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1. Lista de abreviaciones  

 
17β-HSD: 17β-Hidroxiesteroide 

deshidrogenasa  

3V: Tercer ventrículo 

3β-HSD: 3β-hidroxiesteroide 

deshidrogenasa   

5-HT: Serotonina 

ACSF: Líquido cefalorraquídeo 

artificial  

ACTH: Hormona adenocorticotrópica  

AgRP: Proteína relacionada con agutí  

AHA: Área hipotalámica anterior  

AR: Receptor de andrógenos  

ARC: Núcleo arqueado  

AVP: Arginina vasopresina  

AVPV: Área anteroventral 

periventricular 

BNST: Núcleo basal de la estría 

terminal 

Ca2+: Ion calcio 

cAMP: Adenosín monofosfato cíclico 

Cl-: Ion cloro 

CRF: Factor liberador de corticotropina  

CSF: Líquido cefalorraquídeo  

CYP11A1: Citocromo P450  

DMH: Núcleo dorsomedial del 

hipotálamo 

E2: Estradiol 

ER: Receptor de estradiol 

FSH: Hormona estimulante de los 

folículos  

FSHR: Receptor de la hormona 

estimulante de los folículos 

GABA: Ácido γ-aminobutírico  

GnRH: Hormona liberadora de las 

gonadotropinas  

GRP: Péptido liberador de 

gastrina 

HCO3
-: Ion bicarbonato 

ipRGCs: Células ganglionares de la 

retina intrínsecamente fotosensibles  

K+: Ion potasio 

LH: Hormona luteinizante  

LHR: Receptor de la hormona 

luteinizante  

MeAp: Núcleo medial de la amigdala  

Mg2+: Ion magnesio 

MSH: Hormona estimulante de los 

melanocitos  

Na+: Ion sodio 

NPY: Neuropéptido Y 

P: Ion fósforo 

PGCs: Células germinales 

primordiales  

PKA: Proeína quinasa  

POA: Área preóptica 

POMC: Propiomelanocotricona  

PVN: Núcleo paraventricular del 

hipotálamo 

RHT: Tracto retino-hipotalámico  

RP3V: Área rostral periventricular 

del tercer ventrículo 

SCN: Núcleo supraquiasmático 

SON: Núcleo supraóptico  

SP: Sustancia P 

TH: Tirosina hidroxilasa  

TTX: Tetrodotoxina 

VIP: Péptido intestinal vasoactivo  

VMH: Núcleo ventromedial del 

hipotálamo 

α-MSH: Hormona estimulante de los 

melanocitos alfa 

β-MSH: Hormona estimulante de los 

melanocitos beta 
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2. Introducción 

La reproducción de los mamíferos requiere de la producción e interacción de los 

gametos masculinos y femeninos para dar origen a un nuevo individuo. En el caso de 

los machos, el gameto es el espermatozoide y su maduración se lleva a cabo en los 

testículos, mientras que el ovocito, que es el gameto femenino, madura en los folículos 

ováricos. La ovulación es indispensable para que se pueda llevar a cabo la interacción 

entre los gametos, ya que es el proceso mediante el cual el ovocito es expulsado del 

folículo hacia el oviducto, en donde se encuentra con los espermatozoides (Robker et 

al., 2018).  

 Las funciones de los ovarios son el resultado de una serie de procesos hormonales 

y nerviosos que son regulados por el eje hipotálamo-hipófisis-ovario (HHO). La 

hormona estimulante de los folículos (FSH) y la hormona luteinizante (LH), que son 

las gonadotropinas hipofisarias, llegan al ovario a través del sistema circulatorio. Una 

vez en él, se unen a sus receptores en las células de los folículos ováricos, donde 

regulan el desarrollo de estos que culminará con la ovulación; así como la síntesis de 

las hormonas esteroideas y proteicas (Oyola y Handa, 2017). La secreción de las 

gonadotropinas, depende de la unión de la hormona liberadora de las gonadotropinas 

(GnRH) a sus receptores ubicados en los gonadotropos hipofisarios (Herbison, 2016).  

 La GnRH es un decapéptido sintetizado en neuronas hipotalámicas ubicadas 

principalmente en el área preóptica (POA). Éstas proyectan sus axones hacia la 

eminencia media, en donde se encuentra un sistema de capilares que distribuye a la 

GnRH en la hipófisis. La GnRH es secretada en dos patrones: el tónico y el fásico. 

Ambos son de tipo pulsátil, sin embargo, el primero se caracteriza por una baja 

frecuencia y amplitud de la secreción, mientras que el segundo presenta una mayor 

frecuencia y amplitud (Herbison, 2016; Oyola y Handa, 2017). La secreción tónica se 

presenta durante la mayor parte del ciclo estral de los roedores y resulta en la secreción 

basal de las gonadotropinas que modula el desarrollo de los folículos ováricos. Por otro 

lado, la secreción fásica ocurre por la tarde de la etapa del proestro y conlleva a un 

incremento brusco en la secreción de las gonadotropinas al que se le denomina como 

“pico preovulatorio”, que estimula la ovulación (Kumar et al., 1997; Themmen y 

Huhtaniemi, 2000; Herbison, 2016). Se ha mostrado que dicho pico preovulatorio 

depende de una alta concentración de estradiol y de su convergencia con una señal 
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nerviosa con periodicidad circadiana que proviene del núcleo supraquiasmático (SCN) 

y que se presenta entre las 14:00 y las 17:00 horas del proestro (Everett y Sawyer, 1950; 

Wiegand et al., 1980).  

 Se ha mostrado que la síntesis y secreción de la GnRH durante todo el ciclo estral 

depende de la actividad de otros sistemas de neurotransmisión. Las neuronas 

responsables se encuentran en diferentes áreas del hipotálamo, como es el núcleo 

dorsomedial, el núcleo ventromedial, el núcleo arqueado (ARC) y el área rostral 

periventricular del tercer ventrículo (RP3V) (Griffin y Flanagan-Cato, 2011; Putteeraj 

et al., 2016). Estas dos últimas áreas sintetizan kisspeptina, un estimulante de la 

secreción de la GnRH cuya función se ha vinculado con la secreción diferencial de la 

misma. En este sentido, se ha observado que la actividad del ARC está relacionada con 

la secreción tónica del decapéptido, mientras que la del RP3V con la fásica (Smith et 

al., 2006). Aunado a esto, se ha mostrado que las neuronas del ARC y del RP3V 

coexpresan la isoforma alfa del receptor a estradiol (ERα), por lo que aparentemente 

son las estructuras que median la comunicación entre el hipotálamo y los ovarios 

(Dubois et al., 2015; Putteeraj et al., 2016; Wang y Moenter, 2019). 

De acuerdo con lo anterior, se ha observado que existen interacciones anatómicas 

entre el POA, el SCN, que es el reloj principal del sistema circadiano, el ARC y el 

RP3V, por lo que se ha propuesto que la regulación de la secreción de la kisspeptina, 

y por ende de la GnRH, no solo depende de señales estrogénicas, sino también 

circadianas (Putteeraj et al., 2016). El bloqueo de la actividad eléctrica del SCN a las 

14:00 horas, independientemente de la etapa del ciclo estral, lo que resulta en un 

bloqueo de la ovulación. Esto aporta información para sustentar la idea de que el 

sistema circadiano regula tanto la secreción tónica como fásica de la GnRH (Silva et 

al., 2020). Por otro lado, el bloqueo de la actividad eléctrica de las neuronas del ARC 

resulta en la inhibición de la ovulación cuando se realiza en metaestro, diestro y 

proestro, por lo que se propone que esta estructura no solo modula la secreción tónica, 

sino también la fásica (Silva, 2021). Con base en lo anterior, nos preguntamos si el 

RP3V también participa en la regulación de la ovulación en días diferentes al proestro, 

por lo que evaluamos el efecto del bloqueo de la actividad eléctrica de sus neuronas a 

las 14:00 horas de cada etapa del ciclo estral.   
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 3. Marco Teórico  

2.1 El ovario, el desarrollo folicular y la ovulación  

En los mamíferos, los ovarios son órganos pares que se ubican en la cavidad abdominal, 

caudal a los riñones y rostral al útero. Reposan sobre un pliegue del peritoneo 

denominado mesovario, permanecen unidos a la pared pélvica por el ligamento 

suspensorio y al útero por el ligamento útero-ovárico (Weidner et al., 2009). Los 

ovarios están compuestos por células germinales, estromales y epiteliales. 

Adicionalmente, están altamente irrigados por vasos sanguíneos y reciben información 

nerviosa por parte del nervio ovárico superior, el nervio del plexo ovárico y el nervio 

vago (Peters, 1969; Duke, 1980; Domínguez et al., 1991).  

Estos órganos tienen dos funciones: la producción de ovocitos viables capaces de 

ser fecundados y la síntesis y secreción de hormonas esteroides y proteicas (Oktem y 

Oktay, 2008). El desarrollo de los ovocitos se lleva a cabo en estrecha asociación con 

células somáticas, formando una unidad anatómica y funcional que se conoce como el 

folículo ovárico (Domínguez et al., 1991). Mientras éstos se desarrollan, sus células 

somáticas se dividen, diferencian y secretan hormonas. Una vez finalizado el desarrollo 

del folículo, ocurre la ovulación, que es el resultado de un proceso inflamatorio que 

culmina con la ruptura del folículo y del epitelio superficial del ovario, lo que resulta 

en la expulsión del ovocito hacia el oviducto que lo conducirá hacia el útero (Oktem y 

Oktay, 2008; Duffy et al., 2018). 

En el caso de los roedores, el desarrollo del ovario inicia durante la etapa 

embrionaria. Las células germinales primordiales (PGCs), que darán origen a los 

gametos, se originan en el saco vitelino y migran hacia el tejido mesodérmico a través 

del cual alcanzan al intestino primitivo, al que siguen hacia las crestas gonadales, en 

donde se establecen las gónadas primitivas aproximadamente en el día 10 del desarrollo 

embrionario del ratón. Estas últimas se desarrollan a partir del engrosamiento del 

epitelio mesonéfrico y de los cambios fenotípicos que presentan sus células al 

transformarse en células epiteliales de la cresta gonadal (GREL). Las células GREL y 

las PGCs comienzan a proliferar, a su vez, la lámina basal del mesonefros se rompe, lo 

que permite la migración de las células del estroma mesonéfrico y la extensión de vasos 

sanguíneos. El proceso antes descrito es controlado por la expresión de los factores de 
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transcripción: Gata4, Fog2, Sf1, Wt1, Lhx9 y Emx2 (Hummitzsch et al., 2013; Smith 

et al., 2014; Hummitzsch et al., 2019). 

 La diferenciación sexual de la gónada primitiva sucede aproximadamente en el día 

12 del desarrollo embrionario, cuando las PGCs continúan proliferando por mitosis. 

Las células producidas mediante este proceso son denominadas ovogonias y conforme 

se desarrollan, se agrupan para formar los denominados “nidos de ovogonias” (Pepling, 

2006; Nguyen et al., 2012; Sarraj y Dummond, 2012; Hummitzsch et al., 2019). 

Alrededor del día 15.5 se da la primera ola de apoptosis y las ovogonias comienzan a 

dividirse por meiosis, dando origen a los ovocitos primarios (Pepling, 2006; Sarraj y 

Dummond, 2012). Éstos son rodeados por una capa de células somáticas foliculares, 

conformando a los folículos primordiales. Cabe mencionar que la meiosis de las 

ovogonias sucede en la corteza del ovario, mientras que la maduración a ovocitos y la 

aparición de las primeras células foliculares ocurre entre la corteza y la médula 

(Pepling, 2006; Hummitzsch et al., 2019). Entre el día 17.5 y el nacimiento ocurre la 

segunda ola de apoptosis (Sarraj y Dummond, 2012). 

 Durante los primeros 10 días después del nacimiento, los procesos de desarrollo 

que ocurren en los ovarios son modulados por factores paracrinos y autocrinos 

producidos localmente. Aproximadamente entre el cuarto y el quinto día postnatal, las 

células estromales rodean a los ovocitos formando a los folículos primordiales, que se 

encuentran muy juntos entre sí. Aproximadamente en el día 12, el estroma intersticial 

del ovario comienza a expandirse y los folículos comienzan a separarse. Éstos se 

diferencian hasta el estadio secundario, en el que presentan células de la granulosa 

adheridas al ovocito y células de la teca, mismas en las que comienza a aumentar la 

expresión de los receptores a la LH y la FSH (Picut et al., 2015). Alrededor del día 15 

se forma la zona pelúcida, que es un conjunto de glicoproteínas que rodean al ovocito 

y que desempeñan un papel imprescindible durante la fecundación, ya que participa en 

el reconocimiento del espermatozoide y evita la polispermia (Picut et al., 2015; Gupta, 

2018). 

 Entre los días 21 y 32 se observan folículos antrales grandes y otros que presentan 

señales de atresia y apoptosis en algunas células. Los receptores a la LH y la FSH 

aumentan significativamente y se puede observar el hilio ovárico. Finalmente, entre el 

día 38 y el 46 ocurre la etapa puberal, que se caracteriza por la primera ovulación y por 

consiguiente la formación del primer cuerpo lúteo (Picut et al., 2015). El proceso antes 
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descrito es cíclico y ocurrirá durante toda la vida reproductiva del animal, que culmina 

con la senescencia ovárica al agotarse la reserva de folículos (McGee y Hsueh, 2000). 

 Como se mencionó anteriormente, el desarrollo del ovocito depende de su 

interacción con células somáticas altamente proliferativas que lo aíslan del resto del 

ovario. Éstas se conocen como células de la granulosa y de la teca y están separadas 

por la lámina basal (Domínguez et al., 1991; Rajkovic et al., 2006; Duffy et al., 2018; 

Orisaka et al., 2021). El folículo ovárico es la unidad funcional que está formado por 

el ovocito, las células de la granulosa y las de la teca (Pepling, 2006; Duffy et al., 

2018).  

 Las células de la granulosa se dividen en dos poblaciones: las del cúmulo y las 

murales. Las primeras son aquellas que rodean al ovocito, mientras que las segundas 

se encuentran formando un anillo alrededor del folículo. Cabe mencionar que, además 

de su distribución, ambas poblaciones se diferencian porque las del cúmulo se 

encuentran más separadas entre sí. Además, existen diferencias en la expresión y 

distribución de los receptores a hormonas esteroides y proteicas (Espey, 1967; Nguyen 

et al., 2012; Duffy et al., 2018). Por otro lado, las células tecales se dividen en la teca 

interna y la teca externa. Las primeras se caracterizan por ser cuboides y 

estereoidogénicas, mientras que las segundas son alargadas y altamente vascularizadas. 

La teca externa se llega a mezclar con la túnica albugínea, que es el tejido conectivo 

que se encuentra alrededor del folículo. Entre la túnica albugínea y la superficie del 

epitelio ovárico se encuentra una lámina basal que está compuesta por laminina, 

entactina y proteoglucanos (Espey, 1967; Duffy et al., 2018). 

 Los folículos ováricos de los roedores se clasifican en primordiales, primarios, 

secundarios, antrales y preovulatorios, esto en función de sus características 

anatómicas y fisiológicas. Los primordiales miden aproximadamente 17 μm de 

diámetro y se caracterizan por tener un ovocito pequeño, con un diámetro promedio de 

alrededor de 12.6 μm, que está rodeado parcial o completamente por un anillo de no 

más de 20 células de la pregranulosa aplanadas. Los folículos primarios, por su parte, 

miden alrededor de 52.1 μm. El tamaño de su ovocito es de aproximadamente 28.8 μm, 

rodeado completamente por una capa de células que han madurado hasta convertirse 

en células de la granulosa cuboidales. En contraste con lo anterior, el folículo 

secundario tiene más de una capa de células de la granulosa y ya se pueden diferenciar 

las células de la teca. Sus ovocitos miden aproximadamente 53.8 μm de diámetro y se 
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encuentran rodeados por la zona pelúcida, lo que resulta en un diámetro total de 

alrededor de 104 μm (Figura 1. Griffin et al., 2006; Rodgers e Irving-Rdogers, 2010; 

Bartlewki et al., 2011; Duffy et al., 2018).  Conforme los folículos se desarrollan, sus 

células secretan líquido folicular, que está compuesto por agua, hormonas esteroides, 

glicoproteínas, proteínas plasmáticas polisacáridos y enzimas (Mariani y Bellver, 

2018). Este líquido se acumula entre las células de la granulosa de los folículos 

secundarios, formando los cuerpos de Call-Exner, que al fusionarse dan origen al antro 

folicular (Bartlewki et al., 2011). 

Los folículos antrales poseen varias capas de células de la teca y miden de 187 μm 

a 248 μm. El ovocito, por su parte, ha crecido hasta un diámetro promedio de 70 μm. 

Al último estadio se le conoce como folículo preovulatorio, capaz de ovular en el ciclo 

estral en curso. Estos folículos se caracterizan por su gran tamaño, de alrededor de 424 

μm. El líquido folicular se concentra en un antro grande y varias capas de células de la 

granulosa rodean al ovocito maduro (cerca de 72.3 μm) formando al cúmulus, mientras 

que el resto se adosan a la teca interna y son conocidas como células de la granulosa 

murales (Figura 1. Griffin et al., 2006; Rodgers e Irving-Rdogers, 2010; Bartlewki et 

al., 2011; Duffy et al., 2018). 

 

Figura 1. Desarrollo folicular. Se observan los folículos en sus diferentes estadios de maduración, desde 

el folículo primordial hasta la formación del cuerpo lúteo, que se lleva a cabo posterior a la ovulación 

(Imagen elaborada por Fatima Bolaños Hurtado). 

 

 El desarrollo folicular se divide en dos fases: la independiente de las 

gonadotropinas, que opera en los folículos primordiales y primarios; y la dependiente 
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de las gonadotropinas, que se presenta a partir de los folículos secundarios tardíos. El 

punto que divide a ambas etapas es el inicio en la expresión de los receptores a la FSH 

en las células de la granulosa y a la LH en las células de la teca y de la granulosa 

murales (McGee y Hsueh, 2000; Orisaka et al., 2021). Una vez que comienza el 

desarrollo folicular, no se detiene hasta que sucede la ovulación o el folículo se vuelve 

atrésico. La atresia folicular es el proceso por medio del cual se degradan y reabsorben 

los folículos, lo que puede ocurrir en cualquier etapa del desarrollo y puede ser inducido 

por diversos factores como un bloqueo en el pico preovulatorio de las gonadotropinas 

(Kaipia y Hsueh, 1997; Duffy et al., 2018). La atresia se relaciona con la muerte celular 

y procesos de fagocitosis, inserción de macrófagos, migración de fibroblastos y síntesis 

local de colágeno. Los folículos que atraviesan por este proceso se caracterizan por la 

destrucción temprana de las capas de células de la granulosa, lo que se aprecia por la 

presencia de picnosis en sus núcleos y en su descamación al interior del antro. También 

se observa un engrosamiento de las capas de la teca y alteraciones morfológicas y 

funcionales en el ovocito (Domínguez et al, 1991; Rodgers e Irving-Rdogers, 2010; 

Duffy et al., 2018). Cabe mencionar que existen factores que pueden rescatar a los 

folículos de la atresia en sus etapas más tempranas, por ejemplo, las gonadotropinas y 

la progesterona (Kaipia y Hsueh, 1997). 

 La ovulación es el proceso mediante el cual un ovocito viable es expulsado del 

folículo. Esto depende de la ruptura del folículo debido a la degradación de las células 

y la matriz extracelular de un área entre el antro y el epitelio superficial del ovario. La 

ovulación se asemeja a un proceso inflamatorio ya que intervienen diversas 

quimiocinas, citocinas y enzimas que son secretadas por células inmunológicas, así 

como por el desarrollo y dilatación de vasos sanguíneos (Figura 2. Espey, 1967; 

Medzhitov, 2008; Duffy et al., 2018). La ovulación es desencadenada por la LH, que 

estimula la separación de las células de la granulosa de su lámina basal a nivel del 

ápice, que es la porción más delgada del folículo. Posteriormente, los vasos sanguíneos 

se infiltran en el folículo y ocurre un incremento en su permeabilidad, lo que permite 

el ingreso de células inmunitarias entre las células de la granulosa y en el antro. Las 

fibras de colágeno comienzan a degradarse por acción de enzimas hidrolíticas, por lo 

que la superficie del epitelio ovárico y su lámina basal se rompen. Algunos autores 

proponen que el estigma, que es el punto del folículo por el que es expulsado el ovocito, 

se forma por la necrosis del tejido como resultado de una isquemia localizada (Figura 
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2. Espey, 1967; Themmen y Huhtaniemi, 2000; Rajkovic et al., 2006; Duffy et al., 

2018). 

 

Figura 2. Proceso de ovulación. Representación del momento exacto en el que el ovocito es expulsado 

del folículo. Se puede observar la extensión de los vasos sanguíneos hasta el antro, para el ingreso de las 

células inmunitarias (Imagen elaborada por Fatima Bolaños Hurtado). 

 

 

El cuerpo lúteo comienza a formarse a partir del remanente folicular una vez que 

el ovocito es expulsado (Espey, 1967). Dicho remanente atraviesa por un proceso de 

angiogénesis asociado a la proliferación de las células endoteliales capilares y a la 

infiltración de fibroblastos, lo que resulta en la formación de una abundante red de 

capilares sanguíneos. Éstos aportan, entre otros nutrientes, el colesterol que servirá 

como precursor de las hormonas esteroides sintetizadas por el cuerpo lúteo (Weber et 

al, 1987; Smith et al., 1994). Durante este proceso, la LH estimula un cambio 

fenotípico en las células de la granulosa y de la teca del que resultan dos tipos de 

células: las luteales grandes (previamente células de la granulosa) y las luteales 

pequeñas (previamente células de la teca) (Bartlewki et al., 2011). Las primeras poseen 

un número relativamente bajo de receptores a la LH, por lo que se han asociado con la 

producción basal de progesterona en respuesta a la acción de la gonadotropina. Por otro 

lado, las células luteales pequeñas poseen un mayor número de receptores a la LH, por 

lo que se les asocia con los incrementos en la secreción de progesterona que se observan 

cuando se estimula al cuerpo lúteo con la gonadotropina. Estas células también 
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expresan receptores a la prostaglandina F2α, a través de los cuales se inhibe la secreción 

de la progesterona (Weber et al, 1987; Cooke, 1988; Smith et al., 1994).  

En las ratas cíclicas, el cuerpo lúteo alcanza su tamaño más grande durante el 

diestro 1 y mantiene ese tamaño hasta el día del diestro 2 del siguiente ciclo. Esto se 

debe a que el estradiol estimula la actividad luteofílica del cuerpo lúteo (Hilliard, 

1973). Por otro lado, durante la gestación, el cuerpo lúteo se hipertrofia y se activa, por 

lo que hay una mayor concentración de progesterona. Poco antes del parto y durante la 

lactancia hay un decremento brusco en la concentración de dicha hormona, por lo que 

se considera que el cuerpo lúteo no se encuentra activo. Aparentemente es la prolactina 

la que ejerce un efecto inhibitorio sobre la actividad secretora del cuerpo lúteo en este 

momento (Kurusu et al., 2009).  

 Además de la producción de gametos, el ovario también tiene la función de 

sintetizar y secretar hormonas proteicas como la activina, la inhibina y la folistatina; y 

hormonas esteroides como las progestinas, los andrógenos y los estrógenos (Findlay, 

1993). En general, las hormonas esteroides estimulan la proliferación y el desarrollo 

de las células y regulan al sistema reproductor, principalmente a través del eje 

hipotálamo-hipófisis-gónada (Holst et al., 2004; Kumar et al., 2018). También se ha 

observado que participan en procesos no reproductivos; por ejemplo, modulan la 

sensibilidad de los tejidos a la insulina, previenen la apoptosis en diversos tipos de 

células, estimulan la dilatación de los vasos sanguíneos, inhiben la degradación de los 

tejidos conjuntivos, modulan la actividad del sistema nervioso, promueven el 

metabolismo del tejido adiposo, regulan la retención de líquidos, entre otras (Kumar, 

et al., 2018). Las hormonas esteroides son derivados del colesterol y el proceso por el 

cual son sintetizadas se conoce como esteroidogénesis, que en los ovarios ocurre según 

los mecanismos descritos en la teoría de la doble célula-doble hormona (Holst, et al., 

2004; Jamnongjit y Hammes, 2006). La concentración de estas hormonas depende de 

la etapa del ciclo reproductivo en la que se encuentre el organismo (Jamnongjit y 

Hammes, 2006). 

 En el folículo, la síntesis de las hormonas esteroides inicia con la unión de la LH 

a sus receptores en las células de la teca interna, lo que estimula la traslocación del 

colesterol a la mitocondria a través de la actividad de la proteína StAR. Una vez en la 

mitocondria, la enzima citocromo P450 (CYP11A1) transforma a la molécula de 

colesterol en pregnenolona, que posteriormente es convertida en progesterona por la 
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enzima 3β-hidroxiesteroide deshidrogenasa (3β-HSD). La progesterona es el sustrato 

de la enzima CYP17A1, que sintetiza androstenediona por medio de dos vías de 

síntesis; la delta 4 y la delta 5. En la primera vía se convierte a la pregnenolona en 

progesterona por la catálisis de la enzima 3β-HSD y posteriormente por la enzima 

CYP17A1 se sintetiza a androstenediona. En la vía delta 5 la enzima CYP17A1 

convierte a la pregnenolona en dehidroepiandrosterona, que sirve de sustrato a la 

enzima 3β-HSD para sintetizar androstenediona (Figura 3. Miller, 2017; Duffy et al., 

2018). 

 A partir de la androstenediona se pueden seguir dos rutas de síntesis. En la primera, 

ésta pasa a las células de la granulosa, en donde la enzima CYP19A1 la convierte en 

estrona en respuesta a la interacción de la FSH con su receptor. Finalmente, el estradiol 

se sintetiza a partir de la estrona por acción de la enzima 17β-Hidroxiesteroide 

deshidrogenasa (17β-HSD). En la segunda ruta, la androstenediona es transformada en 

testosterona por la enzima 17β-HSD dentro de la célula de la teca interna. 

Posteriormente, la testosterona es captada por las células de la granulosa, en donde la 

enzima CYP19A1 la transforma en estradiol en respuesta a la interacción de la FSH 

con su receptor (Figura 3. Miller, 2017; Duffy et al., 2018).  

 

Figura 3. Teoría de la doble célula-doble hormona. La síntesis de las hormonas esteroides inicia cuando 

la LH y la FSH se unen a sus receptores en las células de la teca interna y de la granulosa. Posteriormente, 

distintas enzimas catalizan la conversión progresiva del colesterol en progestinas, andrógenos y 

estrógenos (Imagen elaborada por Fatima Bolaños Hurtado). 
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2.2 La Hipófisis y las gonadotropinas  

Como se mencionó antes, las funciones ováricas dependen de señales hormonales que 

provienen de la hipófisis. Ésta es conocida como la glándula maestra, ya que regula la 

actividad de diversas glándulas endocrinas como las adrenales, la tiroides, la glándula 

mamaria y las gónadas. La hipófisis se ubica justo por debajo del hipotálamo, en un 

nicho óseo de la base del cráneo denominado como la silla turca. Esta glándula se 

divide en un tallo hipofisario y tres lóbulos: el posterior o neurohipófisis, el intermedio 

y el anterior o adenohipófisis (Daniel, 1976; Dorton, 2000; Hong et al., 2016).  

 La neurohipófisis secreta principalmente oxitocina y arginina vasopresina (AVP), 

también conocida como la hormona antidiurética por su función en la regulación de la 

retención de agua en los riñones (Dorton, 2000; Amar y Weiss, 2003). Tanto la 

oxitocina como la AVP se sintetizan en el hipotálamo y llegan a la neurohipófisis por 

medio de fibras nerviosas que componen al tracto hipotálamo-hipofisario (Figura 4). 

En el caso de la oxitocina, es liberada al torrente sanguíneo y llega a su órgano blanco; 

en el útero estimula la contracción de los músculos lisos durante la labor de parto, y el 

de las células mioepiteliales de los alveolos de las glándulas mamarias provoca la 

expulsión de la leche (Amar y Weiss, 2003).   

 La hipófisis intermedia representa menos del 1% de la masa total de la hipófisis, 

está altamente inervada y, a diferencia de los otros dos lóbulos, tiene menos vasculatura 

(Figura 4). En el lóbulo intermedio se sintetizan y secretan diversas proteínas como la 

propiomelanocortina y las isoformas alfa y beta de la hormona estimulante de los 

melanocitos (α-MSH y β-MSH). El órgano blanco de la α-MSH y la β-MSH es el tejido 

epitelial, en donde se les ha relacionado con la pigmentación (Amar y Weiss, 2003).  

 Por otro lado, la adenohipófisis alberga 5 tipos celulares que son los somatotropos, 

los corticotropos, los tirotropos, los lactotropos y los gonadotropos. Algunos autores 

consideran que el lóbulo intermedio de la hipófisis es parte funcional de la 

adenohipófisis, por lo que entonces contendría 6 tipos de células (Dorton, 2000). Estas 

células sintetizan distintas hormonas que son secretadas al sistema circulatorio, a través 

del cual alcanzan a sus órganos blanco que, en general, son glándulas endocrinas que 

retroalimentan a la hipófisis a través de sus propias hormonas (Dorton, 2000). Los 

somatotropos sintetizan a la hormona del crecimiento, cuyo órgano blanco es el hígado 



 13 

y el tejido adiposo. Los corticotropos sintetizan a la hormona adenocorticotrópica 

(ACTH) que actúa sobre las adrenales. Los tirotropos sintetizan a la hormona 

estimulante de la tiroides, cuyo órgano blanco es la glándula tiroidea. Los lactotropos 

sintetizan a la prolactina, que estimula a las glándulas mamarias. Finalmente, los 

gonadotropos sintetizan a las gonadotropinas, que modulan las funciones de los ovarios 

y los testículos (Dorton, 2000; Hong et al., 2016: Amar y Weiss, 2003). Los 

gonadotropos son células basófilas con un prominente aparato de Golgi y retículo 

endoplasmático y constituyen del 5 al 15% del total de la población celular de la 

adenohipófisis (Figura 4. Schally et al., 1971; Pierce y Parsons, 1981; Dada et al., 

1984; Thompson y Kaiser, 2014; Nedresky y Singh, 2022).  

 

 

 

Figura 4. Anatomía de la hipófisis en donde se distinguen sus tres lóbulos. En el caso de la 

neurohipófisis se esquematizan los axones de las neuronas hipotalámicas que sintetizan oxitocina y 

vasopresina. En la adenohipófisis se observan los distintos tipos de células presentes: somatotropos, 

gonadotropos, tirotropos, lactotropos y corticotropos (Imagen elaborada por Fatima Bolaños Hurtado). 
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 Las gonadotropinas son glicoproteínas heterodiméricas compuestas por una 

subunidad α y una β que interactúan a través de puentes disulfuro. En total, estas 

hormonas tienen un peso aproximado de entre 30 y 40 kDa. La subunidad α es común 

para ambas gonadotropinas y, en los humanos, el gen que la codifica se localiza en el 

cromosoma 6q12.21. Por otro lado, la subunidad β es la que les da la especificidad a 

estas hormonas, ya que en el extremo amino terminal se localiza la región que permite 

la unión con su receptor. En los humanos, el gen que codifica a la subunidad β de la 

LH se encuentra en el cromosoma 19q13.32, mientras que el de la FSH en el 11p13 

(Pierce y Parsons, 1981; Kendall et al., 1995; Themmen y Huhtaniemi, 2000; Fan y 

Hendrickson, 2005).  

En los ovarios, la FSH regula el crecimiento y maduración del folículo y, por otro 

lado, al unirse a sus receptores en las células de la granulosa estimula la aromatización 

de los andrógenos por la enzima P450 aromatasa (Findlay y Drummond, 1999; 

Themmen y Huhtaniemi, 2000; Rajkovic, et al., 2006; Domínguez y Cruz-Morales, 

2011). Por su parte, la LH se une a receptores en las células de la teca interna, en donde 

estimula la acumulación del colesterol y un aumento en la síntesis de los andrógenos y 

de la aromatasa, lo que resulta en un incremento subsecuente en la síntesis de 

estrógenos. A su vez, como se mencionó anteriormente la LH promueve la ovulación 

y la formación del cuerpo lúteo (Themmen y Huhtaniemi, 2000; Domínguez y Cruz-

Morales, 2011; Duffy et al., 2018). 

La relevancia de las gonadotropinas en la regulación del desarrollo y función 

gonadal se ha evidenciado a partir de estudios en los que se evalúa el efecto de 

mutaciones puntuales. Por ejemplo, se ha observado que la expresión del gen que 

codifica para la subunidad α es indispensable para que se exprese posteriormente el de 

la subunidad β. Además, la deficiencia en la expresión del gen que codifica para 

cualquiera de las subunidades inhibe la síntesis de las gonadotropinas y, por 

consecuencia, se presentan anormalidades morfológicas y funcionales en las gónadas 

(Kendall et al., 1995; Kumar et al., 1997). 

 En el caso particular de la FSH, se ha mostrado que una alteración en la estructura 

de la cadena α resulta en infertilidad, sin embargo, esto sólo sucede en las hembras 

(Kumar et al., 1997; Findlay y Drummond, 1999; Themmen y Huhtaniemi, 2000; Abel 

et al., 2000). Adicionalmente, las mutaciones en el gen que codifica para la subunidad 

α impiden el acople con la subunidad β y, por lo tanto, no se forma el dímero, lo que 
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resulta en la presencia de neoplasias en testículo y cérvix (Cox et al., 1997; Findlay y 

Drummond, 1999; Themmen y Huhtaniemi, 2000). Por otro lado, se ha reportado que 

las mutaciones en el gen que codifica para la subunidad β de la LH retrasa el inicio de 

la pubertad y, por consecuencia, favorece la incidencia de infertilidad en humanos 

(Themmen y Huhtaniemi, 2000; Domínguez y Cruz-Morales, 2011). 

 Las funciones de ambas gonadotropinas sólo se llevan a cabo cuando éstas 

interactúan con su receptor, ya sea en las células de la teca, de la granulosa o las 

luteínicas (Aittomäki et al., 1995; Findlay y Drummond, 1999; Rajkovic et al., 2006; 

Duffy et al., 2018). En los humanos, los genes que codifican para el receptor a la LH 

y la FSH (LHR y FSHR, respectivamente) se localizan en los cromosomas 2p21 y 

2p21-16, respectivamente (Themmen y Huhtaniemi, 2000). Los receptores son de tipo 

metabotrópico y pertenecen a la familia de receptores acoplados a proteínas G (Findlay 

y Drummond, 1999; Themmen y Huhtaniemi, 2000; Rajkovic et al., 2006). Los 

receptores de las gonadotropinas tienen tres dominios: uno extracelular, uno 

transmembranal y uno intracelular. El primero contiene al extremo amino terminal y al 

sitio de unión para el ligando, que presenta múltiples regiones con repeticiones de 

leucina y difiere entre el LHR y el FSHR por lo que le da la especificidad a cada uno. 

En el caso del LHR se han identificado 6 sitios de unión, mientras que en el FSHR 

únicamente 4. El segundo dominio es el transmembranal, que presenta 7 hélices 

transmembranales vinculadas por 3 bucles extracelulares y 3 bucles intracelulares. 

Finalmente, el dominio intracelular contiene al extremo carboxilo terminal y es el que 

interactúa con la proteína G (Aittoki et al., 1995; Themmen y Huhtaniemi, 2000; 

Rajkovic et al., 2006).  

 El LHR y el FSHR se acoplan a proteínas Gs. Éstas activan a la adenil ciclasa en 

respuesta a la unión del ligando, lo que resulta en la elevación de la concentración 

intracelular de cAMP. Esto, a su vez, estimula el aumento de calcio dentro de la célula 

y la activación de ciertas proteínas quinasas (PKA) (Simoni et al., 1997; Themmen y 

Huhtaniemi, 2000; Abel et al., 2000; Fan y Hendrickson, 2005). Por otro lado, el LHR 

en las hembras se encuentra en las células de la granulosa, las células de la teca interna, 

de los folículos antrales y preovulatorios y las células luteínicas, (Themmen y 

Huhtaniemi, 2000; Phoophitphong et al., 2017). Al igual que con el caso de las 

gonadotropinas, se ha mostrado que la expresión de los genes que codifican a sus 

receptores es imprescindible para la fertilidad. Por ejemplo, los ratones con deleción 
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de cualquiera de estos presentan alteraciones en el desarrollo de las gónadas, el 

crecimiento folicular, el comienzo de la pubertad y también infertilidad (Findlay y 

Drummond, 1999; Themmen y Huhtaniemi, 2000; Abel et al., 2000; Rajkovic et al., 

2006).  

 

 

2.3 La GnRH y el área preóptica del hipotálamo 

Las gonadotropinas se sintetizan y secretan en respuesta a señales neuroendocrinas que 

provienen de las neuronas que sintetizan a la GnRH, cuyos somas se encuentran en el 

hipotálamo, principalmente en el POA. El POA se encuentra en la zona preóptica 

medial del hipotálamo, lateral al tercer ventrículo y por encima del quiasma óptico 

(Simerly, 2015; Tsuneoka, 2018). Ésta no es considerada un área homogénea, ya que 

alberga poblaciones neuronales con distinta identidad neuroquímica que están 

asociadas a la regulación de distintos procesos fisiológicos y del comportamiento. 

Adicionalmente, sus células se encuentran dispersas y es un área sexualmente 

dimórfica (Tsuneoka, 2018), tanto en su densidad neuronal como en su tamaño 

(Simerly et al., 1984). De acuerdo con diversos autores, el POA se divide en 

subregiones dependiendo de la densidad neuronal, de las proteínas que se sintetizan o 

de su morfología. Esta última clasificación es la más común y la divide en la zona 

lateral, la zona medial y la zona central (Simerly et al, 1986; Simerly y Swanson, 1988; 

Simerly, 2015; Tsuneoka, 2018).  

 El POA recibe información nerviosa por parte de varias regiones hipotalámicas y 

extrahipotalámicas. Entre las estructuras hipotalámicas se encuentra el núcleo 

ventromedial (VMH), el núcleo premamilario ventral, el SCN, el ARC y el RP3V. En 

cuanto a las extrahipotalámicas, se han observado proyecciones al POA desde el núcleo 

basal de la estría terminal (BNST) del telencéfalo y desde el núcleo posterior y medial 

de la amígdala (MeAp) (Simerly et al., 1986; Simerly, 2015; Tsuneoka, 2018).  

 Por su parte, el POA envía fibras neuronales a la mayor parte del hipotálamo, a 

ciertas partes del cerebro medio e incluso a la médula espinal (Simerly y Swanson, 

1988). Las regiones del hipotálamo que reciben información del POA son el núcleo 

supraóptico (SON), el núcleo tuberomamilar, el núcleo supramamilar, el órgano 

subfornical, el núcleo dorsomedial (DMH) y los núcleos que, a su vez, proyectan al 

POA (VMH, ARC, SCN, RP3V). Por otro lado, se han encontrado tanto fibras como 
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botones terminales en el telencéfalo, específicamente en el BNST y en el MeAp. Otras 

áreas que reciben información del POA son el tálamo, la sustancia innominada, el 

núcleo del rafé, la comisura anterior y el núcleo septal lateral. Aunque son pocos los 

botones que se han observado, también se conecta con la corteza prefrontal y algunas 

fibras se pueden observar en el área infralímbica. Cabe mencionar que la mayoría de 

las proyecciones del POA a las áreas previamente mencionadas son ipsilaterales 

(Simerly y Swanson, 1988).  

 En el POA existen diversas poblaciones neuronales, mismas que sintetizan más de 

10 neuropéptidos y diversos neurotransmisores clásicos (Tsuneoka, 2018). De acuerdo 

con estudios de inmunohistoquímica, se ha descrito que en el POA se encuentran 

neuronas que sintetizan serotonina (5-HT), dopamina, neuropéptido Y (NPY), 

sustancia P (SP), péptido intestinal vasoactivo (VIP), neurotensina, factor liberador de 

corticotropinas (CRF), GnRH, somatostatina, hormona liberadora de tirotropina, 

oxitocina, AVP, hormona liberadora de corticotropina, hormona estimulante de los 

melanocitos, entre otros (Simerly et al., 1986). Además de lo anterior, el POA es un 

área con abundante expresión de receptores a estradiol (ER) y a andrógenos (AR) 

(Simerly et al., 1990; Herbison y Theodosis; 1992). 

 El POA está relacionado con la regulación de diferentes procesos fisiológicos, de 

entre los cuales destaca la temperatura corporal en los animales homeotermos (Simerly 

et al., 1984; Boulant, 2000). Evidencia de ello proviene de un estudio realizado por 

Griffin y colaboradores, en donde se mostró que aproximadamente el 30% de las 

neuronas del POA son termosensibles. Esto debido a que a mayor temperatura aumenta 

la cantidad de disparos (Griffin et al., 1984). Al POA también se le ha relacionado con 

la regulación de la sed hipovolémica, el ciclo del sueño y vigilia, el comportamiento 

materno, el comportamiento sexual y la ovulación inducida y espontánea (Kaasjager et 

al., 1971; Tsuneoka, 2018). Esto último se ha observado en los experimentos en los 

que se realizan lesiones del POA, lo que resulta en un bloqueo de la ovulación 

(Kaasjager et al., 1971). Por otro lado, la estimulación eléctrica de dicha área induce 

la ovulación (Barraclough y Gorski, 1961; Kaasjager et al., 1971).  

 Las neuronas que regulan la ovulación son aquellas que sintetizan a la GnRH, 

mismas que son consideradas como el último eslabón nervioso en la regulación 

hipotalámica de este proceso (Herbison y Theodosis; 1992; Herde et al., 2013). En 

general, las neuronas GnRHégicas son de tipo bipolar y, después de la pubertad, 
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contienen muchas espinas dendríticas a lo largo de sus axones para incrementar la 

superficie de contacto con otras neuronas (Herbison 2006). Las neuronas de GnRH 

están dispersas en diferentes estructuras del encéfalo, incluyendo a los bulbos 

olfatorios, el núcleo septal medial, la banda diagonal de Broca, el BNST, el órgano 

subfornical, en el POA, el área hipotalámica anterior (AHA), el ARC, el cuerpo calloso 

y la corteza cingulada (Silverman et al., 1987; Conn y Crowley, 1994; Herbison 2006; 

Castañeyra-Ruíz et al., 2013; Maggi et al., 2015; Herbison, 2015; Herbison, 2018). 

Cabe mencionar que la mayoría de los somas de estas neuronas se encuentran en la 

zona medial del POA (MPOA) y en el AHA. Adicionalmente, solo éstas proyectan sus 

axones hasta la eminencia media, donde la neurohormona es secretada al sistema portal 

hipotalámico-hipofisario, por medio del cual llega a la adenohipófisis (Figura 5. 

Herbison y Theodosis; 1992; Herde et al., 2013). 

La GnRH es un decapéptido que en los mamíferos posee la siguiente secuencia de 

aminoácidos: pGlu-His-Trp-Ser-Tyr-Gly-Leu-Arg-Pro-Gly-NH2 (Khodr y Siler-

Khodr, 1978). Se han encontrado 13 isoformas de la GnRH en los vertebrados y todas 

comparten el extremo amino terminal, el grupo carboxilo terminal y las posiciones 1,4, 

9 y 10. De estas isoformas, sólo 3 se encuentran en los mamíferos y se les clasifica 

como mGnRH o GnRH-I, que fue la primera en describirse, la GnRH-II o GnRH de 

los pollos y, por último, la GnRH-III o la GnRH de los cobayos (Montaner, et al.,2001). 

Además del encéfalo, la GnRH también es sintetizada por células que no son neuronas 

y que se localizan en diferentes órganos y tejidos como el endometrio, la placenta 

(Khodr y Siler-Khodr, 1978), las glándulas mamarias (Palmon et al.,1994) y los ovarios 

(Sengupta et al., 2008). 

 

Las funciones de la GnRH dependen de su unión con su receptor transmembranal 

en los gonadotropos, así como en otras estructuras como las gónadas y la placenta 

(Conn y Crowley, 1994; Ortmann et al., 2002; Flanagan y Manilall, 2017: Herbison 

2018). Este receptor pertenece a la familia de receptores acoplados a proteínas G y 

presenta 7 dominios transmembranales. Se ha propuesto que los receptores de GnRH 

pueden acoplarse a proteínas de tipo Gs, Gi y Gq/11. Existen dos sitios de unión entre la 

GnRH y su receptor, ubicados en los residuos de Lys121 y en el Glu301, 

respectivamente (Ortmann et al., 2002; Thompson I y Kaiser U, 2014; Maggi et al., 

2015; Flanagan yManilall, 2017).  
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Figura 5. Neurona de GnRH. Inmunofluorescencia de una neurona bipolar de GnRH en donde se puede 

observar el soma y sus axones (A). Reconstrucción en cámara lucida de un soma GnRHérgico Esquema 

y su proyección que llega a la eminencia media (ME) (Imagen tomada y modificada de Herde et al., 

2013). 

 Las neuronas de GnRH experimentan cambios anatómicos durante la pubertad, 

por ejemplo, la formación de espinas dendríticas. Además, también se han reportado 

cambios bioquímicos, ya que la síntesis de la GnRH incrementa durante esta etapa 

(Flanagan y Manilall, 2017). Además de lo anterior, la GnRH comienza a ser secretada 

de forma pulsátil e intermitente en dos patrones distintos: el tónico y el fásico (Wildt 

et al., 1981; Herbison 2020). El patrón tónico se caracteriza por una frecuencia baja, 

ocurre durante la mayor parte del ciclo estral, en las etapas del estro, metaestro y diestro 

y estimula preferentemente la secreción de la FSH, por lo que modula el desarrollo 

folicular. Por otro lado, la secreción fásica se caracteriza por una mayor frecuencia y 

amplitud, se presenta solo durante la tarde del proestro y estimula la liberación 

preferente de la LH, por lo que está asociada con la ruptura del folículo durante la 

ovulación. A este evento se le conoce como la secreción o el pico preovulatorio de la 

GnRH/LH (Thompson I y Kaiser, 2014). 

 El mecanismo que regula la secreción pulsátil del decapéptido tiene componentes 

intrínsecos y extrínsecos a la neurona de GnRH. En el primer caso, se ha mostrado que 

las células GnRHérgicas inmortalizadas de la línea GT1-7 secretan a la GnRH de 

manera pulsátil, lo que depende de la sincronización entre ellas a través de factores 
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difusibles (Martínez de la Escalera et al., 1992; Wetsel et al., 1992; Weiner y Martínez 

de la Escalera, 1993). Por otro lado, los componentes extrínsecos implican la 

comunicación mono o multisináptica entre diversas poblaciones neuronales y los 

somas GnRHérgicos del POA. Se plantea que a través de estas vías se integra la 

información de diversos sistemas sensoriales que participan en la regulación de la 

reproducción, como el fotoperiodo y la disponibilidad de alimentos (Herbison 2006; 

Herbison 2018; Moore et al., 2018).  

Evidencia de las rutas extrínsecas proviene de los estudios de desaferentación, ya 

que al aislar al POA de las fibras nerviosas que provienen de distintas regiones del 

encéfalo se suprime el comportamiento de lordosis, el ciclo estral, la secreción de las 

gonadotropinas y la ovulación espontánea e inducida. Esto sugiere que, en el animal 

intacto, la actividad secretora de las neuronas de la GnRH es modulada por la 

información nerviosa que es generada fuera del POA (Phelps et al., 1976; Teresawa y 

Wiegand, 1978; Carrillo y Sheridan, 1980; Takeo et al., 1993). En concordancia, los 

estudios con trazadores neuronales han mostrado proyecciones directas e indirectas que 

arriban específicamente a las neuronas de GnRH del POA y que se originan en distintas 

estructuras hipotalámicas y extra-hipotalámicas (Van Der Beek et al., 1997; Herbison 

2006; Yip et al., 2015).  

Entre los neurotransmisores que están presentes en las terminales que inervan a 

las neuronas de GnRH se encuentran aminoácidos como el ácido γ-aminobutírico 

(GABA) y el glutamato. El primero modula su actividad dependiendo del receptor al 

que se une, por lo que se han reportado roles estimulantes e inhibitorios (Herbison 

2006; Spergel, 2019). Por otro lado, el glutamato siempre induce la síntesis de la 

GnRH, sin importar si activa los receptores NMDA o los AMPA (Spergel, 2019). 

También se ha mostrado la presencia de neurotransmisores clásicos como la dopamina, 

serotonina, noradrenalina y acetilcolina. En estos casos, existen estudios que les atañen 

roles tanto estimulantes como inhibitorios, lo que parece depender del modelo 

experimental empleado, por lo que es necesario realizar estudios detallados para 

describir el rol particular de cada uno sobre la secreción de la GnRH. Finalmente, se 

ha mostrado la presencia de gasotransmisores como el monóxido de carbono y el óxido 

nítrico, que estimula e inhibe la actividad de las neuronas de GnRH, respectivamente 

(Figura 6. Liu y Herbison, 2013; Spergel, 2019).  
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Además de los sistemas de neurotransmisión anteriores, se han reportado fibras 

inmunoreactivas a distintos neuropéptidos que inervan a las neuronas de GnRH del 

POA. Por ejemplo, las fibras que contienen proopiomelanocortina (POMC), NPY, 

hormona estimulante de los melanocitos (MSH) y β-endorfina que provienen del ARC 

y otros núcleos asociados con la regulación del metabolismo han sido relacionadas con 

la integración de señales nutricionales que modulan la secreción de la GnRH (Ward et 

al., 2009; Roa y Herbison, 2012). Por otro lado, las fibras que contienen oxitocina, 

probablemente originadas en el SON, inervan a las neuronas GnRHérgicas que 

expresan receptores al neuropéptido (Caligioni et al., 2007). En concordancia, la 

administración de oxitocina acentúa la secreción preovulatoria de la GnRH y la LH 

(Evans y Tulloch, 1995).  

De particular importancia para el presente estudio son las fibras que se originan en 

el SCN y que contienen al VIP o a la AVP. Éstas inervan directa o indirectamente a las 

neuronas de GnRH, respectivamente, y se ha mostrado que ambos péptidos ejercen un 

efecto estimulante sobre la síntesis y la secreción de la GnRH (Herbison 2006; Piet et 

al., 2016; Zhu et al., 2019). También son importantes las fibras inmunoreactivas a la 

kisspeptina, que inervan directamente a los somas GnRHérgicos del POA y que se 

originan en el RP3V y el ARC. Cabe mencionar que la kisspeptina es el principal 

estimulante endógeno de la secreción de la GnRH (Figura 6. Gottsch et al., 2004; Han 

et al., 2005; Yip et al., 2015).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 6. Inervación de la neurona de GnRH. La neurona de GnRH (azul) recibe información nerviosa 

aferente de poblaciones neuronales (diferentes colores), que modulan de manera estimulante, inhibitoria, 

o ambas, la síntesis y secreción del decapéptido (Imagen elaborada por Fatima Bolaños Hurtado). 
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2.4 Regulación circadiana de la reproducción 

Se ha mostrado que, además de la concentración de la GnRH y de las gonadotropinas, 

la actividad de los grupos neuronales que regulan su secreción también fluctúa a lo 

largo del ciclo estral y de la hora del día, lo que sugiere que los distintos componentes 

del sistema reproductivo son regulados por el sistema circadiano. Esto se ha observado 

principalmente mediante el análisis de la concentración de los receptores a estrógenos 

y neuropéptidos como la AVP, el VIP y la kisspeptina en diferentes momentos y 

estados hormonales (Smith et al., 1975; Clarke et al., 2006; Olvera-Juárez et al., 2020). 

Una de las primeras evidencias sobre la interacción entre el sistema reproductivo y el 

circadiano fue la demostración de que existen señales nerviosas indispensables en la 

regulación de la ovulación espontánea que se presentan entre las 14:00 y las 16:00 

horas del proestro, periodo al que se le conoce como la “ventana crítica”. Esto se 

observó mediante la inyección de barbitúricos a ratas cíclicas al inicio o al final de 

dicha ventana, lo que resultó en un bloqueo de la ovulación en el estro esperado solo 

en los animales tratados a las 14:00 horas. Si se permitía que los animales 

sobrevivieran, la ovulación ocurría normalmente durante el metaestro esperado, lo que 

sugiere que la señal nerviosa volvía a presentarse 24 horas después (Everett y Sawyer, 

1950). Adicionalmente, la inyección de barbitúricos en distintos horarios del estro, 

metaestro y diestro mostró que existe una ventana crítica semejante a la del proestro 

durante cada etapa del ciclo estral y que las señales nerviosas generadas en ellas son 

indispensables para la ovulación (Domínguez y Smith 1974). 

Por otro lado, el descubrimiento de que el SCN es el reloj central del sistema 

circadiano (Moore y Eichler 1972; Stephan y Sucker, 1972; Inouye y Kawamura 1979) 

incentivó diversos estudios en los que se lesionó la región del hipotálamo en la que se 

encuentra y se analizó el efecto sobre diversas funciones reproductivas. Por ejemplo, 

la destrucción del hipotálamo mediobasal, incluyendo al SCN, resulta en la abolición 

de la fluctuación en la concentración de las gonadotropinas (Gray et al., 1978) y en la 

presencia de un estro constante en el frotis vaginal (Ma et al., 1990). Estos resultados, 

sin embargo, son difíciles de interpretar ya que el hipotálamo mediobasal contiene a 

las fibras que transportan a la GnRH desde el POA hacia la eminencia media. Por otro 

lado, estudios más específicos en los que solo se lesionó al SCN, resultaron en el 

bloqueo del ciclo estral y de la ovulación, así como la eliminación del comportamiento 

de lordosis (Brown-Grant y Raisman, 1977; Raisman y Brown-Grant, 1977). 
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 El SCN es una estructura alargada que se extiende desde el área ventral 

periventricular del hipotálamo anterior, por encima del quiasma óptico, hasta el 

hipotálamo mediobasal, cerca de las comisuras supraópticas (Balsalobre, 2002; 

Coomans et al., 2015). Está dividido en izquierdo y derecho por el lecho del tercer 

ventrículo y cada lado mide alrededor de 0.136 mm cúbicos (Balsalobre, 2002; 

Nogueira et al., 2014). El SCN es diferente a otros núcleos del hipotálamo por su alta 

densidad neuronal; aproximadamente 10,000 somas en cada lado, que se encuentran 

muy agrupados entre si (Van den Pol, 1980). 

 El SCN es heterogéneo ya que está compuesto por neuronas que difieren tanto en 

su anatomía como en su identidad neuroquímica (Yamaguchi et al., 2003; Nogueira et 

al., 2014). Entre los neurotransmisores que se encuentran en sus neuronas está el 

GABA, el péptido liberador de gastrina (GRP), la somatostatina, el VIP y la AVP 

(Pennartz et al., 1998; Reghunandanan y Reghunandanan, 2006). Estos dos últimos 

están presentes en mayor concentración que los demás y, de acuerdo con la ubicación 

de las neuronas que los sintetizan, el SCN puede subdividirse en el área ventrolateral 

(core) y en el área dorsomedial (Shell), respectivamente (Romjin et al., 1994; Pennartz 

et al., 1998; Abrahamson y Moore 2001; Reghunandanan y Reghunandanan, 2006; 

Nogueira et al., 2014; Angelopoulou et al., 2019). 

Se ha mostrado que las neuronas del SCN tienen un periodo de actividad de 

aproximadamente 24 horas que depende de una maquinaria molecular compuesta por 

genes reloj y por las proteínas que son codificadas por ellos (Piggins, 2003). En primera 

instancia se expresan los genes Clock y Bmal1, que componen al asa estimulante de la 

maquinaria, y sus proteínas forman un heterodímero en el citoplasma. Éste es 

traslocado al núcleo, en donde estimula la expresión de los genes Per y Cry, que 

conforman el asa inhibitoria. Las proteínas PER y CRY también forman dímeros en el 

citoplasma que son traslocados al núcleo, en donde inhiben la actividad de 

CLOCK:BMAL1 y, por lo tanto, su propia transcripción (Ko y Takahashi, 2006). Cabe 

mencionar que esta maquinaria molecular no solo se encuentra en las neuronas del 

SCN, sino en todas las células del organismo. En este sentido, el SCN actúa como un 

maestro de ceremonias que sincroniza la actividad de todos los tejidos y órganos con 

las variaciones en las condiciones del medio ambiente (Balsalobre, 2002). 

La actividad rítmica del SCN se sincroniza con el medio externo a través de rutas 

sensoriales aferentes que le brindan información sobre el fotoperiodo, la temperatura, 
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la presencia de depredadores, la disponibilidad de alimento, entre otros. Estas señales 

del medio son conocidas como zeitgebers (Roenneberg et al., 2013) y, en el caso de 

los mamíferos, el fotoperiodo es el de mayor jerarquía y por ende el más estudiado. 

Las señales fóticas son captadas por células de la retina intrínsecamente fotosensibles 

(ipRGCs), conocidas como células ganglionares de tipo “W”. A diferencia de los conos 

y bastones, las ipRGCs expresan melanopsina y sus axones forman la vía aferente 

conocida como el tracto retino-hipotalámico (RHT) (Freedman et al., 1999; Berson et 

al., 2002). El RHT se extiende por el nervio óptico e inerva principalmente al SCN, en 

donde sus terminales hacen sinapsis con las neuronas del área ventrolateral ipsilateral. 

A pesar de ello, se ha mostrado que algunas fibras alcanzan al SCN contralateral 

(Abrahamson y Moore 2001). Además del RHT, el SCN recibe información sobre el 

fotoperiodo de manera indirecta a través del tracto genículo-hipotalámico, que se 

origina en la hojuela intergeniculada del tálamo. Por otro lado, la información que 

concierne a los zeitgebers no fóticos proviene de diversas regiones del encéfalo, de 

entre las cuales destaca un plexo serotoninérgico que se origina en el núcleo del rafé 

(Moore y Card, 1985; Moga y Moore, 1997).  

La información temporal que es integrada y organizada dentro del SCN es enviada 

a distintas regiones del encéfalo y a los órganos periféricos que, en última instancia, 

producen los ritmos circadianos observables como el ciclo del sueño y vigilia, la 

actividad locomotora, la ingesta de agua y alimento y la secreción de diversas 

hormonas (Moore y Eichler 1972; Moore y Abrahamson, 2006). La información que 

sale del SCN es transmitida a través de las vías eferentes humorales, nerviosas o 

neuroendocrinas (Moore y Eichler 1972; Balsalobre, 2002; Moore y Abrahamson, 

2006). Las primeras son aquellas que no implican conexiones sinápticas, sino que 

dependen de la difusión de agentes neuroquímicos sintetizados en el SCN que actúan 

sobre neuronas aledañas para regular ritmos como el de actividad locomotora. Esto se 

ha mostrado mediante experimentos de trasplante, en los que hámsteres son sometidos 

a la lesión del SCN, lo que resulta en la pérdida del ritmo de actividad locomotora. 

Posteriormente, se les injerta tejido de SCN fetal dentro de una cápsula semipermeable 

para evitar el desarrollo de nuevas fibras nerviosas, encontrando una restauración del 

ritmo de actividad con el periodo del animal donador (Silver et al., 1996). 

Por otro lado, se ha observado que no todos los ritmos circadianos son restaurados 

después del trasplante de SCN, como es el caso de los ritmos en la secreción de 
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hormonas (Lehman et al., 1987). Adicionalmente, la destrucción de las fibras nerviosas 

que parten del SCN provoca arritmicidad circadiana, lo que sugiere que muchos ritmos 

dependen de vías eferentes nerviosas (Abrahamson y Moore, 2006). Un ejemplo de 

ello es la proyección multisináptica que el SCN envía a la glándula pineal para regular 

la secreción de melatonina. En este caso, se han mostrado relevos de la información a 

nivel del núcleo paraventricular (PVN), la columna intermediolateral y el ganglio 

cervical superior (Kalsbeek et al., 2006). Mediante el uso de trazadores neuronales se 

ha mostrado que el SCN envía proyecciones mono y multisinápticas a diferentes áreas 

del cerebro y, aunado a esto, se ha podido dilucidar el tipo neuronal que envía dichas 

proyecciones (Kalsbeek et al., 1993). El séptum lateral, el ARC y el RP3V reciben 

información de las neuronas AVPérgicas del SCN. Por otro lado, el órgano vasculoso 

de la lámina terminal, el núcleo supraóptico (SON), la hojuela intergeniculada, el 

núcleo paraventricular del tálamo, el núcleo periventricular de hipotálamo, el DMH y 

el POA son inervados por fibras que contienen AVP y también por otras que contienen 

VIP (Figura 7. Kalsbeek et al., 1993; Abrahamson y Moore 2001).  

 

 

Figura 7. Regulación circadiana de la secreción de la GnRH. El núcleo supraquiasmático (SCN) 

sincroniza la síntesis y secreción de la GnRH por medio de conexiones sinápticas directas a las neuronas 

del área preóptica (POA), o bien, por conexiones multisinápticas con otras áreas hipotalámicas como el 

núcleo dorsomedial (DMH), el núcleo arqueado (ARC) y el área rostral periventricular del tercer 

ventrículo (RP3V) (Imagen tomada y modificada de Silva y Domínguez, 2020). 
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Finalmente, las vías neuroendocrinas son aquellas que regulan ritmos endocrinos 

mediante fibras nerviosas que hacen sinapsis en las células neuroendocrinas del 

hipotálamo que, a su vez, modulan la actividad de la adenohipófisis (Kalsbeek et al., 

1993). Ejemplo de ello es el caso de la regulación del ritmo de secreción de las 

gonadotropinas y sus conexiones directa e indirectas con las neuronas de GnRH (van 

der Beek et al., 1993; van der Beek et al., 1997). Adicionalmente, la sección de las 

fibras que parten del SCN hacia el POA resulta en la inhibición de la secreción de las 

gonadotropinas, lo que sugiere que la integridad de las conexiones entre ambas 

estructuras es indispensable para la regulación de las funciones de la hipófisis (Figura 

7. Kawakami et al., 1980).   

 

 

2.5 La relación entre el sistema circadiano, el POA, el ARC y el RP3V 

Se han propuesto dos vías por las que el SCN regula a las neuronas de GnRH del POA, 

una directa y una indirecta (Smarr et al., 2012; Piet et al., 2016; Silva et al., 2020). En 

el primer caso, se ha mostrado que aproximadamente el 40% de las neuronas de GnRH 

del POA reciben aposiciones cercanas de fibras nerviosas que se originan en la porción 

ventrolateral del SCN (Smith et al., 2000). Mediante estudios de microscopia 

electrónica y de luz, van Der Beek y colaboradores (1994; 1997) determinaron que 

dichas aposiciones forman sinapsis verdaderas, cuyo principal neurotransmisor es el 

VIP, lo que concuerda con el hecho de que las neuronas de GnRH expresan su receptor 

(Figura 8. Smith et al., 2000).  

Se ha planteado que esta vía estimula la secreción de la GnRH durante el pico 

preovulatorio del proestro. Evidencia de lo anterior proviene de estudios en los que se 

observó que las neuronas de GnRH que son inervadas por las fibras VIPérgicas 

expresan c-fos, un marcador de actividad neuronal, durante el pico preovulatorio, lo 

que en general no ocurre en las neuronas que no reciben estas fibras (van der Beek et 

al., 1993; 1994). Adicionalmente, la activación de las neuronas de GnRH está 

relacionada con la activación de las neuronas del SCN ipsilateral (de la Iglesia et al., 

2003). Finalmente, cabe mencionar que las neuronas de GnRH también inervan a las 

neuronas localizadas en la periferia del SCN, lo que se ha interpretado como una 

posible vía de retroalimentación en este sistema (van der Beek et al., 1997). 
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Figura 8. Comunicación directa entre el área preóptica (POA) y el núcleo supraquiasmático (SCN). Las 

neuronas de GnRH del POA (azul) son inervadas por los axones de las neuronas que sintetizan péptido 

intestinal vasoactivo (VIP) en la porción ventrolateral del SCN (A). Micrografía de campo claro de una 

neurona inmunorreactiva a GnRH (Café) en el POA que presenta aposiciones inmunorreactivas a VIP 

(negro) (B). Inmunofluorescencia de una neurona de GnRH (verde) a nivel del POA en donde se observa 

la colocalización con el receptor a VIP (VIPR, rojo) y las aposiciones de terminales que contienen VIP 

(azul). (Imagen A elaborada por Fatima Bolaños Hurtado, imágenes B y C tomadas y modificadas de 

van der Beek et al.,1993 y Smith et al., 2000, respectivamente). 

 

 

Por otro lado, la vía indirecta involucra a las fibras nerviosas que se originan en el 

SCN y que hacen relevo en áreas hipotalámicas que, a su vez, regulan la actividad de 

las neuronas de GnRH. De particular importancia para el presente estudio son las fibras 

AVPérgicas que parten de la porción dorsomedial del SCN. Éstas inervan al ARC y al 

RP3V, dos estructuras que proyectan sus axones hacia las neuronas de GnRH del POA 

y que además expresan receptores a estradiol y kisspeptina, el principal estimulante de 

la secreción del decapéptido. Con base en estas características, se piensa que las 

neuronas de kisspeptina interpretan las señales estrogénicas y les informan a las 

neuronas de GnRH sobre el estado de maduración de los folículos ováricos, modulando 

la ocurrencia del patrón tónico y fásico del decapéptido (Figura 9. de la iglesia et al., 

2001; Han et al., 2005; Putteeraj et al., 2016; Uneoyama et al., 2021).  

La kisspeptina, también conocida como metastina, es un péptido de la familia RF-

amida que es codificado por el gen Kiss-1 y que fue descubierto en 1996 como un 

supresor de metástasis de células cancerígenas (Lee et al., 1996; Han et al., 2005; Smith 

et al., 2005; 2006; Dedes, 2012). El precursor codificado por Kiss-1 consta de 145 
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aminoácidos, mismo que es procesado enzimáticamente para obtener fragmentos más 

cortos conocidos como kisspeptina-54, kisspeptina-14, kisspeptina-13 y kisspeptina-

10. Ésta última contiene los últimos 10 aminoácidos de la cadena polipeptídica, que 

son los que le confieren la actividad biológica (Dedes, 2012).  

El receptor a kisspeptina es denominado GPR54 (Clarkson et al., 2008; Gore, 

2008; Dedes, 2012), pertenece a la familia de los receptores transmembranales 

acoplados a proteínas G, específicamente a la Gα (Lee et al., 1999; Kotani et al., 2001; 

Dedes, 2012). Se ha mostrado que el GPR54 se expresa en la médula espinal, en la 

amígdala, en el mesencéfalo, en el hipocampo, en el hipotálamo, entre otras regiones 

(Kotani et al., 2001). La activación de este receptor estimula la despolarización de la 

neurona de GnRH (Han et al., 2005) y por lo tanto la secreción de la neurohormona, 

por lo que está asociada a los procesos regulados por el eje hipotálamo-hipófisis-ovario 

(Figura 10A. Gottsch et al., 2004; Navarro et al., 2005). Esto concuerda con la 

evidencia encontrada en humanos con mutaciones en el gen que codifica para el 

GPR54, ya que presentan retrasos en el inicio de la pubertad, hipogonadismo 

hipogonadotrópico e infertilidad (Dedes, 2012). Cabe mencionar, que la terapia con 

GnRH exógena puede llegar a restablecer ciertas funciones reproductivas en estos 

individuos (Navarro et al., 2005; Pallais et al., 2006; Dedes, 2012).  

 El ARC y el RP3V albergan neuronas kisspeptinérgicas, que establecen 

proyecciones reciprocas con las neuronas de GnRH del POA y aunado a eso reciben 

información del SCN (Smith et al., 2006; Putteeraj et al., 2016; Uenoyoma et al., 

2021).  A través de estudios de lesión e inactivación farmacológica se ha mostrado que 

la integridad del ARC y el RP3V es fundamental en la regulación del desarrollo y 

función folicular, el inicio de la pubertad, la madurez sexual y la ovulación, sin 

embargo, aún no es clara su participación en los mecanismos circadianos que regulan 

dichos procesos (Smith et al., 2006; Joly-Amado et al., 2014; Uenoyoma et al., 2021). 

Además de la comunicación anatómica, algunos autores han mostrado evidencia sobre 

una relación funcional entre el sistema circadiano y las neuronas de kisspeptina. Por 

ejemplo, la lesión unilateral del SCN inhibe la actividad y la síntesis de kisspeptina en 

el RP3V ipsilateral a la lesión. Además de esto, se mostró que la actividad del RP3V 

está principalmente asociada con la activación de la porción dorsomedial del SCN 

(Figura 9. Smarr et al., 2012).  
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Figura 9. Interacción entre el sistema circadiano y el sistema kisspeptinérgico con las neuronas de 

GnRH. Las neuronas que sintetizan el péptido intestinal vasoactivo (VIP) del núcleo supraquiasmático 

(SCN, verde oscuro) inervan de forma directa a la neurona de GnRH del área preóptica (POA, azul). A 

su vez, las neuronas del SCN inervan a poblaciones kisspeptinérgicas en el núcleo arqueado (ARC, rosa) 

y en el área rostral periventricular del tercer ventrículo (RP3V, morado). Los axones de las neuronas del 

ARC contactan a la neurona de GnRH a nivel del axón, mientras que los axones de las neuronas del 

RP3V al soma (Imagen elaborada por Fatima Bolaños Hurtado, insertos tomados y modificados de van 

der Beek et al.,1993; Williams y Kriegsfeld., 2012; Yip et al., 2015). 

 

 

El ARC se encuentra en la base del hipotálamo, lateral al tercer ventrículo, por 

encima de la eminencia media y muy cerca de la barrera hematoencefálica. Es 

considerado uno de los núcleos más grandes y densamente poblados del hipotálamo 

(Chronwall, 1985; Joly-Amado et al., 2014). Sus neuronas sintetizan diversos 

neurotransmisores como la acetilcolina, ACTH, POMC, dopamina, α- MSH, γ-MSH, 

encefalina, GABA, neurotensina, proteína relacionada con agutí (AgRP), prolactina, 

somatostatina, sustancia P, NPY, neuroquinina, dinorfina y kisspeptina (Chronwall, 

1985; Joly-Amado et al., 2014). Las neuronas del ARC proyectan a diferentes 

estructuras hipotalámicas como el SON, el PVN, el RP3V, el SCN, el POA, la amígdala 

y la eminencia media (Chronwall, 1985; Yeo et al., 2011; Joly-Amado et al., 2014; 

https://pubmed.ncbi.nlm.nih.gov/?term=Kriegsfeld+LJ&cauthor_id=22661968
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Moore et al., 2019). Cabe mencionar que los axones de las neuronas del ARC inervan 

a las neuronas de GnRH en la porción terminal del axón, cerca de la eminencia media. 

Con base en esto, algunos autores sugieren que esta estructura regula la secreción de la 

GnRH, más no su síntesis (Yip et al., 2015). 

 La diversidad de péptidos y neuropéptidos que se encuentran en el ARC, así como 

sus conexiones con otras estructuras del encéfalo, le confieren un papel importante en 

la regulación de diferentes procesos fisiológicos como la ingesta de alimento, la 

respuesta al estrés, la temperatura corporal y el metábolismo energético  (Chronwall, 

1985; Joly-Amado et al., 2014; Moore et al., 2019; Yeo et al., 2011). Por ejemplo, las 

neuronas que expresan NPY/AgRP se comunican con las de POMC/ MSH/ACTH 

(Millington, 2007; Joly-Amado et al., 2014) y ambas han sido relacionadas con la 

regulación de la ingesta de alimento, ya que un aumento en la concentración de NPY 

estimula una mayor ingesta (Clark et al., 1984). Cabe mencionar que este tipo de 

neuronas tiene conexiones directas con las neuronas de GnRH del POA. Esta conexión 

es relevante ya que se ha mostrado que a una mayor concentración de NPY, se inhibe 

la secreción de la GnRH. Esto concuerda con observaciones en donde el sistema 

reproductivo se ve afectado en momentos en donde disminuye la concentración de 

nutrientes disponibles (Roa y Herbison, 2012).  

 En el caso de las neuronas de kisspeptina del ARC, se ha mostrado que también 

sintetizan dinorfina y neuroquinina B, por lo que se les conoce como neuronas KNDy 

(Navarro et al., 2009; Moore et al., 2019). Ambos neuropéptidos participan en la 

autorregulación de la secreción de kisspeptina, la dinorfina la inhibe, mientras que la 

neuroquinina B la estimula (Navarro et al., 2009; Wakabayashi et al., 2010). Cómo se 

mencionó antes, la kisspeptina estimula la secreción de la GnRH, por lo que la 

integridad de las neuronas KNDy es indispensable para que ocurra el desarrollo 

folicular y la ovulación. En particular, se ha observado que estas neuronas se 

encuentran activas y liberan kisspeptina cuando la concentración de estradiol es basal, 

contrario a lo que ocurre cuando la concentración incrementa durante la tarde del 

proestro. Considerando esto, se ha asociado a esta población neuronal con la regulación 

de la secreción tónica de la GnRH (Figura 10B. Gottch et al., 2004; Han et al., 2005; 

Navarro et al., 2005; Smith et al., 2005; Wakabayashi et al., 2010; Hu et al., 2015).  

Además de lo anterior, se ha mostrado que las neuronas KNDy están involucradas 

en la regulación de procesos asociados con el metabolismo energético, la respuesta al 
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estrés, la regulación de la temperatura corporal, la secreción prolactina y eventos 

reproductivos como el inicio de la pubertad y de la menopausia (Jayasena et al., 2015; 

Stathopoulos et al., 2016; Moore et al., 2019). La función de estas células no solo 

depende de la concentración de estradiol, sino de la diversos nutrientes y hormonas, 

por lo que son consideradas como uno de los intermediarios que vinculan las funciones 

reproductivas con el estado metabólico del animal (Smith et al., 2005; Moore et al., 

2019). 

 La otra población de neuronas de kisspeptina se localiza en el RP3V, una región 

pequeña en el hipotálamo anterior que se extiende hasta el POA. El RP3V incluye tres 

áreas hipotalámicas, el núcleo preóptico mediano, el núcleo periventricular y el área 

anteroventral periventricular (AVPV). Adicionalmente, es un área sexualmente 

dimórfica, ya que en las hembras es más grande que en los machos y el número de 

neuronas también es mayor (Gore, 2008; Lehman et al., 2013; Yip et al., 2015; 

Herbison, 2018; Wang y Moenter, 2020). Las neuronas de esta área sintetizan 

diferentes neurotransmisores en adición a la kisspeptina, como el GABA, glutamato, 

dinorfina, encefalina, galanina, sustancia P, calcitonina, neurotensina y dopamina 

(Clarkson y Herbison, 2011; Herbison, 2018). 

 Al igual que en el ARC, las neuronas del RP3V expresan receptores a esteroides 

sexuales, principalmente estradiol y progesterona (Quadros et al., 2002; Chakraborty 

et al., 2003; Gore, 2008). Dicha expresión se ha mostrado principalmente en las 

neuronas que sintetizan glutamato, neurotensina o kisspeptina, mismas que 

incrementan sus despolarizaciones espontáneas en presencia de estradiol. Aunado a 

esto, las neuronas de GnRH reciben fibras inmunoreactivas a estos neurotransmisores 

y expresan sus receptores, por lo que se propone que modulan la secreción diferencial 

de la GnRH en respuesta a la concentración del estradiol (Simerly et al., 1997; Gore, 

2008; Clarkson y Herbison, 2011; Herbison, 2018).  

 Las neuronas de kisspeptina del RP3V coexpresan dopamina (Simerly et al., 1997) 

y reciben fibras de las neuronas kisspeptinérgicas del ARC (Gottch et al., 2004; 

Uenoyoma et al., 2021). A su vez, los axones de estas neuronas inervan a la banda 

diagonal de broca, el órgano vasculoso de la lámina media, el séptum medial, el núcleo 

paraventricular, la amígdala medial y el POA. Específicamente en el POA, se han 

reportado aposiciones inmunorreactivas a tirosina hidroxilasa (TH) y kisspeptina en 

los somas GnRHérgicos, lo que sugiere una conexión monosináptica. En conjunto, 
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estos resultados permiten diferenciar a las neuronas de kisspeptina del ARC y del 

RP3V por los neurotransmisores que coexpresan y por la estructura en la que contactan 

a la neurona de GnRH (Gore, 2008; Clarkson y Herbison, 2011; Lehman et al., 2013; 

Yip et al., 2015; Herbison, 2018; Wang y Moenter, 2020). Además de esto, la 

influencia del estradiol sobre su actividad también difiere, ya que la expresión del gen 

Kiss1 en el RP3V se ve exacerbada cuando la concentración de estradiol es alta, por lo 

que se le ha asociado con la regulación de la secreción fásica de la GnRH y, por tanto, 

con la ovulación (Figura 10B. Smith et al., 2005; Clarkson et al., 2008; Uenoyoma et 

al., 2021). 

 Si bien se ha reportado la presencia de neuronas inmunoreactivas a receptores de 

estradiol en el POA y el SCN, la mayoría de los estudios concuerdan con que no se 

presenta la isoforma ERα (Hrabovszky et al., 2000). Esto es relevante ya que los 

animales transgénicos que no expresan este receptor presentan infertilidad asociada a 

la inhibición de la secreción fásica de las gonadotropinas, mientras que los animales 

que carecen del ERβ presentan una fertilidad reducida pero sí se observan los efectos 

de la retroalimentación estimulante mediada por estradiol (Mayer et al., 2010; Lee et 

al., 2012; Yaşar et al., 2016). Las neuronas de kisspeptina del ARC y del RP3V 

expresan el ERα en una concentración mayor que el ERβ (Simonian et al., 1999; Lee 

et al., 2012; Yaşar et al., 2016) y la expresión de ambos varía en función de la etapa 

del ciclo, aunque no se han realizado estudios al respecto en cada área por separado 

(Olvera-Juárez et al., 2020). 

Con los antecedentes previamente descritos, se ha propuesto que las neuronas 

kisspeptinérgicas del ARC y del RP3V son las que reciben la información estrogénica 

que proviene del ovario y la interpretan para modular la secreción diferencial de la 

GnRH. En este sentido, el ARC está asociado con la estimulación de la secreción 

tónica, producto de la retroalimentación inhibitoria que ejercen los estrógenos. Por otro 

lado, el RP3V modula la secreción fásica asociada a la retroalimentación estimulante. 

Adicionalmente, se ha propuesto que ambas estructuras integran la información 

circadiana que proviene del SCN, por lo que serían un eslabón fundamental en los 

mecanismos de regulación ovárica al integrar las señales del medio interno y externo 

(Figura 10B. Simonian et al., 1999; Smith et al., 2005; Adachi et al., 2007; Uenoyoma 

et al., 2021).  
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Figura 10. La kisspeptina como inductor de la secreción diferencial de la GnRH. Registro 

electrofisiológico in vitro de una neurona de GnRH en respuesta a la estimulación con kisspeptina 10 

(franja gris), en la que se aprecia un incremento en la despolarización espontánea (A). Micrografías a 

nivel del área rostral periventricular del tercer ventrículo (RP3V, primer renglón) y el núcleo arqueado 

(ARC, segundo renglón) en el que se muestra la expresión del gen Kiss-1 a través de la técnica de 

hibridación in situ. La columna de la izquierda corresponde a animales ovariectomizados (OVX) y la 

segunda a animales ovariectomizados tratados con estradiol y progesterona (OVX/E/P). Se observa que 

la concentración del transcrito de kisspeptina es baja en el RP3V cuando la concentración de estradiol 

es baja, opuesto a lo observado en el ARC. Por otro lado, cuando la concentración de estradiol es alta, 

el transcrito incrementa el RP3V y disminuye en el ARC (B. Imagen tomada y editada de Han et al., 

2005 y Smith et al., 2006, respectivamente).  
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4. Planteamiento del problema  

La actividad de las neuronas de GnRH y por ende la secreción de las gonadotropinas y 

la ovulación, es modulada por múltiples factores. Entre éstos destaca la fluctuación en 

la concentración del estradiol proveniente de los ovarios y su convergencia con señales 

circadianas que son generadas en el SCN durante cada etapa del ciclo estral (Herbison, 

2016; Silva y Domínguez, 2020). A través de estudios con trazadores neuronales se 

han observado conexiones mono y multisinápticas entre las neuronas de GnRH del 

POA, el SCN y las neuronas que expresan receptores a estradiol y kisspeptina ubicadas 

en el ARC y el RP3V. La mayoría de estas conexiones son recíprocas, por lo que se ha 

propuesto un sistema de regulación en el que el ARC y el RP3V censan la 

concentración de estradiol a lo largo del ciclo estral e integran la información 

circadiana que proviene del SCN. De esta manera, la secreción de la GnRH es 

modulada por la kisspeptina que liberan las neuronas de ambas áreas en función del 

estado de madurez de los folículos ováricos y en congruencia con el medio externo en 

el que vive el animal (Van del Beek et al., 1993; Watson et al., 1995; Yi et al., 2006; 

Smarr, et al., 2012; Piet et al., 2015; Yip et al., 2015; Putteeraj et al., 2016; Yeo et al., 

2019).  

Un estudio realizado en nuestro laboratorio muestra que las señales nerviosas 

generadas en el SCN a las 14:00 horas de cada etapa del ciclo estral son esenciales para 

que ocurra la ovulación (Silva et al., 2020b). Por otro lado, la inhibición de las señales 

nerviosas provenientes del ARC en el mismo horario bloquea la ovulación cuando se 

realiza en las etapas de metaestro, diestro y proestro, lo que sugiere que este núcleo 

modula procesos asociados con la secreción tónica y fásica de la GnRH (Silva, 2021). 

Esto contrasta con la concepción de que el ARC modula únicamente la secreción tónica 

de la GnRH, por lo que nos preguntamos: el RP3V, que previamente se ha asociado 

con la regulación de la secreción fásica, ¿también modula procesos que ocurren en 

etapas del ciclo estral distintas al proestro? Para responder a dicha pregunta, en el 

presente estudio analizamos el efecto del bloqueo de la actividad eléctrica del RP3V a 

las 14:00 horas de cada etapa del ciclo estral sobre la progresión del ciclo y de la 

ovulación espontánea de la rata adulta. 
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5. Hipótesis 

1. Si las neuronas del RP3V están involucradas en la regulación de la secreción tónica y 

fásica de la GnRH, el bloqueo de su actividad eléctrica resultará en alteraciones del ciclo 

estral y en un bloqueo de la ovulación independientemente de la etapa del ciclo estral en la 

que se realice el tratamiento.  

2. Si el papel de las neuronas del RP3V se restringe a la regulación de la secreción fásica, 

entonces el bloqueo de su actividad eléctrica resultará en alteraciones de la ovulación solo 

cuando el tratamiento se realice en el día del proestro. 
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6. Objetivos 

General 

Analizar el efecto de la inhibición de la actividad eléctrica de las neuronas del RP3V a 

las 14:00 horas de cada etapa del ciclo estral sobre la ovulación espontánea de la rata 

adulta. 

 

Particulares  

1. Analizar el efecto de la inhibición de la actividad eléctrica de las neuronas del RP3V 

a las 14:00 horas de cada etapa del ciclo estral sobre la progresión del ciclo estral.  

 

2. Analizar el efecto de la inhibición de la actividad eléctrica de las neuronas del RP3V 

a las 14:00 horas de cada etapa del ciclo estral sobre la masa de los ovarios, útero y 

adrenales. 
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7. Materiales y métodos 

Animales de experimentación  

Todos los experimentos del presente estudio se realizaron siguiendo la Norma Oficial 

Mexicana NOM-062-ZOO-1999. Se utilizaron ratas hembra de tres meses de edad de 

la cepa CIIZ-V (n=135) proporcionadas por el bioterio de la Facultad de Estudios 

Superiores Zaragoza. Los animales fueron alojados en grupos de cinco individuos en 

jaulas convencionales de polipropileno claro. Éstas se encontraban en una sala con las 

siguientes condiciones controladas: fotoperiodo de luz y oscuridad de 14:10 (luces 

encendidas a partir de las 05:00), temperatura constante a 25 °C y una humedad del 

40%. A los animales se les proporcionó alimento y agua a libre demanda. 

 Se realizó la toma del frotis vaginal todos los días entre las 10:00 y las 12:00 horas. 

Las muestras fueron recolectadas con ayuda de un asa bacteriológica, se tiñeron con la 

técnica de hematoxilina-eosina (hematoxilina: 6 minutos, agua de la llave: 6 minutos, 

eosina: 2 minutos y se eliminó el exceso de colorante con etanol al 70%) y se analizaron 

en un microscopio óptico para registrar la progresión del ciclo estral de cada animal. 

Se consideraron en proestro aquellos animales que presentaron muestras con 

predominancia de células nucleadas, en estro a los que presentaron predominancia de 

células cornificadas sin núcleo y en metaestro-diestro a aquellos animales con 

predominancia de leucocitos. Solo se tomaron en cuanta aquellos animales que 

presentaron tres ciclos estrales consecutivos de cuatro días de duración, con una masa 

corporal de entre 230 y 280 gramos.  

 

Determinación de las coordenadas y el volumen de microinyección 

Las coordenadas que se utilizaron para implantar las cánulas guía (14 mm) en el borde 

superior del RP3V fueron: AP=+0.2, ML=±0.1, DV=-9.0, mismas que se calcularon a 

partir del atlas del cerebro de rata (Paxinos y Watson 2014) en un estudio previo de 

nuestro laboratorio (Bolaños, 2019). Diecisiete animales fueron sometidos a la cirugía 

para implantar las cánulas en el RP3V, sin embargo, ocho de ellos no recuperaron el 

ciclo estral y los nueve restantes tardaron hasta 24 días para mostrar un ciclo normal 

(véase resultados, Figura 11). Con base en ello, se decidió implantar cánulas guía más 

cortas a través de las cuales los microinyectores pudieran alcanzar al RP3V el día del 

tratamiento. Estas cánulas se dirigieron al núcleo septal medial, entre el límite inferior 
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de los ventrículos laterales y el límite superior de las comisuras anteriores. Para ello, 

se utilizaron las coordenadas AP=+0.2, ML=±0.1, DV=-4.0 en cuatro animales, en los 

que además se determinó que un volumen de 100 nL era suficiente para cubrir el área 

de interés sin afectar otros núcleos hipotalámicos mediante inyecciones de colorante.  

 

Elaboración de las cánulas cortas, obturadores y microinyectores 

Las cánulas, obturadores e inyectores se elaboraron de acuerdo con las especificaciones 

reportadas por Silva y colaboradores (Silva et al., 2020a). Brevemente, se utilizaron 

agujas hipodérmicas de calibre 23G (Becton, Dickinson and Company, USA) que se 

separaron del plástico de la vaina y se les removió el pegamento restante. 

Posteriormente, se cortaron segmentos de 12 mm, que se limaron hasta obtener 

segmentos de 10 mm. Dos de ellos se colocaron paralelamente sobre una base de arcilla 

para moldear a una distancia equivalente a la que existe entre el RP3V izquierdo y 

derecho en las ratas utilizadas en este experimento (calculada en un experimento 

piloto). Los segmentos se soldaron en uno de los extremos con soldadura, para ello, se 

utilizó una mezcla de pasta para soldar (Truper, México) y ácido clorhídrico al 10% en 

una proporción de 2:1. Una vez soldadas ambas cánulas entre sí, se soldó un soporte 

de alambre resiliente de acero inoxidable de 0.35 mm de diámetro (American 

Orthodontics, USA) para que la cánula pudiera ser sujetada al estereotáxico. 

Finalmente, se limpiaron las cánulas bilaterales con etanol al 70% y luego con agua 

estéril para remover cualquier resto de mezcla de pasta para soldar y ácido clorhídrico, 

también se revisaron en el microscopio estereoscópico para remover cualquier 

impureza del metal.  

Para los obturadores se utilizó el mismo alambre resiliente de los soportes antes 

mencionados, que fue cortado en segmentos de 12 mm. Con ayuda de unas pinzas 

hemostáticas se sostuvo uno de los segmentos de 1 mm de las cánulas apoyado sobre 

la mesa de trabajo y se insertó el alambre hasta que entrara en contacto con la misma, 

el resto que quedó por fuera de la cánula se dobló en un ángulo de 90º.  

Los microinyectores se elaboraron con agujas de calibre 30G y 23G (Becton, 

Dickinson and Company, USA), las cuales se separaron del plástico como se mencionó 

antes. A las agujas 30G se les removió únicamente el bisel, mientras que las 23G se 

cortaron en segmentos de 6 mm. Dichos segmentos fueron limados hasta obtener 
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segmentos de 4 mm. Los segmentos de calibre 30G se insertaron, por el lado en el que 

se cortó el bisel, en los segmentos de 4 mm y se colocó una gota de pegamento de 

cianoacrilato para unirlos, teniendo cuidado de que el pegamento no penetrara en el 

conducto interno de la aguja 30G, se dejó secar por 15 minutos y se comprobó la 

patencia.  

 

Procedimiento preoperatorio  

Un total de 105 ratas fueron sometidas a la cirugía de implantación de cánulas cortas 

en la etapa de diestro, ya que estudios previos de nuestro laboratorio muestran que la 

recuperación es más eficiente. Los procedimientos preoperatorios se realizaron en una 

mesa distinta a la de cirugía para evitar la pérdida de esterilidad. Los animales fueron 

pesados en una balanza y se anotó la masa corporal en la hoja de datos. Se utilizó un 

esterilizador de perlas modelo 18000-45 (Fine Science Tools Inc., USA), para 

esterilizar todo el material quirúrgico, para lo cual se introdujeron las puntas del 

instrumental durante 15 segundos y se dejó enfriar a temperatura ambiente. Los 

tornillos de sujeción, las cánulas y los obturadores se colocaron en un vaso de 

precipitados de 10 mL que se introdujo en el esterilizador de perlas durante cinco 

minutos.  

Los animales fueron anestesiados mediante una inyección intraperitoneal de un 

coctel que contiene 91 mg de ketamina y 9.1 mg xilacina (Laboratorio PiSA, México) 

y se inyectó 0.1 mL por cada 100 g de masa corporal. Se esperó a que el anestésico 

hiciera efecto durante aproximadamente cinco minutos y posteriormente se realizó la 

revisión del plano de anestesia mediante la técnica de la punción en la punta de la cola 

y en la planta de la pata. Una vez que las ratas alcanzaron el plano anestésico apropiado, 

se les removió el pelo de la cabeza con una rasuradora eléctrica y se eliminaron los 

pelos sueltos con un rodillo quita pelusa. A continuación, se les administró por vía 

subcutánea, 2mg/kg de meloxicam como analgésico y antiinflamatorio no esteroideo 

(Laboratorio Aranda, México) y 5mg/kg de enrofloxacina como antibiótico 

(Laboratorio Senosiain, México). La inyección de meloxicam se realizó a la altura de 

las cervicales, mientras que la de enrofloxacina a la altura de las lumbares; ya que 

pueden producir ulceras si se mezclan. Finalmente, se aplicaron gotas oftálmicas de 

hipromelosa (Laboratorios Sophia, México) en ambos ojos para evitar que se secaran 

durante la cirugía.  
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Cirugía  

Todo el procedimiento se realizó con medidas asépticas. Se colocó la cánula bilateral 

en el sujetador del manipulador modelo 960 (KOPF Instruments, USA) de un aparato 

estereotáxico David Kopf modelo 900 (KOPF Instruments, USA). Las ratas fueron 

montadas en el aparato usando barras anti-trauma para oreja de rata modelo 1955 

(KOPF Instruments, USA). Posteriormente, se realizó una limpieza quirúrgica en el 

área de cirugía en el siguiente orden: yodopovidona jabonosa, alcohol 70%, 

yodopovidona neutra, alcohol 70%, yodopovidona neutra, alcohol 70%. La limpieza 

se realizó con gasas estériles en forma de espiral, comenzando en el centro de la cabeza 

y desplazándose hacia la periferia sin volver a pasar por los lugares previamente 

limpiados.  

 Con un bisturí y una hoja del número 15 se realizó una incisión de 

aproximadamente 2 cm que abarcó la piel y el músculo, comenzando desde la parte 

posterior de los ojos y hasta la región anterior de las orejas. Seguido a esto, se limpió 

el cráneo para remover el periostio, lo que permitió observar y ubicar el punto bregma 

con mayor facilidad. A partir de bregma, que se utilizó como punto 0 de referencia, se 

calculó la posición deseada utilizando las coordenadas AP=+0.2, ML=±0.1 DV=-4.0. 

Se marcó el punto correspondiente a la intersección de la coordenada AP y ML y 

posteriormente se realizaron tres incisiones formando un triángulo equilátero a su 

alrededor con una herramienta rotativa Dremel 3000 (Dremel, USA). Estas incisiones 

no atravesaron el cráneo y se utilizaron para la colocación de los tornillos quirúrgicos 

que sirvieron de sujeción para la cánula. Posteriormente, se realizó una craneotomía y 

se cortaron las meninges para permitir el paso de la cánula evitando seccionar al seno 

sagital superior. Con ayuda de una aguja, se movió al seno sagital hacia un lado, 

evitando dañarlo, mientras que se bajaron las cánulas hasta alcanzar la coordenada DV. 

Finalmente, se aseguró la posición de la cánula al cráneo con cemento dental y se 

esperó a que el implante quedara completamente seco antes de remover el manipulador 

del estereotáxico, cortar el soporte de acero inoxidable y colocar los obturadores.  

 

Procedimiento postoperatorio 

Posterior a la cirugía, los animales recibieron un mL de solución salina vía 

intraperitoneal para recuperar los fluidos perdidos durante la implantación de la cánula 

y se mantuvieron en una caja de recuperación con una almohadilla térmica. Los 



 41 

animales estuvieron en observación durante las dos horas posteriores a la cirugía y una 

vez que recuperaron los reflejos posturales se trasladaron al bioterio, en donde se 

alojaron individualmente en cajas limpias de polipropileno claro con agua y comida a 

libre demanda. A las 24 horas posteriores a la cirugía, se revisó la salud del animal y 

se les administró meloxicam y enrofloxacina como se reportó previamente. Éste paso 

se repitió 48 horas después de la cirugía. Al tercer día se retomó la toma del frotis 

vaginal diario.  

 

Microinyección  

Los animales microinyectados fueron divididos aleatoriamente en dos grupos:  

1. El grupo vehículo, que fue microinyectado con 100 nL de líquido cefalorraquídeo 

artificial (ACSF, BASi, USA).  

2. El grupo fármaco, que fue microinyectado con 100 nL de tetrodotoxina (TTX, 

Alomone Labs, Israel) disuelta en ACSF a una concentración de 10 ng/mL. Para el 

uso de la TTX, todo el procedimiento se realizó con lentes de seguridad, cubre 

bocas y guantes. Todos los materiales utilizados y la mesa de trabajo se limpiaron 

con cloro al 10% para inactivar la toxina. 

 Las microinyecciones se realizaron a las 14:00 horas de cada etapa del ciclo estral. 

Previo a la microinyección, los animales fueron pesados en una balanza y se registró 

su masa corporal en la hoja de datos. Posteriormente, se les removieron los obturadores 

de las cánulas. Para el procedimiento se usaron jeringas Hamilton de 10 μL unidas al 

microinyector por medio de un tubo de teflón de 0.65mm OD x 0.12mm ID (BASi 

instruments). El sistema fue controlado con ayuda de una bomba de microinyección de 

dos canales modelo Legato (KD Scientific, USA). 

El sistema se revisó previo a la microinyección y se aseguró que no estuviera 

obstruido y que la solución correspondiente pasara libremente por el sistema hasta la 

punta de los microinyectores. Éstos se insertaron en las cánulas evitando que se 

doblaran y se infundió a una tasa de 50 nL por minuto durante dos minutos, posterior 

a lo cual, los microinyectores se dejaron dentro de la cánula durante un minuto más 

para evitar el reflujo del líquido. Durante todo el procedimiento, la rata fue privada de 

movimiento con ayuda de una manta y, una vez terminado, el animal fue regresado a 

su caja.  
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     Eutanasia  

Después de la microinyección se continuó con la toma de frotis vaginal y los animales 

fueron sacrificados en el día del estro esperado inmediato al tratamiento. Para ello, se 

les administró una sobredosis (75 mg/kg) de pentobarbital sódico (PiSA agropecuaria, 

México), se les realizó el frotis vaginal correspondiente y fueron pesados. Una vez que 

perdieron la conciencia, los animales fueron decapitados con ayuda de una guillotina 

para roedores. Se extrajeron los ovarios, el útero y las adrenales, a los que se les 

removió todo el tejido conjuntivo con ayuda de una navaja. De los ovarios, con ayuda 

de un microscopio estereoscópico, se separaron los oviductos, que se colocaron en un 

portaobjetos sobre hielo. Se buscó la ampolla y una vez ubicada se realizó una incisión 

con una aguja para la extracción de los ovocitos, los cuales fueron teñidos con la técnica 

de hematoxilina-eosina para su posterior conteo. Todos los órganos fueron pesados en 

una balanza analítica Mettler AT261 Delta Range (Marshall Scientific, USA). También 

se extrajo el cerebro, que se congeló a -20º C, para su análisis histológico. Para ello, se 

realizaron cortes seriados de 50 μm en un criostato Leica modelo CM1520 (Leica 

Biosystems, Alemania). Los cortes fueron colocados en portaobjetos previamente 

tratados con poly-L-lisina y teñidos con la técnica de Nissl para determinar la posición 

final de las cánulas y la difusión de los fármacos. Nueve animales intactos, que 

conformaron el grupo control absoluto, fueron sacrificados en la etapa del estro y se 

siguió el mismo protocolo de eutanasia con excepción de los pasos referentes al 

procesamiento del encéfalo. 

 

Análisis estadístico 

Se calculó la tasa de animales cíclicos (número de animales cíclicos/n) y la tasa de 

animales ovulantes (número de animales ovulantes/n) para cada grupo experimental, 

mismas que fueron analizadas mediante la prueba de probabilidad exacta de Fisher. El 

número de ovocitos liberados se expresó como la mediana y el rango intercuartil y se 

analizó mediante la prueba de Kruskal-Wallis seguida de la prueba post hoc de Dunn. 

Aquellas comparaciones entre dos grupos fueron realizadas mediante la prueba U de 

Mann- Withney. En el caso de la masa de los órganos, se expresaron como la masa 

relativa (mg) a 100 g del animal y se realizaron pruebas de normalidad (ómnibus de 

D´Agostino-Pearson, prueba de Shapiro-Wilk y prueba de Kolmogorov-Smirnov) y 

homocedasticidad (prueba de Bartlett para homogeneidad de varianzas) y 
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posteriormente se compararon mediante un análisis de varianza múltiple (ANOVA) 

seguido de la prueba post hoc de múltiples comparaciones de Tukey. En el caso de 

comparaciones ente dos grupos, se realizó la prueba t de Student. Sólo se tomaron como 

significativas aquellas diferencias en las que la probabilidad fue igual o menor a 0.05. 

Todas las comparaciones se realizaron en el programa GraphPad Prism versión 8.4.3 

para Windows (GraphPad Software, California, USA).   
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8. Resultados  

Efecto de la implantación de cánulas bilaterales en el RP3V 

Como se mencionó en la sección de materiales y métodos, los primeros 17 animales fueron 

implantados con cánulas de 14 mm (cánulas largas) dirigidas al borde superior del RP3V. 

Se observaron anormalidades, en el ciclo estral posterior a la cirugía, ya que el 94.12% de 

los animales no mostraron una secuencia normal. Para el quinto ciclo después de la cirugía, 

el 52.9% recuperaron el ciclo, mientras que el resto permaneció acíclico por al menos 20 

días adicionales, momento en el que fueron sacrificados. Con base en ello, se optó por 

diseñar cánulas cortas de 10 mm, con las que se obtuvo un decremento de la ciclicidad de 

solo el 49.53% en el ciclo inmediato a la cirugía. Para el cuarto ciclo se obtuvo un porcentaje 

de animales cíclicos del 85.71, que no se modificó en los siguientes 20 días del estudio. 

Como se observa en la Figura 11, en todos los puntos evaluados el porcentaje de ciclicidad 

fue mayor en los animales implantados con las cánulas cortas, por lo que el resto de los datos 

presentados en esta tesis provienen de dicho grupo.  

 

Figura 11. Porcentaje acumulativo de animales cíclicos antes y después de ser implantados con cánulas largas 

(negro) o cortas (morado). Se muestra la fracción de animales cíclicos por encima de cada punto evaluado. 

*p≤0.001 vs cánulas largas, prueba de probabilidad exacta de Fisher. 
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Efecto del bloqueo de la actividad eléctrica del RP3V a las 14:00 horas sin 

considerar la etapa del ciclo estral 

La figura 12A muestra el porcentaje de animales cíclicos en el grupo intacto y en el grupo 

microinyectado con ACSF o TTX. Si bien se observa una tendencia al decremento en el 

grupo tratado con ACSF, no es estadísticamente significativa (Intacto: 9/9 vs ACSF: 18/23, 

p=0.1671, prueba de probabilidad exacta de Fisher). Por otro lado, el porcentaje de animales 

cíclicos del grupo tratado con TTX disminuyó significativamente contra el grupo intacto y 

el de ACSF (Intacto: 9/9 vs TTX: 11/22, p=0.0083; ACSF: 18/23 vs TTX: 11/22, p=0.0471, 

prueba de probabilidad exacta de Fisher). En el caso de la tasa de animales ovulantes se 

observó un comportamiento semejante, ya que únicamente decreció de manera significativa 

en los animales tratados con TTX (Intacto: 9/9 vs ACSF: 18/23, p=0.1671; Intacto: 9/9 vs 

TTX: 3/22, p<0.0001; ACSF: 18/23 vs TTX: 3/22, p<0.0001, prueba de probabilidad exacta 

de Fisher, Figura 12B). No se encontraron diferencias significativas en el número de 

ovocitos liberados, sin embargo, se observó una gran dispersión en los datos de los tres 

animales que ovularon en el grupo de TTX: 2, 9 y 16 ovocitos, respectivamente (Intacto: 

M=13, RI=11-15 vs ACSF: M=14.50, RI=12-15 vs TTX: M=9, RI=2-16, p=0.4118, prueba 

de Kruskal-Wallis, Figura 12C).  

 

Figura 12. A) Porcentaje de animales cíclicos en el grupo intacto, en el tratado con líquido cefalorraquídeo 

artificial (ACSF) o con tetrodotoxina (TTX), *p=0.0083 vs intacto; +p=0.0471 vs ACSF, prueba de 

probabilidad exacta de Fisher. B) Tasa de animales ovulantes *p<0.0001 vs Intacto; +p<0.0001 vs ACSF, prueba 

de probabilidad exacta de Fisher. C) Mediana y rango intercuartil del número de ovocitos liberados. En todas 

las figuras se muestran los datos de todos los animales de cada grupo, sin considerar la etapa del ciclo estral en 

que fueron tratados.  

 

 

 

A B

A 
C 
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Finalmente, como se aprecia en el Cuadro 1, el análisis de la masa relativa de los 

órganos mostró que no se alteraron los ovarios (p=0.1226, ANOVA) ni las adrenales 

(p=0.4251, ANOVA). Contrario a esto, la masa del útero de los animales tratados con 

TTX disminuyó significativamente con respecto al grupo intacto (p=0.0036, prueba de 

múltiples comparaciones de Tukey) y al grupo tratado con ACSF (p=0.0009, prueba 

de múltiples comparaciones de Tukey). 

 

 Intacto ACSF TTX 

Ovarios 28.19 ± 0.70 28.36 ± 0.90 27.39 ± 0.58 

Útero 172.00 ± 7.52 166.50 ± 5.70 132.7 ± 7.04*+ 

Adrenales 23.83 ± 0.79      25.72 ± 0.97 24.35 ± 0.95 

Cuadro 1. La media y el error estándar de la masa de los ovarios, útero y adrenales de los animales 

intactos, tratados con líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF) o tetrodotoxina (TTX), sin considerar la 

etapa de ciclo estral en el que se realizó la microinyección. *p=0.0036 vs intacto; +p=0.0009 vs ACSF, 

prueba de múltiples comparaciones de Tukey. 

 
 
 

Efecto del bloqueo de la actividad eléctrica del RP3V a las 14:00 horas 

de cada etapa del ciclo estral 

En el día del estro, la microinyección de ACSF no modificó el porcentaje de animales 

cíclicos (Intacto: 9/9 vs ACSF: 4/4, p>0.9999, prueba de probabilidad exacta de 

Fisher). Por otro lado, esta variable decreció significativamente en los animales 

tratados con TTX con respecto al grupo intacto (Intacto: 9/9 vs TTX: 0/6, p=0.0002, 

prueba de probabilidad exacta de Fisher) y el grupo de ACSF (ACSF: 4/4 vs TTX: 0/6, 

p=0.0048, prueba de probabilidad exacta de Fisher). En el metaestro, la ciclicidad se 

alteró tras la microinyección de ACSF (Intacto: 9/9 vs ACSF: 1/6, p=0.0020, prueba 

de probabilidad exacta de Fisher) o de TTX (Intacto: 9/9 vs TTX: 0/5, p=0.0005, 

prueba de probabilidad exacta de Fisher). Por el contrario, en el diestro y proestro 

ninguno de los tratamientos alteró la ciclicidad de los animales (Diestro: Intacto 9/9 vs 

ACSF 6/6 vs TTX 5/5, Proestro: Intacto 9/9 vs ACSF 7/7 vs TTX 6/6, p>0.9999, 

prueba de probabilidad exacta de Fisher, Figura 13). 



 47 

Figura 13. Porcentaje de animales cíclicos del grupo Intacto, tratado con líquido cefalorraquídeo artificial 

(ACSF) o con tetrodotoxina (TTX) a las 14:00 horas de la etapa del estro, metaestro, diestro o proestro (Estro: 
*p=0.0002 vs Intacto, +p=0.0048 vs ACSF; Metaestro: *p=0.0005 vs Intacto, #p=0.0020 vs Intacto, prueba de 

probabilidad exacta de Fisher). 

 

En cuanto a la tasa de animales ovulantes (Figura 14), en el día del estro, la inyección 

de ACSF no modifico dicho parámetro (Intacto: 9/9 vs ACSF: 4/4, p>0.9999, prueba de 

probabilidad exacta de Fisher), mientras que la de TTX bloqueó la ovulación por completo 

(Intacto: 9/9 vs TTX: 0/6, p=0.0002; ACSF: 4/4 vs TTX: 0/6, p=0.0048, prueba de 

probabilidad exacta de Fisher). En el metaestro se observó que, independientemente de la 
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solución inyectada, el porcentaje de animales ovulantes disminuyó significativamente 

(Intacto: 9/9 vs ACSF: 2/6, p=0.0110; Intacto: 9/9 vs TTX: 0/5, p=0.0005, prueba de 

probabilidad exacta de Fisher). En el diestro la inyección de ambas soluciones resultó en una 

tendencia al decremento, pero ésta no fue estadísticamente significativa (Intacto: 9/9 vs 

ACSF: 5/6, p=0.4000; Intacto: 9/9 vs TTX: 3/5, p=0.1099, prueba de probabilidad exacta de 

Fisher). Por último, en el día del proestro solo la inyección de TTX resultó en el bloqueo de 

la ovulación (Intacto: 9/9 vs ACSF: 7/7 p>0.9999; Intacto: 9/9 vs TTX: 0/6 p=0.0002; ACSF: 

7/7 vs TTX: 0/6 p=0.0006, prueba de probabilidad exacta de Fisher). Como se muestra en la 

Cuadro 2, no se encontraron diferencias en el número de ovocitos liberados por los animales 

que ovularon en los grupos tratados con ACSF. Cabe resaltar que los únicos animales que 

ovularon fueron aquellos animales que recibieron el tratamiento con TTX en el día del 

diestro, que son responsables de la dispersión observada en la Figura 12. 

En el Cuadro 3 se muestran los resultados del análisis de la masa relativa de los órganos 

estudiados. El análisis de la masa de los ovarios no mostró diferencias significativas en 

ninguno de los grupos y en ninguna de las etapas (p≥0.05, ANOVA). En el caso de la masa 

relativa del útero, no se encontraron diferencias en ninguno de los grupos de estro y proestro 

(p≥0.05, ANOVA). Por el contrario, se encontró una disminución significativa en el peso 

del útero de los animales tratados con TTX en el metaestro (Intacto: 172.00±7.52 vs ACSF: 

171.60±14.71 vs TTX: 108.00 ± 4.60, p≤0.001, ANOVA seguida de Tukey) o en el diestro 

(Intacto: 172.00±7.52 vs ACSF: 178.40±9.73 vs TTX: 126.30±8.24, p≤0.0046, ANOVA 

seguida de Tukey). En cuanto a las adrenales, no se encontró ninguna diferencia significativa 

en los grupos tratados en estro, metaestro o proestro (p≥0.05, ANOVA). En el diestro, la 

masa de estas glándulas tendió a incrementar en el grupo de ACSF, sin embargo, no fue 

estadísticamente significativa. El grupo tratado con TTX mostró un decremento 

significativo, pero únicamente contra el grupo de ACSF (Intacto: 23.83±0.79 vs ACSF: 

27.40 ± 1.67 vs TTX: 22.20 ± 0.95, p≤0.02, ANOVA seguida de Tukey), lo que sugiere que 

esta diferencia es un artefacto producido por errores metodológicos en el grupo vehículo. 
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Figura 14. Porcentaje de animales ovulantes del grupo Intacto, tratado con líquido cefalorraquídeo artificial 

(ACSF) o con tetrodotoxina (TTX) a las 14:00 horas de la etapa del estro, metaestro, diestro o proestro (Estro: 
*p=0.0002 vs Intacto, +p=0.0048 vs ACSF; Metaestro: *p=0.0005 vs Intacto, #p= 0.0110 vs Intacto; Proestro: 
*p=0.0002 vs Intacto, +p=0.0006 vs ACSF, prueba de probabilidad exacta de Fisher).  

 

Resultados de los animales que fueron microinyectados fuera del RP3V  

De acuerdo al análisis histológico de los cerebros, se determinó que las cánulas de 45 

animales fueron implantadas en áreas anteriores o posteriores al RP3V y en algunos casos 

una de las cánulas rompió la pared del tercer ventrículo y penetró en el mismo. Debido al 

número de casos, no fue posible hacer un análisis para cada área afectada y tampoco para 

cada etapa del ciclo, por lo que los datos se agruparon en: inyección de ACSF fuera del 

RP3V (n=10), inyección de ACSF en el tercer ventrículo (n=21), inyección de TTX fuera 

del RP3V (n=7) e inyección de TTX en el 3V (n=7). Como se muestra en la Figura 15A, no 



 50 

se encontraron diferencias significativas en la ciclicidad de los animales a los que se les 

microinyectó ACSF fuera del RP3V o en el tercer ventrículo (p≥0.0914 vs Intacto o el grupo 

inyectado dentro del RP3V, prueba de probabilidad exacta de Fisher). En los animales 

tratados con TTX no se observó el decremento en la ciclicidad reportado previamente en la 

Figura 12A para el grupo microinyectado dentro del RP3V (p≥0.1076 vs Intacto o el grupo 

inyectado dentro del RP3V, prueba de probabilidad exacta de Fisher).  

 

Cuadro 2. La mediana y el rango intercuartil del número de ovocitos liberados por los animales intactos, 

tratados con líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF) o tetrodotoxina (TTX) a las 14:00 horas del estro, 

metaestro, diestro o proestro. Las líneas horizontales indican que el número de observaciones no permitió 

realizar la estadística descriptiva correspondiente.  

 

  En la Figura 15B se muestra el porcentaje de animales ovulantes. Éste tampoco se 

modificó en los animales tratados con ACSF fuera del RP3V o en el tercer ventrículo 

(p≥0.0571 vs Intacto o el grupo inyectado dentro del RP3V, prueba de probabilidad exacta 

de Fisher). En el caso de los animales a los que se les inyectó TTX, no se encontraron 

diferencias significativas en el grupo fuera del RP3V al compararlo con el grupo intacto 

(Intacto: 9/9 vs TTX-fuera: 5/7, p=0.1750, prueba de probabilidad exacta de Fisher) o con 

su respectivo grupo de ACSF (ACSF-fuera: 7/10 vs TTX-fuera: 5/7, p=0.6855, prueba de 

probabilidad exacta de Fisher). Contrario a esto, al compararlo con el grupo inyectado dentro 

del RP3V se encontró una diferencia significativa (TTX-fuera: 5/7 vs TTX-dentro: 3/22, 

p=0.0079, prueba de probabilidad exacta de Fisher). Los animales inyectados con TTX 

dentro del tercer ventrículo se asemejaron a los del grupo de RP3V, por lo que también 

fueron distintos de manera significativa contra el grupo intacto (Intacto: 9/9 vs TTX-3V: 1/7, 

p=0.0009, prueba de probabilidad exacta de Fisher) y su respectivo vehículo (ACSF-3V: 

14/21 vs TTX-3V: 1/7, p=0.0232, prueba de probabilidad exacta de Fisher). Esto sugiere que 

la TTX pudo alcanzar al RP3V y otras estructuras relacionadas con la regulación de la 

ovulación a través del sistema ventricular del cerebro. Finalmente, en la Figura 15C se 

 ESTRO METAESTRO DIESTRO PROESTRO 

 Mediana RI Mediana RI Mediana RI Mediana RI 

INTACTO 13 11-15       

ACSF 15 13.5-16.5 11.5 9-14 15 11.50-15 14 12-16 

TTX — — — — 9 2-16 — — 
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observa que el número de ovocitos liberados no se modificó en ninguno de los grupos 

(p≥0.3274, prueba Kruskal-Wallis). A pesar de ello, se aprecia un decremento en la 

dispersión en los animales tratados fuera del RP3V, por lo que se asemejan más a los grupos 

 

 

Cuadro 3. La media y el error estándar de la masa de los ovarios, el útero y las adrenales de aquellos animales 

intactos, tratados con líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF) o con tetrodotoxina (TTX), en estro, metaestro, 

diestro o proestro. *p≤0.0046 vs Intacto, +p≤0.02 vs ACSF, ANOVA seguido por la prueba de múltiples 

comparaciones de Tukey. 

 

ESTRO Intacto ACSF TTX 

Ovarios 28.19 ± 0.70 29.98 ± 1.52 27.15 ± 0.80 

Útero 172.00 ± 7.52 159.40 ± 18.88 132.00 ± 20.08 

Adrenales 23.83 ± 0.79 21.50 ± 2.62 23.95 ± 1.64 

METAESTRO    

Ovarios  26.57 ± 1.46 27.74 ± 1.36 

Útero  171.60 ± 14.71 108.00 ± 4.60*+ 

Adrenales  25.10 ± 1.40 23.34 ± 3.12 

DIESTRO    

Ovarios  26.98 ± 1.06 27.04 ± 1.89 

Útero  178.40 ± 9.73 126.30 ± 8.24*+ 

Adrenales  27.40 ± 1.67 22.20 ± 0.95+ 

PROESTRO    

Ovarios  30.14 ± 2.30 27.62 ± 0.91 

Útero  156.00 ± 4.47 159.30 ± 7.19 

Adrenales  27.21 ± 1.85 27.38 ± 1.21 
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Figura 15. A) Porcentaje de animales cíclicos del grupo intacto y de los grupos tratados con líquido 

cefalorraquídeo artificial (ACSF) o tetrodotoxina (TTX) dentro del área rostral periventricular del tercer 

ventrículo (RP3V), fuera de ella (Fuera) o en el tercer ventrículo (3V), *p=0.0083 vs intacto, prueba de 

probabilidad exacta de Fisher. B) Tasa de animales ovulantes *p<0.0001 vs Intacto; +p<0.0079 vs RP3V, prueba 

de probabilidad exacta de Fisher. C) Mediana y rango intercuartil del número de ovocitos liberados, en el grupo 

tratado con TTX en 3V solo ovuló un animal (17 ovocitos). 

 

Alteraciones en el comportamiento de los animales 

Un resultado inesperado que encontramos en el presente estudio fue la presencia de 

comportamientos agresivos en algunos animales durante la microinyección y las 24 horas 

posteriores a la misma. Se consideraron como comportamientos agresivos aquellos 

reportados por Blanchard y Blanchard (1977), por ejemplo, piloerección, postura de 

amenaza, movimientos ofensivos laterales, movimientos bruscos hacia las paredes de la 

jaula e intento de mordida. Sin considerar la etapa, se observaron comportamientos agresivos 

en el 13.04% de los animales del grupo de ACSF, y en el 59.09% del grupo de TTX, lo cual 

A B 

C 
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es estadísticamente significativo (ACSF: 3/23 vs TTX: 13/22, p=0.0015, prueba de 

probabilidad exacta de Fisher).  

 Al analizar los datos de agresividad considerando a la etapa del ciclo estral como 

variable, se encontró una tendencia al alza en la etapa del estro, sin embargo, no se alcanzó 

la significancia estadística (ACSF: 1/4 vs TTX: 4/6, p=0.2619, prueba de probabilidad exacta 

de Fisher). En el metaestro se encontró una diferencia significativa (ACSF: 0/6 vs TTX: 4/5, 

p=0.0152, prueba de probabilidad exacta de Fisher). Contrario al resto de las etapas, ninguno 

de los animales tratados en diestro mostró comportamientos agresivos sin importar la 

solución microinyectada (ACSF: 0/6 vs TTX: 0/5, p>0.9999, prueba de probabilidad exacta 

de Fisher). Finalmente, los animales tratados en proestro mostraron una tendencia al alza 

semejante a la observada en estro, pero tampoco se alcanzó la significancia estadística 

(ACSF: 2/7 vs TTX: 5/6, p=0.0775, prueba de probabilidad exacta de Fisher Figura 16).  

 En la Figura 17 se observa que, al igual que en el caso de la ovulación, no se 

encontraron diferencias significativas en la expresión de los comportamientos agresivos en 

aquellos animales en los que se microinyectó ACSF fuera del RP3V (RP3V: 3/23 vs Fuera: 

2/10, p=0.4851 prueba de probabilidad exacta de Fisher) o dentro del tercer ventrículo 

(RP3V: 3/23 vs 3V: 4/21, p=0.4466, prueba de probabilidad exacta de Fisher). Por otro lado, 

los comportamientos agresivos de los animales microinyectados con TTX fuera del RP3V o 

dentro del tercer ventrículo se asemejan al grupo vehículo, pero son estadísticamente 

distintos a los del grupo de RP3V (RP3V: 13/22 vs Fuera: 1/8, p=0.0296; RP3V: 13/22 vs 

3V: 1/7, p=0.0.049, prueba de probabilidad exacta de Fisher). Estos resultados muestran que 

los efectos del bloqueo de la actividad eléctrica sobre la agresividad son específicos al área 

de estudio.  
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Figura 16. Porcentaje de animales que mostraron comportamientos agresivos tras la microinyección de 

líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF) o tetrodotoxina (TTX) en las distintas etapas del ciclo estral. 
+p=0.0152 vs ACSF, prueba de probabilidad exacta de Fisher). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 17. Porcentaje de animales que mostraron comportamientos agresivos tras la microinyección de 

líquido cefalorraquídeo artificial (ACSF) o tetrodotoxina (TTX) en el área rostral periventricular del tercer 

ventrículo (RP3V), fuera de ella (Fuera) o en el tercer ventrículo (3V). *p=0.0490 vs RP3V, prueba de 

probabilidad exacta de Fisher.  
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9. Discusión  

 
Como se mencionó antes, el RP3V está involucrada en la regulación de la secreción 

preovulatoria de la GnRH (Han et al., 2005; Herbison, 2008; Stevenson et al., 2022). Debido 

a que sus neuronas de kisspeptina expresan al ERα y su actividad incrementa por la tarde del 

proestro, se ha propuesto que el RP3V actúa como el intermediario en la retroalimentación 

estimulante que ejercen los estrógenos ováricos y envía una señal a las neuronas de GnRH 

que resulta en el pico preovulatorio (Smith et al., 2006; Stevenson et al., 2022). La mayoría 

de los estudios mencionados se han realizado en hembras ovariectomizadas con o sin un 

reemplazo de estradiol, por lo que actualmente contamos con un modelo sobresimplificado 

en el que se propone que el RP3V únicamente regula la ovulación durante la tarde del 

proestro. Estudios previos de nuestro laboratorio han mostrado que el SCN y el ARC, que 

también se pensaba que solo participaban en momentos muy discretos del ciclo estral, 

desempeñan un papel importante a lo largo de todo el ciclo (Domínguez y Smith, 1974; Silva 

et al., 2020b; Silva, 2021). Considerando lo anterior, es importante analizar el papel del 

RP3V sobre la regulación de la ovulación en etapas distintas al proestro.  

 

Efecto de la implantación de las cánulas guía sobre la ciclicidad estral 

En la primera etapa del experimento se realizaron las cirugías estereotáxicas con las cánulas 

previamente utilizadas en nuestro laboratorio (14 mm), sin embargo, fue necesario 

modificarlas ya que observamos un porcentaje alto de animales acíclicos (52.9%). Es posible 

que esto se deba a que las cánulas de 14 mm, que alcanzan el límite superior del RP3V, 

hayan causado un daño mecánico considerable, alterando su función y por ende la progresión 

del ciclo estral. En concordancia, se ha mostrado que la lesión electrolítica de esta área 

resulta en un estro constante (Wiegand et al., 1980), lo que también observamos en nuestros 

animales.  

 Contrario a lo anterior, la mayoría de los animales implantados con cánulas de 10 mm 

se recuperaron de la cirugía de manera satisfactoria y solo se observó aciclicidad permanente 

en el 14.2%. Esto podría atribuirse a que en esos animales existieron ligeras diferencias en 

la ubicación final de las cánulas que no pudieron ser detectadas objetivamente bajo el 

microscopio estereoscópico. Otra posibilidad es la variabilidad en la respuesta al estrés entre 

individuos. En este caso, se ha mostrado que la implantación de cuerpos extraños en el 
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cerebro resulta en la activación crónica del sistema inmunitario y del eje hipotálamo-

hipófisis-adrenal (Sharon et al., 2021; Wellman et al., 2019). 

La respuesta del sistema inmunitario del sistema nervioso central a la presencia de un 

cuerpo extraño comienza con un proceso inflamatorio local caracterizado por la activación 

de las células de la microglía, que actúan como macrófagos y son consideradas la primera 

línea de defensa. Esta respuesta comienza aproximadamente 30 minutos después de la 

implantación (Kozai et al., 2012; Sharon et al., 2021). Las células de la microglía que se 

activan adquieren un estado de movilidad que involucra la extensión y retracción del cuerpo 

celular. Posteriormente, en el estado de transición, se observan modificaciones morfológicas 

hasta que su cuerpo alcanza una forma ameboide. Finalmente, el estado de locomoción se 

caracteriza porque las células comienzan a moverse por el tejido cerebral en dirección al 

cuerpo extraño para encapsularlo mediante la extensión de lamelopodios (Kozai et al., 2012; 

Kozai et al., 2015). Adicionalmente, se ha mostrado que los astrocitos también participan en 

esta respuesta, formando una capa compacta alrededor de la microglía que encapsula al 

cuerpo extraño y que ayuda a terminar de formar la cicatriz glial (Kozai et al., 2015; 

Wellman et al., 2019).  

 Durante el proceso inflamatorio incrementa la expresión de la caspasa-3 en las neuronas, 

lo que induce la apoptosis en dichas células. A su vez, las células de la glía liberan factores 

pro-inflamatorios como la interleucina-1, la interleucina- 6 y el factor de necrosis tumoral  

(TNF-) (Biran et al., 2005; Wellman et al., 2019). Esto induce un daño en la barrera 

hematoencefálica que provoca la extensión de los vasos sanguíneos y la infiltración de 

células inflamatorias como los neutrófilos, monocitos, y eosinófilos al parénquima cerebral 

(Kozai et al., 2015). Se ha mostrado que la interleucina-1 y el TNF- también promueven 

la apoptosis en las neuronas (Biran et al., 2005; Wellman et al., 2019). Como puede 

deducirse de lo anterior, durante la respuesta inflamatoria las neuronas son desplazadas por 

las células gliales, lo que resulta en la pérdida de las sinapsis entre circuitos, 

desmielinización de los axones, cambios en la excitabilidad neuronal y, finalmente, en la 

neurodegeneración (Biran et al., 2005; Kozai et al., 2012; Nolta et al., 2015). Considerando 

lo anterior, es posible que en los animales acíclicos la implantación de las cánulas haya 

estimulado una reacción inmunitaria más severa. Esto podría haber provocado la 

interrupción de las conexiones que son necesarias para la regulación de la secreción de la 
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GnRH y, por lo tanto, la secreción cíclica de las gonadotropinas y los esteroides gonadales 

pudo alterarse.  

 Por otro lado, también es posible que la activación del sistema inmunitario haya 

estimulado al eje de respuesta al estrés, lo que resulta en la inhibición de muchos de los 

procesos que son regulados por el eje hipotálamo-hipófisis-gónada (Chrousos 1995; 

Kalantaridou et al., 2004; Narayan y Parisella, 2017). En este sentido, se ha observado que 

las citocinas secretadas por las células gliales durante un proceso inflamatorio estimulan al 

eje hipotálamo-hipófisis-adrenal (Perlstein et al., 1993; Toufexis et al., 2014). Por ejemplo, 

la administración intracerebroventricular de interleucina-1 estimula la síntesis de la hormona 

liberadora de corticotropina (CRH) al actuar sobre el PVN (Imura et al., 1991). De manera 

similar, la administración de TNF- a cultivos de hipotálamo resulta en un incremento de la 

síntesis y secreción de la CRH (Bernardini et al., 1990; Perlstein et al., 1993). En el caso de 

la interleucina-6, se sabe que puede actuar directamente a nivel de la hipófisis anterior, ya 

que estimula la secreción de la hormona adenocorticotropica (ACTH), lo que estimularía, a 

su vez, la secreción de glucocorticoides (Naitoh et al., 1988).  

Distintos autores mencionan que el incremento en el contenido hipotalámico de la CRH 

inhibe la secreción de la GnRH y de las gonadotropinas (Williams et al., 1990; Maeda y 

Tsukamura, 2006). Dicha inhibición parece ser indirecta ya que las neuronas de GnRH no 

expresan el receptor a CRH (Ozawa, 2021). Entre las estructuras que podrían mediar esta 

respuesta se encuentra precisamente el RP3V, ya que contiene una gran cantidad de neuronas 

GABAérgicas que inervan a las neuronas de GnRH y que inhiben su actividad durante la 

exposición al estrés (Lin et al., 2012). Adicionalmente, las neuronas de kisspeptina del RP3V 

expresan el receptor a CRH y son inervadas por fibras CRHérgicas del PVN, por lo que el 

efecto de esta neurohormona sobre la secreción de GnRH podría depender también de la 

modulación de la secreción de kisspeptina (Ozawa, 2021). Por otro lado, la CRH también 

puede inhibir al sistema reproductivo a nivel periférico, ya que el incremento en su 

concentración sérica induce estrés oxidativo en las células de la granulosa e incluso puede 

generar apoptosis, por lo que se altera el desarrollo folicular y la esteroidogénesis, lo que 

también explicaría la aciclicidad observada en los animales utilizados en el presente estudio 

(Narayan y Parisella, 2017; Casillas et al., 2021). 

 Por su parte, los glucocorticoides que se sintetizan en la corteza adrenal en respuesta a 

la secreción de la CRH y la ACTH, también ejercen un efecto inhibitorio sobre las funciones 
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reproductivas. Por ejemplo, se ha reportado que los gonadotropos expresan el receptor a 

corticosterona y que el incremento de ésta inhibe la secreción de la LH y del estradiol 

(Nequin et al., 1975; Breen y Karsch, 2006; Maeda y Tsukamura, 2006; Pierce et al., 2009; 

Toufexis et al., 2014). De manera semejante, el cortisol suprime la secreción de las 

gonadotropinas y el desarrollo folicular en ovejas, lo que resulta en anovulación (Pierce et 

al., 2009; Narayan y Parisella, 2017; Wei et al., 2019). También se ha mostrado que los 

glucocorticoides inhiben la secreción de la GnRH actuando a nivel central. En este caso, las 

neuronas del DMH que sintetizan al péptido relacionado con la RFamida 3 (RFRP-3), un 

ortólogo de la hormona inhibitoria de la GnRH de las aves, expresan el receptor a 

glucocorticoides e inhiben la secreción de la GnRH en respuesta al estrés (Kirby et al., 2009).  

Finalmente, cuando se activa el eje del estrés y existe un aumento en el contenido de 

CRH en el PVN, éste envía información a los ovarios a través de los nervios simpáticos. La 

información que llega al ovario por el nervio del plexo ovárico y por el nervio ovárico 

superior estimula un aumento en la síntesis de andrógenos, lo que puede resultar en el 

desarrollo de quistes foliculares (Toufexis et al., 2014). A pesar de que esta es una 

posibilidad, sólo se podrá confirmar con el análisis histológico de los ovarios de los animales 

tratados en este experimento. 

 

La microinyección de ACSF en el RP3V, sin considerar la etapa del ciclo estral en que 

se realiza, no altera la ciclicidad estral ni la ovulación  

Esto sugiere que la actividad del eje hipotálamo-hipófisis-ovario no se modificó a pesar de 

la microinyección de un fluido extraño en una región que es imprescindible para la 

regulación de la ovulación. Los resultados antes mencionados concuerdan con el hecho de 

que no encontramos modificaciones en la masa del útero ni de los ovarios, por lo que 

probablemente la secreción de hormonas esteroideas y el desarrollo folicular continuaron 

con normalidad en la mayoría de los individuos. Resultados semejantes se han obtenido en 

nuestro laboratorio tras la microinyección del ACSF en otras estructuras relacionadas con la 

regulación de la ovulación como el POA (Contreras, 2022; Castillo, 2022; Romero, 2022), 

el SCN (Silva et al., 2020b) y el ARC (Silva, 2021), por lo que aparentemente el vehículo 

no interfiere con los parámetros analizados en el presente estudio.   
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 La ausencia de efectos secundarios de la microinyección de ACSF sobre la ovulación 

concuerda con las observaciones de que la perfusión del tejido nervioso con este fluido, 

durante diversas condiciones quirúrgicas y experimentales, resulta en un menor daño en 

comparación con otros como la solución salina y la solución de Ringer con lactato. Entre 

otras variables, se ha reportado una mejoría en el daño general, no causa daños excesivos o 

alarmantes, la presencia de edemas postoperatorios, la permeabilidad vascular y la 

activación de rutas proapoptóticas e inflamatorias en las neuronas y células de la glía 

(Enomoto et al., 2004; Doi et al., 2006; Kasim et al., 2010; Miyajima et al., 2012). A pesar 

de lo anterior, es importante notar que este análisis sin considerar la etapa del ciclo 

enmascaró un efecto perjudicial del ACSF, ya que los cinco animales que presentaron 

alteraciones en la ciclicidad/ovulación fueron microinyectados en metaestro, lo que se 

discute a continuación.  

 

La sensibilidad del RP3V a los cambios en el medio extracelular varía en función de la 

etapa del ciclo estral 

Al analizar los datos del grupo de ACSF, considerando la etapa en la que los animales fueron 

microinyectados, no encontramos diferencias significativas en estro, diestro ni proestro en 

comparación con el grupo intacto. Por otro lado, el porcentaje de animales cíclicos y 

ovulantes decreció significativamente en aquellos tratados en metaestro, por lo que 

sugerimos que en esta etapa cualquier alteración del medio extracelular del RP3V resulta en 

una interrupción de la comunicación con las neuronas de la GnRH. En primera instancia, 

este efecto podría depender de la estimulación mecánica por el movimiento del ACSF al ser 

infundido en el cerebro. Esto posiblemente sea mediado por las neuronas de contacto con el 

líquido cefalorraquídeo (CSF), que se encuentran en los órganos circunventriculares como 

el RP3V (Vígh et al., 2004). Éstas actúan como mecanorreceptores que responden a los 

movimientos de fluidos liberando GABA (Jalalvand et al., 2018), que a su vez inhibiría la 

actividad de otras poblaciones neuronales dentro del RP3V. 

Por otro lado, el ACSF utilizado en este estudio tiene una concentración de Na+, K+ y 

Ca2+ similar a la reportada para el CSF humano y de rata (150 mM, 3 mM y 1.4 mM, 

respectivamente), sin embargo, la de Cl- es mayor (155 mM vs. 125 mM) y la de Mg2+ y P 

es menor (0.8mM vs. 2.4 mM y 1 mM vs. 3 mM, respectivamente, Friedman y Levinson, 

1955; Sterkers et al., 1982; Sun et al., 2009; Liddelow et al., 2013; Bjorefeldt et al., 2015). 



 60 

En este sentido, el cambio en la osmolaridad local podría explicar nuestros resultados, ya 

que resultaría en una disminución en la generación de los potenciales de acción en el RP3V, 

mismos que son necesarios para estimular la liberación de kisspeptina en las terminales 

nerviosas que alcanzan al POA. En apoyo a lo anterior, se ha descrito que la perfusión de 

neuronas corticales con ACSF decrece su actividad eléctrica (Bjorefeldt et al., 2015). 

Aunado a esto, se han detectado grupos de neuronas en el hipotálamo anterior que actúan 

como sensores de los cambios en la osmolaridad, modificando su actividad en función de la 

concentración extracelular de iones (Tremblay et al., 2011). 

Como se mencionó antes, la concentración de Mg2+ en nuestro ACSF es mucho menor 

que la del CSF de rata. Esto es importante ya que existe evidencia de que la disminución en 

la concentración extracelular de Mg2+ en el cerebro provoca la vasoconstricción de las 

arterias locales (Mori et al., 2013), lo que a su vez resulta en una menor distribución de 

oxígeno y glucosa (Bola y Kiyatkin, 2018). Esto es muy relevante ya que dicha azúcar es la 

principal fuente de energía para el proceso de neurotransmisión e incluso la actividad glial 

(Mergenthaler et al., 2013; Deitmer et al., 2019). Considerando que el ACSF utilizado no 

contiene glucosa, la inyección resultaría en una dilución de su concentración alrededor de 

las neuronas del RP3V (que en el CSF es de entre 0.47 mM y 4.4 mM). Las alteraciones en 

esta variable también podrían explicar nuestros resultados ya que diversos estudios han 

mostrado que los cambios bruscos en la concentración de glucosa alteran la actividad 

neuronal. Si la concentración incrementa, se observa una mayor frecuencia de disparo, 

mientras que lo opuesto ocurre ante un medio extracelular bajo en glucosa (Akasu et al., 

1996; Kirchner et al., 2006; An et al., 2008). 

 Los cambios en el pH local también podrían explicar los efectos inhibitorios del ACSF, 

ya que el del CSF de la rata es de 7.3, mientras que el de nuestro ACSF es de 7.2. A pesar 

de que la diferencia es ligera, cabe mencionar que el ACSF no contiene HCO3
-, cuya función 

es la de amortiguar los cambios en el pH del CSF, en donde su concentración es de alrededor 

de 24.5 mM. En el RP3V, los cambios del pH extracelular estimulan un incremento en la 

excitabilidad de las neuronas de contacto con el CSF, que responden liberando GABA 

(Jalalvand et al., 2018), por lo que una posible explicación de las alteraciones observadas es 

que la liberación de este neurotransmisor inhibitorio afectó la actividad de las neuronas de 

kisspeptina adyacentes. Cabe mencionar que esta información debe tomarse con reservas ya 

que las evidencias de la actividad de las neuronas de contacto con el CSF del RP3V se han 

obtenido exclusivamente en peces, reptiles y aves (Vígh et al., 2004).   
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 Como se puede deducir, las hipótesis abordadas en los párrafos anteriores no explican 

el hecho de que el tratamiento con ACSF únicamente alteró la ciclicidad y la ovulación 

cuando ocurrió en metaestro. En este caso, proponemos que en metaestro las neuronas son 

más sensibles a cambios en el ambiente extracelular, ya que se ha reportado que la 

fluctuación en la concentración de las hormonas ováricas altera la excitabilidad neuronal y 

modifica la unión de los neurotransmisores a sus receptores (Paul y Purdy, 1992). En las 

etapas de estro y metaestro se presenta la menor concentración de estradiol y progesterona a 

lo largo del ciclo (Smith et al., 1975; Levine, 2015), lo que se relaciona con el incremento 

en la expresión de los receptores GABAA en el cerebro (Lovick, 2012). Si esto ocurre en el 

RP3V, entonces se amplificaría el efecto inhibitorio mediado por las neuronas de contacto 

con el CSF que se mencionó en párrafos anteriores. En apoyo a esta idea, la inyección de 

ACSF en el SCN o el ARC también resulta en una tendencia al decremento en el porcentaje 

de animales cíclicos y ovulantes (Silva, 2021).  

 En el caso específico del RP3V, se ha mostrado que la concentración circulante de 

hormonas ováricas modifica su anatomía y fisiología. Por ejemplo, la cantidad de sinapsis 

axosomáticas en esta región es basal durante el metaestro e incrementa gradualmente en el 

proestro y estro, lo que sugiere que la neurotransmisión en su interior decrece cuando la 

concentración de estradiol es baja. Cabe mencionar que las neuronas en las que se aprecia 

esta diferencia son las mismas que expresan el ERα y por ende la kisspeptina (Langub Jr. et 

al., 1993). Esto último es relevante porque el mismo equipo reportó un menor tamaño del 

soma de estas neuronas en el metaestro en comparación con el proestro/estro, lo que 

concuerda con la observación de que las neuronas de kisspeptina del RP3V sintetizan una 

menor concentración del péptido en respuesta al decremento en la concentración de estradiol 

(Smith et al., 2006).  

Por último, también se han reportado cambios en la actividad eléctrica de estas neuronas 

que dependen de la etapa del ciclo. En metaestro/diestro presentan una menor excitabilidad 

que en el proestro, debido a cambios en la actividad de distintos canales catiónicos que 

dependen de la concentración de estradiol (Wang et al., 2016). Un ejemplo de esto se observa 

en el decremento en la expresión de los canales activados por hiperpolarización y nucleótidos 

cíclicos que ocurre durante el metaestro/diestro, lo que es relevante ya que estos canales son 

responsables de la reducción de la resistencia de membrana y por ende de la despolarización 

(Piet et al., 2013). Esto, a su vez, resulta en el decremento en la cantidad de disparos 

espontáneos que se reporta en las mismas etapas, que además son más irregulares que en 
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otros momentos del ciclo estral (Ducret et al., 2010). En conjunto, la evidencia mencionada 

sugiere que la conectividad entre las neuronas del RP3V, su actividad eléctrica y bioquímica 

es menor en el metaestro que en las otras etapas del ciclo, por lo que cualquier modificación 

del medio extracelular en ese momento podría resultar en una inhibición completa del 

sistema.  

 

El bloqueo de la actividad eléctrica del RP3V altera el ciclo estral e inhibe la ovulación 

Al realizar el análisis estadístico del grupo tratado con TTX, se observó un incremento 

significativo en el porcentaje de animales que presentaron anomalías en el ciclo estral, 

caracterizadas por un arresto en la etapa de diestro. Esto coincide con los resultados de la 

tasa de animales ovulantes, que también decreció significativamente en comparación con el 

grupo intacto y vehículo. Una posible explicación para ello es que la inhibición de la 

actividad eléctrica de las neuronas del RP3V resultó en la interrupción de su comunicación 

con las neuronas de la GnRH del POA, lo que a su vez alteraría la actividad de las gónadas. 

Esto es respaldado por experimentos en donde se lesionó electrolíticamente al RP3V y se 

observó aciclicidad en los animales (Wiegand et al., 1980; Wiegand y Teresawa, 1982).  

Semejante a lo anterior, Halász y Pupp (1965) observaron que la sección mecánica de 

las fibras que parten del RP3V y alcanzan al POA, induce un estado de diestro o estro 

constante. En el primer caso se observa la presencia de cuerpos lúteos persistentes en los 

ovarios, mientras que, en el segundo, múltiples folículos antrales. Los autores no explican a 

qué se debe la presencia de dos alteraciones opuestas tras el mismo tratamiento, sin embargo, 

en nuestro experimento todos los animales presentaron diestro persistente. Esto sugiere que 

disminuyó la secreción de hormonas esteroideas, lo que podría explicar la tendencia al 

decremento que observamos en la masa de los ovarios. En este escenario, la inyección de 

TTX en el RP3V inhibiría las señales que estimulan la secreción de la 

GnRH/gonadotropinas, lo que suprimiría la proliferación de las células foliculares y podría 

alterar el desarrollo folicular e incluso inducir atresia. Esto impediría que la mayoría de los 

folículos se desarrollaran hasta la etapa preovulatoria y podría alterar también el desarrollo 

de los órganos que dependen de las hormonas gonadales (Kumar et al., 1997; Kumar y Sait, 

2011).  
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La hipótesis anterior podría explicar el hecho de que los tres animales que ovularon tras 

la inyección de TTX liberaron un número menor de ovocitos, lo que se ve reflejado en la 

gran dispersión en el rango intercuartílico de ese grupo. Asimismo, el decremento 

significativo en la masa uterina que obtuvimos respalda la idea de una alteración en la 

secreción de hormonas ováricas, ya que el desarrollo endometrial depende del incremento 

gradual en la concentración de estradiol y progesterona que ocurre a partir del metaestro 

(Marcus, 1974; Wood et al., 2007). Otra posibilidad es que, al no generarse una fluctuación 

normal en la concentración de estradiol, no ocurrió el pico preovulatorio de gonadotropinas 

y por lo tanto no se desencadenó la ruptura de los folículos (Andersson et al., 2013; Duffy 

et al., 2018). Para poder contrastar las propuestas antes mencionadas, es necesario realizar 

el análisis del desarrollo folicular en los ovarios de los animales tratados en el presente 

experimento. Adicionalmente, valdría la pena realizar un grupo de animales a los que se les 

inyecte la TTX y se cuantifique la concentración de hormonas esteroideas en muestras 

obtenidas a lo largo del ciclo estral.  

Es posible que la inhibición del sistema kisspeptinérgico del RP3V explique los 

resultados antes mencionados. Esto se debe a que los estudios de trazado condicional han 

revelado que las fibras kisspeptinérgicas del RP3V establecen aposiciones cercanas con el 

soma y las dendritas de las neuronas de GnRH del POA, así como con sus axones a nivel de 

la eminencia media (Yip et al., 2015). Adicionalmente, la estimulación optogenética de las 

neuronas de kisspeptina del RP3V incrementa la actividad eléctrica de las neuronas de 

GnRH de manera coordinada (Piet et al., 2018). Finalmente, los animales transgénicos cuyas 

neuronas de GnRH no expresan el receptor a kisspeptina presentan anomalías en la secreción 

de la GnRH/LH, por lo que se inhibe el desarrollo folicular, se altera el ciclo estral y no son 

capaces de ovular (Uenoyama et al., 2009; Kirilov et al., 2013; Novaira et al., 2014).  

Además de la inhibición a nivel de los somas kisspeptinérgicos del RP3V, nuestros 

resultados podrían deberse al bloqueo de las señales aferentes que son recibidas desde el 

ARC, ya que se ha mostrado que la TTX inhibe la transmisión de potenciales de acción en 

fibras de paso y terminales nerviosas (van Duuren et al., 2007). En ese sentido, se ha 

mostrado que las neuronas kisspeptinérgicas del ARC envían proyecciones a las neuronas 

kisspeptinérgicas del RP3V (Yeo y Herbison, 2011; Shen et al., 2022). Dichas proyecciones 

contienen glutamato, lo que concuerda con la expresión de los receptores glutamatérgicos 

en las neuronas que las reciben (Ottem et al., 2004). Cabe mencionar que la estimulación 

optogenética de dichas fibras a nivel del RP3V estimula la secreción de la GnRH/LH (Qiu 
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et al., 2016; Shen et al., 2022), lo que además concuerda con observación previa de que las 

neuronas kispeptinérgicas del RP3V se despolarizan en respuesta a la adición de glutamato 

(Zhang et al., 2013). 

Finalmente, otra posible explicación de nuestros resultados es que la TTX inhibió la 

generación de señales eferentes originadas en el RP3V pero que dependen de otros sistemas 

de neurotransmisión. Por ejemplo, se ha mostrado que, además de kisspeptina, las fibras que 

se originan en el RP3V contienen dopamina y GABA, que actúan como inhibidores de la 

secreción de la GnRH (Clarkson y Herbison, 2011; Liu y Herbison, 2011; Liu y Herbison, 

2013). Por su parte, el GABA también se une a receptores GABAB en la terminal presináptica 

que lo libera, por lo que inhibe la liberación de kisspeptina (Ducret et al., 2010; Liu y 

Herbison, 2011). En ambos casos, la inyección de la TTX resultaría en una secreción 

sostenida de GnRH, que previamente se ha mostrado que inhibe la actividad de los 

gonadotropos y la función gonadal (Belchetz et al., 1978). Debido a que la inactivación 

neuronal en este estudio no fue específica, no sabemos con certeza cuál es la contribución 

particular de cada uno de estos sistemas de neurotransmisión, por lo que sería pertinente 

realizar estudios en los que se microinyecten antagonistas para cada uno de ellos.  

Considerando que no se modificó la ciclicidad ni la ovulación en los animales 

microinyectados fuera del RP3V, concluimos que los efectos observados son específicos de 

la inactivación de esta área. Con base en ello, sugerimos que el RP3V no solamente juega 

un papel importante en el desencadenamiento del pico preovulatorio de la GnRH/LH, sino 

también en los mecanismos neuroendocrinos que regulan la progresión del ciclo estral. 

Debido a que la morfología y la actividad eléctrica del RP3V de las hembras varía en función 

de la concentración de hormonas gonadales (Ducret et al., 2010; Wang et al., 2016; Jamieson 

et al., 2021), fue necesario realizar un análisis del efecto de su inactivación en otras etapas 

además del proestro. 

La participación del RP3V sobre la regulación del ciclo estral y la ovulación varía en 

función de la etapa  

Como se mencionó al inicio de esta discusión, la mayoría de los estudios publicados 

concuerda con que el papel del RP3V en la regulación de la ovulación es el de mediar la 

retroalimentación estimulante del estradiol durante la tarde del proestro. Considerando que 

la inactivación mediada por la TTX dura menos de 24 horas (Zhuravin y Bures, 1991), 

esperaríamos que la inyección en otras etapas no afectara la progresión del ciclo ni la 
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ovulación, sin embargo, el 100% de los animales tratados en estro o metaestro se volvieron 

acíclicos y no ovularon. Estos resultados sugieren que al inicio del ciclo estral las neuronas 

del RP3V producen señales nerviosas que son indispensables para la regulación de la 

ciclicidad y la ovulación.  

 En el caso del estro, proponemos que la actividad del RP3V es necesaria para mantener 

una secreción tónica de kisspeptina y, en consecuencia, la secreción basal de la GnRH que 

regula el desarrollo folicular y la secreción de hormonas ováricas. En otras palabras, el RP3V 

participaría en la regulación de la secreción tónica del decapéptido en adición a la fásica que 

ya se ha reportado. Esto concuerda con el hecho de que las neuronas de kisspeptina del RP3V 

son moduladas por señales AVPérgicas del SCN durante esta etapa, mismas que inhiben su 

actividad hasta en un 75%, lo que no ocurre en el diestro ni proestro (Jamieson et al., 2021). 

Dichos resultados coinciden con la conclusión de Langub Jr. y colaboradores (1994), que 

mencionaron que el RP3V no solo es regulado por los estrógenos provenientes del ovario, 

sino también por circuitos neuronales que varían en función de la etapa del ciclo, ya que la 

cantidad de sinapsis que reciben sus neuronas es 39% mayor en el periodo que transcurre 

entre el proestro y el estro con respecto a los días del diestro.  

Por otro lado, es complicado determinar la contribución particular del RP3V en los 

mecanismos que regulan el ciclo estral y la ovulación durante el metaestro, ya que tanto el 

grupo de ACSF como el de TTX alteraron de manera significativa ambos procesos. A pesar 

de ello, proponemos que durante esta etapa también genera señales importantes para el 

mantenimiento de la secreción tónica de la GnRH. Evidencia de ello es el decremento 

significativo en la masa del útero de los animales del grupo de TTX, lo que nos permite 

sugerir que se alteró el desarrollo folicular y por ende la secreción de estradiol, que es 

indispensable para la regulación del engrosamiento endometrial (Marcus, 1974). Además de 

ello, también se ha observado una modulación nerviosa de las neuronas kisspeptinérgicas 

del RP3V durante esta etapa, ya que coexpresan GABA y presentan en sus terminales la 

isoforma del receptor GABAB que inhibe la actividad de canales de Ca2+, lo que sugiere un 

mecanismo de autorregulación inhibitoria. De acuerdo a estudios de electrofisiología, este 

mecanismo parece operar de forma permanente en los machos, mientras que en las hembras 

actúa en estro, metaestro y diestro, para posteriormente ser inhibido durante el proestro, lo 

que abriría la ventana de secreción fásica de kisspeptina responsable de estimular el pico 

preovulatorio de la GnRH (Liu y Herbison, 2011). 
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Contrario a lo observado en estro y metaestro, la administración de la TTX en el diestro 

no afectó de manera significativa la ciclicidad ni la ovulación, por lo que concluimos que 

durante esta etapa, el RP3V no participa de manera relevante en la regulación de la secreción 

tónica de la GnRH. A pesar de esto, en los animales del grupo tratado con TTX se registró 

un decremento significativo en la masa de las adrenales y el útero con respecto al grupo 

vehículo. Para explicar estos resultados proponemos que el RP3V regula la actividad de las 

células que sintetizan CRH a nivel del PVN, por lo que su inhibición resultaría en una 

alteración del eje hipotálamo-hipófisis-adrenal, responsable de la mayor secreción de 

progesterona a lo largo del ciclo estral (Flores et al., 2008).  

En este sentido, existe evidencia anatómica de que el RP3V envía fibras nerviosas al 

PVN (Yeo y Herbison, 2011), de las cuales, un porcentaje considerable contiene 

kisspeptina/GABA e inerva directamente a las neuronas parvocelulares secretoras de CRH 

(Stincic et al., 2021). Por su parte, las neuronas del PVN expresan receptores a kisspeptina 

y GABA (Higo et al., 2016) y su actividad eléctrica disminuye tras la activación 

optogenética de las terminales kisspeptinérgicas/GABAérgicas que las inervan, por lo que 

se sugiere que el RP3V ejerce un efecto inhibitorio sobre este sistema (Stincic et al., 2021). 

Considerando que la progesterona bloquea la mitosis de las células endometriales (Wood et 

al., 2007; Taraborrelli, 2015), la inyección de la TTX resultaría en un incremento en su 

secreción y por ende en un decremento en la masa uterina. Esto concuerda con el hecho de 

que la mitosis incrementa en el endometrio por la tarde del diestro (Marcus, 1974; Ajayi y 

Akhigbe 2020), cuando la concentración de progesterona es relativamente baja (Smith et al., 

1975; Flores et al., 2008). 

Finalmente, los resultados obtenidos en la etapa del proestro eran predecibles, ya que la 

microinyección de la TTX a las 14:00 horas interfiere con la emisión de las señales nerviosas 

que se generan en el RP3V previo al pico preovulatorio de la GnRH/gonadotropinas. Al 

respecto, se ha reportado que durante el pico preovulatorio del proestro incrementa la 

expresión de c-Fos en el RP3V (Le et al., 1999). Similar a ello, en ratas ovariectomizadas 

con un implante que libera altas concentraciones de estradiol, también incrementa la 

expresión de c-Fos y kisspeptina (Adachi et al., 2007). Por otro lado, la inyección de un 

anticuerpo contra la kisspeptina en el POA de estos animales inhibe la secreción de la LH. 

Esto sugiere que el RP3V, a través de la kisspeptina, estimula la secreción fásica de la GnRH 

actuando directamente sobre las neuronas que la sintetizan (Adachi et al., 2007; Stevenson 

et al., 2022).  
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Estudios de electrofisiología a nivel celular han mostrado un incremento en la cantidad 

de potenciales de acción generados por las neuronas de kisspeptina del RP3V durante el 

proestro, en comparación con el diestro. Aparentemente esto depende de un rebote del estado 

hiperpolarizado que es mediado por corrientes persistentes de Na+, mismas que son 

moduladas por el estradiol (Ducret et al., 2010; Wang et al., 2016). Al usar un fármaco que 

bloquea los canales de sodio, posiblemente alteramos la cantidad de dicho catión que 

necesita la neurona para mantener la actividad en ráfaga característica del proestro y, por lo 

tanto, la capacidad de liberar neurotransmisores como la kisspeptina. En este estudio 

mostramos que la señal generada en el RP3V, específicamente al momento en que se genera 

el pico preovulatorio, es de vital importancia para que los animales ovulen, con lo que 

podemos concluir que la comunicación entre las neuronas del RP3V y las de GnRH es 

coordinada de manera muy precisa.   

El bloqueo de la ovulación que observamos también podría deberse a la interrupción de 

señales aferentes que arriban al RP3V y que son necesarias para la generación del pico 

preovulatorio de gonadotropinas (Smith et al., 2006; Herbison, 2008; Jamieson et al., 2021). 

Por ejemplo, se ha mostrado que la estimulación mediada por la AVP que proviene del SCN 

dorsomedial durante el día del proestro incrementa la actividad de las neuronas de 

kisspeptina del RP3V (Jamieson et al., 2021). Como discutimos previamente, también existe 

una vía estimulante entre el ARC y el RP3V que se activa durante la retroalimentación 

estimulante del estradiol (Ottem et al., 2004; Wang et al., 2018). En este caso, se ha 

reportado que las neuronas de kisspeptina del RP3V reciben proyecciones glutamatérgicas 

monosinápticas e ipsilaterales de las neuronas de kisspeptina del ARC (Yeo y Herbison, 

2011; Qiu et al., 2016). En concordancia, la activación optogenética de estas últimas 

estimula la secreción fásica de la LH en ratas en proestro o en animales ovariectomizados 

tratados con dosis altas de estradiol (Lin et al., 2021). Resultados semejantes se han obtenido 

mediante la estimulación de las terminales de estas neuronas a nivel del RP3V, con la 

novedad de que los animales estimulados en proestro presentan mayor secreción de LH que 

aquellos estimulados en estro o en los días del diestro (Shen et al., 2022). En concordancia 

con estos resultados, se ha mostrado que durante el proestro existe una mayor expresión de 

los receptores a glutamato de tipo 1 en el RP3V (Gu et al., 1999) y que la administración de 

antagonistas de glutamato en la misma región inhibe la actividad de sus neuronas 

kisspeptinérgicas (Yeo y Herbison, 2011; Qiu et al., 2016; Shen et al., 2022). 
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La síntesis y secreción de la kisspeptina no solo depende de las señales nerviosas antes 

mencionadas ni de la integración de señales estrogénicas, sino que también se ha mostrado 

la necesidad del acoplamiento de la progesterona con sus receptores (Chapell et al., 2000; 

Micevych y Sinchak, 2011; Chuon et al., 2022). Cuando incrementa la concentración del 

estradiol, los astrocitos del RP3V comienzan a secretar neuroprogesterona, que actúa en las 

neuronas kisspeptinérgicas aledañas estimulando la síntesis del neuropéptido (Sinchak et al., 

2020). En este sentido, es posible que la TTX también haya bloqueado la secreción de 

neuroprogesterona y que por lo tanto la síntesis de kisspeptina haya sido deficiente, 

produciendo los efectos observados en la ovulación de nuestros animales. En apoyo a esta 

idea, se ha mostrado que la liberación de sustancias por parte de las células gliales también 

es dependiente de la actividad de los canales de Na+ (Reiser et al., 1983; Boscia et al., 2016). 

 

El bloqueo de la actividad eléctrica del RP3V incrementa la exhibición de 

comportamientos agresivos 

Durante este estudio se obtuvo un resultado que no se contempló en el diseño del 

experimento; la presencia de comportamientos agresivos en los animales inyectados con 

TTX en el RP3V. En el metaestro el porcentaje de animales agresivos fue significativamente 

mayor, mientras que en estro y proestro se observó una tendencia al alza muy marcada, pero 

que escapó a la significancia estadística. Por el contrario, los animales tratados en diestro no 

mostraron comportamientos agresivos. Cabe mencionar que aquellos animales que tendieron 

a ser agresivos fueron los mismos que presentaron alteraciones en el ciclo estral y 

anovulación.   

Los resultados mencionados implican que la actividad de las neuronas del RP3V está 

relacionada no solo con la regulación de la ovulación, sino también con la exhibición de la 

agresión. Esto es importante desde el punto de vista de la biología reproductiva de las 

hembras, ya que la agresión representa una estrategia adaptativa pues es útil para conseguir 

recursos como el agua y el alimento, así como para defender el territorio y a las crías 

(Takahashi y Miczek, 2014). En ese sentido, Scott (1966) menciona que la agresión es en sí 

un sistema compuesto por patrones del comportamiento que tiene la función de facilitar la 

adaptación a situaciones que involucran un conflicto físico y, por ende, un riesgo potencial 

para el organismo. A pesar de que en los mamíferos lo anterior aplica para ambos sexos, la 
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mayoría de los estudios sobre etología y neuroendocrinología de la agresión se han enfocado 

en machos, ya que son naturalmente más propensos a ser agresivos.  

 Lo anterior debe de tomarse en consideración para la interpretación de nuestros 

resultados, ya que existe evidencia de que los mecanismos neuroendocrinos que modulan la 

agresividad son sexualmente dimórficos. Por ejemplo, se ha reportado que la mayoría de los 

comportamientos agresivos de las hembras son dirigidos contra otras hembras y que rara vez 

atacan a los machos, quienes atacan preferentemente a otros machos. Por otro lado, la 

ovariectomía no afecta la probabilidad de que se presente la agresión, pero la orquiectomía 

sí la reduce. En las hembras castradas el tratamiento con una dosis suprafisiológica de 

benzoato de estradiol reduce la incidencia de ataques contra sus congéneres, mientras que el 

propionato de testosterona incrementa la agresión contra los machos (DeBold y Miczek, 

1981). Los resultados anteriores sugieren que las hembras presentan un mecanismo de 

agresión que depende de estructuras nerviosas que son sensibles a los esteroides sexuales. 

También implica la participación de tejidos esteroidogénicos extragonadales, probablemente 

las glándulas adrenales, cuya actividad ha sido relacionada con los comportamientos 

agresivos (Munley et al., 2018). 

 El hipotálamo anterior es un buen candidato para mediar los comportamientos agresivos 

que son dependientes de la fluctuación en la concentración de hormonas esteroideas, ya que 

contiene poblaciones de neuronas que expresan receptores para las mismas. En 

concordancia, las ratas lactantes que agreden a un macho invasor presentan un incremento 

en la expresión de c-Fos en diversas poblaciones neuronales dentro del POA (Gammie y 

Nelson, 2001; Lonstein y Gammie, 2022). Adicionalmente, se ha reportado que la lesión 

electrolítica de esta área disminuye las posturas de dominación, los ataques laterales y las 

mordidas en roedores de ambos sexos (Hamond y Rowe, 1976; Albert et al., 1986; Edwards 

et al., 1993). Cabe mencionar que las lesiones realizadas en dichos estudios abarcan en su 

totalidad al RP3V, por lo que no se puede atribuir el efecto observado a la destrucción del 

mPOA como sugieren los autores. Esto concuerda con el hecho de que, en nuestro estudio, 

aquellos animales en los que la microinyección de TTX ocurrió en la región caudal al RP3V, 

en donde se ubica el mPOA, no se mostraron agresivos en ningún momento.  

 Según nuestro conocimiento, solamente existe un estudio en el que se ha evaluado la 

participación del RP3V sobre la agresión. En éste se analizó la co-expresión de c-Fos en las 

neuronas de kisspeptina del RP3V y en las de RFRP-3 del DMH de machos que exhibieron 



 70 

comportamientos agresivos ante un intruso del mismo sexo en su jaula. Los autores muestran 

un decremento significativo en la actividad de las neuronas de RFRP-3, por lo que 

concluyeron que éstas modulan de manera inhibitoria la agresión. Por otro lado, observaron 

una tendencia al alza en la actividad de las neuronas de kisspeptina, sin embargo, al no ser 

significativa, concluyeron que este péptido no participa en la regulación de la agresión 

(Jenning et al., 2016). Esta conclusión nos parece apresurada ya que en sus gráficas se 

aprecia una gran dispersión de los datos de células inmunoreactivas a kisspeptina+c-Fos, que 

no se aprecia en las de RFRP-3+c-Fos, lo que sugiere que la variabilidad entre los individuos 

podría estar enmascarando un papel del RP3V en la regulación de la agresión.  

 En apoyo a esta idea, se ha mostrado que el RP3V establece una comunicación nerviosa 

con estructuras relacionadas directamente con la agresión como la amígdala medial 

(Canteras et al., 1995; Haller, 2018) y el PVN (Yeo y Herbison, 2011; Csabafi et al., 2013). 

Adicionalmente, en el lagarto de manchas laterales (Uta stansburiana), la administración de 

kisspeptina resulta en un incremento en la agresión producto de la estimulación de la 

secreción de testosterona (Neuman-Lee et al., 2017). Este resultado es importante ya que, si 

bien no vincula directamente al RP3V con la agresión, sí establece un mecanismo de 

modulación de la conducta que depende de la activación del eje hipotálamo-hipófisis-gónada 

a través de la kisspeptina. Lamentablemente, este estudio solo contempló a los machos y no 

se han realizado otros semejantes en mamíferos. Adicionalmente, se ha estudiado el efecto 

de la kisspeptina sobre estados asociados a la agresión como la ansiedad y el estrés (Mora et 

al., 1996; Morgan y Pfaff, 2002). Un artículo reporta que la administración sistémica de 

kisspeptina aumenta la concentración de corticosterona (Ibos et al., 2021). En cuanto a la 

ansiedad, se han reportado efectos ansiolíticos (Mills et al., 2022) y ansiogénicos (Csabafi 

et al., 2013; Delmas et al., 2018).  

  Considerando la influencia que ejercen las hormonas esteroideas sobre el 

comportamiento, se ha analizado si la agresividad contra otras hembras fluctúa a lo largo del 

ciclo estral. En estos experimentos se han encontrado resultados ambiguos que dependen de 

la especie y del método utilizado. Por ejemplo, en los hámsteres se aprecia una ligera 

variación con puntos máximos en metaestro y diestro y un mínimo en proestro y estro, 

aunque las diferencias no alcanzan a ser estadísticamente significativas (Giordano et al., 

1986). En el ratón sí se observan picos significativos en la agresión durante el proestro y 

metaestro (Hyde y Sawyer, 1977). En el caso de las ratas, un estudio mostró que la 

agresividad incrementa cuando no son receptivas al macho (metaestro y diestro) y decrece 
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cuando sí lo son (proestro y estro). En estos animales la ovariectomía inhibió la aparición de 

los comportamientos agresivos, mientras que el reemplazo de estradiol y progesterona los 

reestableció (Ho et al., 2001). A pesar de lo anterior, la mayoría de los reportes sugiere que 

en las ratas no existen diferencias que dependan de la etapa del ciclo estral, aunque cabe 

mencionar que en algunos de estos experimentos el método de determinación de la etapa del 

ciclo es cuestionable, ya que se basa en el comportamiento sexual (Melchior et al., 2004; de 

Jong et al., 2014; Oliveira y Bakker, 2022).  

El hecho de que no exista evidencia clara de que la agresividad de las ratas varíe en 

función de la etapa del ciclo estral podría deberse al modelo empleado para cuantificarla. Si 

bien las ratas hembra son más agresivas con otras hembras, esto parece formar parte de un 

mecanismo que les permite determinar la jerarquía en sus colonias (Schweinfurth, 2020), 

por lo que no se esperaría que fluctuara a lo largo del ciclo. Por otro lado, la restricción de 

la receptividad sexual en la tarde del proestro y la exhibición de agresividad contra el macho 

durante el resto del ciclo (Hardy, 1972), sugiere que la agresión forma parte de un 

mecanismo que evita la cópula cuando la probabilidad de preñez es baja. En este sentido, se 

ha mostrado que las neuronas kisspeptinérgicas del RP3V de las hembras son activadas por 

feromonas masculinas (Bakker et al., 2010; Watanabe et al., 2017; Hellier et al., 2018), 

mismas que modifican el comportamiento sexual de la hembra (Hellier et al., 2018). Esto 

podría depender del circuito nervioso que se forma entre los bulbos olfatorios, la amígdala 

y el RP3V, cuya actividad también depende de la concentración de estradiol (Simerly et al., 

1990; Kim et al., 2011; Comninos et al., 2017).  

En el escenario de que el RP3V module un circuito de agresión asociada a la cópula, su 

participación sería imprescindible para interpretar la concentración de estradiol y por ende 

el grado de madurez de los folículos ováricos. Proponemos que el RP3V inhibe la agresión 

ya que el bloqueo de su actividad la incrementa. Adicionalmente, su contribución se 

modifica en función de la etapa del ciclo estral, por lo que probablemente depende del 

microambiente hormonal. Al respecto de esto último, no encontramos un patrón claro entre 

el efecto del bloqueo del RP3V y la concentración sérica de progesterona, testosterona y 

estradiol, por lo que se necesitan más estudios para determinar los mecanismos que regulan 

su actividad dentro de este circuito.  
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10. Conclusiones  
 

Los resultados obtenidos en el presente estudio difieren del modelo clásico en el que se ha 

propuesto que el RP3V únicamente regula la secreción fásica de la GnRH, por lo que 

proponemos que también participa en la regulación de la secreción tónica. Adicionalmente, 

el RP3V regula la exhibición de comportamientos agresivos en función de la etapa del ciclo 

estral, probablemente como parte de un mecanismo para impedir la cópula en momentos 

inapropiados del ciclo.  
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11. Perspectivas  

 
Para comprender mejor el papel del RP3V en la regulación del ciclo estral, la ovulación y el 

comportamiento, nos planteamos las siguientes perspectivas: 

 

Realizar el análisis histológico de los ovarios de aquellos animales que fueron 

microinyectados con ACSF o con TTX en el RP3V.  

 

Cuantificar la concentración de hormonas esteroideas y de gonadotropinas en los grupos 

en los que se alteró la ciclicidad, la ovulación y el comportamiento. 

 

Realizar un análisis del comportamiento en animales microinyectados con TTX en estro, 

metaestro o proestro a través del paradigma de la hembra o el macho intruso para dilucidar 

si el RP3V modula la agresividad de dominancia o de receptividad.  
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