
 

 
Campus Juriquilla 

Instituto de Neurobiología 
 
 

 
“Secreción de Isoformas de la Hormona de Crecimiento en 

Cultivo de Células Testiculares de Pollo” 
 

 

 

 

 

 

 

Que para obtener el grado de Maestro en Ciencias (Neurobiología) 
 
 

Presenta: 
Biol. Carlos Guillermo Martínez Moreno 

 
Tutor: 

Dra. Maricela Luna Muñoz 
 

Agosto 2006 

 
 
 
 
 
 



 

UNAM – Dirección General de Bibliotecas 

Tesis Digitales 

Restricciones de uso 
  

DERECHOS RESERVADOS © 

PROHIBIDA SU REPRODUCCIÓN TOTAL O PARCIAL 
  

Todo el material contenido en esta tesis esta protegido por la Ley Federal 
del Derecho de Autor (LFDA) de los Estados Unidos Mexicanos (México). 

El uso de imágenes, fragmentos de videos, y demás material que sea 
objeto de protección de los derechos de autor, será exclusivamente para 
fines educativos e informativos y deberá citar la fuente donde la obtuvo 
mencionando el autor o autores. Cualquier uso distinto como el lucro, 
reproducción, edición o modificación, será perseguido y sancionado por el 
respectivo titular de los Derechos de Autor. 

 

  

 



 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Esta tesis fue realizada en el laboratorio de Bioquímica de hormonas del Dr. 
Carlos Arámburo de la Hoz, en el instituto de Neurobiología de la UNAM 
(campus Juriquilla, Querétaro) durante el periodo de 2003-2006. La tesis se 
realizó con apoyo de CONACyT (41218-Q y beca de maestría 185024), 
PAPITT (IN205406). 
 



Agradecimientos 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

A mi tutora la Dra. Maricela Luna Muñoz por su paciencia, compromiso y  
amistad 

 
Al Dr. Carlos Arámburo de la Hoz por su confianza y apoyo 

 
A mi comité tutoral y revisores: 
Dr. Alfredo Varela Echevarría 

Dr. Jorge LarrivaShad 
Dra. Carmen Acéves 

Dr. Enrique Pedernera Astegiano 
Dr. Gonzalo Martínez de la Escalera 

 
A mis compañeros de laboratorio: 

Salvador, Adriana, Marisela, Clara, Lulú, José Luis, Bernardo,  
Martha, Gerardo, Dra.Flor y Dra. Laurita 

 
A Darenth, Martha y  

Mauricio. 
A Blanca y Guillermo (aunque ya no puedan darse por enterados) 

 
A Oscar Moreno, al Dr. Andrés Quintanar y al Dr. José Luis Quintanar 

 
A la familia y a mis amigos. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 



Índice 

 

Resumen          1 

Abstract          2  

Introducción         3 

Antecedentes         4 

Hormona de Crecimiento GH      4 

Efectos de la GH        5 

Estructura de la GH        6 

Variantes Moleculares de la GH      9 

Regulación de la síntesis y secreción de GH    13 

Hormona Liberadora de la Hormona de Crecimiento (GHRH) 14 

Acciones Testiculares       15 

GHRH en testículo        20 

Justificación         21  

Hipótesis y Objetivos        22 

Diseño Experimental        23 

Materiales y Métodos        24 

Obtención de tejido        24 

Cultivo Celular        25 

Cuantificación de la GH por ELISA     26 

Inmuno-citoquímica        27 

Análisis de Variantes Moleculares de cGH    28 

Resultados          30 

Cuantificación de la GH por ELISA     30 

Inmuno-citoquímica        37 

Análisis de Variantes Moleculares     41 

Discusión          47 

Conclusión          58 

Bibliografía          59 

Apéndice I (Abreviaturas)       68 

 



Resumen 

 

 

 

Una proteína semejante a la hormona de crecimiento (GH) y su ARN 

mensajero han sido descritos en varios tejidos extrahipofisiarios de diversas 

especies de vertebrados. Se sabe que la GH interviene en procesos de 

diferenciación, desarrollo y maduración del aparato reproductor. Es también 

sabido que la hormona de crecimiento presenta una heterogeneidad molecular 

que podría ser producto de modificaciones postraduccionales.  En testículo de 

rata la GH se ha co-localizado con su secretagogo clásico, la hormona 

liberadora de la GH (GHRH). En este trabajo se determinó si la GHRH tiene un 

efecto sobre la liberación y/o secreción de la GH en cultivos primarios de 

células testiculares así como su patrón de heterogeneidad molecular. Se 

realizaron cultivos de células testiculares en presencia de GHRH a diferentes 

concentraciones (1nM, 10nM, 100nM) y  se determinó que las variantes más 

abundantes liberadas al medio son las de 15 y 17 kDa.  En el interior de las 

células las variantes más abundantes fueron las de 35 y 17 kDa.  Mediante 

inmuno-citoquímica se determinó la presencia de células inmuno-positivas para 

GH. Con base en los resultados anteriores es posible señalar que el GHRH 

induce la liberación de la hormona de crecimiento pero que esta liberación 

depende además de otros factores. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Abstract 

 

 

 

A growth hormone-like protein and its mRNA has been described in several 

extrapituitary tissues in different vertebrates. It is known that GH is involved in 

differentiation, developing and maturation process in the reproductive system. It 

is also known that GH is comprised by a family of heterogenous molecular 

variants which could be the product of post-translational modification. The GH 

has been co-localized with its clasical secretagoge, the growth hormone 

releasing hormone (GHRH) at the rat testis.  In this work we determined if the 

GHRH had effect on the secretion or release of GH in testicular primary cell 

cultures as well as in its molecular heterogenity pattern. Testicular primary cell 

cultures were stimulated with GHRH at diferent concentrations (1nM, 10nM y 

100nM).  The GH release was detected and the results showed a higher 

concentration in the cultures treated with the GHRH  compared with the control.  

We determined that 15 and 17 kDa molecular variants are the more abundant 

isoforms released to the culture medium, where as in the cell the most 

prominent variants corresponded to  the 35 and 17 kDa isoforms.  GH 

immunoreactive cells were determined in testicular primary cell cultures by 

immunochemistry under all stimulation conditions. In summary, these results 

showed that GHRH induces the GH release in testicular cell culture but this 

release may be related with other factors. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



Introducción 

 

Los procesos de crecimiento, desarrollo y reproducción en todos los 

seres vivos se ven afectados por una gran variedad de mecanismos 

regulatorios que controlan tanto su talla final como la progresión ordenada y su 

secuencial maduración morfofuncional. El estudio de la forma y mecanismos 

por los cuales dichos cambios son inducidos constituye una de las áreas 

principales de investigación en el campo de las ciencias biológicas 

contemporáneas. Es bien conocido que el crecimiento, desarrollo y 

reproducción de los animales es un proceso multifuncional cuyo control y 

regulación depende, primordialmente, de la compleja interacción del sistema 

neuroendocrino con diversos factores, entre los que destacan los nutricionales, 

los ambientales y los genéticos.  Así, durante las últimas décadas se han 

realizado grandes esfuerzos para determinar los mecanismos a través de los 

cuales las hormonas ejercen este control, tanto in vivo como a nivel celular en 

el pollo (Arámburo et al., 1993). La línea de investigación de nuestro grupo de 

trabajo se inserta en este campo particular de conocimiento, y está dirigida a 

comprender la manera en que una hormona o mensajero intercelular, en éste 

caso de naturaleza peptídica, ejerce sus actividades biológicas. Utilizamos 

como modelo a la hormona de crecimiento y analizamos sus funciones en 

diferentes tejidos, y para el caso de este estudio empleamos testículo. 

 



Antecedentes 

 

Hormona de Crecimiento (GH)  

 

La GH es una hormona de naturaleza polipeptídica, que se produce 

principalmente en la glándula hipófisis de todos los vertebrados estudiados 

hasta ahora y por la placenta de los mamíferos. Sin embargo también se ha 

encontrado que una proteína semejante a la GH se sintetiza en otros tejidos 

extrahipofisiarios  como en el sistema nervioso, reproductor e inmune (Harvey 

et al., 1995), incluso en algunos que se consideraban órganos blanco. La GH 

pertenece a una familia de proteínas que están relacionadas estructuralmente, 

y que presentan gran diversidad de funciones. La familia está constituida por la 

GH, la prolactina (PRL), el lactógeno placentario (PL) en roedores y ungulados 

o somatotropina coriónica humana, las proteínas relacionadas (bovino) o 

parecidas (rata) a la prolactina (PRPs), las proteínas vinculadas con la 

proliferina (PLF) y las relacionadas con la GH (Rand-Weaver et al., 1993). 

Efectos de la GH 

 

Además de los efectos sobre el crecimiento y desarrollo de los 

organismos, la GH interviene también en el metabolismo de proteínas, lípidos, 

carbohidratos, ácidos nucleicos y minerales. Además exhibe actividad sobre la 

proliferación y diferenciación celular; éstos efectos pueden ser directos sobre 

las células blanco o mediados a través de otros mensajeros regulados por esta 

hormona como en el caso del factor de crecimiento insulinoide tipo I o IGF-I 

(Harvey , 1995).  

 

La diversidad funcional de la hormona de crecimiento es muy amplia y 

puede ser explicada en parte por la heterogeneidad molecular que ésta 

presenta. Así, se han descrito efectos metabólicos directos que facilitan el 

crecimiento muscular y la conservación de la glucosa, y efectos sobre el 

crecimiento esquelético que son parcialmente directos y parcialmente 

mediados por el factor de crecimiento insulinoide tipo I (IGF-I). Entre los 



primeros efectos se incluyen: la estimulación de la lipólisis, captura y transporte 

de aminoácidos, síntesis de proteínas, inhibición de la lipólisis estimulada por 

adrenalina o por glucagon, inhibición de la lipogénesis inducida por la insulina, 

inducción de la resistencia periférica a la insulina (efecto diabetógeno) y 

participación en la regulación de la absorción tubular de algunos iones. La GH  

a través de IGF-I como ejemplo de efecto indirecto, promueve la diferenciación 

de pre-adipocitos, mioblastos y posiblemente de gran variedad de tejidos, 

incluyendo la placa cartilaginosa de la epífisis (Arámburo et al. ,1993). 

Actualmente está establecido que la GH está involucrada de manera integral en 

el mantenimiento, control y modulación del sistema inmune de mamíferos 

(Scanes et al.,1995).  

 

Deficiencias en la secreción de GH, ya sean por causas genéticas 

(enanismo), fisiológicas (envejecimiento), y experimentales (hipofisectomía); 

han sido asociadas en mayor o menor manera con deficiencias en la función 

inmune y reproductiva (Hull et al.,1997).  

Estructura de la GH 

 

La hormona de crecimiento se sintetiza como una pre-hormona de 225 

residuos de aminoácidos, mientras que la forma madura se compone de una 

cadena de aproximadamente 191 aminoácidos (dependiendo de la especie); 

presenta dos asas, una grande central y una pequeña próxima al extremo 

carboxilo terminal, las dos están formadas por puentes disulfuro localizados en 

los residuos 53-165 y 182-189 (Figura 1).  



 

Figura. 1. Estructura Primaria de la  cGH 

 

La forma que se presenta en mayor cantidad en la mayoría de las 

especies tiene un peso molecular de entre 21 y 22 kiloDaltones (kDa). Su 

estructura tridimensional obtenida por cristalografía de rayos X de las GHs 

porcina y  humana, (Goffin et al., 1996) (Figura 2), está constituida en un 50% 

por α-hélices distribuidas en 4 α-hélices anti-paralelas que se ubican en los 

segmentos 7-34, 75-87, 106-127 y 152-183. Cada una tiene diferente carácter 

hidrofóbico, siendo la número 4  la más hidrofóbica de todas (Abdel-Meguid et 

al., 1987; Scanes et al., 1995).  

 



Figura 2. Estructura tridimensional de la hormona de crecimiento humana (Goffin et al., 1996). 

 

La hormona de crecimiento contiene 4 dominios (AGH, BGH, CGH y DGH) 

altamente conservados en la escala filogenética, siendo el segmento 164-187 

el más conservado. Los cuatro dominios se han identificado en todos los 

vertebrados, corresponden a las posiciones 13-33, 54-94, 113-132 y 157-187, y 

se encuentran separados por dominios variables o deleciones.  

 

Los dominios AGH, BGH y CGH  corresponden a α-hélices con un arreglo 

hacia el exterior de la molécula de GH, mientras que el dominio DGH se 

encuentra localizado en el interior de la molécula. Este arreglo se ha observado 

en todas las hormonas de crecimiento estudiadas hasta ahora (Chen et al., 

1995; Scanes et al., 1995). 

 

En aves, se conoce la estructura primaria de la proteína y del ARNm que 

la codifica específicamente en el pollo, pavo y pato; estas son homólogas con 

una diferencia de sólo 3 sustituciones de aminoácidos y una deleción en la 

secuencia en el caso de la del pato comparada con la de pollo (Chen et al., 

1988; Hull et al.,1997). 

 

En el pollo la GH representa aproximadamente el 10% de la proteína 

hipofisiaria total (Sturkie et al.,1986), la pre-hormona presenta 216 aminoácidos 

y la hormona madura se constituye de 191 aminoácidos. Su peso molecular 

aproximado es de 22kDa (CNR) y el punto isoeléctrico (pI) de la isoforma 

mayoritaria es de 5.1 (Arámburo et al.,1993; Hull et al.,1997) .  

 

La  GH presenta dos sitios de unión a su receptor. El sitio 1 de la GH se 

une a una molécula del receptor para GH.  Este sitio está constituido por la 

región que va del centro hacia el extremo carboxilo de la hélice 4, los residuos 

54-74 de un asa y parte de la hélice 1; en el caso del sitio 2, éste se une a otra 

molécula del receptor para GH, pero con menor afinidad e incluye la parte del 

extremo amino terminal de la hélice 1, la hélice 3 y los residuos 12, 16 y 19 

(Figura 3) (Cunningham et al., 1991). La dimerización del receptor es 

aparentemente indispensable para iniciar la actividad de la transducción de la 



señal intracelular, y este mecanismo de unión ocurre cuando la GH se une 

tanto a los receptores somatogénicos como a los lactogénicos (Goffin et al. 

,1996). 

 
Figura 3. Sitios de unión al receptor de la GH 

 

Variantes moleculares  

En la hipófisis de todas las especies estudiadas, el análisis mediante 

electroforesis desnaturalizante (SDS-PAGE) bajo condiciones no reductoras 

revela que predomina la forma monomérica de la hormona (22 kDa) (Baumann 

et al., 1986; Arámburo et al., 1990). Sin embargo, las formas diméricas y otros 

oligómeros pueden representar hasta el 40% de la GH secretada al plasma en 

humanos.  

 

Se han encontrado variantes de masa que probablemente sean producto 

de un proceso proteolítico: una forma de 25kDa observada en condiciones no 

reductoras y un fragmento de 15 kDa observada en condiciones reductoras en 

el pollo (Arámburo et al.,1993).  

 

La GH glicosilada se ha identificado en la hipófisis y en el plasma de 

varias especies de mamíferos, en algunos peces óseos, en el tiburón y en el 

pollo (Sinha et al., 1987; Arámburo et al., 1991; Montiel et al., 1992). Esta forma 



glicosilada en humanos, representa aproximadamente el 1% de la hGH-N total 

(Scanes et al., 1995). Sin embargo existen evidencias –en humanos y ratas- de 

que la tasa de glicosilación de la GH hipofisiaria cambia en algunas situaciones 

fisiológicas relacionadas con la etapa reproductiva y el desarrollo fetal (Sinha et 

al., 1987; 1990).  

 

En el pollo se identificó una forma glicosilada de la GH (G-cGH) que 

tiene un peso molecular aparente de 29kDa en condiciones reductoras, cuando 

esta forma molecular se analizó con diferentes criterios electroforéticos se 

mostró que presenta heterogeneidad molecular, encontrándose seis variantes 

glicosiladas con puntos isoeléctricos (PI) entre 6.52-7.17 en las tres formas 

predominantes y todas ellas con un PM de 29 kDa(Arámburo et al.,1991). Esta 

variante se ha medido en el plasma y muestra variaciones de acuerdo con la 

etapa reproductiva.  Se ha propuesto que la estructura del oligosacárido unido 

a la G-cGH es de naturaleza híbrida o bicatenaria. La G-cGH sufre un 

incremento a partir del día 15 y 18 embrionario, y presentó mayores 

incrementos entre la novena y decimoquinta semanas de edad.  Se sabe 

también que la G-cGH estimula la proliferación de las células en el ensayo de 

linfoma Nb2, mientras su contraparte no glicosilada careció de efecto (Berumen 

et al., 2004).  

 

Cuando se analizó la GH de pollo (cGH) por electroforesis no 

desnaturalizante, se identificaron tres variantes de carga (0.23, 0.3 y 0.35) 

(Arámburo et al., 1989). Mediante isoelectroenfoque y western blot se 

describieron de ocho a diez variantes de carga (Houston et al., 1988; Arámburo 

et al.,1990), algunas de las cuales parecían estar reguladas durante el 

desarrollo de estos animales (Houston et al., 1988; Arámburo et al., 

2000)(Figura 4). 
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Figura 4. Se muestran bandas inmuno-reactivas en hipófisis (Hip) y plasma (pl) separadas por 

isoelectroenfoque (IEF) izquierda, y separadas por SDS-PAGE (no reductoras NR y reductoras R), 

transferidas a membrana de nitrocelulosa, y teñidas con anticuerpo primario anti-cGH generado en conejo 

y un segundo anticuerpo asociado a peroxidasa de rábano revelado con quimio-luminiscencia.  

 

Existe otra modificación postraduccional que contribuye a la 

heterogeneidad de carga en una proteína, la fosforilación, la cual le confiere 

características más ácidas (Arámburo et al.,1993). Existen evidencias sobre la 

existencia de formas fosforiladas de la GH en humanos, ratas, ovinos y pollos. 

Se ha observado que la GH humana puede ser fosforilada en los residuos Tyr 

28 ó 35 y Tyr42 (Baldwin et al. ,1983). En el pollo una proporción significativa de la 

hormona parece estar fosforilada (Arámburo et al., 1989), y las células de la 

hipófisis del pollo en cultivo primario pueden incorporar fosfato radioactivo a la 

banda inmunorreactiva a cGH cuya liberación es estimulada por la hormona 

liberadora de GH (GHRH) (Arámburo et al., 1990).  

 

 En el pollo, al menos dos variantes de carga (Rf= 0.23 y 0.3) presentron 

diferente bioactividad en el metabolismo de lípidos: la 0.23 fue esencialmente 

lipolítica mientras que la 0.3, manifiestó una actividad antilipolítica (Arámburo et 



al.,1989; 1993); sin embargo, ambas mostraron actividad somatotrópica 

equivalente (Arámburo et al., 1993).  

 

 Se determinó en pollo el patrón de heterogeneidad molecular a lo largo 

de la ontogenia, desde su embriogénesis hasta su estado adulto, y se 

encontraron bajo condiciones no reductoras bandas cGH-IR de 15, 22, 25, 44, 

50, 66, 80, 89, 105 y >110 kDa; mientras que en condiciones reductoras se 

observaron las bandas de 13, 15, 18, 23, 26, 36, 39, 44, 48, 59 y 72 kDa. Las 

formas oligoméricas desaparecieron con la reducción con mercaptoetanol. El 

monómero cambia su peso molecular debido a la pérdida de su tridimensional,  

modifica su peso a 26 kDa al exponerlo al mercaptoetanol. Durante la 

ontogenia el patrón de heterogeneidad molecular sufre cambios en la 

proporción de sus variantes. Se ha descrito una mayor cantidad de fragmento 

de 15 kDa durante el estado embrionario. El monómero de 22 kDa (NR)  sufre 

un aumento después de la embriogénesis y formas oligoméricas mayores a 66 

kDa se encontraron en menor cantidad durante la misma etapa. Se ha 

mostrado que la forma monomérica de 22kDa tiene una afinidad mayor por el 

receptor al ponerse a competir con las formas de 44, 66 y 80 kDa. (Arámburo et 

al., 2000), las cuales prácticamente no se unen al receptor hepático. 

La heterogeneidad molecular de la GH puede originarse por diferentes causas, 

entre las que se encuentran las siguientes: 

• Multiplicidad génica 
 

Se identificaron dos genes en los humanos que codifican para dos GH 

muy similares. Al primero se le denomina normal (hGH-N) y se expresa en la 

hipófisis; al segundo se le llama variable o hGH-V y se expresa en el 

sincitiotrofoblasto de la placenta y en el testículo (Frankenne et al. , 1987; 

Liebhaber et al., 1989; Untergasser et al., 1998). La proteína resultante de la 

expresión del hGH-V difiere de la hGH-N por 13 aminoácidos y presentan un 

92% de homología. Está constituida por 191 aminoácidos, su peso molecular 

es de aproximadamente 22kDa, es más básica que la proteína codificada por 

hGH-N, se encuentra glicosilada y tiene un sitio único de glicosilación tipo N, se 

une a los receptores de PRL y a los de GH y se ha observado que es 



biológicamente activa (Hennen et al.,1988; Ray et al., 1990; Baumann et al., 

1991). También en la hipófisis de humanos se ha encontrado un péptido 

glicosilado de 12 kDa relacionado con la GH y por su secuencia se piensa que 

es producto de un gen diferente al de la hGH-N y la hGH-V (Díaz et al., 1993).   

• Edición del ARN mensajero 

Se han identificado diferentes ARN mensajeros (ARNm) como productos del 

gen de GH tanto en roedores como en humanos. El gen de la hGH-N puede 

editarse en tres ARNm cuyas proteínas resultantes son las hGH de 22 kDa con 

191 residuos de aminoácidos; una de 20 kDa, que presenta una deleción de 15 

aminoácidos correspondientes al segmento 32-46 de la secuencia en el exón 3 

de 45 nucleótidos y  representa del 5 al 10 % del monómero sintetizado en la 

hipófisis; y finalmente una variante de 17.5 kDa (Lewis et al., 1978, 1992, 2000; 

Masuda et al. 1988; Palmetshofer et al., 1995). La forma de 20 kDa también se 

ha identificado en roedores y una variante de 17.5 kDa en la hipófisis (Sinha et 

al. , 1984; Lecomte et al., 1987). 

 

• Modificaciones Postraduccionales 

Las modificaciones postraduccionales de la GH que se han identificado 

incluyen: la agregación u oligomerización, desamidación, proteólisis con o sin 

reducción, glicosilación, fosforilación y acetilación. Hasta ahora todas las 

formas moleculares de la GH que se han descrito en aves parecen derivar de 

modificaciones postraduccionales y se han obtenido evidencias suficientes de 

que existe una serie de variantes de masa tanto en la adenohipófisis (Houston 

et al., 1988; Arámburo et al.,1990) como en el plasma (Montiel et al., 1992).  

 

Regulación de la Síntesis y Secreción de GH 

 

Se sabe que la GH se sintetiza y almacena en los somatotropos de la 

adenohipófisis y sus niveles circulantes se modifican ante situaciones 

fisiológicas como el crecimiento y desarrollo, la privación de alimento, la 



exposición al frío, el ejercicio, y durante el sueño de ondas lentas (Devesa  et 

al., 1992), entre otros. 

 

La regulación de la liberación de la GH es un proceso multifactorial y 

dinámico que difiere entre las distintas especies y se modifica de acuerdo con 

el estado fisiológico del animal. Este complejo sistema que controla la síntesis y 

la secreción de la GH ha sido reportado a partir de estudios realizados 

principalmente en mamíferos, y se sabe que su patrón de liberación está 

influenciado por factores metabólicos, endocrinos, inmunes y nerviosos que 

participan a diferentes niveles de esta red. Los neuropéptidos hipotalámicos 

como la hormona liberadora de la hormona de crecimiento (GHRH) y la 

somatostatina (SRIF) constituyen –en la mayoría de las especies estudiadas– 

las principales señales, estimulante e inhibitoria respectivamente, de la 

secreción de GH. En aves TRH estimula también la liberación de GH. 

  

Los factores reguladores de la síntesis y secreción de la GH, actúan a 

nivel del hipotálamo o de la hipófisis. La secreción de esta hormona tiene un 

comportamiento pulsátil, observado en todas las especies estudiadas, donde 

se ha notado que los tejidos blanco son más sensibles a la frecuencia del 

estímulo hormonal que a una gran cantidad secretada en un periodo similar. Un 

pulso de secreción de GH está controlado por la rítmica liberación alternada de 

GHRH y SRIF (Devesa et al., 1992). 

 

La GHRH se produce en neuronas localizadas en el núcleo arqueado, 

las cuales expresan receptores para somatostatina (SRIF) que inhibe la 

síntesis de GHRH (Bertherat et al., 1995). Contrariamente, las neuronas del 

área periventricular del hipotálamo anterior secretan SRIF y son estimuladas 

por la GHRH (Águila et al., 1987). La SRIF inhibe su propia síntesis por un 

mecanismo de retroalimentación negativa (Águila et al., 1998). Esta interacción 

entre los péptidos parece ser la responsable de la secreción episódica de la 

GH. Sin embargo, estos factores hipotalámicos están sujetos a modulación por 

otros péptidos hipotalámicos y por una compleja red de neurotransmisores que 

funcionan como intermediarios entre las influencias metabólicas, endocrinas, 

neurales e inmunológicas, y la liberación de la GH (Harvey et al., 1995). 



A diferencia de lo que ocurre en mamíferos, en pollos las hormonas 

tiroideas (HT) inhiben la síntesis y liberación de la GH inducida por TRH y 

GHRH, posiblemente a través de la disminución en la sensibilidad de los 

somatotropos a GHRH y por la reducción de los niveles de secretagogos de 

GH (Radecki et al., 1994). 

Existen además hormonas que intervienen en el control de la 

transcripción del gen de GH y su secreción como son los glucocorticoides, los 

cuales tienen un efecto estimulatorio. En estudios in vitro, se ha demostrado 

que el efecto de los glucocorticoides sobre la síntesis de GH es dependiente de 

HT. También afectan la expresión del gen del receptor de GHRH 

incrementando su ARNm, mientras se observa una disminución en los niveles 

de ARNm del receptor de SRIF. No obstante, una exposición prolongada a 

glucocorticoides produce el efecto contrario en la expresión de dichos 

receptores. (Devesa et al., 1992; Argente et al., 1994; Blue-Pajot et al. , 1998). 

 
Un mecanismo propuesto para la regulación por GH es el llamado de 

asa ultracorta, en el que se supone un efecto inhibitorio de la hormona sobre su 

propia secreción. También puede estar mediada por factores parácrinos extra-

somatotrópicos, por ejemplo, a través del IGF-I que se produce en la hipófisis 

en respuesta a GH, y que inhibe la liberación de la hormona y la transcripción 

del gen de GH, tanto en condiciones basales como inducidas por GHRH. La 

GH sistémica disminuye su propia secreción basal o estimulada 

independientemente de cambios en otras hormonas o metabolitos inhibitorios, 

como la glucosa o los ácidos grasos libres. Se piensa que este efecto puede 

ocurrir por inhibición de los receptores a GHRH y TRH, por aumento de los 

receptores SRIF, por la combinación de ambos en las membranas 

somatotrópicas o por daño en la señal de transducción. La GH sistémica 

también regula su secreción a través de su efecto sobre los niveles de otras 

hormonas, como los IGF hepáticos (Harvey, 1995; Blue-Pajot et al., 1998). 

 

Acciones Testiculares de la GH 
 



La espermatogénesis es un proceso complicado que involucra una 

multitud de interacciones celulares que incluyen la transcripción secuencial  de 

genes, la expresión y función del producto de la traducción de los genes, así 

como el control  de la función celular y de las interacciones celulares a través 

de diversos mensajeros químicos que actúan a través de mecanismos 

endócrinos, parácrinos y autócrinos (Figura 5). 

 

Estudios recientes muestran una fuerte relación entre la GH y la fertilidad 

masculina. Por ejemplo, la movilidad espermática se ve afectada en ratones 

con deficiencia en los niveles de la hormona, y se restaura mediante la 

administración de GH; también se ha determinado que el número y morfología 

de espermatozoides, se reduce con la deficiencia de GH, y con una 

administración de GH exógena se revierte dicho efecto. Se ha observado 

también un decremento en el número de espermatozoides maduros, pero 

niveles normales de espermátides en roedores deficientes de GH, lo cual 

muestra que dicha hormona puede afectar la maduración final y no la 

espermatogénesis (Kuroda et al., 1989). 

 

Figura 5.  Se muestra un esquema de espermatogénesis. (n)haploides (2n) diploides 

 



La GH induce la espermatogénesis en ratas macho infértiles, 

probablemente por el incremento de la diferenciación de células de Leydig y 

Sertoli (Shoham et al, 1992).  

 

Las acciones gametogénicas de la GH pueden ser directas o mediadas 

por IGF. Sin embargo, es poco probable que el IGF-1 hepático cruce la barrera 

hemato-testicular. Las acciones testiculares de la GH pueden estar mediadas 

por el IGF-1 gonadal. Hay estudios en los que se ha visto que las 

concentraciones seminales de IGF-1 se correlacionan con la morfología de los 

espermatozoides, pero no con su motilidad o concentración, ya que el IGF-1 en 

contraste con la GH, inhibe la motilidad espermática (Breier et al, 1996;  

Glander et al, 1996; Breier et al, 1998; Miao et al, 1998; Ovesen et al, 1998). 

 

La GH puede alterar la gametogénesis, afectando la síntesis de 

testosterona ya que ésta es necesaria para la producción de espermatozoides. 

La acción esteroidogénica de la hormona de crecimiento, puede también ser 

mediada a través de IGF-1, ya que concentraciones subfisiológicas de este 

factor pueden inducir esteroidogénesis en folículos de rata (Handelsman et al, 

1985). 

 

Los testículos están altamente vascularizados, y muchas de las acciones 

testiculares de la GH exógena son probablemente un reflejo de sus acciones 

endócrinas (GH hipofisiaria), sin embargo, la barrera hemato-testicular, sugiere 

que muchas de las acciones esteroidogénicas en células Sertoli y su papel en 

la gametogénesis pueden reflejar acciones de GH producida localmente (Hull & 

Harvey, 2000, Luna et al, 2004). 

 

La posibilidad de que la GH testicular pueda actuar localmente afectando 

la función reproductiva directa o indirectamente, se apoya por la distribución del 

receptor a GH  (GHR) en el tracto reproductivo masculino, la inmunoreactividad 

de GHR se presenta abundantemente en los conductos de Wolff y de Müller, 

uretra, epidídimo, vasos deferentes, vesícula seminal y gónadas en la rata (Hull 

& Harvey, 2000). 



 

Expresión de la GH en testículo y heterogeneidad molecular 
 

Aunque la expresión del gen de GH ha sido demostrada en testículos 

humanos, el gen que principalmente se expresa es el gen variable (hGH-V) 

expresado en la placenta y no el gen normal (hGH-N) que se traduce en la 

hipófisis (Untergasser et al., 1997, 1998). En el caso del pollo no se encuentra 

el gen GH-V, por lo que las proteínas similares a GH encontradas en el 

testículo son generadas por la expresión del mismo gen que se encuentra 

expresándose en la hipófisis. (Harvey et al 2004).  
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Figura. 6 Luminograma que muestra el patrón de heterogeneidad molecular de la GH-IR en 

hipófisis (Hip), extracto de testículo (Te), conducto deferente (Cd) y hormona de crecimiento de 

pollo recombinante (rcGH) separadas por SDS-PAGE, transferidas a membrana de 

nitrocelulosa, y teñidas con anticuerpo primario anti-cGH generado en conejo y un segundo 

anticuerpo asociado a peroxidasa de rábano revelado con quimio-luminiscencia.  

 

La GH-IR en los testículos de pollo está asociada a proteínas de 

diferente peso molecular, con un patrón característico de heterogeneidad 



molecular de esta hormona como la que previamente se había reportado en la 

hipófisis. Se ha planteado que el mecanismo por el cual estas variantes 

moleculares son generadas es principalmente por modificaciones post-

traduccionales (Arámburo et al., 2000, 2001). Aparentemente algunas de las 

variantes moleculares de la GH identificadas en el testículo también están 

presentes en la hipófisis, aunque la proporción relativa de éstas varía 

claramente en los diferentes tejidos (Figura 6). 
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Figura 7. Inmuno-reactividad a GH en cortes de testículo de 6 m en pollo. Las micrografías 

superiores (I) amplificación 20x de cortes incubados con anticuerpo contra cGH recombinante 

(1:500) (II) Inmuno-reactividad  a GH se ve perdida por pre-adsorción del anticuerpo con 

exceso de rcGH (III) Control negativo sin el primer anticuerpo. Micrografías inferiores 40x y 

100x de amplificación mostrando con IR-GH positiva. Las flechas señalan inmuno-positividad 

en tipos celulares: (a, c y d)  células germinales (espermatocitos primarios/secundarios, 

espermátides) (b) Células de Leydig (intersticial) y células mioides. (Luna et al.,  2004). 

 

La localización de una proteína parecida a GH mostró estar ampliamente 

distribuida en los túbulos seminíferos de testículos de pollos adultos (Figura 7). 

Se encontró abundantemente en la parte luminal del túbulo en espermatocitos 

secundarios y espermátides, pero no se observó en espermatogonias, ni en 



células de Sertoli. También está presente en células intersticiales o de Leydig y 

miocitos. Estos resultados demostraron la presencia de GH en testículos de 

pollo de diferentes edades y la inmuno-reactividad se incrementa durante el 

desarrollo y que está asociada a numerosas variantes moleculares diferentes 

las que se observan en  la hipófisis. Los cambios en la concentración de GH en 

el tejido pueden ser relacionados a una posible función en la reproducción y 

reflejar un efecto autócrino o bien parácrino (Luna et al., 2004). 

Existen cambios en la abundancia relativa de GH en testículo a lo largo 

del desarrollo, estos incluyen un marcado decremento en la abundancia de 

formas de 14 kDa y 40 kDa entre los 18 días embrionarios a las 66 semanas de 

edad. La abundancia de la forma de 45 kDa se incrementa agudamente entre 

las 18 días embrionarios hasta las 15 semanas de edad (Luna et al., 2004). 

Mientras que la variante de 17 kDa es la principal isoforma en el testículo a lo 

largo de todo el desarrollo. 

 

GHRH  en testículo 

 

Es importante destacar la presencia de péptidos como la hormona 

liberadora de gonadotropinas (GnRH), de la hormona liberadora de tirotropina 

(TRH) y de la hormona liberadora de la hormona de crecimiento (GHRH) en 

testículos de diferentes especies de mamíferos. Además de haber sido 

reportada la proteína GHRH también existen estudios que revelaron la 

presencia del receptor en dichas células. Así mismo, se ha demostrado la 

expresión del secretagogo de GH, Ghrelina y su receptor (GHS-R) en aparato 

reproductor masculino de rata y humano (Gaytan et al., 2003).  

 

Se ha demostrado la expresión de GHRH en testículo de rata, en células 

espermátides y espermatogonias. Igualmente se describió la expresión de 

GHRH en células de Sertoli y Leydig, así como un receptor que une a GHRH 

(Fabbri et al., 1995, Moretti et al., 2002).  La presencia del receptor y su ligando 

promueve la idea de un mecanismo de activación que involucra a estas dos 

proteínas en relación con la síntesis y secreción de la hormona de crecimiento 

en este tejido.  Aún se desconocen las posibles funciones autócrinas y/o 



parácrinas de la GHRH en el proceso de maduración y diferenciación celular en 

el sistema reproductor masculino. Es posible plantear que al igual que regula la 

liberación de GH en la hipófisis podría regular a esta hormona a nivel testicular. 
 



Justificación 

  

Se sabe que la hormona de crecimiento se expresa en tejido testicular, 

ya que se ha podido identificar tanto su ARN mensajero como inmuno-

reactividad a cGH en aparato reproductor de pollo.   

 

Harvey y Hull han propuesto una posible función autócrina y/o parácrina 

a partir de la presencia del receptor a GH (GHR) y ligando en éste tejido, pero 

no existían datos de su regulación en éste nivel. Además, se encontró en rata 

la presencia del factor liberador GHRH por lo que se pensó podría estar 

relacionado en el control de la liberación y/o síntesis de GH en células 

testiculares (Harvey et al., 2004; Luna et al., 2004). 

  

Se conoce además que existe un patrón de isoformas de cGH específico 

para testículo de pollo por lo que fue necesario realizar experimentos para 

determinar el efecto del factor hipotalámico GHRH en el patrón de 

heterogeneidad molecular de la GH.  Se realizaron experimentos en cultivo 

primario a fin de determinar el efecto de GHRH sobre la cGH testicular. 
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Hipótesis 

La hormona liberadora de la hormona de crecimiento (GHRH) puede 

inducir la secreción de GH en el testículo de pollo. 

 

Objetivos 

 

General:  

Caracterizar el efecto de GHRH sobre la producción y liberación de la GH en 

cultivos de células testiculares de pollo. 

 

Particulares: 

 

− Optimizar las condiciones para el establecimiento de cultivos primarios 

de células testiculares de pollo.  

 

− Caracterizar en cultivos primarios de células de testículo, el efecto de 

GHRH: 

 

� En la concentración de GH en las células y en medio de cultivo. 

 

� En la distribución de GH en las células en cultivo por inmuno-

citoquímica. 

 

� En el patrón de heterogeneidad molecular de GH tanto en las células 

como en el medio de cultivo. 

 

 

 

 

 

 



Diseño Experimental 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Material y Métodos 

Pollo Macho  
(25-35) 

Semanas 
Obtención de tejidos:  

Testículo  
 

Dispersión de tejido/ 

Colagenasa 0.3% 

Cultivo primario de células de testículo 

Tratamiento con 
GHRH 

(1nm, 10nm, 
100nM) 

 

Western blot 

a)Cuantificación 
de GH total 

liberada al medio 
de cultivo M199 

Determinar patrón 
de 

Heterogeneidad 
Molecular de cGH 

  

ELISA 

b)Cuantificación 
GH total en células 

de testículo 

Inmunocitoquímica 

Ab α cGH 

Ab α  C-kit (marcador 
de línea germinal) 



Material y Métodos 

Como material biológico se utilizaron pollos machos de engorda de la línea 

Ross con edad entre las 25 y 35 semanas, obtenidos de las granjas de 

producción de Pollos Querétaro S.A. de C.V. de México. Los pollos fueron 

mantenidos durante 18 semanas  en el Instituto de Neurobiología de la UNAM.  

 

Obtención y dispersión de tejido 

Los pollos se sacrificaron por dislocación cervical y se disecaron los testículos 

tratando de obtenerlos completos (encapsulados); los testículos fueron 

colocados en solución salina balanceada de  Hanks’ [GIBCO BRL] libre de Ca2+ 

y Mg2+, a 37 ºC con 5% de penicilina/estreptomicina, posteriormente se 

descapsularon y se cortaron lo más finamente posible utilizando un bisturí en 

condiciones estériles.  

 

A 15 ml de la suspensión celular se le agregaron 15 ml de Medio Eagle 

Modificado (DMEM) [GIBCO BRL] con 1% de penicilina/estreptomicina y con 

colagenasa tipo II al 0.3%. Se incubó durante 1 h con agitación moderada a 37 

ºC, se realizó una centrifugación a 2500 rpm durante 5 min y se descartó el 

sobrenadante.   

 

Se agregaron 2 ml de DMEM con penicilina/estreptomicina 1% a la suspensión 

celular previamente digerida con colagenasa II, esto para resuspender la 

pastilla de células. Se agregaron 5 ml de medio DMEM con 2mg/ml de Tripsina/ 

EDTA + 1% de penicilina/estreptomicina, se incubó durante 15 min a 37 ºC con 

agitación moderada. Se centrifugó la muestra a 2500 rpm durante 3 min y se 

descartó el sobrenadante. 

 

Las células se resuspendieron con 10 ml DMEM + SFB 10% + 

penicilina/estreptomicina 1% y se centrifugaron a 2500 rpm durante 5 min; el 

sobrenadante se descartó y este paso se repitió 2 veces más. 



  

Conteo celular en cámara de Neubauer 

Las células fueron pasadas por una malla estéril de 100 µm para dispersar los 

grumos de tejido que perduren así como los agregados de células. La 

suspensión  celular se homogeneizó y se tomó una alícuota (10 µl) y se agregó 

azul de tripano al 60% para cuantificar la sobrevivencia.  Se realizó el conteo 

celular en una cámara hematocitométrica. 

 

Cultivo celular 

Estabilización y pegado de cultivo celular  

Se utilizaron cajas Petri de 60 x 15 mm (Costar) estériles en las cuales se 

sembraron 4 x 10 6 células en 5 ml de medio de cultivo enriquecido (Megacell 

DMEM/F-12) con suero fetal bovino (SFB) 10 % (Gibco) y 

penicilina/estreptomicina 1% (Sigma). Se incubaron a 37 °C, 5% de CO2 y 95% 

aire en una incubadora humidificada (Nuaire US Autoflow CO2 Water-Jacketed) 

y después de 24 horas se cambió el medio de cultivo. Las células se dejaron 

estabilizar por 48 h y posteriormente, se trataron con el GHRH a diferentes 

concentraciones. 

 

Tratamientos dosis-respuesta 

Los tratamientos se realizaron en medio mínimo M199 (Gibco) con las 

diferentes concentraciones GHRH; (2nM, 10nM y 100nM) para el caso de la 

optimización en tiempos de incubación y (1nM, 10nM y 100nM) para evaluar la 

liberación. Al cabo de las 48 horas de haber realizado el cultivo se descartó el 

medio enriquecido y se cambió por el medio con el tratamiento. Se incubaron 

durante 2 y 8 h. Las células y el medio fueron colectados al final de estos 

tiempos de incubación para determinar la presencia de GH testicular por 

ELISA.  

 

 



Cultivo para Inmunocitoquímica 

Con el fin de realizar el análisis inmunocitoquímico se sembraron en placa de 

24 pozos (Costar) alícuotas de 1 x 106 células por pozo. Se incubaron con 300 

µl medio enriquecido Megacell (Sigma) para su estabilización; bajo las mismas 

condiciones de incubación antes descritas. 

 

Las células se estimularon con GHRH en las mismas condiciones anteriores 

(1nM, 10nM y 100nM) en medio de cultivo mínimo M199 durante 2 h, el medio 

se descartó y las células fueron fijadas con paraformaldehido al 4% en 

amortiguador de fosfatos (PBS) durante 30 min. 

 

Cuantificación de la cGH secretada. 

Para determinar si la GH se libera al medio por efecto del GHRH, los medios de 

cultivo (en alícuotas de 1 ml) se concentraron en un concentrador con 

centrifugación al vacío (Savant) a sequedad y se resuspendió con 50 µl de 

agua desionizada. La GH se cuantificó mediante el método de ELISA. Para el 

caso de la normalización por miligramo de proteína la concentración total de 

proteína se realizó por el método de Bradford (Bradford, M. M. 1976). 

 

Cuantificación de la cGH 

Ensayo inmuno-enzimático indirecto por competencia (ELISA)(Martínez-Coria 

2002): 

Las placas de inmunoanálisis (Dynatech-Immulon de 96 pozos) fueron forradas 

con una solución de rcGH 6 ng/100 µl/pozo. Se dejaron incubando a una 

temperatura de 4 ºC durante 16 h.  

 

Simultáneamente las muestras y las diluciones del estándar para la curva 

patrón se incubaron con el anticuerpo policlonal contra cGH CAP1 (1:50,000) 

en TPBS + leche 1 % durante 16 h a 4 ºC. Posteriormente las placas fueron 

lavadas y bloqueadas con leche al 3 % con amortiguador TPBS 0.01 M, NaCl 



0.15 M, pH 7.6 + Tween 20, 0.05 %. Se agregó la mezcla incubada 

previamente con el primer anticuerpo a la placa, para establecer la 

competencia durante 2 h.  

 

Se lavaron nuevamente las placas y se les adicionó la solución de anticuerpo 

secundario unido a peroxidasa a una dilución de 1: 3,000 (100 µl por pozo) 

(goat anti-rabbit -IgG-HRP Bio Rad), se incubó durante 2 h y se volvieron a 

lavar. 

 

Se les agregó 100 µl por cada pozo de la solución de revelado ABTS (Roche) y 

se incubaron durante una 30 min a temperatura ambiente. Posteriormente se 

cuantificó el desarrollo de color en un lector de placas (Bio Rad, Microplate 

Reader modelo 3550-UV) a una longitud de onda de 405 nm. Este ensayo tiene 

una sensibilidad de 10 ng/ml y un coeficiente de variabilidad intra ensayo <5% 

e inter ensayo menor al 10 %. 

 

Inmunocitoquímica 

Las células en las cajas de 24 pozos previamente fijadas con paraformaldehido 

4% fueron lavadas con TPBS (amortiguador de fosfato de sodio 0.5 M pH 7.8 

con tritón X-100 al 0.5%) tres veces por 5 min. Se les agregó una solución 

TPBS con H202  a 1% durante 1 h para inhibir las peroxidasas endógenas y se 

lavaron con TPBS tres veces por 5 min. Se pusieron a bloquear por 2 h con 

leche descremada (Bio-Rad) al 5% en TPBS y se lavaron con TPBS 3 veces 

por 5 min.  

 

Se incubaron con un primer anticuerpo anti-GH CAP-1 1:500 en leche 

descremada al 1% y TPBS toda la noche a 4ºC. 

 



Se lavaron con TPBS tres veces por 5 min y se incubaron con un segundo 

anticuerpo anti-IgG de conejo marcado con peroxidasa (1:200) en leche 

descremada al 1% y TPBS por 2 h.  

Se lavaron con PBS 0.5 M, pH 7.8 tres veces por 5 min y posteriormente se 

reveló con diaminobencidina (DAB) 0.05% y H202  0.01% en PBS 0.5 M pH 

durante 10 min. Se removió la solución y se agregó PBS 0.5 M pH 7.8 para 

detener la reacción.  

 
Análisis de Variantes Moleculares de cGH 

SDS-PAGE 

Se realizó la SDS-PAGE en condiciones reductoras (con mercaptoetanol), 

utilizando un equipo mini-Protean II de Bio-Rad. Los geles separador y 

concentrador se prepararon al 12.5% y 4% de poliacrilamida respectivamente. 

El amortiguador de corrida fue Tris 25mM, glicina 190nM, pH 8.6. Durante la 

electroforesis se aplicaron 150 mV constantes.  

 

Electrotransferencia de Proteínas 

Para la inmunotransferencia los geles se equilibraron en un amortiguador 

25mM Tris, 193mM glicina, 20% metanol, pH 8.3 y las bandas de proteína se 

transfirieron a membranas de nitrocelulosa a 200mA por 1h (kit de Bio-Rad), 

para ser posteriormente inmunoteñidas y analizadas por quimio-luminiscencia.  

 

Inmunotinción  

Al terminar de electro-transferir las proteínas, las membranas se bloquearon 

con 5% de leche descremada (Bio-Rad) en TBS por 2 h a temperatura 

ambiente con agitación moderada. Después de lavar las membranas con TBS 

3 veces por 10 min, las membranas se incuban con el primer anticuerpo anti-

cGH policlonal (1:10000) en 1% de leche descremada en Tween-20 0.05% en 

TBS a temperatura ambiente durante la noche. Posteriormente, las membranas 

fueron incubadas con el segundo anticuerpo (de ovino anti-IgG de conejo 

ZIMED) conjugado con peroxidasa de rábano (HRP). 

 

Revelado y Luminograma 



Se incubaron por 4 min en la solución del sustrato quimioluminiscente (2 ml de 

solución A  y  2 ml de solución B, ECL, Pharmacia). Los luminogramas de las 

bandas inmunoteñidas se obtuvieron exponiendo películas de rayos-X (Kodak 

Biomax) a las membranas durante 1 min. Los luminogramas fueron expuestos 

a la solución fijadora (Kodak) durante 1 min y después de ser enjuagadas con 

agua destilada se colocaron en la solución fijadora (Kodak). 

 

Análisis de las Bandas IR-GH por densitometría 

El análisis de la hormona se realizó por medio de densitometría de los 

luminogramas después de la inmunoelectrotransferencia. Para digitalizar la 

imagen del luminograma se empleó un Scanner ScanJet de Hewlett Packard. 

Con ayuda del programa IP-Lab (Scanalytics) se obtuvo la densidad óptica del 

área total de cada banda. Estos datos fueron graficados comparando las 

diferencias entre las distintas bandas inmuno-reactivas entre los controles y los 

tratamientos.   

 

Para normalizar los datos se obtuvo la proporción relativa de cada banda 

considerando a la suma de todas ellas el 100%, de tal manera que cada banda 

IR-GH identificada por los anticuerpos representa un porcentaje del total de 

cGH secretada al medio o contenida en células.  

 

Análisis Estadístico 
 

El análisis estadístico se realizó con una prueba ANOVA de 2 vías que permitió 

la comparación entre bandas correspondientes entre controles y 

experimentales. En el caso de la cGH total determinada por ELISA se analizó 

con una prueba T que permitió la comparación entre los  controles y los 

tratamientos utilizados.  
 

 
 



Resultados 
Cuantificación de cGH por el Método de ELISA 

 

Los resultados correspondientes a la optimización de la curva estándar para 

ELISA se muestran en la Figura 8. Se observa una curva patrón característica 

con un coeficiente de variación intra e inter-ensayo menor del 10 %. La 

sensibilidad del método permitió evaluar la concentración de cGH total en los 

medios de cultivo de las células tratadas. La sensibilidad de la prueba de 2 

ng/pozo (20ng/ml).   
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Figura  8. Curva patrón ELISA indirecto por competencia 

 

 

Optimización de los tiempos de incubación con hormona liberadora de 

hormona de crecimiento (GHRH) 

 

Se determinó el efecto de GHRH sobre la liberación de GH  en cultivos 

primarios de células testiculares de 3 diferentes individuos juveniles (20-22 

semanas) sembrados de manera conjunta (lote) en 7 repeticiones los cuales 

fueron incubados durante (2 y 8 h) para determinar el tiempo de incubación 

óptimo para la detección de hormona de crecimiento. 

 

Se analizaron los medios de los cultivos tanto en condiciones control como de 

las células tratadas con GHRH (2nM, 10nM y 100nM)  durante estos tiempos 

de incubación. Los resultados se muestran en la Figura 9  en donde se observa 



un incremento en la concentración de GH a las 2 h al compararse  entre las 

células control (7.44±2.9 ng cGH/ml) y las estimuladas,  aunque solo fue 

significativa la diferencia con 100nM de GHRH (14.59±5.05 ng cGH/ml).  
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Figura 9. Concentración de cGH en medios de cultivos primarios de células testiculares de 

pollos de 20-22 semanas incubadas en presencia de diferentes concentraciones de GHRH (2, 

10 y 100 nM) durante 2 h determinada por ELISA. Cada barra representa la media + desviación 

estandar de una n=7 cultivos de células de diferentes organismos (3) sembradas de manera 

conjunta (lote). (*) Señala diferencia significativa al compararse con el control con una p<0.05.  

 

Cuando se evaluó el efecto a un tiempo de incubación de 8 h (Figura 10) se 

observó que al adicionar medio de cultivo mínimo con GHRH (1nM, 10nM y 

100nM) fue posible detectar un ligero aumento en la concentración de la GH en 

el medio, sin embargo éste aumento no fue significativo estadísticamente en 

ninguna de las concentraciones del los tratamientos.  

 

Al comparar las concentraciones entre las diferentes condiciones 

experimentales se observa que a las 2 h la GHRH induce la liberación de GH 

sin embargo el efecto solo fue significativo a la concentración de 100 nM. Cabe 

señalar que la respuesta ante la estimulación fue muy baja comparada con el 

control; asimismo cuando se compara con el efecto de este secretagogo en la 

hipófisis, en donde la dosis óptima es de 2 nM. 
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Figura 10. Concentración  de cGH en medios cultivos primarios de células testiculares 

incubadas en presencia de diferentes concentraciones de GHRH (2,10 y 100 nM) durante 8 h 

de incubación determinadas mediante ELISA. estandar de una n=7 cultivos de células de 

diferentes organismos (3) sembradas de manera conjunta (lote). Cada barra representa la 

media +desviación  estandar p<0.05 

   

Cuantificación de Hormona de Crecimiento Liberada al Medio Cultivo  

 

Se determinó el efecto de GHRH en la liberación de GH  en cultivos primarios 

en células testiculares de pollos de diferentes edades  por individuo;  8 pollos 

con una edad de 26.5 ±1.0 semanas y 8 pollos con una edad de 31.5 ±1.0 

semanas, ambos grupos fueron estimulados durante 2 h con GHRH (1nM, 

10nM y 100nM). Los cultivos fueron realizados de manera individual, es decir, 

las células testiculares de cada individuo se cultivaron por triplicado en cada 

condición.  

 

Se observó una repuesta diferencial en la cantidad de la cGH liberada al medio 

correspondientes al comparar dos poblaciones de diferente edad. Una que 

mostró una respuesta de alta magnitud > 15 ng de cGH liberada/ ml de medio 

de cultivo, y la otra con una respuesta de baja magnitud con valores < 15 ng/ml 

de medio de cultivo.  

 



La respuesta ante la estimulación con GHRH para el caso de los cultivos de 

células testiculares de animales de menor edad (26.5 ±1.0 semanas) respecto 

a la cGH liberada (Figura 11) mostró que la media de la concentración de cGH 

liberada ante la estimulación de 1nM (63.68±10.56 ng cGH/ ml) fue mayor en 

comparación con respecto al control (33.5±10.56 ng cGH/ ml) y a los otros 

tratamientos (10 y 100 nM GHRH, 45.35±25.11 y 49.05±20.80 ng cGH/ml), 

pero sin exhibir diferencia significativa con esto últimos. Se observaron medias 

mayores en los otros dos tratamientos con respecto al control pero sin expresar 

una diferencia estadística significativa.  
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Figura 11. Concentración de cGH en medios de cultivos primarios de células testiculares 

incubadas de pollos de 26±1.0  semanas de edad en presencia de diferentes concentraciones 

de GHRH (1, 10 y 100 nM) durante 2 h, determinada por ELISA. Cada barra representa la 

media +error estandar de una n=8. (*) Señala diferencia significativa al compararse con el 

control con una p<0.05. 
 

Se realizó el análisis de la concentración con una normalización por miligramo 

de proteína en otro grupo de 5 pollos con una edad de 26 semanas (Figura 12). 

La estimulación con una concentración de 1nM de secretagogo produjo una 

liberación mayor, no significativamente diferente al compararse con el control. 

Por lo cual se sugiere que la liberación de GH en cultivos primarios de células 

testiculares de pollo no es dependiente de la dosis del factor liberador GHRH 

pero si existe un efecto al estimular la células testiculares. 
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Figura 12. Concentración de cGH total en medios de cultivos primarios de células testiculares 

de pollos de 26 semanas incubadas en presencia de diferentes concentraciones de GHRH ( 1, 

10 y 100 nM) durante 2 h, determinada por ELISA. Las unidades se expresan en nanogramos 

(ng de GH) por miligramo (mg) de proteína. Cada barra representa la media + error estandar de 

una n=5 p<0.05. Pollos de 26 semanas.  
 

En el caso del grupo con edad de 31.5±1.0 semanas se determinó una 

respuesta promedio < 15 ng de GH/ ml de medio de cultivo (Figura 13), se 

observó una tendencia al incremento con respecto al tratamiento. Se encontró 

que el control (3.2±0.79 ng cGH/ ml) no tiene diferencias significativa cuando 

los cultivos se tratan con la menor concentración de GHRH (1nM), mientras 

que con las de 10 nM (7.62±0.61 ng cGH/ ml) y 100 nM (8.5±2.52 ng cGH/ ml) 

se observó un incremento significativo de la liberación de (P<0.05) y (P<0.01) 

respectivamente. 
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Figura 13.  Concentración de cGH en medios de cultivos primarios de células testiculares de 

pollo de 31.5±1.0 semanas de edad incubadas en presencia de diferentes concentraciones de 

GHRH (1, 10 y 100 nM) durante 2 h determinada por ELISA. Cada barra representa la 

media+error estandar de una n=8. Diferencias significativas con una p<0.05 (*)  y P<0.01 (**).   

 
 Cuantificación de Hormona de Crecimiento en Células Testiculares en Cultivo 

        

Con respecto a la concentración de cGH cuantificada en 4.5 millones de células 

en cultivo ésta se encuentra representada en la Figura 14. Los datos muestran 

que las células en condiciones control mostraron una mayor concentración de 

la GH con respecto a las cultivadas en presencia de GHRH a las diferentes 

concentraciones, siendo significativamente menor la concentración de 10 nM  

con una p<0.01.  Se utilizaron animales con una edad (25-32 semanas). 
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Figura 14. Concentración de cGH en 4.5x106 de células testiculares incubadas en 

presencia de diferentes concentraciones de GHRH ( 1, 10 y 100 nM) durante 2 h determinada 

por ELISA. Las unidades se expresan en nanogramos (ng) de cGH por 4.5 millones de células. 

Cada barra representa la media + error estándar de una n=8. (*) señala diferencia significativa. 

P<0.01. 
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Figura 15. Concentración de cGH  en  células testiculares en cultivo incubadas en presencia de 

diferentes concentraciones de GHRH (1, 10 y 100 nM) durante 2 hrs determinada por ELISA. 

Las unidades se expresan en nanogramos (ng) de cGH por miligramo (mg) de proteína. Cada 

barra representa la media + error estándar de una n=5. No existen diferencias significativas  

(P<0.05) 

 



 
Se realizó la cuantificación de cGH  en células con una normalización a partir 

de 1 miligramo (mg) de proteína (Figura 15) se encontró que el comportamiento 

de secreción se mantiene al ser comparado con el análisis a partir de 1 ml de 

medio de cultivo. No existen diferencias significativas (P<0.05) entre el control 

(67.01±14.47 ng cGH) y los tratamientos con GHRH (70.81±12.12 ng 1nM, 

56.29±11.93 ng 10nM, 58.06±17.31 ng 100nM), pero se puede observar una 

disminución en la media de la concentración de la cGH en los tratamientos 10 

nM y 100 nM con respecto al control. 
 

Inmunocitoquímica 
 

La inmunocitoquímica de los cultivos primarios de células testiculares 

mostraron una gran proporción de células inmuno-reactivas (IR) como se 

muestra en la micrografías panorámicas a 10x de amplificación (Figura 16).  

 

Esta inmuno-reactividad está presente en células de los cultivos mantenidos 

tanto en condiciones control así como en los diferentes tratamientos con GHRH 

(1, 10 y 100nM). La especificidad de la tinción se mostró por la ausencia de 

señal de un control negativo (sin primer anticuerpo contra cGH) y con el uso de 

un anticuerpo preabsorbido con un exceso de cGH.  

 

A mayor aumento (40x) se muestran en la Figura 17 las mismas condiciones 

experimentales y se observan con mayor claridad las células IR (señaladas con 

flechas) que por su morfología y tamaño se presume que son células 

germinales.  A pesar de que la caracterización de estas células no se pudo 

realizar con precisión debido a que los cultivos mostraron agrupamientos 

celulares y no una monocapa como en los cultivo clásicos, se uso un marcador 

para células germinales C-kit , que es un proto-oncogen importante en la 

migración de células germinales y en maduración, por lo tanto sirve como 

marcador  propio de dichas células  (Figura 18).  
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Figura 16. Cultivo primario de células testiculares mantenidas en condiciones control 

inmunoteñidas con un anticuerpo policlonal contra cGH y reveladas con un anticuerpo 

secundario marcado con peroxidasa de rábano y diaminobenzidina. A) Se muestra un cultivo 

mantenido en condiciones control (incubación 2hr) (10X) B) cultivo estimulado en presencia de 

GHRH 1nM (10X) y C)  cultivo estimulado en presencia de GHRH 10nM (10X) y D) cultivo 

estimulado en presencia de GHRH 100nM(10X). Las fechas señalan ejemplos de células 

inmuno-positivas.  
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Figura 17. Cultivo primario de células testiculares mantenidas en condiciones control 

inmunoteñidas con un anticuerpo policlonal contra cGH y reveladas con un anticuerpo 

secundario marcado con peroxidasa de rábano y diaminobenzidina. A) muestra un cultivo 

mantenido en condiciones control (incubación 2hr) (40X) B) cultivo estimulado en presencia de 

GHRH 1nM (40X). C) cultivo estimulado con 10nM de GHRH(40X) y D) cultivo estimulado en 

presencia de GHRH 100nM(40X). Las flechas señalan células con inmuno-positividad 

 

 

 

 

 

 

 

En la Figura 18  (A) Se muestra un control negativo en el que se utilizó un 

anticuerpo pre-adsorbido y no se observan células teñidas, (B) se observan 



células inmuno-reactivas con el anticuerpo policlonal contra C-Kit el cual tiñe 

específicamente a las células germinales y en (C) observamos inmuno-

reactividad con el anticuerpo CAP-1 contra cGH.   
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Figura 18.  Inmunocitoquímica de células testiculares de pollo en cultivo reveladas con 

anticuerpo secundario marcado con peroxidasa de rábano y diaminobenzidina. A) Muestra un 

control negativo pre-adsorbido de células testiculares incubadas en condiciones control (20 X) 

con contraste de fases. B) Células teñidas con anticuerpo policlonal contra C-Kit  (40x) 

condiciones control. C) Células teñidas con anticuerpo policlonal contra hormona de 

crecimiento cGH en condiciones control. D) Gráfica de barras donde se muestra la 

comparación de diámetros celulares. Muestra la media ± desviación estándar de los diámetros 

(µm) de células marcadas.  Las flechas señalan inmuno-positividad. 

 

Se compararon morfológicamente las células IR al anticuerpo contra cGH 

(CAP-1)  con las IR al anticuerpo contra C-kit para determinar si correlacionan 

los marcajes con el fin de saber si la línea germinal presenta inmuno-marca. Se 

utilizó el software image Proplus para realizar el análisis de morfometría. Los 

resultados mostraron no tener diferencias significativas entre los dos grupo al 



presentar una media de diámetro de 5.5±1.4 μm, para las células marcadas 

con el anti-C-kit y de 5.0±1.4 μm para las células marcadas con Cap-1(Figura 

18D). Con base a estos resultados podemos señalar que ambos anticuerpos 

reconocen células redondas y con núcleo excéntrico  las cuales aparentemente 

son células germinales en sus primeras etapas.  

 

Análisis de Variantes Moleculares a través de SDS-PAGE y 
Western Blot 
 

La técnica de ELISA implementada en nuestro laboratorio permite cuantificar la 

mayoría de las isoformas de cGH sin discriminar entre ellas, es decir no 

permite identificar las variantes moleculares de la hormona de crecimiento  

para éste caso particular.  Este análisis se llevó a cabo por medio de SDS-

PAGE en condiciones reductoras  y western blot, en el que se utilizó un 

anticuerpo policlonal contra cGH CAP-1 generado en conejo a una 

concentración 1:10000.  Se realizaron cultivos celulares de testículo de pollo de 

26 semanas y se estimularon con concentraciones de  1nM, 10nM y 100nM de 

GHRH. Se analizó el medio y las células de 5 individuos de manera 

independiente. 

 

Análisis  de variantes moleculares de cGH liberadas al medio de cultivo 
 

Al realizar el análisis densitométrico se determinó que las formas  GH-IR 

liberadas al medio de cultivo fueron las de 50, 44, 26, 17 y  15 kDa; como se 

muestra en la Figura 20.  

 

Con respecto a otras formas oligoméricas se observó la secreción de una 

banda de aproximadamente 50 kDa, la cual se secreta con los diferentes 

tratamientos de GHRH (17.3 ± 1.2 % 1nM, 11.9 ± 0.7 % 10nM y 11.4 ± 3.4 %) 

así como de manera constitutiva (14.0 ± 4.3 %) pero no se ve una correlación 

dependiente de la dosis del secretagogo.  

 



Se observa una tendencia a incrementarse la proporción relativa de la banda 

de 44 kDa (Tabla 1) no dependiente de la dosis al aplicar el GHRH y se 

expresa una diferencia significativa (P<0.05) al comparar el control (20.5 ± 4.8 

%) con el tratamiento a 10 nM (11.8 ± 3.4).   

 

En los cultivos tratados con GHRH a concentraciones 1nM, 10nM y 100nM la 

presencia del monómero de 26 kDa (10.0 ± 5.3 %, 9.8 ± 1.2 % y 7.5 ± 2.1 % 

respectivamente)  presenta un decremento con respecto al control (19.5 ± 5.7 

%) de manera significativa (P<0.05) cuando se aplican los diferentes 

tratamientos. 

 

La forma de 15 kDa presentó las siguientes proporciones relativas 27.11 ± 8.2 

% para 1nM, 33.86 ± 8.11% para 10nM, 24.17 ± 6.8 % para 100nM de GHRH y  

la variante de 17 kDa de 29.87 ± 2.1% para 1nM, 18.83 ± 5.1% para 10nM, 

20.01 ± 5.2 % para 100nM de GHRH presentan un incremento en su liberación 

al compararse con las presentes en el grupo control  17.70 ± 8.8% para la de 

15kDa y 20.30 ± 7.7% para la de 17 kDa (Tabla 1).  

 

 
kDa

 
Figura 20. Luminograma representativo de bandas IR-GH en medio de cultivo M199; 

determinado por SDS-PAGE (Condiciones Reductoras) transferidas a membrana de 

nitrocelulosa, y teñidas con anticuerpo primario anti-cGH generado en conejo y un segundo 

anticuerpo asociado a peroxidasa de rábano revelado con quimioluminicencia (ECL). Análisis 

densitométrico de bandas GH-IR. hormona de crecimiento recombinante de pollo (rcGH), 

control sin tratamiento con GHRH (ctrl.) y tratamientos con GHRH, 1nM, 10nM y 100nM 

respectivamente. Se colocaron 30 μg de proteína por carril. Escala de valores en kDa. 26 

semanas de edad. 

 
 



Variantes moleculares de cGH en  medio de cultivo de células testiculares  
 
 
 
   
 
 
 
 

 

 

 

Tabla 1. Se muestra la media y desviación estandar de la proporción relativa de  las principales 

bandas inmuno-reactivas (IR) (15, 17,  26, 44, 50 kDa) en medio de cultivo en las diferentes 

condiciones experimentales (tratamientos GHRH  1nM, 10nM y 100nM) con 2 horas de 

incubación en medio de cultivo M199 a 37 Cº. Obtenidas por un análisis densitométrico del 

luminograma. Animales de 26 semanas de edad. (*) Señala diferencia significativa P<0.05. 

n=5. 

 

El patrón de variantes moleculares de GH fue semejante entre los pollos con 

relación a su edad (datos no mostrados) en ésta ventana de tiempo de 25 a 35 

semanas. 

Análisis de variantes moleculares de cGH  en células en cultivo 

 
En lo que concierne al análisis de bandas inmuno-reactivas al anticuerpo 

policlonal contra cGH en las células cultivadas y tratadas se muestran en el 

luminograma de la Figura 21, a partir del cual por densitometría  se obtuvieron 

las proporciones relativas de las bandas de 50, 44, 35, 26, 22 y 17 kDa (Tabla  

2).  Las formas de 50 y 44 kDa  no presentan diferencias significativas entre el 

control y los tratamientos.  

 

La banda de mayor densidad dentro de las células fue la de 35 kDa en todas 

las condiciones (27.9 ± 7.7 % control, 23.3 ± 10.6 % 1nM, 23.3 ± 10.2 % 10nM 

y 20.8 ± 7.9 %), que podría ser una formación de dímeros a partir de la 

variantes de bajo peso molecular o bien el resultado de modificación 

postraduccional del monómero de 26 kDa. 

   

 Control 
1nM 

GHRH 
10nM 
GHRH 

100nM 
GHRH 

P.M. % % % % 
15 kDa 19.22±8.8 26.88±8.2 39,33±8.11* 31.47±6.8 
17 kDa 22.04±7.7 29.66±2.1* 21.81±5.1 26.01±5.2 
26 kDa 21.28±5.71 9.92±5.3 11.37±1.2* 9.75±2.1* 
44 kDa 22.26±4.8 16.37±4.5 13.69±3.4* 17.95±5.8 
50 kDa 15.2±4.3 17.16±1.2 13.81±0.75 14.87±3.4 
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Figura 21. Luminograma representativo de bandas IR-GH de células testiculares cultivadas de 

pollos de 26 semanas; determinado por SDS-PAGE (R) transferidas a membrana de 

nitrocelulosa, y teñidas con anticuerpo primario anti-cGH generado en conejo y un segundo 

anticuerpo asociado a peroxidasa de rábano revelado con quimio-luminiscencia (Western Blot). 

Análisis Densitométrico de bandas GH-IR., extracto de testículo (Test),  control de células sin 

tratamiento con GHRH (ctrl.) y células tratadas  con GHRH, 1nM, 10nM y 100nM 

respectivamente. Se colocaron 30 μg de proteína por carril. Escala de valores en kDa a partir 

de marcadores de peso molecular. 

 
Variantes moleculares de cGH en  células testiculares en cultivo 

 

 Control 
1nM 

GHRH 
10nM 
GHRH 

100nM  
GHRH 

P.M. % % % % 
17 kDa 24.66±9.7 30.49±8.7 35.81±10.8 34.07±10.5 
22 kDa 12.82±4.3 6.65±2.0 6.75±1.7 6.96±1.6 
26 kDa 7.37±1.9 7.57±2 7.88±2.3 9.62±0.8 
35 kDa 28.55±7.7 23.7±10.6 23.84±10.2 21.28±7.9 
44 kDa 11.36±4.7 13.4±3.7 9.31±2.9 8.6±2.4 
50 kDa 15.25±5.7 16.17±4.0 13.61±3.2 17.39±2.9 

 

Tabla 2. Se muestra la media y desviación estandar de la proporción relativa de  las principales 

bandas inmuno-reactivas (IR) (17, 22, 26, 35, 44, 50 kDa) en células  testiculares cultivadas en 

las diferentes condiciones experimentales (tratamientos GHRH  1nM, 10nM y 100nM) con 2 

horas de incubación en medio de cultivo M199 a 37 ºC. Obtenidas por un análisis 

densitométrico del luminograma. n=5. 

 



La proporción relativa de la banda de 22 kDa disminuyó alrededor del 35 % al 

compararla entre las células control (12.5  ± 4.2 %) y las estimuladas con 

GHRH (6.49 ± 1.9 %, 6.55 ± 1.66 %, 6.76 ± 1.64 %) (Tabla 2).   

 

La banda de 17 kDa de peso molecular se encuentra presente en todas las 

condiciones (24.1 ± 9.7 %, 29.8 ± 8.7 % 1nM, 35.0 ± 10.8 10nM y 33.3 ± 10.5% 

100nM)  y no se observó un efecto del tratamiento sobre su proporción relativa. 

 

Análisis estadístico de liberación de isoformas de cGH a medio de cultivo 

 

Cuando se lleva a cabo el análisis y comparación de la proporción relativa de 

cada variante en las diferentes condiciones experimentales como se muestran 

en la Figura 22, se observa en lo que respecta al monómero de 26 kDa que 

existe un decremento en la cantidad liberada en todos los tratamientos 

(10.01±5.3% 1nM, 9.75±1.23% 10nM, 7.46±2.01% 100nM)  con respecto al 

control (19.57±5.71%), lo que sugiere que esta variante molecular no se libera 

bajo la estimulación de la hormona liberadora de la hormona de crecimiento 

después de ser incubada durante 2 h. 

 

Para el caso de la banda de 17 kDa se ve un efecto en la concentración de GH 

al aplicar el tratamiento 1nM (29.87±2.13%) expresando una diferencia 

significativa al compararse con el control (20.3±7.79%); en tanto,  los otros 2 

tratamientos (10 y 100 nM) presentan una media mayor al ser comparados 

también, pero no se modifican con la dosis.  

 

Se observó que el incremento de GHRH sobre la liberación del fragmento de 

15 kDa de cGH en el medio de cultivo solo presenta diferencias significativas al 

comparar el grupo control (17.7 ± 8.89 %) y el tratamiento 10nM (33.86 ± 8.11. 

Esta banda (15 kDa) podría tener origen a partir de proteólisis limitada del 

monómero de  26 kDa como ocurre en la hipófisis, aunque  habría que 

demostrarlo de forma concluyente. 

 
 



Efecto de GHRH sobre la liberación de variantes moleculares de cGH en 
cultivos de células testiculares de pollo. 
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Figura 22. Análisis del efecto de GHRH sobre la liberación de variantes moleculares en medio 

de cultivo. Se muestran gráficas de barras de proporción relativa de  banda  IR-GH de 15, 17, 

26 y 44 kDa en cada caso experimental (control, 1nM, 10nM y 100nM) con 2 horas de 

incubación en medio M199. Los resultados representan la media ± SEM. n=5 (*) señala 

diferencia significativa al compararse con el control (P<0.05). 

 
 
 
 
 
 
 
Discusión 
 



Datos previos del laboratorio han demostrado claramente la presencia de una 

proteína con inmuno-reactividad semejante a GH en el testículo y el tracto 

reproductor masculino de pollos, sugiriendo un papel local de la hormona de 

crecimiento en la función reproductora de machos. 

La GH inmuno-reactiva (GH-IR) en el testículo estuvo claramente asociada con 

proteínas de múltiples tamaños. Esta heterogeneidad molecular es también 

característica de la GH hipofisiaria y algunas de esta variantes son generadas 

por modificaciones postraduccionales. Las diferencias en la proporción relativa 

de las variantes moleculares encontradas en el testículo comparadas con la 

hipófisis, pueden sugerir que la traducción del ARN mensajero de GH o el 

procesamiento de la hormona madura pueda ser órgano-específica y estar 

relacionada a la edad. 

Actualmente está bien establecido que el testículo y el aparato reproductor son 

sitios blanco para la acción de la GH (Hull y col 2000). Tanto el receptor a GH 

(GHR) como su ARN mensajero están presentes en testículo de fetos y ratas 

adultas (Lobie y col., 1990, 1992) y el ARNm de GHR esta presente en 

testículo de pollos adultos (Harvey y col 2004). Esto señala que además de la 

regulación endocrina que ejerce la GH hipofisiaria, como es su participación en 

la esteroidogénesis y la gametogénesis, la producida localmente podría tener 

un efecto autócrino y/o parácrino.  

En cuanto a la etapa de madurez sexual se ha señalado que la GH está 

relacionada al desarrollo de células germinales sin embargo, la proteína no se 

encuentra presente en espermatogonias, pero si en espermatocitos, 

espermátides o células intersticiales por lo que se ha señalado un efecto 

parácrino o bien indirecto a través del factor de crecimiento parecido a la 

insulina tipo I (IGF-I). Por otra parte, resultados de Tanaka y col. (1996) 

sugieren que en el testículo de pollo la GH parece no tener efecto o incluso 

inhibe la expresión del mensajero para el IGF-I. Por lo que es de gran interés 

que tanto hormona liberadora de la hormona de crecimiento (GHRH) como su 

mensajero estén presentes en células germinales y contengan un promotor 



espermático específico que promueve la expresión de genes que inducen la 

espermatogenesis (Srivastava et al., 1995). La GHRH testicular en rata así 

como la GH-IR en testículo de pollo parecen tener una relación con la etapa de 

diferenciación en las células germinales y no están presentes en 

espermatozoides maduros (Fabbri et al., 1995; Luna et al., 2004).  

 

Esta tesis es uno de los primeros trabajos que señalan la implicación funcional 

de la GHRH en la secreción de isoformas de cGH en células testiculares de 

pollo en cultivos primaros. Se conoce que la regulación a nivel hipotalámico de 

la síntesis y liberación de hormona de crecimiento se encuentra modulada por 

diversos factores como son GHRH, somatostatina, y TRH, destacando la 

GHRH como el principal actor en lo que respecta a la inducción de la secreción 

(Devesa et al., 1992).  

 

Estudios recientes ha demostrado la presencia de muchos neuropéptidos 

(LHRH, GHRH, TRH, PACAP, secretina, somatostatina) y sus receptores en el 

aparato reproductor masculino sugiriendo que estos péptidos operan como 

reguladores locales del desarrollo y función de las células germinales e 

intersticiales de mamíferos. Sin embargo, su preciso papel fisiológico y su 

mecanismo de acción aun no se conoce (Pescovitz et al., 1990, Zhang et al., 

1995, Li M. et al., 2003, Moretti et al., 2002). Estudios ontogénicos revelan que 

el mensajero de GHRH se incrementa con la edad y la localización 

inmunohistoquímica de la proteína IR (GHRH-IR) reveló que se encuentra 

localizada dentro del testículo en células germinales maduras y en las menos 

diferenciadas (espermatogonias), lo cual les permitió especular sobre su 

participación en la espermatogénesis (Pescovitz et al., 1990). También 

demostraron que el GHRH testicular tiene la capacidad de estimular la 

secreción de GH en cultivos de células hipofisiarias sugiriendo que muestran la 

misma función biológica de la GHRH de origen hipotalámico. Si embargo, esto 

no implica que ésta sea la principal función de la GHRH testicular (Pescovitz et 

al., 1990). 

 

La existencia de estos estudios que han mostrado la co-localización 

extrahipofisiaria de la GHRH y su receptor en testículo de rata (Pescovitz  et al., 



1990, Moretti et al., 2002) así como estudios de nuestro laboratorio que 

demostraron la presencia del ARNm de cGH y de la proteína en testículo de 

pollo (Luna et al, 2004, Harvey et al., 2004), nos permitieron sugerir un posible 

mecanismo de activación sobre la liberación de hormona de crecimiento 

testicular de pollo al medio de cultivo celular. 

 

Se decidió instrumentar un modelo in vitro para estudiar la regulación a nivel 

local de la liberación de la hormona de crecimiento en tejido testicular. 

Mediante la realización de cultivos primarios de células testiculares fue posible 

la manipulación experimental controlada del factor liberador clásico, el GHRH, 

para determinar así su posible efecto con respecto a la liberación de GH. 

 

En este trabajo se logró establecer un cultivo viable de células de testículo de 

pollo adulto con una sobrevivencia del 87.5 % a las 48 h de incubación. Se 

utilizó este tiempo de incubación, ya que se sabe que el crecimiento de 

fibroblastos no ocurre hasta 72 h en concordancia con los datos aportados por 

Nagano y colaboradores en 1998. Por lo tanto los experimentos se realizaron a 

las 48 h después de la siembra inicial, y una vez estabilizadas las células en 

cultivo. El método de dispersión y siembra utilizado fue previamente 

desarrollado por Nagano y su grupo de investigación, y modificado por nosotros 

específicamente con respecto al medio de cultivo, ya que se uso un nuevo 

medio de cultivo más enriquecido, Megacell (constituido por la mezcla DMEM y 

F12 y SFB al 3%) (Sigma) en lugar del DMEM con 10% de SFB.  

 

Para evaluar el tiempo óptimo de incubación con el factor de liberación GHRH 

las células de diferentes animales fueron cultivadas de manera conjunta (pool o 

lote) y se incubaron durante 48 horas a 37 ºC en un medio enriquecido a fin de 

permitir que las células se recuperen del proceso de disgregación tisular, 

reintegrando así proteínas de membrana (receptores), y que las células puedan 

responder a la activación por factores u hormonas liberadoras como en este 

modelo el GHRH.  

 

Los tiempos de prueba utilizados fueron 2 y 8 h para la incubación con el 

secretagogo, se determinó que el tiempo óptimo fue de 2 h. Aunque no existió 



una diferencia significativa al comparar cada una de las condiciones entre 

ambos experimentos, si se observó una media mayor en los tratamientos de 2 

h con respecto a las 8 h. Cabe destacar la existencia de una diferencia 

significativa al comparar el control contra la condición de incubación a 100nM 

de GHRH a 2 h de incubación, señalando así que existe liberación de GH 

inducida a través del tratamiento con el factor liberador. 

 

Se realizó la optimización de cultivos primarios en células de pollos de 20-22 

semanas de edad, sembradas y cultivadas de manera conjunta (n=3), fue 

posible determinar un efecto de estimulación ya que como antes se señaló se 

observaron diferencias significativas al compararse el contenido de GH en el 

medio de cultivo de células estimuladas con 100 nM de GHRH contra el control 

(p< 0.05). Es posible señalar que no existe una respuesta dependiente de la 

dosis de GHRH, pero es posible una tendencia de aumento en la media de la 

concentración de GH en los otros 2 tratamientos (1 y 10 nM) con respecto al 

control. 

 

Los experimentos tiempo-respuesta mostraron una pérdida de hormona a las 8 

horas que podría ser dada por la degradación de la hormona liberada o bien 

por la internalización celular o procesamiento de la misma, aunque faltan 

evidencias para poder describir lo que ocurre con la hormona al ser liberada al 

medio. Existen datos de depleción de hormonas hipofisiarias a nivel plasmático 

donde se ha descrito que factores como el pH, la interacción con grupos tiol y 

el bicarbonato se han relacionado a éste fenómeno en el cual existe una baja 

en la detección de PRL (Mena et al., 1986). 

 

Para la cuantificación de la hormona de crecimiento de pollo liberada al medio 

de cultivo también se realizaron los cultivos de manera independiente, es decir, 

por individuo. Al analizar el contenido de GH en células en cultivo de animales 

con un promedio de edad de 26.5±1.0 semanas, encontramos que existen 

diferencias estadísticamente significativas al comparar el control contra el 

tratamiento con 10 nM de GHRH (P<0.05) (Figura 12). Estos datos señalan un 

efecto sobre la concentración de cGH liberada en células en cultivo a esta 



dosis. Sin embargo, al normalizar el experimento por mg de proteína y realizar 

el análisis estadístico no fue posible encontrar diferencia significativa.  

 

Existe concordancia en este grupo de animales (26.5±1.0 semanas de edad) 

respecto a la dosis óptima de respuesta previamente reportada por Martínez-

Coria et al. (2002) en los que se observó que los somatotropos responden 

óptimamente liberando cGH ante la adición de concentraciones fisiológicas del 

orden de 2nM de GHRH.  

 

Por otra parte, se observó un efecto dependiente de la dosis sobre la liberación 

en los cultivos celulares del otro grupo de animales, con una media de 31.5±1.0 

semanas de edad, los cuales presentaron una baja respuesta al GHRH para la 

liberación de cGH al medio (Figura 13). En estos medios de cultivo se detectó 

una concentración menor a 15 ng de cGH/ml de medio y el comportamiento del 

efecto de la estimulación de GHRH mostró que todas las medias de la 

concentración de GH en los medios de cultivo estuvieron por arriba del control, 

expresando una diferencia significativa para el tratamiento de 10 nM y 100nM 

con una de P<0.05 y P<0.01 respectivamente. Por otra parte, el tratamiento de 

1nM no presentó una diferencia significativa al analizar por medio de una 

ANOVA de una vía, sin embargo es posible observar una tendencia de la 

media de la concentración de cGH por arriba del control. Esta tendencia en la 

liberación de la cGH ante la estimulación con GHRH, así como la cantidad de 

hormona detectada es concordante entre los cultivos realizados para la 

optimización de los tiempos y los cultivos del grupo de animales de mayor 

edad. 

Grupo de pollos [GHRH] nM significancia 

21.0+1  semanas 100 nM P<0.05 

26.5+1  semanas 10 nM P<0.05 

31.5+1  semanas 10nM P<0.05 

31.5+1  semanas 100nM P<0.01 

 
Tabla 3. Se muestran los diferentes grupos de pollos por edades y la diferencia significativa al 

comparar el tratamiento con el control 

 



Con el objeto de determinar cual o cuales son los posibles factores que están 

influyendo en esa respuesta diferencial al GHRH para inducir la liberación de 

GH en los cultivos primarios de células testiculares, se puede plantear que uno 

de ellos es la edad, ya que fue posible observar que los cultivos celulares que 

respondían con una mayor magnitud en lo que respecta a la cGH liberada al 

medio provenían del grupo de pollos de menor edad (26.5 ±1 semanas), en 

tanto que el promedio de edad del grupo de animales cuyos testículos 

respondieron liberando una menor concentración fue de 31.5±1 semanas, lo 

que sugiere que este patrón de secreción es específico de etapa o que se 

encuentra relacionado a un evento fisiológico en torno a las 25 semanas de 

edad que se ha asociado a la etapa del inicio de la actividad sexual (Tabla 3). 

Estudios previos de nuestro laboratorio demostraron que la concentración de 

cGH medida a través de ELISA en extractos de testículo no sufre cambios 

significativos entre la semana 15 y 36 de edad (Luna et al., 2004). Aunque se 

observó una tendencia a disminuir, en éste trabajo fue posible observar una 

clara diferencia en la liberación de la GH en esta edad intermedia (22, 26.5, 

31.5 semanas). 

 

En estos cultivos no fue factible realizar la cuantificación del número total de 

células IR al anticuerpo contra GH, debido al comportamiento de agregación de 

las células testiculares en cultivo primario, lo que no permitió realizar la 

estimación del número de células con marcas positivas tanto en condiciones 

control como en las estimuladas con el GHRH. Si bien, este método solo nos 

permitió confirmar la presencia de cGH-IR en células testiculares de pollo en 

cultivo, no permitió cuantificar las inmuno-positivas así como tampoco 

determinar el tipo celular que contenía a la GH y el efecto de tratamiento de 

GHRH sobre estas células. Existen datos recientes de cultivos realizados en  3 

dimensiones en geles de colágena en los cuales se ha visto que las células 

forman agregados celulares en los cuales se expresan específicamente 

hormonas y proteínas relacionadas a etapas específicas dentro de la 

espermatogénesis, las cuales comparativamente con la modalidad de cultivos 

en monocapa tienen una menor expresión (Lee et al., 2006). 

 



La caracterización respecto al linaje celular se realizó con un anticuerpo 

policlonal contra un antígeno de membrana específico de línea germinal, C-kit 

(Fleishman et al., 1993) y a través de un análisis citométrico comparativo, con 

el cual se midieron células con marca positiva contra éste anticuerpo y se 

compararon a partir de su área y radio con células IR para el anticuerpo contra 

cGH. Los resultados no mostraron diferencia significativa en el tamaño y forma 

de las dos poblaciones de células IR al realizarse el análisis estadístico por lo 

que es posible señalar que ambos anticuerpos reconocen células semejantes 

en forma y tamaño siendo principalmente células germinales. 

 

Se ha podido detectar inmuno-reactividad para hormona de crecimiento en 

cortes histológicos de testículo. En estudios anteriores fue posible distinguir un 

marcaje positivo en células germinales (espermatocitos y espermátides) y en 

células intersticiales o de Leydig, (Luna et al., 2004) igualmente por medio de 

hibridación in-situ fue posible detectar el ARNm  de cGH en espermatogonias y 

espermatocitos primarios (Harvey et al., 2004). 

 

A nivel testicular, la GH-IR se ha asociado con el desarrollo de células 

germinales, aunque no está presente en espermatogonias. Es por ello, el 

interés de algunos grupos por estudiar la actividad mitótica de la GH en células 

germinales (Loir, 1999) y otros estudios sobre la regulación de la longevidad de 

espermatozoides in vitro (Champion et al., 2002). También es de interés que la 

GHRH y el ARNm de GHRH estén presentes en células germinales de la rata 

(Fabbri et al., 1995; Pescovitz et al., 1990) y humano (Srivastava et al., 1993). 

Esta GHRH testicular en la rata, muestra un comportamiento similar a la GH en 

el pollo ya que aparentemente tienen una regulación específica de etapa, se 

encuentra presente en etapas tempranas de células germinales y no se 

encuentra en espermatozoides maduros (Fabbri et al., 1995). Así mismo la 

GHRH testicular en la rata (Fabbri et al., 1995) como la GH testicular en pollo, 

parecen estar ausentes en células de Sertoli. En contraste, inmuno-reactividad 

al receptor (GHR-IR), está presente en células intersticiales (células de Leydig) 

de rata, en las cuales se ha visto que la adición del monómero exógeno de GH 

activa la esteroidogénesis (Kanzaki y Morris, 1999).  

 



El análisis de la concentración de cGH a través de ELISA no permite distinguir 

un efecto modulador específico sobre alguna de las variantes moleculares o 

isoformas de la hormona de crecimiento en particular es por ello que la 

instrumentación del análisis de variantes moleculares a través de western blot 

de hormona de crecimiento fue la metodología seleccionada para el 

cumplimiento de este objetivo. Existen datos que involucran a la GHRH en la 

regulación diferencial de la secreción de estas isoformas a nivel hipofisiario así 

como en procesos de modificaciones postraduccionales que se encuentran 

correlacionadas con la activación del receptor de GHRH (Martínez-Coria et al., 

2002).  

 

La técnica de western blot es una herramienta importante cuando se pretende 

caracterizar variantes de masa de una proteína mediante la utilización de un 

anticuerpo policlonal, principalmente en el caso de una familia de proteínas 

como lo son la hormona de crecimiento de pollo. Se han descrito variantes de 

masa y de carga a nivel hipofisiario a las cuales se les atribuyen actividades 

discretas no compartidas por otras (Arámburo at al., 1990) y de igual forma se 

han descrito variantes moleculares de la hormona de crecimiento a nivel 

testicular y se observa un patrón específico de heterogeneidad molecular en 

este tejido (Luna et al., 2002, 2004). Este patrón se mantiene parcialmente en 

las células en cultivo (Tesis-Domínguez B., 2004). 

 

En este trabajo la caracterización de las variantes moleculares de GH liberadas 

al medio de cultivo y en células testiculares en cultivo se realizó en condiciones 

reductoras (CR) con el fin de eliminar parcialmente el fenómeno de agregación 

y observar isoformas que pudieran agregarse durante el proceso de extracción 

y purificación de la hormona (Arámburo et al., 1993).  

 

En lo que concierne a las isoformas inmuno-reactivas liberadas al medio de 

cultivo se encontraron formas oligoméricas de 50, 44 y 35 kDa, que podrían ser 

el resultado de la asociación entre diferentes variantes o bien de alguna 

isoforma de GH con alguna otra molécula (ej. proteínas transportadoras, 

receptor). Ya han sido reportadas en testículo de pollo variantes de alto peso 

molecular así como su comportamiento durante la ontogenia por nuestro grupo 



de investigación, y se pudo observar que las formas oligoméricas se 

encuentran en mayor cantidad a mayor edad, sin embargo dichos estudios 

fueron realizados en extractos de tejido y no en cultivo de células testiculares 

cultivadas y tratadas con GHRH (Luna et al., 2004). 

 

Se encontró en medio de cultivo también una banda de 26 kDa (CR) que podría 

corresponder al monómero y también fueron detectadas formas de menor peso 

molecular: 15 y 17 kDa, que coinciden con los descritos previamente en el 

extracto de testículo (Luna et al., 2004). 

 

En el medio de cultivo se encontraron 2 bandas IR-GH de bajo peso molecular, 

una de 17 kDa  (previamente descrita) y otra de 15 kDa, las cuales podrían ser 

el resultado de la lisis proteínica del monómero de 26 kDa. Aparentemente el 

efecto de GHRH se da principalmente liberando variantes de bajo peso 

molecular a partir de formas de mayor peso molecular. Sin embargo, no existen 

datos precisos sobre la funcionalidad de estas isoformas a nivel testicular a 

diferencia de la actividad biológica (angiogénico, lipolítico) determinada del 

fragmento de 15 kDa presente en hipófisis (Arámburo et al 2001). El patrón de 

liberación de la isoforma de 17 kDa presentó una tendencia similar al patrón de 

respuesta a GHRH en la liberación de la cGH total cuantificada a través del 

método de ELISA, en donde la concentración de 1 nM fue la que mostró una 

diferencia significativa con respeto al control.  

 

Al analizar las células cultivadas y tratadas con GHRH encontramos isoformas 

de cGH de alto y bajo peso molecular en todas las condiciones experimentales 

sin existir un efecto significativo para dichos tratamientos al compararlos con el 

control. Se detectaron las formas de 50, 44, 35, 26, 22 y 17 kDa lo que 

correlaciona con los datos aportados por Luna et al 2004 en tejido así como 

con Domínguez , 2004 en lo que respecta al análisis de variantes moleculares 

de cGH en células cultivadas de testículo de pollos de 25 semanas. 

Aparentemente las formas de 35 y 22 kDa no se liberan al medio de cultivo ni 

de manera constitutiva ni bajo la estimulación con el factor liberador de la GH 

ya que solamente fueron encontradas en las células. 

 



 

Resultados previos de nuestro laboratorio en tejidos extrahipofisiarios reportan 

la presencia de una variante de 17 kDa como la variante más abundante en 

tejidos del sistema inmune, reproductor y nervioso. La variante de 17 kDa (CR)  

en testículo de pollo se ve incrementada a partir de los días 1 al 7 post-eclosión 

y permanece constante durante la ontogenia del pollo (Luna et al., 2004). No se 

ha determinado el papel funcional de esta variante a nivel testicular pero se 

sugiere que podría tener un papel autócrino o parácrino en la regulación de la 

gametogénesis y la esteroidogénesis, ya que es la variante que más se libera 

al medio de cultivo señalando alguna posible implicación fisiológica a partir de 

su abundancia relativa y de su tendencia a ser liberada bajo tratamiento con 

GHRH.  

 

Se ha descrito a nivel hipofisiario la secreción al plasma de una variante de 

cGH de bajo peso molecular, la cual pesa aproximadamente 15 kDa y se cree 

puede ser el resultado de una proteólisis del monómero de 22 kDa (CNR) o 

26kDa (CR) (Arámburo et al., 2001).  

 

Es importante señalar que a nivel testicular se han descrito proteasas ácidas 

como catepsina k (Anway et al., 2004) y catepsina L / aminopeptidasa Lys-Arg 

(Hook et al., 2004), en rata, a las cuales se les ha relacionado a nivel 

hipofisiario con la generación de fragmentos de hormonas como GH y 

prolactina y a nivel testicular con procesos asociados con la espermatogénesis 

y la función reproductiva. Cabe mencionar que se han descrito también a nivel 

testicular carboxipeptidasas a las cuales se les ha relacionado con la 

generación de isoformas cortadas de neuropeptidos a nivel hipofisiario (Wei et 

al., 2003). En aves también se han descrito a nivel de líquido seminal enzimas 

proteolíticas (Thurston et al., 1993). 

 

Es importante denotar que la banda de 15 kDa no se detectó en las células 

cultivadas y tratadas con GHRH, sin embargo si estuvo presente en los medios 

de cultivo lo que podría implicar algún proceso activado a través del efecto del 

GHRH simultáneamente con la liberación de cGH. También es posible señalar 

que no todas las bandas presentes en el interior de las células se detectan en 



el medio de cultivo, lo que puede sugerir una liberación específica sobre 

algunas isoformas de cGH y ésta no depende de la dosis de GHRH. 

 

Cambios en la proporción relativa de las variantes de la GH testicular 

asociados al tipo de tejido y ontogenia podrían reflejar cambios en la actividad 

de la GH en la reproducción. Aunque a nivel testicular y dentro de esta ventana 

de tiempo de 25 a 31.5 semanas, no fue posible observar cambio significativo 

en la proporción de isoformas en las células relativo a la edad.  

 

Está bien establecido que el tracto reproductivo y los testículos son sitio de 

acción de la GH. (Hull & Harvey, 2000). Se ha descrito en ratas proteínas IR 

contra receptor a GH (GHR) (Garcia-Aragon et al., 1992; Lobie et al., 1990, 

1992) y se ha encontrado el ARNm para GHR en testículo de pollos (Harvey et 

al., 2002; Lobie et al., 1990) por lo que es posible plantear la existencia un 

efecto autócrino y/o parácrino de la GH. 

 

Es sabido que la mayor parte de los factores que participan en la secreción de 

GH a nivel hipofisiario (GHRH, Matsubara et al., 1995, Olchovsky et al., 1996; 

ghrelina, Tanaka et al., 2001, Tena-Sempere et al., 2002; TRH, Wilber and Xu, 

1998, Li et al., 2002; somatostatina, Pekary et al., 1984, Zhu et al., 1998; IGF-I, 

Morera et al., 1987, Baker et al., 1996) se encuentran presentes en testículo de 

rata, por lo que se puede sugerir con base en los resultados obtenidos del 

efecto de GHRH que la regulación de la liberación de la hormona de 

crecimiento en los testículos de aves se encuentra regulada por otros factores 

además de este péptido. 

 

Al tener cultivos primarios de varias estirpes celulares de testículo, no es 

posible saber que tipo celular es el que está generando la respuesta sobre la 

concentración de GH liberada al medio, por lo que sería de gran interés realizar 

experimentos de estimulación sobre las diferentes líneas (germinales, 

intersticiales y  mioides) de manera independiente y así generar datos sobre el 

papel de la GHRH en la regulación de la liberación de GH y sus isoformas 

producidas localmente. 

 



 



Conclusiones 

 

Los cultivos primarios de células testiculares liberan al medio de cultivo 

hormona de crecimiento.  

 

Los cultivos primarios de células testiculares de pollo permitieron determinar el 

efecto de la GHRH sobre la secreción de la hormona de crecimiento. 

 

El efecto de la GHRH (1nM) en células testiculares en cultivo favoreció la 

liberación de las formas de 15, 17, y 50 kDa (CR) de cGH en cultivos primarios 

de células testiculares. Las formas más abundantes liberadas al medio de 

cultivo son la de 15 kDa y de 17 kDa, donde dicha liberación no correlaciona 

con la dosis de estimulación. 

 

La forma monomérica de 26 kDa se liberó al medio de cultivo de manera basal 

en el control con una magnitud de casi doble, en comparación con los cultivos 

tratados con la hormona liberadora de la hormona de crecimiento 

 

Se detectaron las formas de 17, 22, 26, 35, 44 y 50 kDa (CR) de cGH en las 

células cultivadas; tanto en los grupos control como en los sometidos a las 

diferentes concentraciones del factor liberador. Las formas más abundantes 

contenidas en las células son las de 17 y 35 kDa tanto para los grupos 

controles como para los diferentes tratamientos.  

 

Se observó inmuno-reactividad positiva en células testiculares tanto con el 

anticuerpo C-kit como con el anticuerpo policlonal anti-cGH por lo que se puede 

señalar que son células germinales. 
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Apéndice I 
Abreviaturas 
 
Ab   - Anticuerpo  
ANOVA  - Análisis de Varianza 
ARNm  - Acido ribonucléico mensajero  
ºC   - Grados Celsius  
cGH   - Hormona de Crecimiento de Pollo 
CNR   - Condiciones no reductoras 
CR   - Condiciones Reductoras 
DAB   - Diaminobencidina 
ELISA  - Ensayo Inmunoenzimático 
g   - Gramo 
GH   - Hormona de Crecimiento 
G-cGH   - Hormona de Crecimiento de Pollo Glicosilada 
GH-IR   - Inmunoreactividad a Hormona de Crecimiento 
GHRH   - Hormona Liberadora de la Hormona de Crecimiento 
h   - Hora 
HT   - Hormonas Tiroideas  
hGH-N   - Hormona de Crecimiento Humana Normal 
hGH-V   - Hormona de Crecimiento Humana Variable 
IEF   - Isoelectroenfoque 
kDa   - Kilodaltones 
mg  - Miligramo 
min   - Minuto 
ml   - Mililitro  
mV   - Milivolt 
mM  - Milimolar 
ng   - Nanogramo 
nl   - Nanolitro 
nM   - Nanomolar 
PAGE   - Electroforesis en Gel de Poliacrilamida  
PBS   - Amortiguador de fosfatos  
pH   - Potencial Hidrógeno 
PL   - Lactógeno Placentario  
PRL   - Prolactina 
rcGH   - Hormona de Crecimiento de Pollo Recombinante 
Rpm   - Revoluciones por Minuto 
TBS   - Amortiguador de Tris 
TRH   - Hormona Liberadora de Tirotropina 
SDS   - Dodecil Sulfato de Sodio 
SFB   - Suero Fetal Bovino 
SRIF  - Somatostatina 
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