesterona, su concentración incrementa 

gradualmente a partir de la mañana del diestro-1, de entre 2 y 9 ng/ml hasta aproximadamente 24 ng/mL 

durante la madrugada del diestro-2. Éste incremento representa la vida funcional del cuerpo lúteo, que 

es la estructura ovárica que lo sintetiza después de la ovulación y que prepara al útero engrosándolo con 

el fin de recibir a los embriones en caso de que haya ocurrido la fecundación, también inhibe sus 

contracciones, que de otro modo harían que el cuerpo rechazara al embrión. Si no se realizó la 
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implantación la concentración de esta hormona decrece debido a la regresión del cuerpo lúteo (Butcher 

et al., 1974; Eto et al., 1962; Freeman, 2006; Gallo, 1981; Irvine y Alexander 1997; Klein y Schwartz, 

1999; Miro et al., 2004; Uchida et al., 1969; Wiest et al., 1963).  

La etapa del proestro tiene una duración promedio de 12 a 14 horas y las células que predominan 

en la vagina son las epiteliales nucleadas, las cuales son redondas con un núcleo bien definido. También 

pueden aparecer algunas células epiteliales cornificadas, lo que depende de la hora en la que haya sido 

tomada la muestra. Durante esta etapa el comportamiento de la rata cambia, ya que incrementa su apetito 

sexual y en algunos casos permite la cópula (Astwood, 1939; Long y Evans, 1922; Mandl, 1951). 

Durante esta etapa la concentración hormonal cambia drásticamente ya que se activa a la enzima 

aromatasa, que participa en la conversión de andrógenos (androstenediona y testosterona) a estrógenos 

(estrona y estradiol) en las células de la granulosa de los folículos ováricos. Esto favorece el incremento 

de la concentración de estradiol, que alcanza su punto máximo entre las 10:00 y las 12:00 horas, para 

posteriormente decrecer entre las 18:00 y las 23:00 horas. Dicho incremento es el resultado de la 

actividad de las células de la granulosa del folículo preovulatorio (Shaikh, 1971; Yoshinaga et al., 1969). 

La concentración de la testosterona y de la androstenediona tienen un patrón similar al del estradiol 

(Dupon y Kim, 1973; Gay y Tomacari, 1974). En el caso de la progesterona, su concentración incrementa 

alrededor de las 15:00 horas y alcanza su máximo, de 46 ng/mL, entre las 18:00 y las 21:00 horas. Cabe 

mencionar que el incremento en la concentración de esta hormona ocurre casi de manera simultánea que 

el incremento de las gonadotropinas (Eto et al., 1962; Hashimoto et al., 1968; Hashimoto y Wiest, 1969; 

Hilliard, 1973). La concentración de la FSH incrementa hasta los 600 ng/ml y la de la LH hasta los 1800 

ng/mL, evento que es denominado como el pico preovulatorio de las gonadotropinas (Butcher et 

al.,1974; Daane y Parlow, 1971a; Fox y Smith, 1985; Gallo, 1981; Gay et al., 1970; Irvine y Alexander 

1997; Smith y Freeman et al., 1975). Dicho suceso estimula el crecimiento final de los folículos antrales, 

así como su ruptura y la consecuente liberación del ovocito, que ocurre horas más tarde al inicio de la 

etapa del estro (Butcher et al., 1974; Gallo, 1981; McGee y Hsueh, 2000; Miro et al., 2004). 

El estro tiene una duración de 25 a 27 horas y se caracteriza porque en el epitelio vaginal predominan 

las células epiteliales cornificadas. Estas no presentan un núcleo y contienen un citoplasma granular de 

forma irregular debido a que el estradiol posee un efecto proliferativo sobre las células del epitelio 

vaginal e induce su queratinización (Astwood, 1939; Byers et al., 2012; Heape, 1900; Long y Evans, 

1922; Mandl, 1951). Durante la mañana del estro la concentración de la LH en el plasma se encuentra 
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en condiciones basales. Sin embargo, la concentración de la FSH presenta un segundo pico, el cual 

estimula el reclutamiento folicular para los ciclos posteriores. En el caso de la concentración del 

estradiol, se mantiene basal, entre 17 y 23 pg/ml. De igual forma, la concentración de la progesterona se 

encuentra en condiciones basales de entre 2 y 9 ng/ml (Butcher et al.,1974; Daane y Parlow, 1971a-b; 

Fox y Smith, 1985; Gallo, 1981; Gay et al., 1970; Irvine y Alexander 1997; Smith y Freeman et al., 

1975). 

 

Figura 2. El patrón de concentración de la hormona estimulante de los folículos (FSH), la hormona luteinizante (LH), el 

estradiol y la progesterona en una rata con un ciclo estral de 4 días de duración. Las barras negras representan el período 

de oscuridad (1800-0600 h) y las líneas discontinuas indican la medianoche. Cada punto del gráfico representa la 

concentración media de hormonas y las líneas verticales que atraviesan cada punto representan el error estándar. Las 

etapas del ciclo estral de los roedores y el tipo característico de células que se encuentran en el epitelio vaginal en cada 

una: leucocitos (L), células epiteliales nucleadas (N) y células epiteliales cornificadas (C) modificada de Ajayi y Akhigbe, 

2020; Silva et al., 2020; Smith et al., 1975).  
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Como se mencionó, en esta etapa ocurre la ruptura del folículo mediada por el pico 

preovulatorio de las gonadotropinas. Esta ruptura inicia en el estigma avascular, el cual se encuentra 

dentro de la pared folicular. La LH estimula la actividad del gen que favorece la síntesis de la 

prostaglandina F2α (PGF2α), e induce a las células de la teca a sintetizar colagenasa que hidroliza al 

colágeno intracelular y debilita la pared folicular. La hidrólisis del colágeno se acompaña de una 

respuesta inflamatoria y de la secreción de otra prostaglandina, lo que provoca la constricción de los 

vasos sanguíneos locales, causando isquemia y muerte celular, esto debilita aún más la pared del folículo. 

El líquido que se encuentra dentro de la cavidad antral ejerce presión, en consecuencia, la pared del 

folículo se rompe en la zona en la que se encuentra más delgada, denominada estigma. Esto resulta en 

la expulsión del ovocito, rodeado por las células de la granulosa del cúmulo oóforo (ahora llamado 

corona radiada), evento denominado como ovulación (Freeman, 2006; Lydon et al., 1995; Mulac-

Jericevic y Conneely, 2004; Park et al., 2004; Richards et al., 1998; Richards et al., 2002). 

Una vez que el folículo ha ovulado, se pierde la integridad de la membrana basal, se remodela 

el tejido y los vasos sanguíneos que se originan en la vasculatura de la teca vascularizan a la capa de las 

células de la granulosa, lo que resulta en el inicio de la formación del cuerpo lúteo. En éste se encuentran 

células esteroidogénicas, fibroblastos, células inmunitarias y células endoteliales (Fraser y Wulff, 2003; 

Retamales et al., 1994). Durante las próximas horas, se inicia la angiogénesis y una red de capilares se 

extiende por todo el tejido del cuerpo lúteo diferenciado, el proceso de neovascularización es regulado 

por la secreción de la LH (Fraser y Lunn, 2001). Esto se debe a que la LH activa a las metaloproteinasas 

de la matriz, las cuales degradan a la matriz extracelular que se encuentra asociada con los vasos 

sanguíneos. Por otro lado, se estimula la síntesis del factor de crecimiento del endotelio vascular, así 

como las angiopoyetinas 1 y 2, que son de particular importancia para la estabilización y 

desestabilización de los vasos sanguíneos, respectivamente (Duncan et al., 2008; Reynolds et al., 2005).  

Ya formado el cuerpo lúteo comienza a secretar progesterona en mayor concentración a la del 

estradiol. Estas hormonas son las principales implicadas en estimular la actividad secretora del 

endometrio uterino y el mantenimiento de su vascularización, respectivamente (Arioua et al., 1997). 

Hasta el momento se han descrito cuatro tipos de cuerpos lúteos en los mamíferos. El primero se forma 

durante el ciclo ovárico que no culmina en el embarazo. El segundo, llamado cuerpo lúteo del embarazo, 

se encuentra en todos los mamíferos ya que es esencial para la implantación y para el mantenimiento del 

embarazo. El tercero, el cuerpo lúteo del pseudoembarazo y el cuarto, el cuerpo lúteo de la lactancia, 
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que se encuentra en especies que ovulan inmediatamente después de dar a luz (Pangas et al., 2006; 

Stocco et al., 2007). 

Las células esteroidogénicas del cuerpo lúteo se han clasificado de acuerdo con su tamaño en 

células pequeñas y células grandes (Wiltbank y Niswender, 1992). Las primeras provienen de las células 

de la teca interna y tienen un diámetro de entre 10 y 22 mm. Éstas constituyen aproximadamente del 20 

% del volumen total del cuerpo lúteo. Por otro lado, las células lúteas grandes provienen de células 

granulosas que se hipertrofian, pero no se multiplican, lo que resulta en un diámetro de aproximadamente 

25 mm. Las células grandes representan alrededor del del 50 % del volumen del cuerpo lúteo y el resto 

del volumen de éste corresponde a fibrocitos, células endoteliales, pericitos y células de diferentes 

estirpes (Farin et al., 1986; Hansel et al., 1991; Wiltbank y Niswender, 1992).  

Durante la fase lútea, la LH actúa sobre las células pequeñas para producir andrógenos, que 

posteriormente se convierten a estrógenos en las células lúteas grandes, debido a que estas células 

contienen a P450 aromatasa y responde al estimulo de la FSH (Sanders y Stouffer, 1997). En un inicio 

este proceso era contradictorio, ya que mostraron que la FSH no estimulaba la síntesis del estradiol 

durante la fase lútea, ya sea in vivo o in vitro (Devoto et al., 1989). Estudios posteriores mostraron que, 

al inyectar a la FSH en hembras durante la fase lútea media, incrementa la concentración de estradiol y 

de inhibina. Por otro lado, las altas concentraciones de inhibina, de progesterona y de estradiol inhiben 

la secreción de la GnRH durante la fase lútea, lo que detiene el desarrollo folicular (Adams et al., 2017; 

Devoto et al., 2002; Groome et al., 1996; Hillier, 2001; Messinis et al., 1996). 

En caso de que no se haya dado la fecundación del ovocito, el cuerpo lúteo degenera durante la 

fase lútea tardía, un proceso llamado luteólisis que depende de la apoptosis (Rolaki et al., 2005). Esta es 

ocasionada por la secreción pulsátil de la PGF2α, la cual actúa sobre el cuerpo lúteo ocasionando 

cambios que conducen a su degeneración (Silvia et al., 1991). El mecanismo por el cual se inicia la 

síntesis y la secreción de la PGF2α depende de la interacción entre el cuerpo lúteo, los folículos ováricos 

y el útero (McCracken et al., 1984). La degeneración del cuerpo lúteo inicia con la reducción del flujo 

sanguíneo hacia éste, mediado por la PGF2α uterina (Knickerbocker et al., 1988) o por la endotelina-1 

vasoconstrictora (Ohtani et al., 1998), ya que la PGF2α reduce la red de capilares al inducir la 

degeneración de las células endoteliales (Niswender et al., 2000).  
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Se ha observado que en las ovejas y en las vacas la secreción pulsátil de la oxitocina por parte 

de la hipófisis estimula la secreción de la PGF2α. El primer pulso de la PGF2α es de baja magnitud, lo 

que estimula la secreción de la oxitocina de origen lúteo. De esta manera se establece un mecanismo de 

retroalimentación estimulante entre estos factores. Por otro lado, el estradiol promueve la síntesis del 

receptor a la oxitocina, al mismo tiempo que la alta concentración de oxitocina induce la 

desensibilización a esta en el endometrio, por lo que se detiene su secreción. El intervalo entre los pulsos 

de la PGF2α es determinado por la pérdida de la sensibilidad del endometrio a la oxitocina y por el 

tiempo que tarda en recuperarla. De esta manera, el mecanismo de retroalimentación estimulante se 

interrumpe y se restablece aproximadamente 6 horas después, tiempo suficiente para que el endometrio 

recupere la sensibilidad a la oxitocina. Debido a esto, los pulsos de la PGF2α se presentan con un 

intervalo de 6 a 8 horas, lo que continua hasta que degenera el cuerpo lúteo en su totalidad (Silvia et al., 

1991).  

La hormona liberadora de las gonadotropinas y su receptor 

Los factores que regulan la ovulación comenzaron a dilucidarse debido a experimentos que realizaron 

diversos investigadores, en los cuales mostraron que la estimulación eléctrica del hipotálamo, pero no 

de la hipófisis, inducía la ovulación. Este efecto se inhibe si antes de la estimulación se seccionan los 

capilares sanguíneos y las terminales nerviosas que inervan a la hipófisis. De esta manera, se mostró que 

es necesaria una conexión intacta entre el hipotálamo y la hipófisis para el mantenimiento de la función 

gonadal.  Con base en ello, se postuló que las terminales neuronales situadas en la eminencia media 

(EM) podrían ser el origen de factores humorales que se sintetizan en el cerebro y posteriormente son 

transportados a través del sistema portal para regular la actividad de la hipófisis. En ese entonces, sin 

embargo, no se habían identificado de manera concluyente las moléculas involucradas, a las que 

actualmente nos referimos como factores de secreción hipotalámicos (Harris, 1948a; 1948b; Stephen, 

1974). 

La existencia de la GnRH se dedujo a partir de experimentos que mostraron que los extractos 

hipotalámicos contienen factores que estimulan la secreción de la LH y la FSH (Schally et al., 1970). 

Inicialmente se creía que existían dos factores, uno que estimulaba la secreción de la LH y otro la de la 

FSH (LH-RF y FSH-RF, respectivamente; Schally et al., 1971). Sin embargo, solo se encontró una 

molécula, la cual fue purificada a partir de extractos hipotalámicos de cerdos y de ovejas (Amoss et al., 

1971; Schally et al., 1971). Posterior a su síntesis, se realizaron experimentos en los cuales se administró 
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a la GnRH sintética a ratas OVX que fueron tratadas con estradiol, lo cual resultó en un incremento de 

la concentración sérica de la LH y la FSH (Schally et al., 1972). Resultados semejantes fueron obtenidos 

al agregar a la GnRH en cultivos hipofisarios de rata y de ratón, por lo que se concluyó que esta molécula 

era la responsable de estimular la secreción de ambas gonadotropinas (Charlton et al., 1983; Mittler et 

al., 1970; Redding et al., 1972).  

La GnRH ha sido llamada de diferentes formas como LH-RH, gonadoliberina y luliberina. En 

la mayoría de los vertebrados existen al menos dos, y generalmente tres formas de éste decapéptido, 

estas incluyen a la GnRH-I (descrita en mamíferos), la GnRH-II (descrita en pollos) y la GnRH-III 

(descrita en lampreas). Por otro lado, con base en los resultados obtenidos en estudios genómicos y 

filogenéticos se ha propuesto que en los vertebrados existen cuatro tipos de la GnRH (Cheng y Leung 

2005; Desaulniers et al., 2017; Kavanaugh et al., 2008; Kim et al., 2011; Millar, 2005; Okubo y 

Nagahama, 2008; Sower et al., 2012). Hasta la fecha se han identificado más de 20 isoformas de éste 

decapéptido entre las diversas especies de vertebrados y protocordados, las cuales se han conservado 

durante millones de años de evolución. La GnRH que posee actividad hipofisiotrófica, sin embargo, es 

un decapéptido conformado por los siguientes aminoácidos: Glu-His-Trp-Ser-Tyr-Gly-Leu-Arg-Pro-

Gly-NH. Las diferentes isoformas de la GnRH conservan las secuencias de los aminoácidos del extremo 

N-terminal (pGlu-His-Trp-Ser) y C terminal (Pro-Gly-NH2) del decapéptido. En el caso de los 

mamíferos, el fragmento central (Tyr-Gly-Leu-Arg) es el que presenta ligeras variaciones (Falk et al., 

2006; Mason et al., 1986; Matsuo et al., 1971; Millar et al., 2004; Millar, 2005; Okubo y Nagahama, 

2008; Schally et al., 1972).  

En los humanos, el gen GNRH1 se ubica en el cromosoma 8 y codifica para un péptido precursor 

de 92 aminoácidos llamado pre pro-GnRH, el cual incluye un péptido señal (de 23 aminoácidos), los 10 

aminoácidos de la GnRH, una señal de amidación o procesamiento proteolítico (3 aminoácidos) y un 

péptido asociado a la GnRH (de 56 aminoácidos) (Russell y White, 1999). La correcta transcripción de 

este gen es fundamental para que los mamíferos presenten actividad reproductiva, en caso de que se 

exprese una mutación en dicho gen los mamíferos presentaran hipogonadismo hipogonadotrópico, no 

obstante, sus funciones reproductivas pueden ser restauradas mediante terapia génica (Mason et al., 

1986), administración de GnRH-1 o el trasplante de neuronas fetales de la GnRH (Gibson, 1984). En el 

caso de los humanos, el hipogonadismo puede ser revertido mediante la administración de la GnRH de 
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manera pulsátil, lo que muestra que la fertilidad depende del correcto patrón en la secreción de éste 

péptido (Santoro et al., 1986; Stamatiades et al., 2019; Tsutsumi y Webster, 2009; Wildt et al., 1981). 

La GnRH es sintetizada por neuronas distribuidas en diversas áreas del encéfalo, como lo son 

el septum medial, el POA, el órgano vasculoso de la lámina terminal, el área hipotalámica anterior y la 

eminencia media. Cabe destacar que la población de las neuronas que sintetizan a la GnRH es 

relativamente pequeña, de entre 800 a 1000 en ovejas, de entre 1500 y 2000 en el ser humano y 

aproximadamente 1300 en la rata (Campbell, 2018; Desaulniers et al., 2017; Dufour et al., 1988; 

Katsiya et al., 1986; Nance et al., 1977; Schally et al., 1971; Wood et al., 1992; Wray y Hoffman, 

1986).  Estas neuronas se diferencian en la placa olfativa durante el desarrollo embrionario y migran 

siguiendo una ruta de señalización química que a su vez dirige el desarrollo del sistema olfativo (Fueshko 

y Wray 1994; Wierman et al., 2011). En los roedores, la presencia de las neuronas de la GnRH se observa 

por primera vez en el día 10 del desarrollo embrionario. Posteriormente, en el día embrionario 13 se 

ubican en la periferia de la placa cribiforme para así llegar al hipotálamo entre los días 14 y 15, donde 

adoptaran su posición final alrededor del día 16 (Mellon, 1990; Schwanzel-Fukuda y Pfaff 1989).   

La ruta migratoria antes descrita ha sido confirmada en los roedores y en los primates (Kim, 

1999; Ronnekleiv, 1990), sin embargo, existen sutiles diferencias anatómicas entre los roedores y otros 

mamíferos, como en los primates, las cobayas y los ungulados, pero la distribución que se encuentra en 

sentido rostro-caudal es similar. A pesar de su distribución dispersa, las neuronas individuales de la 

GnRH poseen axones excepcionalmente largos, los cuales permiten que la mayoría de ellas proyecten a 

la eminencia media (Herde et al., 2013; King et al., 1982). En el hipotálamo, las neuronas de la GnRH 

proyectan sus terminales axonales hacia distintas regiones del encéfalo. Los axones de aquellas neuronas 

que se originan entre el POA y el septum medial forman el tracto septo-preóptico-infundíbular, que 

inerva al órgano vasculoso de la lámina terminal y a la eminencia media (Barry, 1979; Braak y Braak, 

1992; Merchenthaler et al., 1980; Merchenthaler et al., 1984; Plant, 2015). Esta población neuronal 

también se comunica con otras estructuras como la banda diagonal de Broca, el tubérculo olfatorio, el 

bulbo olfatorio, la estría terminal, la estría medular, la estría longitudinal medial y lateral, el tálamo, la 

fimbria del hipocampo, el haz medial del prosencéfalo, la comisura posterior y la corteza piriforme 

(Figura 3, Bennett-Clarke y Joseph, 1982; Hoffman et al., 1978; Hoffman et al., 1982; Ibata et al., 1979; 

Krisch 1980; Krey y Silverman, 1978; Sétáló et al., 1976).  
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Figura 3. Esquema sagital del cerebro de un roedor que representa la distribución de las neuronas de la GnRH (puntos 

verdes). Las zonas de colores muestran las áreas descritas por la presencia de neuronas de la GnRH en la región septal 

medial (MS, azul), el área preóptica rostral (rPOA, rosa) y el área hipotalámica anterior (AHA, amarillo) (Fx) fórnix, (ac) 

comisura anterior, (cc) cuerpo calloso. Las líneas verticales indican la ubicación rostral a caudal de imágenes confocales 

en cortes coronales del cerebro de un ratón transgénico. Los somas y sus proyecciones se pueden observar a través del 

tabique medial rostral (A), extendiéndose en una distribución en la zona preóptica rostral (B) y rodeando al órgano 

vasculoso de la lámina terminal (OVLT) (C) así como dos poblaciones ventrolaterales a ambos lados del tercer ventrículo 

(3v) en el AHA. (D) se muestra una población unilateral al 3v (E) y las terminales nerviosas se proyectan desde la mayoría 

de las neuronas de la GnRH hacia la zona externa de la eminencia media (ME) donde el decapéptido se secreta a la 

vasculatura portal de la hipófisis (Figura tomada de Herbison et al., 2018). 

Algunos estudios de cultivos organotípicos en los cuales se utilizó el POA de ratones recién 

nacidos han mostrado que el hipotálamo medio basal secreta factores quimio atrayentes para los axones 

de la GnRH (Gibson et al., 2000; Perrett y McArdle, 2013). Esto es entendible ya que se ha mostrado 

que las neuronas que regulan la secreción de las gonadotropinas se ubican en el POA. Evidencia al 

respecto proviene de un estudio en el cual se lesionaron diferentes zonas del encéfalo de manera bilateral, 

estas fueron el POA dorsal, el POA ventral, el hipotálamo anterior y el hipotálamo ventromedial. Los 
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resultados obtenidos muestran que la tasa de animales ovulantes no se modificó al lesionar el hipotálamo 

anterior o el hipotálamo ventromedial, en cambio, la lesión del POA dorsal redujo la tasa de animales 

ovulantes en un 33%, y la lesión del POA ventral inhibió en su totalidad la ovulación (Campbell, 2018; 

Nance et al., 1977).  

La GnRH que es sintetizada en somas neuronales ubicados en el POA y posteriormente es 

transportada a través de sus axones hasta la eminencia media, en la que es vertida a nivel del sistema 

portal hipotalámico-hipofisario, que representa una conexión funcional entre la eminencia media y la 

adenohipófisis (Figura 4, Braak y Braak, 1992). La arteria hipofisaria superior se divide en una extensa 

red de capilares en la zona externa de la eminencia media, donde la sangre es transportada por sinusoides 

que convergen en las venas del sistema portal. Éstos atraviesan el tallo hipofisario llegando a la hipófisis 

anterior, en las porciones laterales de la glándula lugar donde se ubican los gonadotropos, las células 

blanco de la GnRH, que constituyen aproximadamente el 10% de la población de las células presentes 

en esta zona. La GnRH se une específicamente a su receptor (GnRH-R), lo que estimula la síntesis y 

secreción de las gonadotropinas, ya sea de la LH, la FSH o ambas (Andrews y Conn, 1986; Bédécarrat 

y Kaiser, 2003; Kakar et al., 1992; Kirk, 1994; Plant, 2015; Stamatiades y Kaiser, 2019). Estudios 

inmunohistoquímicos han mostrado que aproximadamente el 15% de las células gonadotropas solo 

sintetizan y secretan LH o FSH, en cambio, el porcentaje de gonadotropos que sintetizan y secretan 

ambas gonadotropinas es de alrededor del 70%. Este porcentaje cambia en diferentes condiciones 

fisiológicas, como la castración o las fluctuaciones hormonales durante el ciclo estral (Moriarty, 1976; 

Stanton et al., 1996).  

Las gonadotropinas están conformadas por dos subunidades de proteínas, la α y la β. La 

subunidad α, de 92 aminoácidos, es común tanto para la LH como para la FSH. La subunidad β para la 

LH (LH-β) y la FSH (FSH-β) tiene 121 y 117 aminoácidos de longitud, respectivamente, y explica la 

especificidad biológica de estas dos hormonas. En los roedores, la frecuencia alta en la secreción de la 

GnRH estimula la transcripción del gen que codifica para la LH-β, mientras que las frecuencias más 

bajas dan como resultado una mayor síntesis de la FSH-β (Dalkin, 1989; Dickinson et al., 2009; Horvath 

et al., 1993; Stanton et al.,1996). Aunque la GnRH estimula la síntesis y secreción de ambas 

gonadotropinas, la concentración de éstas no es la misma a lo largo de los ciclos ovulatorios. Se ha 

reportado que en los primates hay una mayor concentración de la FSH en la fase folicular temprana, 

mientras que la de la LH es mayor en la fase folicular tardía. La alternancia en la concentración de estas 
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hormonas es indispensable para la maduración folicular, la síntesis de hormonas esteroideas y la 

ovulación (Marshall et al., 1983; Rama Raju et al., 2013). Estudios realizados en monos OVX han 

mostrado una disminución en la frecuencia de los pulsos de secreción de la GnRH, lo cual resulta en un 

aumento del 65% en la concentración de la FSH en plasma y en un decremento del 50% en la de la LH 

(Wildt et al., 1981). Patrones semejantes han sido descritos en la oveja (Clarke y Cummins, 1985) en la 

rata (Lambalk et al., 1988) y en la mujer (Gross et al., 1987; Spratt et al., 1987). 

Para que la GnRH estimule la síntesis y la secreción de las gonadotropinas debe ser secretada 

de manera pulsátil, lo cual ocurre aproximadamente cada hora en respuesta a la despolarización conjunta 

de los somas ubicados principalmente en el POA (Belchetz et al., 1978; Knobil et al., 1980; Stamatiades 

et al., 2019; Wildt et al., 1981). Una vez secretada al sistema portal hipotalámico-hipofisario, la GnRH 

se degradada rápidamente mediante proteólisis enzimática, su vida media es de entre 2 y 4 minutos 

(Glanowska y Moenter, 2015; Wildt et al., 1981). Los pulsos individuales de la GnRH son acompañados 

de cerca por un pulso correspondiente de la LH y/o la FSH (Figura 4; Kawakami et al.,1982; Silverman 

et al., 1986; Wilson et al., 1984). Uno de los diversos mecanismos que modula la secreción diferencial 

de la LH y la FSH en respuesta a los cambios de la frecuencia en la secreción de la GnRH, es la variación 

en el número de los GnRH-R en la superficie de los gonadotropos (Stanton et al., 1996; Yuji et al., 

1996). 
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El GnRH-R es un miembro de la familia de los receptores metabotrópicos con siete dominios 

hidrofóbicos y transmembranales que están unidos a bucles extra e intracelulares con estructuras 

helicoidales. El extremo COOH-terminal del receptor está unido a una cola de aminoácidos que es 

particularmente corta que regula la desensibilización rápida del receptor (Cheng y Leung, 2005; 

Tsutsumi et al., 1992). La unión de la GnRH al receptor depende de los dominios transmembranales, 

mientras que la activación de este último depende del dominio NH2-terminal, mientras que otros residuos 

pueden alterar la conformación de la GnRH (Padula, 2005). La interrupción de los enlaces disulfuro del 

receptor disminuye significativamente la afinidad por su ligando, ya que éste interactúa con la cara 

extracelular del receptor, induciendo un cambio conformacional para convertirlo a su estado activo 

(Fernald y White, 1999).  

Figura 4. En el hipotálamo se ubican a las neuronas de la GnRH, que proyectan sus axones hacía la eminencia media, 

donde secretan a este decapéptido. Posteriormente, éste llegara a sus receptores en los gonadotropos, ubicados en la 

adenohipófisis, donde estimulan la síntesis y la secreción de las gonadotropinas (la hormona luteinizante; LH y la hormona 

estimulante de los folículos; FSH). Posteriormente, serán transportadas por la circulación general hasta llegar a su órgano 

blanco, los ovarios, donde estimulan la síntesis y la secreción de las hormonas esteroides (estradiol y progesterona). A su 

vez estas hormonas retroalimentan de manera estimulante e inhibitoria la secreción de la GnRH. (Figura elaborada por 

Carlos Contreras 2022) 
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El GnRH-R actúa principalmente a través de las proteínas Gα q/11, aunque también puede actuar 

por medio de las proteínas Gαi y Gαs para activar la fosfolipasa C, lo que incrementa la entrada de Ca2+ 

en los gonadotropos a través de canales iónicos y la activación de la calmodulina (una proteína mensajera 

de unión al calcio). Simultáneamente, el diacilglicerol amplifica la acción de la calmodulina para 

incrementar la secreción de las gonadotropinas (Millar et al., 2004). De esta manera se eleva la 

concentración citoplasmática del Ca2+ y se activan a las isoenzimas de la proteína quinasa C (PKC). El 

incremento en la concentración de Ca2+ es el principal estimulante en la secreción de la LH (Hislop et 

al., 2000; McArdle et al., 2002). El GnRH-R también puede activar otras vías que dependen de segundos 

mensajeros como el AMPc y la PKA (Lariviere et al, 2007; Mayer et al., 2008; Naor, 1999).  Se ha 

informado que el GnRH-R se acopla a las proteínas Gαs, que activan la producción del AMPc y, a su 

vez, la expresión de la LHβ (Stanislaus et al., 1998; Liu et al., 2002). 

La unión de la GnRH a su receptor también resulta en la producción de diacilglicerol, que a su 

vez estimula la cascada de la proteína cinasa de activación mitogénica (MAPK), que implica la 

activación de la PKC, la cual aumenta la transcripción del gen que codifica para la LHβ y la FSHβ 

(Harrison et al., 2004). Por otro lado, los efectos del decapéptido sobre la síntesis de las gonadotropinas 

son mediados por la estimulación de la vía MAPK, particularmente la vía ERK, que es dependiente de 

PKC. Estos factores regulan los efectos transcripcionales de la LHβ y la FSHβ (Harris et al., 2002; 

Kanasaki et al., 2002; Mulvaney y Roberson, 2000; Wang et al., 2008). Por otro lado, hay informes 

contradictorios de que la regulación de la expresión de la LHβ es independiente de ERK y es regulada 

únicamente por el Ca 2+ (Ferris et al., 2007; Kowase et al., 2007). 

Como se mencionó, la secreción pulsátil de la GnRH depende de cambios en la polaridad de la 

membrana celular de las neuronas que la sintetizan, ya que esta sigue patrones particulares que se 

modifican en función del tiempo. La variación en los patrones de disparo puede ser regulada por factores 

intrínsecos a la neurona, pero también por la acción de neurotransmisores secretados por neuronas 

aferentes, que comunican información con respecto a la disponibilidad de energía, el estrés, los ritmos 

circadianos, el fotoperíodo, estímulos sociales y feromonas (Bédécarrats y Kaiser, 2003; Hoffman et al., 

1978; Sétáló et al., 1976).  

Cabe mencionar que el sistema GnRHérgico presenta asimetrías anatómicas y funcionales, por 

ejemplo, la concentración de éste decapéptido es mayor en el hemisferio derecho del hipotálamo de la 

rata hembra que en el izquierdo (Duboc et al., 2015; Gerendai y Halász, 1997). Por otra parte, se ha 
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mostrado que esta diferencia depende de la etapa del ciclo estral en la que se encuentre la hembra, ya 

que solo se presenta durante el proestro y el estro. Incluso se han reportado diferencias que dependen de 

la hora del día, lo que sugiere que estas asimetrías se presentan de manera dinámica y son moduladas 

por diversos factores como los antes mencionados (Olvera-Juárez et al., 2020). 

Se ha demostrado la existencia de asimetrías funcionales en el sistema GnRHérgico con la 

ayuda de estudios de lesión. Los autores analizaron los efectos de la lesión unilateral del POA a lo largo 

del ciclo estral, y los resultados muestran que al lesionar al POA derecha en la etapa de estro, el número 

de animales ovulantes disminuye, mientras que al lesionar el lado contrario no hay cambios 

significativos. En el caso del resto de las etapas, no se modificó la tasa de animales ovulantes de manera 

significativa tras la lesión de cualquiera de los hemisferios. En el mismo experimento, los autores 

realizaron un remplazo hormonal mediante la inyección subcutánea de GnRH sintética, en los animales 

que fueron lesionados en el lado derecho durante el estro, lo que restauró la ovulación. Estos resultados 

sugieren que el sistema GnRHérgico del hemisferio derecho es indispensable durante el estro para que 

se lleve a cabo la ovulación, mientras en las otras etapas, cualquiera de los hemisferios puede regular el 

mismo proceso (Cruz et al., 1990; Morán et al., 1994). 

Los resultados sobre el contenido de la GnRH en el POA derecha, así como su participación en 

la regulación de la ovulación pueden explicarse, a su vez, por asimetrías en los sistemas que regulan la 

actividad de las neuronas de la GnRH. Por ejemplo, los esteroides sexuales modulan la frecuencia con 

la que se activan las neuronas de GnRH, ya que ejercen una retroalimentación estimulante o inhibitoria 

en función de su concentración (Breen y Mellon, 2014; Clarke, 2011; Norberg et al., 2013; Sagrillo et 

al., 1996). En concordancia, se ha mostrado que el contenido de las isoformas α y β del receptor a 

estradiol es mayor en el hemisferio derecho del hipotálamo antero-medial y cambia a lo largo del día y 

del ciclo estral (Stanton et al., 1996). Resultados semejantes se han descrito para la kisspeptina, que es 

el principal neurotransmisor estimulante de la síntesis y la secreción de la GnRH. Esto sugiere que los 

mecanismos que participan en la retroalimentación que ejercen los esteroides ováricos a nivel del 

hipotálamo también son lateralizados (Olvera-Juárez et al., 2020).  

Por otro lado, se ha sugerido que la acción de los esteroides sobre la actividad de las neuronas 

de la GnRH es indirecta, ya que puede ser regulada por diferentes grupos neuronales que interactúan con 

ellas mediante diversos sistemas de neurotransmisión, entre ellos, el dopaminérgico (Clarke, 2011; 

Han et al., 2005; Watanabe y Nakai, 1987). En apoyo a esta idea, existe evidencia anatómica que muestra 
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la existencia de receptores a estradiol en las neuronas dopaminérgicas (Anderson et al., 2001b; Steyn et 

al., 2007; Turchan et al., 2001), así como las sinapsis que éstas establecen con las neuronas de la 

GnRH (Bardóczi et al., 2018; Chen et al., 1989; Leranth et al., 1988). La actividad coordinada de éstas 

últimas y los diversos sistemas de neurotransmisión resulta en la secreción pulsátil de éste decapéptido 

(Levine y Ramirez 1982; Levine et al., 1991; Spergel, 2019).  

La dopamina 

La actividad de las neuronas de la GnRH es regulada por diferentes moléculas. Una de ellas es la 

dopamina, la cual pertenece a un grupo de neurotransmisores llamados catecolaminas y constituye 

aproximadamente el 80% de su contenido intracerebral (Baladi et al., 2012; Barraclough y Wise, 1982; 

Hökfelt et al., 1984b). Las catecolaminas se caracterizan por estar conformadas por un grupo amino 

individual, un núcleo de catecol (un anillo de benceno con dos grupos hidroxilo adyacentes) y una cadena 

lateral de etilamina o de uno de sus derivados. El primer paso en la síntesis de la dopamina es limitante 

de la velocidad e implica la conversión de L-tirosina en L-DOPA, mediante la enzima tirosina 

hidroxilasa (TH) (Arbogast y Voogt, 1990; Arbogast y Voogt, 1991; Carlsson et al., 1957; Hökfelt et 

al., 1984b; Klein et al., 2018; Liu y Kaeser, 2019; Montagu; 1957; Ugrumov et al., 1989b). Esta 

conversión requiere de oxígeno, un cofactor de hierro y tetrahidrobiopterina, lo que da como resultado 

la adición de un grupo hidroxilo al anillo aromático para formar a la L-DOPA, 

posteriormente, esta molécula es convertida en dopamina por la enzima L-aminoácido aromático 

descarboxilasa. Una vez sintetizada, la dopamina es transportada a las vesículas sinápticas por el 

transportador de monoamina vesicular 2 (VMAT2) para posteriormente ser secretada (Haavik y Toska, 

1998; Sano et al., 1959). Ya que la dopamina se encuentra en la hendidura sináptica puede ser captada 

de regreso a la neurona presináptica a través de los transportadores de dopamina para su reempaquetado 

o puede permanecer en el espacio extracelular para ser absorbida por las células gliales o ser 

metabolizada por enzimas en la membrana celular de la neurona. La dopamina que es secretada al 

espacio sináptico interactúa con los receptores en las terminales pre y postsinápticas, estimulándolas o 

inhibiéndolas, según el tipo de receptor que presenten (Figura 5; Cooper et al., 1996; Eisenhofer, 2004; 

Sibley et al., 1993; Tank et al., 1981).  

Los transportadores de monoaminas constituyen el principal mecanismo para culminar la 

transmisión sináptica en el sistema nervioso central (Amara y Kuhar, 1993; Feldman et al., 1997; 
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Iversen, 1975; Vaughan y Foster, 2013). El transportador para la dopamina pertenece a la familia de las 

proteínas transportadoras que dependen de Na+ y de Cl- (Shimada et al., 1991). Esta familia incluye 

también a los transportadores de Ácido Gamma-Aminobutírico (GABA), noradrenalina, serotonina, 

taurina, glicina, betaína y prolina. La función de los transportadores requiere que una molécula de 

dopamina sea cotransportada al interior de la terminal sináptica con 2 iones de Na+ y un ion de Cl-. Los 

iones de Na+ se acoplan al dominio extracelular del transportador antes de que la dopamina pueda 

unirse. Una vez que la dopamina se acopla a su transportador, la proteína sufre un cambio 

conformacional, lo que permite que tanto el Na+ como la dopamina se desvinculen en el lado intracelular 

de la membrana. Esto indica que el transporte de cada molécula de dopamina está acompañado por el 

movimiento de dos cargas positivas netas, esto se debe a que la dopamina posee carga positiva a un pH 

fisiológico y, por lo tanto, generará una corriente de entrada (Figura 5; Ole y Amara 2003; Sonders et 

al., 1997).  

Se estima que, en el humano, hay entre 400 000 y 600 000 neuronas que sintetizan a la 

dopamina, estas constituyen una pequeña cantidad de los aproximadamente 100 000 millones de 

neuronas presentes en el cerebro. De manera semejante, el número de sinapsis que contienen dopamina 

es bajo, alrededor del 0.001% del total de las sinapsis dentro del cerebro humano, contra lo que se 

observa con neurotransmisores como el glutamato y el GABA, que participan en aproximadamente el 

90% de las sinapsis (Björklund y Dunnett 2007; Moore y Bloom 1978; Moujir et al., 1997; Von Bartheld 

et al., 2016). Considerando esto, la importancia del sistema dopaminérgico no se encuentra en su 

cantidad, sino en la implicación que tiene en las diversas funciones neurológicas que regula y la variedad 

de alteraciones neuroendocrinas que resultan de su disfunción (Li y Pelletier,1992; Liu y Herbison, 2013; 

Martínez de la Escalera et al., 1992; Trueta et al., 1996; Wang et al., 1982). Cabe mencionar que el 

sistema dopaminérgico presenta asimetrías, al igual que se describió antes para el sistema GnRHérgico. 

Esto ha sido observado en un estudio en el que se analizó la concentración de la dopamina y de su 

metabolito (DOPAC) en el hipotálamo izquierdo y derecho, en el que se observó un mayor contenido de 

esta amina en el hipotálamo derecho (Concentración de la dopamina en el hemisferio izquierdo 3.28 ± 

0.17 ng/mg vs. el hemisferio derecho 3.62 ± 0.16 ng/mg). Mientras que el contenido del DOPAC fue 

mayor en el hemisferio izquierdo (DOPAC en el hemisferio izquierdo 0.663 ± 0.026 vs. DOPAC en el 

hemisferio derecho a 0.566 ± 0.029) (Barnéoud et al., 1990; Moujir et al., 1997).  
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Figura 5. Síntesis, secreción y recaptación de la dopamina. En el panel (A) se observa la síntesis de la dopamina, que inicia 

con la conversión de la L -tirosina en L -DOPA mediante la enzima tirosina hidroxilasa (TH), esta conversión requiere 

tetrahidrobiopterina, O2 y hierro (Fe2+) como cofactores.  La L -DOPA se convierte en dopamina por la 

enzima aromática L -aminoácido descarboxilasa (también conocida como DOPA descarboxilasa). En el panel (B)se aprecia 

la síntesis, secreción y recaptación de la dopamina. Ya que la dopamina es sintetizada es transportada a las vesículas 

sinápticas por el transportador de monoamina vesicular 2 (VMAT2) para posteriormente ser secretada. Una vez en el 

espacio sináptico el excedente puede ser captado de regreso a través de los transportadores de dopamina para que sea 

reempaquetada o permanecer en el espacio extracelular y ser absorbida por las células gliales o metabolizada por enzimas 

en la membrana celular de la neurona secretora. La dopamina que es secretada al espacio sináptico interactúa con los 

receptores en las terminales pre y postsinápticas, estimulándolas o inhibiéndolas, dependiendo del tipo de receptor que 

presenten (Figura elaborada por Carlos Contreras 2022).  

Grupos y vías dopaminérgicos  

A inicios de la década de los 60´s se publicó el primer mapa que detallaba la distribución de los somas 

de las neuronas catecolaminérgicas en el cerebro de la rata, el gato, el conejo, el mono y el ser humano 

para describir la distribución neuronal de la dopamina (Björklund y Nobin, 1973; Kitahama et al., 1990). 

https://en.wikipedia.org/wiki/Tyrosine_hydroxylase
https://en.wikipedia.org/wiki/Aromatic_L-amino_acid_decarboxylase
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Basado en la clasificación que se estableció en el cerebro de la rata, se identificaron 9 grupos de neuronas 

dopaminérgicas denominados A8 al A16 (Fuxe, 1965). El grupo A8 es un pequeño cúmulo de células 

dopaminérgicas que se presenta en la mayoría de los mamíferos, con una ubicación similar en los 

roedores y en los primates (Björklund y Dunnett, 2007; Deutch et al., 1988; Nevue et al., 2016). Éste 

grupo se encuentra predominantemente en el área retrorubral, sin embargo, también abarca a 

la formación reticular del mesencéfalo dorsolateral a la sustancia negra. Generalmente se considera que 

las neuronas de este grupo son una extensión del A9, debido a que la porción rostral y ventral del grupo 

A8 no puede ser diferenciada con claridad de las células contiguas a la sustancia negra caudal y lateral. 

En la rata, las neuronas del grupo A8 conforman de manera rostral un puente, el cual une a las células de 

los grupos A9 y A10 e incluye a las neuronas ubicadas en los fascículos del lemnisco medial. El grupo 

A9, por su parte, se ubica en el cerebro medio ventrolateral de los roedores y de los primates (Felten y 

Sladek, 1983; Nevue et al., 2016). El grupo A10 contiene una de las poblaciones más abundantes de 

neuronas dopaminérgicas y se localiza en el área tegmental ventral del mesencéfalo, en el núcleo lineal, 

en la sustancia gris y en el POA (Felten y Sladek, 1983; Nevue et al., 2016; Ruggiero et al., 1984).  

El grupo A11 es un pequeño cúmulo de células dopaminérgicas, ubicadas en el área 

periventricular caudal del mono (Felten y Sladek, 1983), en la rata se encuentran pequeñas cantidades 

de células asignadas a este grupo en el núcleo posterior del hipotálamo, el área supramamilar y el núcleo 

reuniens (Nevue et al., 2016). El grupo A12 es un pequeño grupo de células localizado en el núcleo 

arqueado de los primates (Felten y Sladek, 1983), y en el caso de los roedores, se observan algunas de 

estas células en la porción anteroventral del núcleo paraventricular. Los somas de estas neuronas se 

distribuyen a lo largo de la extensión rostro caudal del núcleo arqueado y el núcleo periventricular 

adyacente del hipotálamo medio basal (Dahlstroöm y Fuxe, 1964; Everitt et al., 1986; Nevue et al., 

2016).  

En los primates el grupo dopaminérgico A13 tiene una distribución ventromedial al tracto retino 

hipotalámico. Por otra parte, otras neuronas se extienden al núcleo reuniens del tálamo. En cambio, en 

el ratón, este grupo se encuentra ventral al tracto mamilotalámico en la zona incerta (Björklund y 

Dunnett, 2007; Romanowski et al., 1985). Algunos estudios realizados en roedores muestran que los 

somas de las neuronas inmunorreactivas a tirosina hidroxilasa (TH-IR) presentan proyecciones 

dendríticas hacia el núcleo dorso-medial del hipotálamo (Figura 6; Chan-Palay et al., 1984; Northcutt 

y Lonstein, 2011; Porter, 1986; Van den Pol et al., 1984). Por otra parte, el trazado inmunohistoquímico 

https://en.wikipedia.org/wiki/Midbrain_reticular_formation
https://en.wikipedia.org/wiki/Midbrain_reticular_formation
https://en.wikipedia.org/wiki/Dorsolateral
https://en.wikipedia.org/wiki/Substantia_nigra
https://en.wikipedia.org/wiki/Ventrolateral
https://en.wikipedia.org/wiki/Tegmentum
https://en.wikipedia.org/wiki/Ventral
https://en.wikipedia.org/wiki/Mammillary_body
https://en.wikipedia.org/wiki/Arcuate_nucleus
https://en.wikipedia.org/wiki/Arcuate_nucleus
https://en.wikipedia.org/wiki/Paraventricular_nucleus_of_hypothalamus
https://en.wikipedia.org/wiki/Thalamus
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del tracto dopaminérgico incerto hipotalámico (IHDA) muestra que estas neuronas proyectan a diversas 

áreas como el núcleo central de la amígdala, la banda diagonal horizontal de Broca y el núcleo 

paraventricular hipotalámico (Eaton et al., 1994; Wagner et al., 1995). Se ha observado que las neuronas 

IHDA ubicadas en la zona inserta medial, están implicadas en la regulación del ciclo estral (MacKenzie 

et al., 1988; Sanghera et al., 1991) y en los picos en la concentración de la LH inducidos por los 

esteroides gonadales (MacKenzie et al., 1984; Záborszky y Vadasz, 2001).  

El grupo A14 consiste en una pequeña agrupación de células observadas dentro y cerca 

del POA de los ratones y de los primates (Felten y Sladek, 1983; Graham y Pfaus, 2010). En un inicio 

se creía que las proyecciones dopaminérgicas que inervaban a la hipófisis formaban parte del grupo 

dopaminérgico A12 ubicado en la región más rostral del núcleo arqueado, llamadas neuronas 

dopaminérgicas tuberohipofisarias (Björklund y Lindvall, 1984), sin embargo, estudios 

inmunohistoquímicos posteriores mostraron que estas proyecciones se originan a partir de una 

subpoblación de neuronas del grupo A14, conocidas como neuronas dopaminérgicas hipofisarias 

periventriculares, ubicadas en el núcleo periventricular dorsal al área retroquiasmática del hipotálamo 

anterior (Goudreau et al., 1992-1995; Kawano y Daikoku, 1987).  La distribución de estas neuronas en 

la región anteroventral del núcleo periventricular de los roedores presenta un dimorfismo sexual, ya que 

la cantidad de neuronas dopaminérgicas y las fibras TH-IR son de 2 a 3 veces mayores en las hembras 

que en los machos (Simerly et al., 1985a-b). Cabe mencionar que las proyecciones de las neuronas del 

núcleo periventricular rostral se extienden lateralmente hacia el núcleo preóptico medial y al POA 

(Björklund y Lindvall, 1984). Las neuronas dopaminérgicas de este circuito son sensibles a los esteroides 

gonadales, que regulan la secreción preovulatoria de las gonadotropinas en las hembras (Simerly, 1997) 

y la conducta copulatoria en los machos (Baker, 1986; Hull et al., 1997; Hull et al.,1999).  

Los somas de las neuronas A15 se describieron originalmente en las ratas y se dividieron en dos 

grupos; un grupo dorsal compacto ubicado en la porción ventral del núcleo del lecho de la estría terminal, 

que se extiende caudal y medialmente hasta una posición por debajo de la comisura anterior y un grupo 

ventrolateral ubicado por encima del quiasma óptico, cerca del núcleo supraóptico que comienza desde 

el POA y se extiende caudalmente a través del área retroquiasmática. Las neuronas del A15 forman un 

continuo con las del A14 (Figura 6; Gayrard et al., 1994-1995; Goodman et al., 2000; Hökfelt et al., 

1984a; Lehman et al., 1996; Thiéry et al., 1995; Tillet et al., 1990). Por último, el grupo A16, se encuentra 

distribuido en los bulbos olfatorios de los vertebrados, incluidos los roedores, los primates y los humanos 
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y representa la mayor cantidad de neuronas que sintetizan a la dopamina endógena dentro  del 

prosencéfalo (Alizadeh et al., 2015; Bjorklund y Dunnett, 2007; Cave y Baker, 2010; Guyenet y Crane, 

1981; Smith et al., 1993; Van Vulpen et al., 1999).  

Los cúmulos de las neuronas dopaminérgicas descritos anteriormente dan lugar a cuatro plexos 

axonales, conocidos como las vías dopaminérgicas; la nigroestriatal, la mesolímbica, la mesocortical y 

la tuberoinfundibular. La vía nigroestriatal está involucrada principalmente en la regulación del 

movimiento, como parte del sistema circuito motor de los ganglios basales que conecta a la substancia 

negra compacta del mesencéfalo con el núcleo accumbens y el putamen dentro del cuerpo estriado dorsal 

(Demarest et al., 1981;  Janhunen y Ahtee, 2007; Moore y Bloom, 1978; Zhang et al., 2019). Esta vía es 

la más abundante en cuanto a cantidad de neuronas dopaminérgicas, ya que comprende 

aproximadamente el 70% de todas las neuronas dopaminérgicas cerebrales (Figura 6; Gerfen 1992; 

Lang y Lozano, 1998; Stagkourakis et al., 2019).  

La vía mesolímbica comienza en el área tegmental ventral del mesencéfalo y se conecta con el 

sistema límbico por medio del núcleo acuminado, la amígdala cerebral y el hipocampo, así como con la 

corteza prefrontal. Se sabe que la vía mesolímbica está involucrada en regular las emociones, el 

aprendizaje, la memoria y la motivación.  La vía mesocortical se origina de células distribuidas en la 

porción lateral del área tegmental ventral y en la porción medial de la sustancia negra compacta. Se ha 

reportado que las neuronas ubicadas en la porción medial de la sustancia negra compacta envían 

proyecciones colaterales tanto a la corteza frontal como a estructuras subcorticales, incluidos el cuerpo 

estriado y el tabique (Albanese y Minciacchi, 1983; Koob y Bloom, 1988). Por otro lado, esta vía inerva 

a estructuras corticales y subcorticales y está implicada en la regulación de las funciones motrices y 

cognitivas relacionadas con la motivación y la recompensa (Figura 6; Baladi et al., 2012; Chandler et 

al., 2014). La vía tuberoinfundibular surge a partir de los núcleos periventricular y arqueado del 

hipotálamo. Las proyecciones de esta vía alcanzan al POA y a la eminencia media, donde secretan a la 

dopamina en los espacios perivasculares del plexo capilar del sistema portal hipotalámico-

hipofisario (Björklund y Dunnett, 2007; Civelli et al., 1993; Nelson et al., 1996; Selmanoff, 1981; 

Simmons y Yahr, 2011). 

https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fncel.2020.00275/full#B4
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fncir.2021.718221/full#B25
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fncir.2021.718221/full#B42
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fncir.2021.718221/full#B82
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fncir.2021.718221/full#B82
https://www.frontiersin.org/articles/10.3389/fncel.2020.00275/full#B215
https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Janhunen+S&cauthor_id=17141870
https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Ahtee+L&cauthor_id=17141870
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Figura 6. Grupos y vías dopaminérgicas en el cerebro de rata. (A) Los círculos de color azul representan los grupos 

dopaminérgicos del A8 al A16 y su distribución dentro del cerebro de la rata. Estos grupos dan lugar a 4 vías 

dopaminérgicas, la nigroestriatal (B), la mesolímbica (C), la mesocortical (D) y la tuberoinfundibular (E). Los cuerpos 

celulares dopaminérgicos se representan mediante triángulos y los tractos axonales mediante líneas continuas. Putamen 

caudal (CPu), haz del prosencéfalo medial (MFB), Núcleo accumbens (NAc), Sustancia negra compacta (SNc), Sustancia 

negra reticulata (SNr). (Modificada de Janhunen, 2005). 
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Receptores dopaminérgicos (RDA) 

La existencia de los RDA en el sistema nervioso central se dedujo aproximadamente en la década de los 

70´s a partir de estudios bioquímicos en los cuales se mostró que la dopamina es capaz de estimular la 

síntesis del AMPc a través de receptores metabotrópicos acoplados a proteínas G (Goldberg et al., 1978; 

Kebabian y Calne, 1979). Posteriormente, se propuso la existencia de dos receptores, uno que estimulaba 

la síntesis del AMPc y otro que la inhibía. En 1979, debido a las características que presentaban estos 

receptores, decidieron llamar RDA-1 al receptor que estimulaba la síntesis y RDA-2 al que la inhibía 

(Kebabian y Calne, 1979; Pandey et al., 2013). Este esquema de clasificación fue confirmado a través 

de estudios farmacológicos, bioquímicos y fisiológicos que mostraron las diferencias entre ambos tipos 

de receptores. Existen subtipos de RDA agrupados dentro de la familia D1 o D2. Los subtipos 1 y 5 

(SRDa1 y SRDa5) conforman a la familia 1 y se caracterizan por tener un asa i3 corta y una región 

carboxilo terminal larga que se acoplan a las proteínas Gs. Cabe mencionar que los SRDa1 y los SRDa5 

presentan una homología del 80%. Por otro lado, los SRDa2, los SRDa3 y los SRDa4 pertenecen a la 

familia 2 y poseen una estructura inversa, es decir un asa i3 larga y un extremo carboxilo terminal corto 

que se acoplan a proteínas Gi. En el caso de los SRDa2 y SRDa3 presentan una homología del 75% en 

sus dominios transmembranales, mientras que los SRDa2 y los SRDa4 comparten una homología del 

53% (Andersen et al., 1990; Bunzow et al., 1988; Civelli et al., 1991; Dal Toso et al., 1989; Fremeau et 

al., 1991; Grierson et al., 1988; Missale et al., 1998; Mohamed et al., 1997; O’Dowd, 1993; Schwartz et 

al., 1992; Sibley et al., 1982; Sibley et al., 1993; Sunahara et al., 1990; Watanabe, 1987; Zhou et al., 

1990).  

El SRDa1 es el más abundante dentro del sistema nervioso central, se distribuye en áreas como 

el tubérculo olfatorio, el neoestriado, el núcleo accumbens, las islas de Calleja, la amígdala, el núcleo 

subtalámico, la substancia negra (reticulada y compacta) y el cerebelo (capa molecular) (Dearry et al., 

1990; Jackson y Westlind-Danielsson, 1994; Missale et al., 1998). Por otro lado, se han descrito 

concentraciones moderadas de este receptor en la corteza cerebral (frontal, entorrinal y el cíngulo), el 

tálamo y el globo pálido, y concentraciones bajas en el hipocampo, la región septal, el hipotálamo, el 

área tegmental ventral y el colículo inferior (Figura 7; Jackson y Westlind-Danielsson, 1994). Estudios 

farmacológicos han mostrado que estos receptores poseen una afinidad relativamente baja por la 

dopamina, con una constante de inhibición Ki=2 µM. Por otra parte, se ha observado que los fármacos 

como el agonista SKF-38393 y el antagonista SCH-23390 se unen a este receptor con mucha mayor 
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afinidad que el ligando endógeno (Ki=150 nM y Ki=0.3 nM, respectivamente) (Missale et al., 1998; 

Watling et al., 1995). La gran afinidad del SCH-23390 ha permitido su uso en forma tritiada ([3H] SCH-

23390) para la identificación de este receptor, ya sea en preparaciones de membranas celulares como in 

situ (por autorradiografía) (Jackson y Westlind-Danielsson, 1994; Missale et al., 1998). Comúnmente, 

la activación del SRDa1 conduce a la activación de las proteínas Gs con la consecuente producción del 

AMPc producto de la estimulación de una o varias isoformas de la enzima adenilil ciclasa que se localiza 

en la membrana celular (Cooper et al., 1996).  

El SRDa5 se expresa en menor proporción que el SRDa1 (Mansour et al., 1990; Meador-

Woodruff et al., 1992; Jaber et al., 1996; Tiberi et al., 1991). Este subtipo presenta una cadena de 475 y 

477 residuos de aminoácidos en la rata y en el humano, respectivamente (Jackson y Westlind-

Danielsson, 1994). Se ha mostrado su presencia dentro del sistema nervioso central, en el hipocampo, el 

tálamo, el neoestriado, el hipotálamo y la corteza cerebral frontal y temporal (Figura 7; Jackson y 

Westlind-Danielsson., 1994; Tiberi et al., 1991). De igual manera al SRDa1, la activación del SRDa5 

conduce a la formación del AMPc por la estimulación de una o más isoformas de la adenilil ciclasa, este 

proceso es regulado por proteínas Gαs. Las características farmacológicas del SRDa5 son también 

similares a las reportadas para el receptor SRDa1, ya que es estimulado por el fármaco SKF-38393 

(Ki=100 nM) y tiene como antagonista selectivo al SCH-23390 (Ki=0.3 nM), sin embargo, su afinidad 

por la dopamina es mayor (Ki=50 nM) (Jackson y Westlind-Danielsson, 1994; Watling et al., 1995).  

En el caso de la familia 2, el SRDa2 presenta 2 isoformas, una corta y una larga, que son 

sintetizadas por el splicing alternativo del ARNm, generado por un gen único. La forma corta (D2S) está 

formada por 414 aminoácidos en el humano y 415 en la rata, mientras que la forma larga (D2L) tiene 

443 y 444 aminoácidos respectivamente. La diferencia en los residuos se observa en la región i3, ya que 

la forma larga contiene 29 aminoácidos más. Dado que la región i3 es esencial para la unión a las 

proteínas G, es probable que la variación en la longitud de dicha región se deba a las diferencias en los 

procesos de transducción de señales y en la regulación de la activación de estas proteínas (Bowyer y 

Weiner, 1987; Jackson y Westlind-Danielsson, 1994; O’Dowd, 1993). Este subtipo se distribuye en gran 

proporción en el neoestriado, el tubérculo olfatorio, la capa molecular de la formación hipocampal, el 

núcleo accumbens, las islas de Calleja, el hipotálamo y el área tegmental ventral. Por otro lado, se 

encuentra en cantidades moderadas en la sustancia negra reticulada y compacta, la corteza cerebral 

(regiones prefrontal, entorrinal y cíngulo), el globo pálido, la amígdala, el tálamo, así como en el núcleo 
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subtalámico y el POA (Figura 7; Jackson y Westlind-Danielsson, 1994). La bromocriptina es un 

agonista por el cual este receptor muestra una alta afinidad (Ki=5 nM), de manera similar, el raclopride 

muestra una gran selectividad por el SRDa2 y el SRDa3, con valores de Ki entre 0.5 y 5 nM y una vida 

media de aproximadamente 20 minutos. Hasta el momento no se han reportado un antagonista selectivo 

a este receptor, sin embargo, la unión de su ligando endógeno muestra una baja afinidad (Ki=2M) 

(Missale et al., 1998; Seeman y VanTol., 1994). Típicamente la activación del receptor conduce a la 

inhibición de la adenilil ciclasa y por tanto de la síntesis del AMPc. A su vez, el SRDa2 también pueden 

modular corrientes iónicas que inhiben a los canales de Ca2+, dicho efecto es mediado por las proteínas 

Gαo, lo que facilita la apertura de los canales de K+ por medio de las proteínas Gi3 (Jaber et al., 1996; 

Lledo et al., 1992). Se ha reportado también que en líneas celulares transfectadas con el SRDa2 la 

estimulación del mismo, provoca la formación del IP3 y la movilización de Ca2+ a partir de depósitos 

intracelulares (Jackson y Westlind-Danielsson, 1994). 

La existencia del SRDa3 fue confirmada por clonación molecular en 1990 (Schwartz et al., 

1998). Su distribución en el sistema nervioso central y sus características farmacológicas (en particular 

su sensibilidad a neurolépticos) son diferentes a las de los SRDa2. En el ser humano este subtipo consta 

de 400 aminoácidos, mientras que en la rata la cadena peptídica comprende 446 residuos, siendo la 

diferencia, la extensión del asa i3 conformada por 120 y 166 aminoácidos, respectivamente. La presencia 

de este receptor se ha observado en concentraciones elevadas en las islas de Calleja, la región septal, los 

núcleos geniculados medial y lateral del tálamo, el núcleo mamilar medial del hipotálamo y en las células 

de Purkinje del cerebelo. Densidades intermedias se observan en la corteza parietal y temporal, la 

formación hipocampal, el bulbo olfatorio, el neoestriado, el núcleo accumbens, la amígdala, el núcleo 

subtalámico, el hipotálamo y los lóbulos anterior e intermedio de la hipófisis. Por otra parte, se han 

observado concentraciones mínimas en la substancia negra compacta, el área tegmental ventral, la 

corteza frontal, el cíngulo y el globo pálido (Figura 7; Jackson y Westlind-Danielsson, 1994; Lledo et 

al., 1992; O’Dowd, 1993).  

Este receptor muestra una afinidad por la dopamina (Ki=30 nM) y por la mayoría de los 

agonistas dopaminérgicos mayor que la correspondiente al SRDa2 (Jackson y Westlind-Danielsson, 

1994; Lledo et al., 1992; O’Dowd, 1993). Por otro lado, la bromocriptina es un agonista con alta afinidad 

(Ki=7 nM) a los SRDa3, aunque también se une con alta afinidad a los SRDa2 (Ki=5 nM). Otros agonistas 

selectivos son el PD128, el 907, el 7-hidroxidipropilaminotetralin y el 7 OH-DPAT (Ki≈1 a 2 nM). Los 
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fármacos que se han reportado como antagonistas selectivos con gran afinidad para el SRDa3 incluyen 

al UH232, la emonaprida, el YM09151-2 (Ki=0.06 nM), la nafadotrida y el +S14297 (Missale et al., 

1998; Seeman y VanTol, 1994; Watling et al., 1995). Cuando este receptor se expresa en diversas líneas 

celulares, su activación inhibe la producción del AMPc, estimula la hidrólisis del fosfatidilinositol 4,5-

bisfosfato e induce la extrusión de los iones de H+ por el intercambio de Na+/H+. Estos efectos son 

compartidos por los otros miembros de la familia RDA-2 e involucran a proteínas Gαi o Gαo (Jackson y 

Westlind-Danielsson, 1994). Se ha reportado que el SRDa3 es el autorreceptor presente en las terminales 

dopaminérgicas, donde regula la síntesis y la secreción de la dopamina. Esto parece deberse a varios 

mecanismos como la inhibición de la formación del AMPc y la reducción de iones Ca2+ al activarse los 

canales de K+ (Akaoka et al., 1992; Gobert et al., 1996; Mestikawy y Hamon, 1986; Onali et al., 1988; 

Whetzel et al., 1997).  

 

El SRDa4 fue clonado en 1991 y es una cadena peptídica de 385-515 residuos, el cual muestra 

una homología significativa con el SRDa2 y el SRDa3 (Van Tol et al., 1991). Este subtipo se expresa en 

gran cantidad en la corteza frontal, el bulbo olfatorio, la amígdala, el mesencéfalo y la retina. Por otro 

lado, se presenta moderadamente en el neoestriado, mientras que es apenas detectable en el hipotálamo 

y el hipocampo (Jaber et al., 1996; Jackson y Westlind-Danielsson, 1994; Mansour et al., 1990).  Los 

SRDa4 muestran una afinidad intermedia por la dopamina (Ki=450 nM) y una alta afinidad por la 

apomorfina, (un agonista dopaminérgico), la mayor afinidad de los receptores dopaminérgicos a este 

fármaco (Ki=4 nM). Un agonista con alta afinidad por la SRDa4 es el quinpirole (Ki=50 nM), aunque su 

afinidad por el subtipo Da3 es muy similar (Ki=40 nM), aun no se ha diferenciado entre estos dos 

receptores, pero permite distinguirlos del subtipo SRDa2, con una afinidad de 30 a 35 veces menor 

(Ki=1.400 nM). Por otra parte, un antagonista selectivo es la clozapina (Ki=5 a 50 nM) (Jackson y 

Westlind-Danielsson, 1994; Missale et al., 1998; Watling et al., 1995).  Al igual que los subtipos SRDa2 

y SRDa3, la activación del SRDa4 inhibe la producción del AMPc. Otros efectos funcionales acoplados 

a la activación de estos receptores incluyen la síntesis y la secreción del ácido araquidónico y la extrusión 

de iones H+ por el intercambio de Na+/H+, estas acciones son mediadas por las proteínas G del tipo Gαi 

o Gαo, como en el caso de los SRDa3 (Figura 7; Jackson y Westlind-Danielsson, 1994). 
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El papel de la dopamina en la regulación del eje hipotálamo-hipófisis-ovario 

La idea de que la dopamina podría desempeñar un papel en la regulación de la secreción de las hormonas 

del eje hipotálamo-hipófisis-ovario fue respaldada por la presencia de somas de neuronas 

dopaminérgicas en el núcleo arqueado del hipotálamo, cuyas terminales sinápticas se encontraron cerca 

del plexo primario de los vasos portales hipofisarios, en la eminencia media. Debido a esta relación 

anatómica se le atribuyó un posible rol en la secreción de las gonadotropinas. Aunado a esto, se observó 

que los cambios en la secreción de la FSH y la LH están acompañados por alteraciones en el metabolismo 

de la dopamina en el hipotálamo (Fuxe et al., 1967; Hunzicker-Dunn y Mayo, 2014).  

Algunos de los primeros estudios que analizaron el papel de la dopamina en la regulación del 

eje reproductivo mostraron que ejerce sus efectos a nivel del hipotálamo y no de la hipófisis. En dichos 

Figura 7. Distribución de los subtipos de receptores dopaminérgicos (SRDa) en el cerebro; Los receptores SRDa1 se 

encuentran en el córtex, el cuerpo estriado, el Núcleo accumbens, el hipotálamo y el hipocampo. Los SRDa2 se localizan en 

el córtex, en el cuerpo estriado, el núcleo accumbens, el hipotálamo, la substancia negra, el área tegmental ventral y el 

hipocampo. Los receptores SRDa3, se encuentran en el núcleo accumbens, la substancia negra y el área tegmental ventral. 

En el caso de los receptores SRDa4 se encuentra en el córtex, el globo pálido, el hipotálamo y el hipocampo. Por último, la 

distribución de los receptores SRDa5 se encuentra en el córtex en el cuerpo estriado, el núcleo accumbens, el hipotálamo, la 

substancia negra, el área tegmental ventral y el hipocampo (Figura elaborada por Carlos Contreras 2022). 
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experimentos se incubaron fragmentos adenohipófisarios en presencia de la dopamina y se cuantificó la 

concentración de las gonadotropinas. Los autores reportaron que no existieron cambios significativos en 

comparación con los cultivos control (Schneider y McCann, 1969). Por otro lado, cuando se añade 

dopamina al medio de cultivo de fragmentos adenohipófisarios con tejido proveniente del hipotálamo 

mediobasal, que incluye a la eminencia media, se observa un incremento en la concentración de la GnRH 

(Negro-Vilar et al., 1979; Selmanoff y Wise, 1981). En conjunto, los resultados de ambos estudios 

sugieren que la dopamina estimula la secreción de la GnRH y, por lo tanto, de las gonadotropinas 

hipofisarias.  

El papel de la dopamina en la regulación de la secreción de la GnRH es controvertido, ya que 

se han mostrado estudios que le atañen un papel inhibitorio, mientras que otros uno estimulante. Por 

ejemplo, al evaluar los efectos de la administración de agonistas o antagonistas a los RDA en ratas OVX, 

se muestra que la inyección sistémica de los agonistas apomorfina o piribedil inhibe la secreción de la 

LH y la FSH, sin embargo, si se inyecta de manera conjunta un antagonista como la pimozida o el D-

butaclamol, dicho efecto puede ser revertido (Drouva y Gallo, 1977; Gallo, 1978). Adicionalmente, 

estudios in vivo en los que se administró a la dopamina o un agonista a ella en el hipotálamo mediobasal 

de ratas OVX mostraron que se retrasa la frecuencia de los pulsos de la LH (Arendash y Gallo, 1978; 

Drouva y Gallo, 1976; Gallo, 1978; Vijayan y McCann, 1978). De manera opuesta, se ha observado que 

la inyección subcutánea de un antagonista dopaminérgico como el haloperidol en el día del proestro 

bloquea el incremento preovulatorio de las gonadotropinas y, consecuentemente, la ovulación, no 

obstante, estos efectos pueden ser revertidos si se inyecta previamente un agonista dopaminérgico como 

la bromocriptina (Krieg y Cassidy, 1984).   

Otros estudios han reportado que la participación del sistema dopaminérgico varía de acuerdo 

con la etapa del ciclo estral, ya que la inyección sistémica de clorpromazina a las 09:00 horas en las 

etapas de diestro-1, diestro-2 y proestro reduce la tasa de animales ovulantes de manera significativa con 

respecto al grupo control. En el estro, sin embargo, la tasa de animales ovulantes no se modifica, por lo 

que se puede concluir que solo durante el diestro-1, diestro-2 y proestro la integridad del sistema 

dopaminérgico es fundamental para regular la secreción de la GnRH y, consecuentemente, de las 

gonadotropinas (Domínguez et al., 1985).  

Se ha observado que en las ratas macho castradas a las que se les administró testosterona, la 

dopamina que se encuentra en la eminencia media inhibe la secreción de la LH, lo que sugiere que el 
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sistema dopaminérgico tuberoinfundibular, que inerva a esta región, inhibe la secreción de la GnRH 

(Kalra y Kalra, 1983). Por otra parte, en ratas hembra se observó que el incremento en la concentración 

de la dopamina precede al pico preovulatorio de las gonadotropinas, sin embargo, en el estro se pierde 

esta correlación. Se especula que la actividad de las neuronas dopaminérgicas estimula la secreción de 

la GnRH durante el período crítico a través de la vía preóptico-tuberoinfundibular en la eminencia media 

(Ahrén et al., 1971). Estos resultados concuerdan con los obtenidos por Domínguez y colaboradores 

(1985), quienes mostraron que la inyección de clorpromazina solo bloquea la ovulación en el diestro-1, 

diestro-2 y proestro. En concordancia, estudios anatómicos mostraron que las terminales de las neuronas 

dopaminérgicas tuberoinfundibulares se encuentran muy cerca de las terminales GnRHérgicas que 

provienen de neuronas ubicadas en la banda diagonal horizontal (Baraclough y Wise, 1982; Fuxe et al., 

1972; Kalra y Kalra, 1983; Miller y Lonstein, 2005).  

Además de la inervación de las terminales GnRHérgicas por fibras de la vía tuberoinfundibular, 

se ha identificado que células dopaminérgicas ubicadas en distintas regiones como el prosencéfalo y el 

mesencéfalo proyectan hacia el POA. Dichas células dopaminérgicas forman parte de extensiones del 

grupo A10, particularmente del hipotálamo posterior ventrocaudal, el núcleo supramamilar medial y del 

área tegmental ventral. También se encuentran células del hipotálamo rostral y su región circundante, 

del grupo A13 y de la misma POA (Miller y Lonstein, 2009). Debido a esta relación anatómica, se ha 

estudiado si las neuronas GnRHérgicas y dopaminérgicas presentan aposiciones, para ello, se realizó 

una inmunohistoquímica de doble marcaje contra GnRH y TH. Los resultados obtenidos mostraron que 

las fibras dopaminérgicas se superponen a las neuronas de la GnRH, ya sea teniendo contacto en las 

espinas dendríticas o directamente en sus somas (Bardóczi et al., 2018). Otro estudio demostró que las 

proyecciones sinápticas de las neuronas de la GnRH establecen aposiciones con los somas y/o las 

dendritas de las neuronas dopaminérgicas en el POA y la eminencia media, sin embargo, no se detectaron 

somas en los que co-localizara la GnRH y la TH (Bogus-Nowakowska et al., 2016; Hoffman et al., 

1982). Las aposiciones entre las células de la GnRH y las fibras catecolaminérgicas en el POA han sido 

descritas en la rata, (Hoffman y Beninger 1985; Leranth et al., 1988) el ratón (Liu y Herbison, 2013) y 

el humano, lo que sugiere una comunicación cruzada entre ambos sistemas (Dudas y Merchenthaler, 

2001; Dudas y Merchenthaler, 2020; Wright y Jennes, 1993).  

Se ha observado que diferentes factores pueden regular la actividad dopaminérgica en el POA 

y su participación en la regulación de la secreción de la GnRH, como la estimulación o la inhibición de 
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los receptores dopaminérgicos y la retroalimentación que ejercen las hormonas ováricas (Advis et al., 

1980; Liu y Herbison, 2013; Warembourg et al., 1996). En un estudio in vitro fueron analizadas las 

neuronas GnRHérgicas de ratón macho y hembra con el fin de examinar si la dopamina puede modular 

su actividad. Para ello se incubaron fragmentos hipotalámicos de áreas densamente pobladas por 

neuronas de GnRH, como el área anteroventral periventricular y el POA, en presencia de dopamina, 

SCH-23390 y/o raclopride y se analizó la actividad neuronal. Los resultados muestran que la 

administración de la dopamina inhibió la activación del 50% de las neuronas GnRHérgicas analizadas. 

Por otra parte, aproximadamente un tercio de ellas incrementó su actividad después de la administración 

del SCH-23390 y/o raclopride, lo que indica una inhibición tónica por la dopamina endógena. Con base 

en ello se concluye que la dopamina es uno de los inhibidores más potentes de la actividad de las 

neuronas de la GnRH a través de sus acciones pre- y post-sinápticas reguladas por los RDA1, los RDA2 

o ambos (Liu y Herbison, 2013).  

En otro estudio se observó el efecto de la administración de estrona, estradiol o de dopamina 

de manera bilateral en el POA sobre la secreción de la LH en ratas OVX inyectadas de manera 

subcutánea con benzoato de estradiol. Los resultados muestran que la administración de estrona o 

dopamina 72 horas después de la inyección del benzoato de estradiol incrementa la concentración de la 

LH, mientras que la administración de estradiol no la modificó (Graham y Pfaus, 2012; Hashimoto y 

Fukuko, 1986). Por otro lado, se ha informado que la administración hipotalámica de la pimozida inhibe 

la secreción de la LH (Ojeda et al., 1974), no obstante, se han reportado resultados opuestos en ratas 

OVX tratadas con esteroides, ya que el mismo tratamiento estimula la secreción de esta gonadotropina 

(Weiner y Ganong, 1978). Debido a la evidencia anatómica que muestra la presencia de receptores a 

estrógenos en las neuronas dopaminérgicas ubicadas en el POA, se sugiere que esta región regula la 

retroalimentación estimulante o inhibitoria por parte de los estrógenos en las neuronas dopaminérgicas 

y, que, a su vez, la actividad dopaminérgica regula la secreción de la GnRH (Advis et al., 1980; Havern 

et al., 1994; Numan y Stolzenberg, 2009; Tobiansky et al., 2015).  

Se ha intentado discernir el papel de la dopamina en el POA sobre la regulación de la ovulación 

a través de estudios farmacológicos en los que se realizaron inyecciones de dopamina o uno de sus 

antagonistas de manera unilateral en el POA de ratas OVX tratadas con estradiol. Los resultados 

muestran que la microinyección de la dopamina incrementa la concentración de las gonadotropinas, no 

obstante, dicho incremento puede ser bloqueado si se administra pimozida, lo que sugiere que la 
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dopamina participa de manera estimulante en la secreción de la GnRH/gonadotropinas y que la 

señalización mediada por los RDA-2 es vital en la secreción de éstas (Hashimoto y Kimura, 1986).   

En otro estudio se implantó un cristal de haloperidol en el POA izquierda o derecha en cada 

etapa del ciclo estral de la rata con el objetivo de analizar si la participación del sistema dopaminérgico 

del POA sobre la ovulación es asimétrica y si ésta varía durante el ciclo estral. Los resultados obtenidos 

muestran que el implante de haloperidol, ya sea en el POA izquierda o derecha, reduce la tasa de 

animales ovulantes casi en su totalidad cuando se realiza en el estro o diestro-1. Por otro lado, la 

implantación del cristal en las etapas de diestro-2 o proestro no modifica la tasa de animales ovulantes. 

Posteriormente, los autores realizaron un remplazo hormonal mediante la inyección de GnRH sintética 

o de benzoato de estradiol en las etapas en las que se redujo la tasa de animales ovulantes.  La inyección 

de la GnRH restaura la ovulación sin importar la etapa o el hemisferio en el que hayan sido tratados los 

animales. En el caso del benzoato de estradiol, solo se reestablece la ovulación en los animales que 

fueron implantados en el hemisferio izquierdo durante el estro, mientras que en el diestro-1 se 

reestableció en todos los animales sin importar el hemisferio tratado. Esto sugiere que el sistema 

dopaminérgico del POA regula la secreción de la GnRH y, por tanto, la ovulación, durante el estro y 

diestro-1. En adición, este sistema modula la retroalimentación del estradiol de manera asimétrica en el 

estro, pero no en el diestro-1 (Morán y Domínguez, 1995). En concordancia, la administración de 

antagonistas de los RDA-1 en el tercer ventrículo a las11:00 horas estimula la secreción de la GnRH, 

mientras que un antagonista de los RDA-2 la inhibe (Sarkar y Fink, 1981). Finalmente, estudios 

realizados en nuestro laboratorio muestran que la microinyección unilateral de SCH-23390, un 

antagonista de los RDA-1, en el POA de ratas hembra no modifica de manera significativa la tasa de 

animales ovulantes con respecto al grupo control (Cortés, 2018). Con base en ello, se descarta que los 

RDA-1 medien la respuesta ovulatoria observada en el experimento de Morán y Domínguez, lo que 

podría sugerir que la dopamina que llega al POA actúa a través de los RDA-2 o bien de la actividad 

redundante de ambas familias.   
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Planteamiento del problema 

 

Como se describió anteriormente, no se ha esclarecido si la dopamina modula la secreción de la GnRH 

al actuar en los somas ubicados en el POA o bien, en sus terminales sinápticas en la eminencia media. 

Tampoco se ha determinado si estimula o inhibe la ovulación, ni el tipo de receptores que regulan la 

comunicación dopaminérgica en las neuronas de la GnRH. Debido a esto, nuestro laboratorio se ha 

interesado en entender la participación de la dopamina en la regulación de la ovulación. Se ha mostrado 

que el bloqueo de los receptores dopaminérgicos de ambas familias en el POA ya sea izquierda o derecha 

bloquea la ovulación en las etapas de estro y diestro-1, en cambio, en las etapas de diestro-2 y proestro 

no tiene efecto (Morán y Domínguez, 1995). Por otro lado, el bloqueo específico de los RDA-1 en el 

POA izquierda o derecha no tiene efecto en ninguna etapa (Cortés, 2018). Estos resultados nos sugieren 

que la dopamina actúa a través de los RDA-2 localizados en el POA, en donde estimula la secreción de 

la GnRH. Una explicación alternativa es que los RDA-1 y los RDA-2 tengan un papel redundante, por 

lo que cualquiera de ellos puede transmitir el mensaje dopaminérgico al sistema GnRHérgico. En el 

presente estudio se analizaron los efectos del bloqueo de los RDA-2 en el POA izquierda o derecha en 

ratas hembra en las etapas de estro y diestro-1 con el fin de discernir si los RDA-2 participan en la 

regulación de la ovulación, también se evaluó si su efecto varía en función de la etapa del ciclo estral y 

del hemisferio que haya sido tratado. 
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Pregunta de investigación 

  

¿Cuál es el papel de los RDA-2 ubicados en el POA izquierda o derecha en las etapas en las etapas de 

estro y diestro-1, sobre la ovulación de la rata adulta?  
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Hipótesis 

Si la dopamina modula la actividad de las neuronas del POA izquierda o derecha que participan en la 

regulación de la ovulación durante las etapas de estro y diestro-1 a través de los RDA-2, entonces el 

bloqueo de éstos resultará en el decremento del número de animales ovulantes o del número de ovocitos 

liberados. Por otro lado, si el papel de los RDA-1 y los RDA-2 es redundante, no se verá modificada la 

ovulación.  
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Objetivos 

General 

Analizar el efecto del bloqueo de los RDA-2 del POA izquierda o derecha a las 09:00 horas sobre la 

ovulación espontánea de la rata adulta. 

Particulares 

Analizar el efecto del bloqueo de los RDA-2 en el POA izquierda o derecha a las 9:00 en las etapas de 

estro o diestro-1 sobre la ovulación espontánea de la rata adulta.  

Analizar la masa de los ovarios, el útero y las glándulas adrenales tras el bloqueo de los RDA-2 en el 

POA izquierda o derecha a las 9:00 en las etapas de estro o diestro-1. 
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Materiales y Métodos 

Animales y condiciones experimentales 

Se utilizaron ratas hembra de la cepa CIIZ-V, las cuales fueron mantenidas en jaulas estándar para roedor 

en grupos de 5 individuos en una sala con condiciones controladas de luz/oscuridad 14/10 (luces 

encendidas de las 05:00 a las 19:00 horas). La temperatura se estableció en 22 ± 2 °C, la humedad fue 

del 40% y los animales tuvieron acceso libre al agua y al alimento. Para monitorear el ciclo estral, se les 

tomo frotis vaginal diario entre las 10:00 y las 11:00 h. Únicamente fueron utilizados los animales que 

presentaron tres ciclos estrales consecutivos de 4 días de duración. Posteriormente, fueron divididos en 

2 grupos experimentales, el primero consistió en ratas intactas, las cuales fueron sacrificadas en la 

mañana del estro vaginal y fungieron como control absoluto. El segundo grupo fue sometido a una 

cirugía estereotáxica en la cual se implantó una cánula guía unilateral de acero inoxidable dirigida al 

POA izquierda o derecha como se describe a continuación.   

Implantación de las cánulas 

Aquellas ratas que se encontraron en la etapa del diestro-1 fueron anestesiadas con una mezcla de 91 

mg/kg de ketamina (PiSA agropecuaria, México) y 9.1 mg/kg de xilazina (PiSA agropecuaria, México) 

inyectada por vía intraperitoneal. Posteriormente, se les afeitó la cabeza con una rasuradora eléctrica y 

se les eliminó cualquier resto de pelo del cuerpo y de la cabeza con un rollo adhesivo. Cuando alcanzaron 

el plano anestésico se les administró una dosis preoperatoria de analgésico/antiinflamatorio no 

esteroideo (2 mg/kg de Meloxicam, Laboratorio Aranda, México) y de antibiótico (5 mg/kg de 

Enrofloxacina, Laboratorio Senosiain, México). Posteriormente, se aplicaron lagrimas artificiales en 

cada ojo para evitar su desecación (Hipromelosa, Sophia Labs, Ciudad de México, México). A 

continuación, los animales fueron montados en un aparato estereotáxico modelo 900 (David Kopf 

Instruments, Tjunga, CA, EE. UU) y la cabeza fue fijada por medio de barras antitrauma. Posteriormente, 

el cuero cabelludo fue lavado una ocasión con una solución de iodopovidona jabonosa y con alcohol al 

70% y, posteriormente, dos veces con iodopovidona neutra y alcohol al 70%, para descontaminar el área 

de la cirugía. Se realizó una incisión en el cuero cabelludo de 1.5 cm de largo a través de la cual se ubicó 

la posición de bregma, la cual sirvió como punto de referencia para el uso de las coordenadas del POA 

provenientes del atlas de Paxinos y Watson (2014). Las coordenadas para la cirugía fueron modificadas 
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para coincidir con nuestra cepa de ratas y son las siguientes: anteroposterior: +0.1, mediolateral: ±0.6 y 

dorsoventral: -8.6.   

A partir de las coordenadas referidas se realizó un trepano en el cráneo con ayuda de un 

mototool Dremel modelo 3000 y una fresa odontológica. También se hicieron tres orificios equidistantes 

a la craneotomía, en los cuales se insertaron tornillos quirúrgicos de acero inoxidable. Posteriormente se 

insertó una cánula guía de acero inoxidable calibre 23G de 1.4 cm de longitud siguiendo las coordenadas 

antes referidas, misma que se fijó al cráneo y los tornillos de sujeción con cemento dental. Se utilizaron 

obturadores de calibre 30G para asegurar la patencia de las cánulas a lo largo del experimento. Una vez 

terminada la cirugía, se dejó reposar a los animales en una caja de recuperación con soporte térmico 

hasta que recobraron el conocimiento y entonces fueron alojados en el bioterio de la Facultad en jaulas 

individuales. Los animales recibieron dosis postoperatoria del antibiótico y del analgésico 24 y 48 horas 

después de la cirugía. Posteriormente, a las 72 horas, se reanudó la toma de frotis vaginal, misma que 

continuó hasta que los animales tratados presentaron tres ciclos consecutivos de cuatro días de duración. 

Aquellos animales que recuperaron la ciclicidad fueron a su vez divididos en dos grupos, el tratado con 

solución vehículo (líquido cefalorraquídeo artificial: ACSF; BASi, USA) y el grupo tratado con el 

antagonista de los RDA-2 (S (−)-Raclopride (+)-tartrate salt; Sigma, México).  

Microinyección 

Los animales fueron microinyectados en libre movimiento (n= 5-7) las 09:00 horas en la etapa de estro 

o diestro-1 con 0.4 μl de ACSF o raclopride disuelto en ACSF (12.5 mg/ml).  La solución a inyectar se 

colocó en una jeringa Hamilton de 10 μL que se conectó a microinyectores de calibre 30G mediante un 

tubo de teflón MF-5164 con un diámetro interno de 0.12 mm y uno externo de 0.65 mm (BASI 

Instruments, USA). Los microinyectores tuvieron una longitud que sobresalió 0.5 mm de las cánulas 

guía. Las jeringas se controlaron mediante una bomba de infusión de un canal modelo Legato 100 (KD 

Scientific, USA). La tasa de infusión que se utilizo fue de 0.1 μl/min durante 4 minutos. Una vez 

terminada la microinyección, las agujas permanecieron en posición por un minuto más para evitar el 

reflujo. Posteriormente, los animales fueron devueltos a su jaula y se continuó con el monitoreo del ciclo 

estral hasta el día de la eutanasia.   
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Eutanasia y procesamiento de los tejidos  

Los animales microinyectados fueron sometidos a la eutanasia a las 09:00 horas del día del estro predicho 

inmediato al tratamiento. Para esto, se inyectó una sobredosis de pentobarbital sódico (50 mg/kg) y una 

vez que perdieron la conciencia y no presentaron reflejos al dolor, fueron decapitados. Durante la 

autopsia se obtuvieron los ovarios, el útero y las adrenales, los cuales fueron pesados en una balanza 

analítica (Mettler AT261 Delta Range Marshall Scientific, USA). Los ovocitos fueron extraídos de los 

oviductos y fueron contados mediante la ayuda de un microscopio óptico después de ser teñidos con 

hematoxilina y eosina. Durante la autopsia también se obtuvo el cerebro, al cual se le removió el cerebelo 

y los bulbos olfatorios y se congeló a -20°C para realizar cortes histológicos de 50 μm a lo largo del 

hipotálamo anterior en un criostato modelo CM1520 (Leica Biosystems, Alemania). Los cortes 

obtenidos fueron colocados en portaobjetos previamente tratados con poli-L-lisina, teñidos con la técnica 

de Nissl y observados en un microscopio Optiphot-2 (Nikon Corp, Japón). Posteriormente, se hizo una 

inspección visual de los cortes con el fin de determinar la localización final de la cánula y también para 

observar la dispersión de la solución microinyectada.   

Análisis de los datos 

La tasa de animales ovulantes fue calculada como TAO=número de animales ovulantes/n y, al igual que 

la proporción de animales cíclicos, se analizó mediante la prueba de probabilidad exacta de Fisher. El 

número de ovocitos liberados se analizó mediante la prueba U de Mann-Withney o la de Kruskall-Wallis, 

seguida de Dunn, dependiendo si la comparación fue entre dos grupos o más, respectivamente. Las masas 

de los órganos se expresaron como la media ± el error estándar de la media y fueron sometidas a pruebas 

de normalidad y homocedasticidad, posteriormente, se analizaron mediante la prueba t de Student 

cuando fueron dos grupos o mediante análisis de varianza de una vía en el caso de que fueran tres o más. 

En todos los casos se aceptaron como significativas aquellas diferencias en las que la probabilidad fue 

menor a 0.05. Se utilizó el programa GraphPad Prism, Version 7.0 para Windows (GraphPad Software, 

USA).  
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Resultados 

Para este estudio se utilizaron un total de 105 ratas, 7 de ellas pertenecen al grupo intacto y las 98 

restantes fueron sometidas a una cirugía estereotáxica en la que se les implantó una cánula guía dirigida 

al POA derecha o al POA izquierda. Se analizaron por separado los datos obtenidos de los animales en 

los que se confirmó que la cánula y la dispersión del líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF) o del 

raclopride se localizó en el POA (49 animales), que en el atlas de Paxinos y Watson comprende las 

láminas 35 a 37 (2014) (Figura 8), de aquellos obtenidos de animales en los que las cánulas se ubicaron 

fuera de la misma (49 animales). 

 

Figura 8. Representación gráfica de un corte coronal en el que se resalta al POA, la línea de color gris ejemplifica la 

trayectoria y la ubicación final de una cánula, de color azul claro se muestra la dispersión del fármaco inyectado líquido 

cefalorraquídeo artificial (ACSF) o raclopride (Racl). En el inciso A se aprecia una cánula dirigida al POA-D y en el panel 

B una cánula dirigida al POA-I. 
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El efecto de la microinyección de líquido cefalorraquídeo artificial o de raclopride 

realizada a las 09:00 horas en el POA 

En el caso de los animales en los que se determinó que las cánulas fueron implantadas en el POA, 

primero, se analizaron los datos sin tomar en cuenta la etapa del ciclo estral ni el hemisferio tratado 

(Figura 9). Se inició por el análisis del porcentaje de animales cíclicos y se encontró que no existieron 

diferencias significativas entre los grupos experimentales (Intacto: 7/7 vs. ACSF: 25/26, p= 0.7879; 

Intacto: 7/7 vs. Raclopride: 23/23, p> 0.9999; ACSF: 25/26 vs. Raclopride: 23/23, p= 0.5306; prueba de 

probabilidad exacta de Fisher, Figura 9a). Posteriormente se analizó la tasa de animales ovulantes 

(Intacto: 7/7 vs. ACSF: 25/26, p= 0.3653; Intacto: 7/7 vs. Raclopride: 23/23, p> 0.9999; ACSF: 25/26 

vs. Raclopride: 23/23, p= 0.0706; prueba de probabilidad exacta de Fisher; Figura 9b) y el número de 

ovocitos liberados (Intacto: M: 13 y RI: 12-14 vs. ACSF: M: 12 y RI: 9.5-14 vs. Raclopride: M: 13 y RI: 

10-15, p= 0.5617; prueba de Kruskal-Wallis, Figura 9c). 

A pesar de que no se encontraron diferencias significativas en las variables analizadas, se 

apreció un incremento en la dispersión de los datos del número de ovocitos liberados en los grupos 

tratados con el ACSF o con el raclopride. Al analizar a detalle, notamos que en 10 de los 49 animales 

que se canularon se redujo el número de ovocitos liberados con respecto al grupo control, ya que se 

encuentran por debajo del cuartil del 25%. En general, se pudo apreciar que el bloqueo de los RDA-2 en 

el POA no modificó la ciclicidad ni la ovulación de los animales tratados. Finalmente, se analizaron las 

masas de los ovarios (F (2, 53) = 0.3225, p= 0.7257; ANOVA), del útero (F (2, 56) = 0.2980, p= 0.7435; 

ANOVA) y de las adrenales (F (2, 53) = 0.3264, p= 0.7230; ANOVA) y tampoco se encontraron 

diferencias significativas. 
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Figura 9. Efecto de la microinyección de líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF) o de raclopride (Racl) en el área 

preóptica sin considerar la etapa del ciclo estral o el hemisferio tratado, sobre el porcentaje de animales cíclicos (a), la tasa 

de animales ovulantes (b) y el número de ovocitos liberados, en donde se grafica la mediana y el rango inter cuartil (c).  



 Contreras Maya Carlos Eduardo  52 

 

El efecto de la microinyección de líquido cefalorraquídeo artificial o de raclopride 

en el POA a las 09:00 horas del estro o del diestro-1 

Posteriormente se analizaron los datos considerando a la etapa del ciclo estral en la que se realizaron los 

tratamientos como una variable. El porcentaje de animales cíclicos no se modificó tras la microinyección 

de líquido cefalorraquídeo artificial o de raclopride a las 9:00 horas del estro (Intacto: 7/7 vs. ACSFE: 

12/12, p> 0.9999, Intacto:7/7 vs. RacloprideE: 11/11, p> 0.9999, ACSFE: 12/12 vs. RacloprideE: 11/11, 

p> 0.9999; prueba de probabilidad exacta de Fisher; Figura 10), ni del diestro-1 (Intacto: 7/7 vs.  

ACSFD1: 13/14, p = 0.6667, Intacto vs.  RacloprideD1: 12/12, p> 0.9999, ACSFD1: 13/14 vs. 

RacloprideD1: 12/12, p= 0.1400; prueba de probabilidad exacta de Fisher; Figura 10). Se observaron 

resultados semejantes al evaluar la tasa de animales ovulantes tratados durante el estro (Intacto: 7/7 vs. 

ACSFE: 11/12, p= 0.6316, Intacto: 7/7 vs.  RacloprideE: 11/11, p> 0.9999, ACSFE: 11/12 vs. RacloprideE: 

11/11, p= 0.5217; prueba de probabilidad exacta de Fisher; Figura 10) o el diestro-1 (Intacto: 7/7 vs. 

ACSFD1: 11/14, p= 0.2737, Intacto: 7/7 vs. RacloprideD1: 12/12, p> 0.9999, ACSFD1: 11/14 vs. 

RacloprideD1: 12/12, p= 0.1400; prueba de probabilidad exacta de Fisher; Figura 10). Tampoco se 

encontraron diferencias significativas al comparar el número de ovocitos liberados (Intacto: M: 13 y RI: 

12-14 vs ACSFE: M: 12 y RI: 10-14 vs. RacloprideE: M: 13 y RI: 10-15; p= 0.5169; prueba de Kruskal-

Wallis; Figura 10) ni durante el diestro-1 (Intacto: M: 13 y RI: 12-14 vs. ACSFD1: M: 12 y RI: 8-14 vs. 

RacloprideD1: M: 12 y RI: 9.25-15; p= 0.6584; prueba de Kruskal-Wallis; Figura 10). Cabe mencionar 

que la comparación entre un mismo tratamiento realizado en las dos etapas evaluadas tampoco mostró 

diferencias significativas.  
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Figura 10. Porcentaje de animales cíclicos (a), ovulantes (b) y número de ovocitos liberados (c) de los grupos tratados con 

líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF) o con raclopride (Racl)a las 9:00 horas de la etapa de estro o diestro-1. En la 

parte superior de cada barra se representa la proporción de animales cíclicos u ovulantes. En el caso del número de ovocitos 

liberados se muestra la mediana y el rango intercuartílico del número de ovocitos liberados por los animales tratados con 

ACSF o con Racl a las 9:00 horas de la etapa de estro o de diestro-1. 
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El análisis de las masas ováricas de los animales tratados en estro (Intacto: 24.99 ± 1.239 vs. 

ACSFE: 25.86 ± 1.933 vs. RacloprideE: 24.35 ± 1.047, (F (2, 27) = 0.2608; p = 0.7723; ANOVA y en 

diestro-1, Intacto: 24.99 ± 1.239 ACSFD: 21.03 ± 1.417 vs. RacloprideD: 23.53 ± 1.393, (F (2, 30) = 

1.832; p= 0.1775; ANOVA; Cuadro 1), o de un mismo tratamiento entre las dos etapas analizadas, 

tampoco arrojó diferencias significativas. Lo mismo se observó en el caso del análisis de las masas 

uterinas en el estro (Intacto:175.1 ± 9.969 vs. ACSFE: 188.0 ± 14.88 vs. RacloprideE: 187.9 ± 14.38, (F 

(2, 27) = 0.2131; p= 0.8095, o en diestro-1, Intacto:175.1 ± 9.969 vs ACSFD: 161.3 ± 7.387 vs. 

RacloprideD: 178.1 ± 13.61, (F (2, 30) = 0.7917; p= 0.4623; ANOVA; Cuadro 1) y de las masas 

adrenales en estro (Intacto: 21.14 ± 0.8660 vs. ACSFE: 22.08 ± 1.314 vs. RacloprideE: 21.89 ± 0.7562, 

(F (2, 27) = 0.1683; p= 0.8459; ANOVA y en diestro-1, Intacto: 21.14 ± 0.8660 vs. ACSFD: 22.24 ± 

0.7550 vs. RacloprideD: 21.22 ± 1.302, (F (2, 30) = 0.3746; p= 0.6907; ANOVA; Cuadro 1).  

Cuadro 1. Efecto de la microinyección de líquido cefalorraquídeo (ACSF) o de raclopride (Racl) a las 9.00 horas en la etapa 

de estro o diestro-1 sobre las masas (mg/100g de masa corporal) de los ovarios, el útero y las glándulas adrenales. Se 

muestra la Media ± el error estándar de la media. 
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El efecto de la microinyección de líquido cefalorraquídeo artificial o de raclopride 

en el POA-I o en el POA-D a las 09:00 horas  

Posteriormente, se analizaron los datos considerando únicamente el hemisferio del POA tratado como 

variable. En el caso de la ciclicidad, se mostró que no hay diferencias significativas entre los animales 

tratados con ACSF o raclopride en el POA-I (Intacto: 7/7 vs. ACSFPOAI: 13/14, p= 0.6667, Intacto:7/7 

vs. RaclopridePOAI: 13/13, p>0.9999, ACSFPOAI: 13/14 vs. RaclopridePOAI: 13/13, p= 0.5385; prueba de 

probabilidad exacta de Fisher; Figura 11a) o POA-D (Intacto: 7/7 vs. ACSFPOAD: 12/12, p= 0.6316, 

Intacto:7/7 vs. RaclopridePOAD: 11/11, p> 0.9999, ACSFPOAD: 12/12 vs. RaclopridePOAD: 11/11, p= 

0.5217; prueba de probabilidad exacta de Fisher; Figura 11a). Adicionalmente, se mostró que no existen 

diferencias entre los grupos que fueron tratados con la solución vehículo en el hemisferio izquierdo o 

derecho (ACSFPOAI: 11/14 vs. ACSFPOAD: 11/12, p= 0.7200; prueba de probabilidad exacta de Fisher; 

Figura 11a). Un resultado semejante se observó en los animales tratados con raclopride (RaclopridePOAI: 

13/13 vs. RaclopridePOAD: 11/11, p> 0.9999; prueba de probabilidad exacta de Fisher; Figura 11a).  

En el caso del porcentaje de animales ovulantes tampoco mostró diferencias significativas cuando se 

microinyectó en el POA-I (Intacto: 7/7 vs. ACSFPOAI: 13/14, p= 0.2737, Intacto:7/7 vs. RaclopridePOAI: 

13/13, p> 0.9999, ACSFPOAI: 11/14 vs. RaclopridePOAI: 12/12, p= 0.1400; prueba de probabilidad exacta 

de Fisher; Figura 11b), o derecha (Intacto: 7/7 vs. ACSFPOAD: 12/12, p= 0.6316, Intacto:7/7 vs. 

RaclopridePOAD: 11/11, ACSFPOAD: 11/12 vs. RaclopridePOAD: 11/11, p= 0.5217; prueba de probabilidad 

exacta de Fisher; Figura 11b). En el caso del número de ovocitos liberados, tampoco se encontraron 

diferencias significativas en los animales tratados en el hemisferio izquierdo (Intacto: M:13 y RI:12-14 

vs. ACSFPOAI: M:13 y RI:10-15 vs. RaclopridePOAI: M:13 y RI:10-15, p= 0.9481; prueba de Kruskal-

Wallis; Figura 11c) ni en el derecho (Intacto: M:13 y RI:12-14 vs. ACSFPOAD: M:11 y RI:6-14 vs. 

RaclopridePOAD: M:11 y RI:9-14, p= 0.2489; prueba de Kruskal-Wallis; Figura 11c). 
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Figura 11. Porcentaje de animales cíclicos (a), ovulantes (b) y número de ovocitos liberados (c). En la parte superior de 

cada barra se aprecia la proporción de animales cíclicos u ovulantes, en el caso del número de ovocitos liberados se muestra 

la mediana y el rango intercuartílico del número de ovocitos liberados por los animales tratados con ACSF o con Racl a las 

9:00 horas en el POA-I o en el POA-D. 
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Al analizar la masa de los órganos, se observó que los tratamientos no tuvieron ningún efecto 

sobre la masa ovárica cuando se realizaron en el POA-I (Intacto: 24.99 ± 1.239 vs. ACSFPOAI: 24.82 ± 

1.784 vs. RaclopridePOAI: 23.01 ± 1.353 F (2, 30) = 0.4535, p= 0.6397; prueba de ANOVA) o en el 

POA-D (Intacto: 24.99 ± 1.239 vs. ACSFPOAD: 21.43 ± 1.642 vs. RaclopridePOAD: 24.93 ± 1.035, F (2, 

27) = 2.234, p= 0.1265; prueba de ANOVA; Cuadro 2). Resultados semejantes se encontraron en 

cuanto a la masa uterina de los animales tratados en el hemisferio izquierdo (Intacto: 175.1 ± 9.969 vs. 

ACSFPOAI: 180.6 ± 12.74 vs. RaclopridePOAI: 178.7 ± 13.02, F (2, 30) = 0.03855, p= 0.9622; prueba de 

ANOVA) o en el derecho (Intacto: 175.1 ± 9.969 vs. ACSFPOAD: 165.4 ± 9.824 vs. RaclopridePOAD: 

187.2 ± 15.05, F (2, 27) = 0.8811, p= 0.4259; prueba de ANOVA; Cuadro 2). Por último, los 

tratamientos en el POA-I no modificaron significativamente la masa de las adrenales cuando se 

realizaron en el hemisferio izquierdo (Intacto: 21.14 ± 0.8660 vs. ACSFPOAI: 23.38 ± 0.6764 vs. 

RaclopridePOAI: 21.36 ± 1.039, F (2, 30) = 2.083 p= 0.1422; prueba de ANOVA) ni en el POA-D 

(Intacto: 21.14 ± 0.8660 vs. ACSFPOAD: 20.75 ± 1.243 vs. RaclopridePOAD: 21.74 ± 1.152, F (2, 27) = 

0.1989, p= 0.8208; prueba de ANOVA; Cuadro 2).  

 

Cuadro 2. Efecto de la microinyección de líquido cefalorraquídeo (ACSF) o de raclopride (Racl) a las 9.00 horas en el POA-

I o en el POA-D sobre las masas de los ovarios, el útero y las glándulas adrenales (mg/100g de masa corporal). Se muestra 

la Media ± el error estándar de la media. 
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El efecto de la microinyección de líquido cefalorraquídeo artificial o de raclopride 

en el POA-I o POA-D en las etapas de estro y diestro-1 a las 09:00  

Finalmente, se realizaron todos los análisis previos tomando como variables a la etapa del ciclo estral y 

al hemisferio en el que se realizó la microinyección. En el caso del porcentaje animales cíclicos, el 

porcentaje de animales ovulantes y el número de ovocitos liberados no se encontraron diferencias 

significativas (p≥0.05, Cuadro 3). No obstante, al analizar la masa ovárica se encontró un decremento 

al comparar el grupo de ACSF POA-IE: 27.70 ± 2.374 vs. ACSF POA-DD1: 20.11 ± 1.739, *p= 0.0242; 

prueba de ANOVA. En el caso de la masa uterina se observó un decremento al comparar el grupo de 

ACSF POA-IE: 208.5 ± 19.71 vs. ACSF POA-ID1: 152.8 ± 7.49, ^p= 0.0234; prueba de ANOVA. Por 

último, se observó un incremento en cuanto a la masa de las glándulas adrenales al comprar el grupo de 

ACSF POA-IE: 24.31 ± 1.081 vs. ACSF POA-DE: 18.94 ± 2.173, @p= 0.0342; prueba de ANOVA, así 

como en la comparación del grupo ACSF POA-IE: 24.31 ± 1.081 vs. Raclopride POA-IE: 20.45 ± 0.9468, 

#p= 0.0338; prueba de ANOVA (Cuadro 3). 

Efecto de la microinyección de líquido cefalorraquídeo artificial o de raclopride 

fuera del POA  

El análisis histológico del cerebro de 49 animales mostró que la microinyección de líquido 

cefalorraquídeo artificial o de raclopride se realizó fuera del POA, estas inyecciones se ubicaron en el 

núcleo supraquiasmático, el tercer ventrículo, el quiasma óptico y el área retroquiasmática. Debido al 

número de observaciones en cada grupo, los datos se agruparon por tratamiento y se analizaron los 

parámetros descritos anteriormente. Se encontró que no hay cambios significativos en cuanto a la 

ciclicidad (Intacto: 7/7 vs. ACSF: 24/26, p=0.6155; Intacto: 7/7 vs. Raclopride: 23/23, p>0.9999; ACSF: 

24/26 vs. Raclopride: 23/23, p=02764; prueba de probabilidad exacta de Fisher) ni la tasa de animales 

ovulantes (Intacto: 7/7 vs. ACSF 20/26, p=2079; Intacto:7/7 vs. Raclopride: 22/23, p=0.7667; ACSF: 

20/26 vs. Raclopride: 22/23, p=0.6993, prueba de probabilidad exacta de Fisher). Por otro lado, se 

encontró una disminución significativa en el número de ovocitos liberados por los animales tratados con 

la solución vehículo (Intacto: M:13.14 y RI:12-14, ACSF: M:9.550 y RI:6.250-11.75, Raclopride: 

M:12.36 y RI:10-14.25; Kruskal Wallis p=0.0088**). Por último, no se encontraron diferencias 

significativas en la masa de los ovarios (F (2, 53) = 2.187, P=0.1223; prueba de ANOVA), el útero (F 
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(2, 53) = 0.7116, P=0.4955; prueba de ANOVA) o las glándulas adrenales (F (2, 53) = 0.05966, 

P=0.9421; prueba de ANOVA). 

 

Cuadro 3. Efecto del tratamiento con líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF) o con Raclopride (Racl) en el POA-I o en el 

POA-D en las etapas de estro o diestro-1 sobre la ciclicidad estral, la tasa de animales ovulantes (TAO), el número de 

ovocitos liberados, la masa de los ovarios, el útero y las glándulas adrenales (Media ± el error estándar de la media 

expresado en mg/100g de masa corporal). *p= 0.0242, ACSF POA-IE vs. ACSF POA-DD1; prueba de ANOVA. ^p= 0.0234, 

ACSF POA-IE vs. ACSF POA-ID1; prueba de ANOVA. @p= 0.0342, ACSF POA-IE vs. ACSF POA-DE; prueba de ANOVA. 

#p= 0.0338, ACSF POA-IE vs. Raclopride POA-IE; prueba de ANOVA. 
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Discusión 

El presente estudio se realizó con el fin de discernir si los RDA-2 presentes en el POA participan en la 

regulación de la ovulación de la rata adulta a las 9:00 horas del estro o del diestro-1. Al analizar los datos 

considerando la etapa del ciclo estral y el hemisferio cerebral en el que se realizaron los tratamientos, se 

mostró que la tasa de animales cíclicos, el número de animales ovulantes y el número de ovocitos 

liberados no se modificó con respecto al grupo control. Esto ocurre sin importar si la microinyección se 

realizó con el ACSF o con el raclopride. Debido a que la inhibición de una familia de los RDA no resulta 

en el bloqueo de la ovulación, rechazamos la hipótesis planteada en el párrafo anterior y pensamos que 

el papel de los RDA-1 y los RDA-2 es redundante, por lo que el bloqueo de una sola familia en el POA 

no altera la ovulación.  

Una explicación alternativa a la ausencia de efectos del raclopride puede ser la hora en la que se 

realizó el tratamiento, ya que la actividad del sistema dopaminérgico varía de acuerdo con la hora y con 

la etapa del ciclo estral. Se ha reportado que, en la médula espinal y en el POA esta amina alcanza su 

concentración máxima durante la fase de luz, alrededor de las 12:00 horas y posteriormente comienza a 

decrecer hasta llegar a su concentración más baja a las 20:00 horas (Jiménez-Zárate et al., 2021; Renner 

et al., 1984). Cabe mencionar que las ratas en las que se cuantifico la concentración de la dopamina se 

mantuvieron bajo fotoperiodo 12/12, por lo que el momento en el que ocurre la acrofase y la batifase en 

nuestras ratas podría variar. En cuanto a las variaciones que dependen de la etapa del ciclo, se ha descrito 

que la concentración es basal en el proestro, incrementa ligeramente en diestro-1 y diestro-2 y finalmente 

alcanza su concentración máxima durante el estro (Dazzi et al., 2006). Domínguez y colaboradores 

(1985) reportaron que la administración sistémica de clorpromazina a las 13:00 horas resulta en el 

bloqueo de la ovulación en el proestro, en el diestro-1 y diestro-2 reduce la tasa de animales ovulantes y 

en el estro no la modifica. Esto tiene sentido ya que se ha descrito que la eficacia de los antagonistas se 

reduce cuando los receptores están expuestos a mayores concentraciones de su ligando endógeno, con 

el que compiten por el sitio de unión (Scimemi y Beato, 2009).  

Los resultados de Domínguez y colaboradores (1985) pueden deberse a la naturaleza sistémica 

del tratamiento y a que la clorpromazina es un antagonista de alta afinidad por los RDA-1 y de baja 

afinidad por los RDA-2. Para clarificar el sitio en el que el antagonista actuó para modificar la ovulación, 

Morán y Domínguez (1995) implantaron cristales de haloperidol directamente en el POA-I o en el POA-

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Scimemi%20A%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=19844813
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Beato%20M%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=19844813
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D y mostraron que el tratamiento reduce casi en su totalidad la tasa de animales ovulantes en las etapas 

de estro y diestro-1, en el diestro-2 la reduce parcialmente y en el proestro no tiene efecto. La diferencia 

entre estos resultados y los del experimento de 1985 podría deberse a que la concentración de la 

dopamina es diferente en el sistema nervioso periférico que, en el sistema nervioso central, por lo que la 

respuesta ante el bloqueo del sistema dopaminérgico a nivel de la hipófisis y el ovario sería igualmente 

distinta (Ahrén et al., 1971; Ben-Jonathan et al., 1977; Juárez et al., 2016).  

Como se mencionó, no se observaron diferencias significativas en cuanto al número de ovocitos 

liberados, sin embargo, se incrementó la dispersión de los datos en los grupos tratados con la solución 

vehículo o con el raclopride dentro o fuera del POA a las 9:00 horas. Estos resultados pueden deberse al 

efecto de la administración de una sustancia exógena, ya que se ha reportado que esto modifica de forma 

abrupta el volumen celular y la concentración de iones en el medio extracelular. Lo que puede tener 

consecuencias dañinas, especialmente en el cerebro, donde la expansión del volumen es limitada por la 

rigidez del cráneo y las alteraciones en la concentración de iones pueden estimular o inhibir la 

excitabilidad neuronal, además de ocasionar varios tipos de lesiones como isquemia, traumatismo e 

infecciones (Massieu et al., 2004; Saly y Andrew 1993). Se ha descrito que de 24 a 48 horas posteriores 

a una lesión cerebral se sintetizan y se secretan citocinas proinflamatorias como el factor de necrosis 

tumoral alfa y las interleucinas 1 y 6, que son mediadores clave de la inflamación. Estas citocinas pueden 

actuar como neurotransmisores y desempeñar funciones directas sobre el sistema nervioso central, como 

inducir fiebre, regular el sueño y la estimulación del sistema neuroendocrino. Cabe mencionar que se ha 

reportado que la interleucina 1 suprime la síntesis y la secreción de la GnRH (Ayus et al., 2000; Gullans 

y Verbalis, 1993; Hussy et al., 2000; Kimelberg y Mongin, 1998; Machino y Yoshizawa, 2006; Strange, 

1992; Tomaszewska-Zaremba y Andrzej, 2009). 

En adición al sistema inmune, el eje hipotálamo-hipófisis-adrenal responde ante las condiciones 

de estrés. En el núcleo paraventricular se lleva acabó la síntesis y la secreción de la hormona liberadora 

de corticotropina (CRH), que es transportada por el sistema porta hasta la adenohipófisis, donde se une 

a sus receptores en los corticotropos. Esto da como resultado la síntesis y la secreción de la 

proopiomelanocortina y de la hormona adrenocorticotrópica (ACTH). Posteriormente, la ACTH es 

transportada a través de la sangre hasta su órgano diana, las glándulas adrenales, donde estimula la 

secreción de glucocorticoides, corticosterona en roedores y cortisol en humanos. Se ha reportado que 

diversos factores pueden estimular la secreción de la ACTH y de la CRH como la serotonina, la 
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norepinefrina y la dopamina (Kusmenkov et al., 2019; Loche et al., 2009; Malarkey y Zvara 1989; Wei 

et al., 2019). 

Wei y colaboradores (2019) reportaron que, en los mamíferos, la corticosterona reduce la 

secreción de la GnRH y, consecuentemente, la de las gonadotropinas. Esto provoca la disminución de la 

tasa de animales ovulantes, la masa de los ovarios, la cantidad de folículos maduros y la concentración 

de estradiol y de progesterona, lo que conlleva al bloqueo de la ovulación en algunos animales (Vitellius 

et al., 2018; Wei et al., 2019). Considerando los antecedentes antes expuestos, la dispersión en el número 

de ovocitos liberados pudo deberse a los efectos de la alteración del microambiente que rodea a las 

neuronas del POA ocasionado por la microinyección de ACSF o de raclopride. Esto pudo estimular la 

participación del sistema inmune, lo que a su vez indujo el incremento en la concentración de 

corticosterona y, por lo tanto, redujo la síntesis y la secreción de la GnRH, modificando el número de 

ovocitos liberados en algunos animales, lo que además nos sugiere que existen diferencias en la 

sensibilidad a estos estímulos que dependen de cada individuo. 

En el caso de la masa ovárica se observó una reducción en el grupo tratado con ACSF en el POA-

D en la etapa de diestro-1 en comparación al grupo de ACSF en el POA-D en la etapa de estro a las 9:00 

horas. Esto puede deberse a la sensibilidad de la hembra para percibir y responder a estímulos estresantes 

a lo largo del ciclo estral. En este sentido, se ha reportado una mayor susceptibilidad en la respuesta al 

estrés en la fase no receptiva del ciclo (diestro) en comparación a la fase receptiva (estro) (Lovick, 2012). 

Considerando esto, podemos atribuir la reducción en la masa ovárica a la activación del eje del estrés 

ocasionada por la microinyección de ACSF en el POA-D a las 9:00 del diestro-1, lo que estimularía la 

secreción de la CRH y la ACTH, que inhiben la secreción de la GnRH y de las gonadotropinas y por 

ende el desarrollo de los folículos ováricos (Calogero et al., 1999; Luo et al., 2015; Oakley et al., 2009; 

Vitellius et al., 2018; Wei et al., 2019).  

Se encontraron resultados semejantes al analizar la masa uterina en los animales tratados con 

ACSF en el POA-I a las 9:00 horas del diestro-1, de igual manera, esto puede deberse al incremento en 

la concentración de la CRH y la ACTH, ya que éstas reducen la secreción de la progesterona y el 

estradiol, que son las encargadas de estimular el engrosamiento del útero (Kalantaridou et al., 2004). Al 

analizar la masa ovárica y la masa uterina de los animales tratados con raclopride no se apreció esta 

reducción sin importar el hemisferio tratado. Liu y Herbison (2013) observaron que la administración 

de SCH-23390 y/o raclopride in vitro estimula aproximadamente al 50% de las neuronas de la GnRH, 
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basándonos en esto, podríamos sugerir, con reserva, que la microinyección de raclopride en el POA-I o 

en el POA-D puede estimular la secreción de la GnRH, de las gonadotropinas y finalmente de las 

hormonas esteroides, por lo que no se aprecia el decremento en la masa ovárica y uterina. 

Finalmente, en el caso de las glándulas adrenales se mostraron diferencias significativas al 

comparar los efectos de la microinyección de ACSF en el POA-IE contra los del ACSF en el POA-DE, 

así como los del grupo de ACSF en el POA-IE contra los del raclopride en el POA-IE. En el primer caso, 

se observó un incremento en la masa de las glándulas adrenales tras la inyección. Esto puede deberse a 

una asimetría en la sensibilidad de ambos hemisferios, ya que se ha mostrado la participación diferencial 

del sistema inmune entre los mismos (Duboc et al., 2015). Por ejemplo, la lesión de la neocorteza 

izquierda o derecha induce efectos opuéstos sobre la síntesis de interleucinas, la activación de 

macrófagos y de las células natural killer (Neveu, 1992).  Aunado a esto, se ha observado que al realizar 

lesiones corticales en el hemisferio izquierdo se deprimen las funciones de los linfocitos T, en cambio, 

al lesionar al hemisferio derecho estas funciones mejoran (Barnéoud et al., 1990; Malarkey y  Zvara, 

1989; Pruessner et al., 2004; Ulrich-Lai  et al., 2006). Con base en lo anterior, podría ser que a las 9:00 

horas del estro el incremento de las funciones del sistema inmune en el hemisferio derecho estimule la 

síntesis y la secreción de la ACTH y la CRH y estas, a su vez, estimulen la mitosis en las células de las 

glándulas adrenales, lo que incrementaría su masa. 

En el segundo caso, se observó que la inyección de raclopride en el hemisferio izquierdo 

disminuyó la masa adrenal con respecto al grupo tratado con ACSF, lo que no ocurrió en el hemisferio 

derecho. Se sabe que en el hemisferio izquierdo del encéfalo hay una menor concentración de dopamina 

que en el derecho por lo que el efecto de la microinyección de raclopride en dicho hemisferio sería mayor 

debido a un decremento en la competencia por los sitios de unión. Por otra parte, se ha observado que 

las neuronas de la GnRH ubicadas en el POA proyectan hacía el núcleo paraventricular y que la CRH 

modula la actividad de estas neuronas de manera directa, lo que depende de la concentración de estradiol 

(Phumsatitpong et al., 2020; Tian et al., 1991). En conjunto, estos resultados sugieren un sistema de 

retroalimentación entre el eje reproductivo y el del estrés, debido a esta relación anatómica y funcional, 

podría ser que el bloqueo de los receptores dopaminérgicos en el POA inhiba la secreción de la CRH y 

de la ACTH, dando como resultado la reducción de la masa de las glándulas adrenales (Barnéoud et al., 

1990; Saldanha et al., 2001; Silverman et al.,1981; Shao-jun et al., 2010). Otra posible explicación es 

que a las 9:00 horas del estro el hemisferio encargado de regular la síntesis y la secreción de la CRH sea 

https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Malarkey+WB&cauthor_id=2543691
https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Zvara+BJ&cauthor_id=2543691
https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Ulrich-Lai+YM&cauthor_id=16772325
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el izquierdo, por lo que la microinyección de ACSF o de raclopride en el hemisferio derecho no modifica 

la concentración de la CRH y por ende no hubo un incremento en la masa de las glándulas adrenales. 

Con respecto a ello, se ha mostrado que existe una mayor concentración de CRH en el hemisferio 

izquierdo de ratas que fueron sometidas a estrés (Keck et al., 2002). 
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Conclusiones 

1. En la rata adulta el bloqueo de los RDA-2 en el POA izquierda o derecha a las 9:00 horas de las 

etapas de estro y diestro-1 no tiene efecto sobre la tasa de animales ovulantes, el porcentaje de animales 

cíclicos y el número de ovocitos liberados, por lo que sugerimos que la dopamina no modula la secreción 

de la GnRH en estos momentos del ciclo. 

 

2. La microinyección de ACSF disminuyó la masa ovárica y uterina en función del hemisferio 

tratado, lo que no ocurrió tras la administración de raclopride, por lo que sugerimos que, en condiciones 

de estrés, la dopamina inhibe la secreción de la GnRH actuando a través de los RDA-2. 

 

3. La microinyección de raclopride en el POA-I, pero no en el POA-D, resulta en el decremento de 

la masa de las glándulas adrenales, por lo que proponemos que existe una asimetría en la respuesta del 

sistema inmune y del eje hipotálamo-hipófisis-adrenal, que depende de la comunicación entre el sistema 

dopaminérgico del POA.  
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Perspectivas 

Considerando los resultados obtenidos en el presente estudio, nos planteamos las siguientes preguntas:   

1. ¿Los efectos de la microinyección de ACSF o raclopride sobre la masa de los ovarios, el útero y 

las adrenales depende de alteraciones en la secreción de la GnRH, las gonadotropinas y de las hormonas 

ováricas en respuesta a la activación del eje hipotálamo-hipófisis-adrenal? Para ello, proponemos 

analizar la concentración de dichas hormonas tras los tratamientos evaluados en el presente estudio. 

Adicionalmente, analizar la dinámica del desarrollo folicular en los ovarios de los animales que se 

utilizaron en este experimento. 

 

2. ¿La modulación de la actividad de las neuronas del POA que ejerce la dopamina al unirse a los 

RDA-2 se modifica en función de la hora del día y de la etapa del ciclo estral? Proponemos el análisis 

de la participación de estos receptores en un horario distinto, por ejemplo, alrededor del periodo crítico 

de las distintas etapas del ciclo estral, o en los momentos en que se ha reportado una menor concentración 

de la dopamina en el hipotálamo, con el fin de resolver esta pregunta. 

 

3. ¿Los efectos de las soluciones microinyectadas sobre el número de ovocitos liberados en algunos 

animales se debe al daño mecánico que ejercen las soluciones en el cerebro, lo que resulta en la 

activación del eje del estrés? Para ello proponemos modificar el volumen administrado y alargar el 

tiempo en el que se microinyectan las soluciones con el fin de disminuir el daño ocasionado.  
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