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R E S U M E N 
 

Desarrollo folicular en gestaciones equinas y mulares, tratadas con un antagonista 
de GnRH.  
El presente trabajo tiene como objetivo evaluar el desarrollo folicular, así como las 
concentraciones de estradiol y eCG, durante y después de la aplicación del tratamiento 
con un antagonista de GnRH (Antarelix) tanto en gestaciones equinas como mulares. Se 
utilizaron 17 yeguas criollas  asignadas al azar en dos grupos con base en el  semental 
usado para darles servicio con caballo (n=9) o con burro (n=8).  A los 12 días posteriores 
al servicio se  diagnosticó la gestación por ultrasonografía y se monitoreó el desarrollo 
folicular cada tercer día, registrando  aquellos folículos mayores a 20 mm y verificando  
la viabilidad fetal mediante latido cardiaco, movimiento fetal y/o pulsación del cordón 
umbilical del producto. Del día 30 de la gestación al día 100 se tomaron  muestras de  
sangre mediante venopunción de la vena yugular para la determinación de las  
concentraciones de estradiol y eCG en plasma por enzimoinmunoensayo (ELISA) en 
placas de microtitulación. En el día 39 post-ovulación a ambos tipos de gestaciones se 
les administró el antagonista de GnRH Antarelix (D-Nal, D-Phe, D-Pal, 4, Phe, D-Hcit, 7, 
Lys (iPr), 9, D-Ala) a una dosis de 0.01 mg/kg por vía intravenosa diariamente por  7  
días y después  se aplicó por vía subcutánea en dosis de 0.07 mg/kg una vez a la 
semana durante 5 semanas. Las concentraciones de eCG  fueron  menores  en las 
yeguas servidas con burro en comparación con las yeguas servidas con caballo, siendo 
más evidente la diferencia durante el tiempo de tratamiento. El desarrollo y volumen de 
folículos mayores a 20 mm se suprimieron rápida y completamente en  las gestaciones 
mulares (en las cuales la secreción de eCG fue deficiente), sugiriendo que el Antarelix 
logró suprimir la secreción de LH hipofisiaria, por lo que en ausencia tanto de LH como 
de eCG no se pudo mantener el desarrollo folicular. En las gestaciones equinas tanto las 
concentraciones  de eCG como el volumen  y el desarrollo folicular no se vieron  
afectados  por el tratamiento, sin embargo la ovulación y/o luteinización de los folículos 
se vio alterada dando como resultado folículos anovulatorios hemorrágicos (FAH´s) 
únicamente en este tipo de gestación, sugiriendo que la eCG puede mantener el 
desarrollo folicular, pero no es capaz por sí misma de inducir la ovulación como lo haría 
la LH hipofisiaria. No se observó relación alguna entre las concentraciones  de estradiol y 
eCG. El análisis de los resultados de esta investigación sugiere que durante la gestación 
equina la eCG juega un papel de apoyo en el desarrollo folicular, pero aún sigue 
requiriéndose de la LH hipofisiaria para mantener una función  folicular normal y lograr la 
ovulación y/o luteinización de los folículos que se desarrollan durante la gestación.  
 
Palabras clave: desarrollo folicular, antagonista de GnRH, LH, FSH, gestación equina, 
gestación mular. 
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A B S T R A C T 

  
 
Follicular development in equine and mule pregnancies, treated with a GnRH 
antagonist. The present study aims to assess follicular development, and concentrations 
of estradiol and eCG, during and after treatment with a GnRH antagonist (Antarelix) in 
both horse and mule pregnancies. Seventeen mares were randomized into two groups 
based on the male used to service them, horse (n = 9) or donkey (n = 8). Pregnancy was 
diagnosed bye ultrasonography at 12 days after service and follicular development was 
monitored every third day, recording those follicles greater than 20 mm and verifying fetal 
viability by heart beat, fetal movement and / or umbilical cord pulsation  of  the product. 
From day 30 of gestation to day 100, blood samples were taken by vein puncture from 
the jugular vein to determine concentrations of estradiol and eCG in plasma by enzyme 
immunoassay (ELISA) in microtiter plates. On day 39 post-ovulation the GnRH antagonist 
Antarelix (Ac-D-Nal, D-Phe (pCI),D-Pal, Ser, Tyr, D-Hci, Leu, Lys-(iPr), Pro, D-Ala-NH2) 
was administered to all the animals at a daily intravenous dose of 0.01 mg / kg for 7 days 
and then applied subcutaneously at a dose of 0.07 mg/kg once  a week during  5 weeks.  
Concentrations  of eCG were lower in mares served with donkey in comparison with 
mares served with horse, being more evident the difference during the  time of treatment 
administration. The development and size of follicles larger than 20 mm was quickly and 
completely  suppressed in mule pregnancies (in which  eCG secretion  was deficient), 
suggesting that  Antarelix managed to suppress pituitary LH secretion, so that in the 
absence of both LH and eCG follicular development could not be maintained. In equine 
pregnancies, the concentrations of eCG,  follicular volume and development were not 
affected by treatment. However, ovulation and/or luteinization of follicles was altered, 
resulting in hemorrhagic anovulatory follicles (HAF's) only in this type of pregnancy, thus  
suggesting that eCG is able to maintain follicular development, but not to induce 
ovulation, as pituitary LH would. No relation was found between  concentrations of 
estradiol and those of eCG. The results of this study  suggest that during  equine 
pregnancy, eCG plays a supporting role in follicular development, but pituitary LH  is still 
required to maintain a normal follicular function culminating in ovulation and/or 
luteinization of follicles  developed  during pregnancy. 
 
 
 
Key words: follicular development, GnRH antagonist, LH, FSH, equine pregnancy, 
pregnancy mules. 
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1. INTRODUCCIÓN 
 

El desarrollo folicular es un proceso continuo que culmina con la ovulación  del folículo 

maduro, con la formación  de un folículo anovulatorio hemorrágico (FAH) o   con  atresia 

folicular. Se caracteriza por el desarrollo de oleadas foliculares periódicas que  a  

menudo implican la selección de un solo folículo dominante. En el ciclo estral de la yegua 

se presentan dos oleadas foliculares: una mayor (primaria y secundaria) y una menor  

dependiendo de si se genera un folículo dominante  mayor a 30 mm o si sólo se generan 

folículos subordinados (menores a 30 mm). La oleada mayor empieza  al final del diestro, 

cuando se genera el folículo dominante, que si es estimulado apropiadamente, 

completará su desarrollo y liberará un ovocito fértil. La oleada menor se inicia  en el estro 

tardío, resultando en la formación de folículos que después de unos días sufren atresia, 

aunque en el 12% de las yeguas pueden culminar en ovulaciones durante el diestro 

(Ginther, 1993). La regulación  de la aparición de las oleadas foliculares y la selección 

del folículo dominante implican interacciones entre gonadotropinas circulantes y  factores 

foliculares (Fortune et al., 2004).  

 

Las oleadas foliculares se producen periódicamente durante la mayor parte de la vida 

post-natal en la yegua y sus características se ven  influidas  por factores como la etapa 

del ciclo estral, época del año, gestación, edad, raza y variaciones individuales. 

 

En las diferentes etapas fisiológicas se generan distintos tipos de  oleadas foliculares y 

diferentes niveles de actividad dentro de estas, originadas por cambios en los niveles de 

gonadotropinas y/o en la sensibilidad de los folículos a estas hormonas (Donadeu y 

Pedersen, 2008). 

 

Durante las primeras semanas de la gestación, continúan las oleadas  foliculares cada 

10 a 12 días, siendo estimuladas por la hormona folículo estimulante (FSH) (Ginther y 

Bergfelt, 1992), por lo que entre el día 19 y 23 de la gestación se forman folículos 

maduros, que no llegan a ovular debido a que la progesterona proveniente del cuerpo 

lúteo (CL) primario impide la elevación preovulatoria de hormona luteinizante (LH) (Allen, 

1984). 
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A partir del día 35 de la gestación, el desarrollo de las  copas endometriales, resulta en 

una elevación  en  las concentraciones de gonadotropina coriónica equina  (eCG), la cual  

actúa en los receptores para LH de los folículos dominantes, teniendo una acción 

luteotrópica. Por esta razón, a partir de ese momento algunas de las oleadas foliculares 

pueden culminar en ovulación, lo que resulta en la formación de cuerpos lúteos 

secundarios  o por lo menos  en la luteinización del folículo dominante formando cuerpos 

lúteos accesorios entre el día 35 y 80 de la gestación (Bergfelt et al., 1989; Allen y 

Stewart, 1993; Ginther, 1992). Ambos tipos de cuerpos lúteos, secundarios y accesorios, 

son referidos como suplementarios (Ginther, 1992). Además de inducir  las ovulaciones 

secundarias y/o accesorias, la eCG también  estimula tanto al cuerpo lúteo primario 

como a los suplementarios para la producción de progesterona hasta el día 120 ó 150  

de la gestación (Allen, 2001), momento en el cual dichos cuerpos lúteos sufren regresión 

ya que deja de secretarse  la  eCG debido al rechazo inmunológico de las copas 

endometriales (Ginther y First, 1971; Squires et al., 1974a). 

 

Las  copas endometriales,  son estructuras que se forman a partir de células del cinturón 

coriónico del embrión y que se desprenden del mismo, insertándose en el endometrio 

materno. Las copas endometriales comienzan a secretar eCG alrededor del día 32 a 35 

de la gestación, alcanzando sus niveles máximos entre los días 60 y 70 (Allen, 2000) y 

desapareciendo de la circulación a más tardar en el día 120-150 debido al rechazo 

inmunológico de las copas endometriales (Roser y Lofsted,  1989; Boeta y Zarco 2005, 

2010) 

 

En el caso de las gestaciones intra-especie (caballo con yegua), la  invasión  de  las  

copas endometriales por los leucocitos maternos comienza alrededor del día 80, 

mientras que en las gestaciones inter-especie (burro  con  yegua), comienza desde  los 

50 días de gestación (Allen, 1982), por lo que las concentraciones de eCG en este tipo 

de gestación son menores y desaparecen más rápidamente que en las gestaciones intra-

especie. Estas bajas concentraciones de eCG  en las gestaciones mulares provocan que  

se produzca menor cantidad de progesterona  que en las yeguas que son gestadas con  

caballos  (Boeta y Zarco,  2005, 2010).  
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Durante los dos primeros meses de la gestación, los estrógenos  circulantes en la yegua  

son de origen ovárico. Desde el día de la ovulación (día 0) hasta el día 35 de la 

gestación (antes de que se inicie la secreción de eCG), los  niveles  séricos de 

estrógenos son similares  a los de una yegua  en diestro, pero entre el día 35 y  40 se 

incrementan sus concentraciones, para llegar a una meseta de 3 ng/ml entre los días 40 

y 60  de la gestación, lo cual es una concentración aún mayor que las concentraciones 

preovulatorias en esta especie. Después del día 90, conforme la gestación avanza, las 

gónadas fetales comienzan a crecer y a secretar estrógenos, por lo que  el estradiol 

circulante en la yegua a partir de este periodo gestacional es en su mayoría de origen 

feto-placentario (Terqui  y Palmer, 1979). 

  

En las yeguas gestantes, una proporción importante de los estrógenos es producida por 

el cuerpo lúteo a partir de la aromatización  de  andrógenos (Albrecht et al.,  2001;  Daels 

et al.,  1998). En yeguas gestantes, tanto la administración exógena de eCG como la 

producción de eCG endógena resultan en un incremento en  la secreción de estrógenos 

totales (Daels et al., 1998). Sin embargo la  actividad de la enzima aromatasa, que 

convierte andrógenos en estrógenos, no  es estimulada por la eCG, lo que sugiere que el 

paso limitante en la síntesis lútea de estrógenos no es la actividad de la aromatasa sino 

la disponibilidad de  andrógenos (Albrecht et al., 2001). 

 

En un estudio reciente realizado  en gestaciones mulares, en las que existe una  

deficiencia natural de eCG,  se evaluó la correlación entre la secreción  de dicha 

hormona y la de hormonas esteroides, sin encontrarse relación alguna (Urías, 2008), lo 

que sugiere que no necesariamente un aumento en las concentraciones de andrógenos 

resulta en una mayor concentración de estrógenos. 

 

Los antagonistas de GnRH han sido usados en varias especies para investigar el papel 

de la FSH y la LH en el control del desarrollo folicular y el establecimiento del cuerpo 

lúteo (Evans et al., 2002; Watson  et al., 2000; Guillaume et al., 2002; Briant et al., 2003). 

Los tratamientos con antagonistas de GnRH  suprimen el desarrollo folicular por 

inhibición de la secreción de FSH y LH a nivel hipofisiario en primates y humanos (Fluker 

et al., 1991; Hall et al., 1991; Fraser et al., 1999). 
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En estudios realizados  en yeguas  vacías se ha observado que la  aplicación de un 

antagonista de GnRH induce un retraso en el crecimiento folicular y  retrasa la ovulación  

hasta por 13 días, lo que confirma que en yeguas vacías existe la necesidad de contar 

con LH para mantener el desarrollo folicular antral desde antes  del estado preovulatorio 

(Guillaume et al. 2002). 

 

El hecho de que en la yegua gestante se produzcan ovulaciones suplementarias  a partir 

del día 35 de la gestación, sugiere que la eCG, es la hormona encargada de la 

maduración final y ovulación de los folículos dominantes. Dicha hormona no requiere ser 

estimulada por la GnRH para ser secretada, por lo que con el uso de antagonistas de 

GnRH en yeguas gestantes se podría lograr que el animal no secrete LH pero sí eCG. 

Por otra parte, si se utiliza el modelo de gestaciones  mulares  con dicho tratamiento se 

pueden obtener animales deficientes tanto en LH como en eCG. El uso simultáneo de 

yeguas gestantes con embrión equino y con embrión mula a  las que se les aplique un 

antagonista de GnRH permitirá evaluar la importancia relativa de la LH y la eCG durante 

la maduración y/o ovulación de folículos durante la gestación equina. 
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2. HIPÓTESIS 
 

Las gestaciones equinas tratadas con un antagonista de GnRH mantendrán el desarrollo 

folicular  gracias a la acción de la  eCG; en cambio las  gestaciones mulares tratadas  de 

la misma manera interrumpirán  su desarrollo folicular, debido a la ausencia simultánea 

de gonadotropinas hipofisiarias y  eCG. 

 
 
3. OBJETIVOS 
 

1. Evaluar el desarrollo folicular, durante y después de la aplicación de  un antagonista 

de GnRH en  gestaciones equinas y mulares. 

2. Evaluar las concentraciones de estradiol en ambos tipos  de gestación. 

3. Evaluar las  concentraciones de eCG  en ambos tipos  de gestación. 
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4. REVISIÓN DE LITERATURA    
 
 
4.1 Hormona liberadora de gonadotropinas (GnRH) 
 
En  1971 se identificó y caracterizó  la hormona  liberadora de gonadotropinas (GnRH)  

(pyro-Glu1-His2-Trp3-Ser4-Tyr5-Gly6-Leu7-Arg8-Pro9-Glyamide 10), que  es sintetizada  

y almacenada  por neuronas del  hipotálamo medio basal. En respuesta  a diversas  

señales, las neuronas productoras de GnRH secretan la neuro-hormona en forma 

sincronizada, liberando  pulsos de GnRH en la eminencia media, donde la hormona 

ingresa a los capilares del sistema porta-hipotalámico-hipofisiario, que la conducen a la 

hipófisis anterior, donde estimula la liberación de las gonadotropinas hipofisiarias, 

hormona luteinizante (LH) y hormona  folículo estimulante (FSH) (Conn et al., 1999). 

Bajo el control de GnRH, las gonadotropinas hipofisiarias son liberadas a la circulación 

para regular la esteroidogénesis gonadal y la maduración de los gametos. La LH regula 

la ovulación y  formación del CL en la hembra, mientras que en el macho estimula la 

secreción de andrógenos. Por su parte la FSH estimula  el crecimiento y maduración de 

los folículos ováricos en la hembra y la espermatogénesis en el macho. La habilidad del 

GnRH para estimular  las funciones reproductivas cuando se administra en dosis bajas  y 

en forma de pulsos, o  para suprimirlas  cuando se administra en  dosis altas que causan 

desensibilización, ha sido aplicada  con varios propósitos que incluyen la inducción de la 

ovulación, la estimulación de la espermatogénesis, la anticoncepción, la supresión de la 

actividad ovárica y de la conducta sexual y el  tratamiento  de diversos padecimientos 

(Conn et al.,  1999). 

 

 

4.2 Antagonistas  de  GnRH 
 
Se han producido una gran cantidad de  análogos sintéticos de GnRH (agonistas y 

antagonistas) debido a su potencial utilidad clínica en el tratamiento de enfermedades 

neoplásicas y no neoplásicas dependientes de hormonas, en métodos de anticoncepción 

y en técnicas  de reproducción asistida (TRA), particularmente la  fertilización in vitro   en 
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humanos (AI-Inany et al., 2011).  Estos análogos se generan a partir de  sustituciones  

de aminoácidos de la estructura nativa del  GnRH. 

 

Los agonistas de GnRH se unen a los receptores de GnRH y los activan, por lo que 

tienen efectos similares a los de la hormona natural. Sin embargo, si se utilizan en dosis 

elevadas, terminan por desensibilizar a la hipófisis, por lo que terminan actuando como  

antagonistas.  La desensibilización no se debe a la utilización de análogos sintéticos, ya 

que puede lograrse también con la administración continua de GnRH natural (Conn  y 

Crowley,  1994). De esta forma, cualquier agonista de la GnRH puede utilizase como 

anti-GnRH si se administra en dosis altas y/o en forma continua. Sin embargo, antes de 

producirse la desensibilización el análogo alcanza a estimular la secreción de 

gonadotropinas, por lo que inicialmente se obtiene un efecto estimulador opuesto al 

buscado.  

 

En cambio, los antagonistas puros del GnRH son moléculas capaces de unirse con alta 

afinidad a  los receptores de GnRH pero no los activan, por lo que se comportan como 

inhibidores competitivos por la  unión a sus receptores, lo que resulta  en   una inmediata 

supresión de la secreción de gonadotropinas y esteroides sexuales (Chabbert-Buffet et 

al.,  2004). En pocas palabras, los antagonistas de GnRH tienen un mecanismo de 

acción específico que incluye la inactivación de los receptores para GnRH, lo que lleva a 

una rápida disminución a corto plazo en los niveles de gonadotropinas, y más 

específicamente en una rápida disminución en la bioactividad e inmunoreactividad  de 

LH  en la circulación. En cambio, la  reducción en los niveles de FSH solamente se logra 

después de varias inyecciones del antagonista (Matikainen et al., 1992).  
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Figura 1. Mecanismos de acción de análogos de GnRH, antagonistas vs agonistas. 

Adaptada de Chabbert-Buffet et al., 2004. 

 

 

Los antagonistas ejercen su acción  en  dosis  de miligramos, mientras los agonistas lo 

hacen  en dosis de microgramos. Esta  diferencia probablemente  se debe a que  los 

inhibidores competitivos  necesitan  ocupar todos los receptores de GnRH  de  manera 

continua para evitar la acción del GnRH endógeno. La farmacocinética de los 

antagonistas aún permanece en misterio, ya que su vida media en plasma varía desde 

pocas horas hasta  30 horas. Esta variabilidad pueden deberse a la formación de gel en 

el sitio de inyección. La formación de gel es influida por  las concentraciones de NaCl.  

Esta propiedad de depósito intrínseco de los antagonistas ha sido usada para 

manufacturar  presentaciones de acción prolongada (Chabbert-Buffet et al., 2004). 
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Los receptores  para  GnRH se  encuentran en las células productoras de LH y FSH en 

la hipófisis (gonadotropos). Cuando se administra un antagonista la supresión de la 

secreción de hormonas gonadotrópicas se inicia casi de inmediato y dura de 10 a 100 

horas, dependiendo de la dosis administrada, porque los antagonistas tienen la 

propiedad intrínseca de incrementar su vida media  conforme aumenta   la dosis 

administrada (Lahlou et al., 1990).  Además, los antagonistas de GnRH tienen de 100 a 

200 veces mayor afinidad de enlace para los receptores de GnRH que la molécula nativa 

(Reissmann et al., 1995).  

 

Los diferentes antagonistas son producidos por sustitución  de 4 a 6 aminoácidos 

naturales por aminoácidos D  no naturales. Desde 1972,  cuando el primer antagonista 

fue sintetizado por remoción de su  aminoácido His en la posición 2, muchos 

antagonistas se han producido (Karten y Rivier, 1986). Dentro de  los diversos 

compuestos de antagonistas de GnRH, se incluyen  el Iturelix (Antide) (Danforth, 1991), 

Cetrorelix (Pinsky et al., 1996; Maclellan et al., 1998; Albano et al., 1997), Ganirelix 

(Reissman et al., 2000; Gillics et al., 2000), Abarelix, Antarelix (Tavarelix), FE 200486, 

Acilina (Blithe, 2001).  

 

Como ya se mencionó, los tratamientos con antagonistas de GnRH suprimen la 

liberación  de FSH y LH in vivo y han sido usados para estudiar las relaciones hipófisis-

ovario en  varias especies. En algunas  de ellas  se han usado para sincronizar el pico de 

LH y la ovulación, así como para  estudiar los requerimientos del soporte gonadotrópico 

para el crecimiento folicular terminal y la esteroidogénesis (Karnitis et al., 1994) ó para 

suprimir  la actividad ovárica  y sincronizar la ovulación (Palmer y Quellier, 1988).  

 

Durante la fase lútea de la yegua,  se ha demostrado una relación muy estrecha entre la 

liberación de GnRH hipotalámica y la secreción de LH y FSH hipofisiarias (Irvine y 

Alexander, 1993). La secreción de LH se reduce en un  90 a 100% en yeguas 

ovariectomizadas inmunizadas activamente contra GnRH, mostrando que la liberación 

de la LH es altamente dependiente de la liberación por GnRH. Por el contrario la FSH 

sólo se reduce al 50% en yeguas inmunizadas contra GnRH,  lo que  sugiere que la 

secreción de FSH es  controlada sólo en parte por  GnRH (Garza et al., 1998). 
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Varios experimentos realizados en la yegua demuestran que  los antagonistas de GnRH 

pueden bloquear la secreción de LH y  retrasar la ovulación, así como sincronizarla  por 

un periodo variable de días, dependiendo del tipo de antagonista, el tiempo de 

aplicación, así como la dosis utilizada (Palmer, 1988; Watson  et al., 2000; Guillaume et 

al., 2002; Briant et al., 2003).  

 

El Antarelix (Ac-DNal-DCpa-DPal-Ser-Tyr-DHci-Leu-ILys-Pro-Dala-NH2) es un 

antagonista soluble en agua (Deghenghi, et al., 1993) que ha sido probado en algunas 

especies domésticas, como  cerdas (Brüssow et al., 2001), ovejas (Oussaid et al., 1999), 

vacas (Oussaid et al., 2000) y yeguas (Watson et al., 2000; Guillaume et al., 2002; Briant 

et al., 2003). Estudios en mujeres y en primates indican que el tratamiento con  éste 

antagonista suprime el desarrollo folicular por inhibición tanto de FSH como de LH a nivel 

hipofisiario, lo que se asocia con una caída en la producción de estradiol. (Ditkoff et al., 

1991; Fluker et al., 1991; Hall et al., 1991; Karnitis et al., 1994; Nelson et al., 1995; 

Fraser et al., 1999;). Estos estudios coinciden con otros más recientes que demuestran 

que la aplicación de Antarelix en monos tití suprime los niveles de estradiol 17-β e inhibe 

la liberación de gonadotropinas (siendo la FSH inhibida en menor grado) cuando se 

administra a dosis de 12 mg/kg, por vía subcutánea, durante 5 días (día 0-5) ó 10 días 

(día 0-10) posterior a  la aplicación de PGF2α (día 0; 1µg PGF2α, IM). Además, el 

tratamiento con el anti -GnRH aplicado por 10 días suprimió el desarrollo de folículos 

dominantes, mientras que el grupo que recibió el tratamiento por 5 días desarrolló 

folículos con características preovulatorias pero que no llegaron a ovular y 

posteriormente sufrieron atresia. Así mismo, se encontró que la  vascularización y la 

angiogénesis foliculares no se vieron afectadas por tratamientos con antagonistas de 

GnRH, planteando la posibilidad de que quizás  otros factores parácrinos regulen la 

angiogénesis  en los folículos ováricos de primates (Taylor et al., 2004). 

 

En la yegua éste antagonista inyectado (0.1mg/kg, SC) en el día 8  del diestro, elimina 

los pulsos de  LH y retrasa la ovulación por 9 días aproximadamente, confirmando  el 

papel de las gonadotropinas en el desarrollo del folículo preovulatorio (Watson et al., 

2000). 
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Al comparar  los efectos de Antarelix y Cetrorelix sobre la ovulación en la yegua, se 

encontró que Antarelix (0.01mg/kg, IV, dos veces al día/8 días)  administrado en la fase 

folicular, parece ser más eficiente que Cetrorelix (misma dosis) en posponer la ovulación 

en las yeguas (5 de 5) hasta por 12 días. Durante el tratamiento en el grupo Centrorelix 

los valores de LH disminuyeron en menor grado que en el grupo Antarelix, además  3 de 

5 yeguas  del grupo Cetrorelix no respondieron al tratamiento y ovularon durante el 

mismo, y otras  dos  iniciaron su pico de LH también durante el tratamiento (Guillaume et 

al., 2002). 

 

Sin embargo en un estudio para determinar si la administración de Antarelix por 3 días 

(.01mg/kg) durante el periodo preovulatorio podría posponer la ovulación  y si la 

administración de hCG  junto con Antarelix  podría inducir ovulación, se encontró que la 

mitad de las yeguas tratadas con Antarelix respondieron al tratamiento, ovulando 13 días 

después de terminar el tratamiento, mientras que todas las  yeguas tratadas con hCG 

ovularon  al mismo tiempo que las yeguas control. Estos resultados demostraron que el 

Antarelix es capaz de bloquear la ovulación cuando se aplica justo antes del pico 

preovulatorio de LH, pero que una pequeña elevación de LH endógena (como 

probablemente ocurrió en la mitad de las yeguas tratadas con antarelix) o exógena 

(imitada por hCG) puede inducir la ovulación (Briant et al., 2003).  

 

Más recientemente se ha encontrado que el uso de otro antagonista en la yegua (Acilina) 

aplicado intramuscularmente (3mg/yegua) durante la fase folicular en el día  10 post-

ovulación, suprime las concentraciones de FSH. Sin embargo ésta disminución no 

impide que una nueva oleada folicular aparezca, indicando que el desarrollo temprano de 

la oleada es independiente de FSH. Cuando Acilina se administra en el día 15 post-

ovulación resulta en una inmediata disminución de las concentraciones de FSH y un 

retardo en  el crecimiento folicular, indicando que los folículos son para éste momento 

dependientes de FSH (Checura et al., 2009). 
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4.3 Foliculogénesis 
 
El folículo constituye la unidad estructural y funcional del ovario. Los folículos se 

clasifican de acuerdo a las características histológicas de las células de la granulosa que 

rodean al ovocito y  al grado  de maduración del mismo, en primordiales, primarios, 

secundarios y terciarios (Gigli et al., 2006). La foliculogénesis es el proceso de 

formación, crecimiento y diferenciación folicular; abarca desde el estadio de folículo 

primordial hasta el folículo preovulatorio. La yegua presenta foliculogénesis estacional y  

se caracteriza por  ser la única especie que puede presentar ovulaciones  en diestro 

(Ginther, 1992).  

La foliculogénesis en los mamíferos está controlada endócrinamente por las 

gonadotropinas hipofisiarias (FSH y LH) que  actúan en receptores específicos de  las 

células ováricas (Combarnous, 1992; Adashi, 1994; Hillier, 1994). En respuesta a ellas 

las células foliculares sintetizan y secretan esteroides que actúan como factores  

endócrinos,  parácrinos y autócrinos para regular  los  niveles de gonadotropinas, la 

actividad ovárica   y la foliculogénesis (Gore-Langton  et al., 1994; Gougeon, 1996). 

La actividad ovárica es controlada por la hormona liberadora de gonadotropinas (GnRH). 

Las células neurosecretoras del hipotálamo que producen GnRH proyectan sus axones 

al espacio perivascular de la eminencia media, y liberan episódicamente GnRH hacia el 

sistema porta hipotálamo-hipofisiario, el cual transporta la hormona hacia la 

adenohipófisis, donde los gonadotropos secretan FSH y LH (Alexander, 1993). Dichas 

gonadotropinas viajan por el torrente sanguíneo hasta llegar a su órgano blanco que es 

el ovario, en donde la FSH se encarga de reclutar folículos, mientras que la LH estimula  

su maduración  y   los hace ovular  (Blanchard et al., 2003). 

 

La actividad folicular en yeguas  es suprimida  durante los meses en que los días son de 

corta duración. Conforme la longitud de los días aumenta, el número y diámetro de los 

folículos se incrementa durante 2 ó 3 meses hasta que ocurre la ovulación  (Ginther, 

1990). El desarrollo folicular  no solamente incluye crecimiento y ovulación de los 

folículos, sino que también puede terminar en el desarrollo de FAH’ s (Folículos 

Hemorrágicos Anovulatorios) o en la regresión de folículos y ocurre como ondas u 

oleadas  foliculares durante el ciclo estral, gestación, y temporadas de transición entre 

las épocas ovulatoria y anovulatoria.  
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4.3.1 Tipos de oleadas foliculares 
 
Una oleada folicular es definida como la activación y crecimiento simultáneo de un grupo 

de folículos terciarios que en un punto divergen, continuando uno de ellos su crecimiento 

y diferenciación (folículo dominante) mientras que los restantes (folículos subordinados) 

se atresian (Gigli et al., 2006). Las oleadas foliculares se han clasificado como mayores y 

menores, dependiendo de si ellas involucran el  desarrollo de un folículo dominante 

(mayor a 30 mm de diámetro) ó,  si sólo producen folículos pequeños (menores a 30 mm 

de diámetro) (Ginther, 1993; Donadeu y  Ginther 2002). 

La oleada mayor primaria siempre emerge durante la  mitad del diestro y produce 

folículos ovulatorios. Aproximadamente el 25% de los intervalos interovulatorios 

involucran  una oleada mayor adicional (oleada secundaria) que se desarrolla durante la 

primera mitad del ciclo estral (Sirois et al., 1989; Bergfelt y  Ginther 1993). 

 

La incidencia  de oleadas secundarias es significativamente mayor  en algunas razas, 

como Pura Sangre Inglés y algunas de éstas oleadas producen ovulaciones. La habilidad 

para ovular con  altas concentraciones de progesterona durante el diestro es una 

característica única de la especie equina (Ginther,  1992). 

 

Las oleadas menores, que solamente resultan en el desarrollo de folículos menores a 30 

mm,  pueden ocurrir en diferentes estados del ciclo estral, con  una incidencia  menor al 

25 % (Bergfelt y Ginther, 1993; Ginther, 1993). 

 

 

4.3.2 Papel de hormonas y factores del crecimiento en la foliculogénesis 

   

4.3.2.1 Hormona folículo estimulante (FSH) 
 
Se sabe que la liberación de FSH no está controlada del todo por la GnRH, ya que en 

estudios en los que se  ha  abolido la actividad endógena  de GnRH se ha comprobado 

que  algunos de los pulsos de FSH preceden el inicio de la liberación de  pulsos de 

GnRH (Culler y Negro-Villar, 1987). 
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La secreción de FSH es regulada por varias sustancias, que  incluyen a los esteroides 

gonadales y a varias proteínas reguladoras de FSH, tales como activinas, inhibinas y 

folistatinas. Diversos estudios han sugerido que estas proteínas son producidas no solo 

en el ovario sino también en la hipófisis y por lo tanto tienen potencial para ejercer 

efectos modulatorios sobre la secreción de FSH. Aunque existen evidencias 

neuroanatómicas, bioquímicas y fisiológicas para apoyar la existencia de un factor 

liberador de FSH, éste factor no ha sido aislado ni purificado (Padmanabhan y McNeilly, 

2001). 

 

La FSH es necesaria para el reclutamiento de folículos antrales. La unión de la FSH con 

sus receptores en las células de la granulosa estimula la  transcripción  y activación de la 

enzima aromatasa ayudando así a la transformación de  los andrógenos en estradiol 

(Van, 1999). La FSH también está involucrada en el aumento de la vascularización del 

folículo dominante, con lo que  se permite una mayor obtención de nutrientes. Bajo la 

influencia de la FSH, las células de la granulosa se dividen por mitosis incrementando las 

capas que rodean al ovocito primario y aumentando el tamaño folicular. La FSH junto 

con el estradiol estimulan la formación de la cavidad antral y la expresión de receptores 

para LH en las células de la granulosa del folículo preovulatorio. Durante la ovulación la 

FSH  estimula la secreción del activador del plasminógeno por parte de las células de la 

granulosa (Alexander e Irvine, 1993; Gigli et al., 2006). 

 

En yeguas gestantes las concentraciones de FSH generalmente comienzan a 

incrementarse 4 días antes de que se pueda identificar una oleada y  disminuyen entre el 

tercer y cuarto día de la  oleada, momento en el cual  existe una divergencia folicular. En 

hembras con folículos grandes y sólo una oleada mayor, las concentraciones de FSH 

son  más bajas, lo cual probablemente se debe a que la presencia del folículo dominante 

inhibe la secreción de FSH. (Ginther  y Bergfelt, 1992).  
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4.3.2.2 Hormona luteinizante (LH) 
 

La LH ejerce su acción  uniéndose a receptores de membrana en  las células de la teca 

interna de folículos en diversos grados de desarrollo, así como en las células de la 

granulosa de folículos dominantes y folículos preovulatorios. Produce un aumento de las 

concentraciones de AMPc vía adenil ciclasa, estimulando la conversión de colesterol en 

pregnenolona para estimular la síntesis de andrógenos en las células de la teca interna.  

En comparación con  la LH de otras especies, la LH equina es la que más carbohidratos 

contiene (sulfatos y  ácido siálico), por lo que al medir la hormona en la circulación  es 

muy difícil detectarla  debido a  que su  liberación es cada 2 a 4 hrs (Bousfield et al., 

2004). La concentración de la LH es baja  en la mitad de la fase lútea y comienza a 

aumentar pocos días antes del estro. Al alcanzar niveles preovulatorios induce el reinicio 

de la meiosis en el ovocito del folículo preovulatorio e induce la dehiscencia folicular, 

alcanzando generalmente su mayor concentración en plasma un día después de 

producida la ovulación, cuando apoya  el desarrollo y mantenimiento del cuerpo lúteo 

(Gigli et al., 2006). 

 

 

4.3.2.3 Factor de crecimiento parecido a la Insulina  (IGF) y Factor de crecimiento 
transformante (TGF)  
 

Los factores de crecimiento parecidos a la insulina son producidos por células de la teca 

y  de la granulosa. En el ovario hay IGF-1 y 2. La actividad biológica de estas hormonas 

está regulada por las proteínas de unión (IGFBP´s). Estas proteínas  modulan la acción 

de los  IGF al impedir la unión a sus receptores, ya que  únicamente el IGF libre tiene 

acción biológica, que consiste en amplificar la respuesta a la FSH, con lo que estimula la 

proliferación de las células de la granulosa, la síntesis de hormonas esteroides y también 

la producción de inhibinas y activinas. La acción de los IGF está regulada  por la PAPP-A 

(proteína plasmática asociada a la preñez), la cual incrementa la biodisponibilidad de 

IGF-1 en los folículos al degradar a las proteínas de unión (Gigli et al.,  2006). Las 

concentraciones de IGF-1  aumentan en el futuro folículo dominante antes de iniciarse la 

desviación concomitante con el incremento de  estradiol.  
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Los factores transformantes de crecimiento (TGF) traslocan proteínas desde el 

citoplasma al núcleo celular, algunos son: TGFβ, GDF-9 (factor de crecimiento y 

diferenciación tipo 9), AMH (hormona antimulleriana) activinas, inhibinas y  la proteína 

morfogénica ósea (BMP). En el ovario se han descrito  BMP-15 y BMP-6 (Glister et al.,  

2004). 

 

 

4.3.2.4 Inhibinas y activinas 
 
Tanto la inhibina como la activina son producidas por  células de la granulosa del folículo 

dominante. Están  formadas por la dimerización de subunidades. La unión  de  la 

subunidad α con la βA  forman a la Inhibina A y la α con la βB forman a la Inhibina B. La 

unión de la subunidad βA+βA ó βB+βB formarán  Activina  A ó B.  Tanto Inhibina como 

Activina actúan en forma parácrina, respectivamente inhibiendo o estimulando el 

crecimiento de folículos subordinados. La activina es una proteína dimérica  que induce 

la proliferación y expresión de  los receptores para FSH en las células de la granulosa y 

aumenta la esteroidogénesis y actividad de la aromatasa en ratas y vacas (Ginther et al., 

2004a). Adicionalmente la inhibina actúa en forma sistémica inhibiendo la secreción 

hipofisiaria de FSH. La secreción de inhibina es estimulada por la FSH, formando un 

circuito de regulación negativa (Glister et al., 2001). 

 

 

4.3.2.5 Estrógenos 

 

Su secreción sigue el modelo de “dos células-dos gonadotropinas”.  La primera señal 

para iniciar la síntesis de hormonas esteroides en las células esteroidogénicas del ovario  

es la unión de LH a su receptor específico en las células de la teca interna, donde se 

producen grandes cantidades de andrógenos (androstenediona y testosterona), los 

cuales se difunden a las células de la granulosa, en las que la unión de FSH a su 

receptor  estimulan la aromatización de los andrógenos  a estrógenos  (Midnich et al., 

2004; Sanderson, 2006).  
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Existe otra teoría  que dice que el papel de las células de la granulosa es la de producir 

progesterona (Díaz Chico, 2004), la cual es captada por las células de la teca y es 

transformada a andrógenos, que vuelven a la célula de la granulosa donde  son 

aromatizados  por la enzima aromatasa y  son convertidos  a estradiol (Sirois et al.,  

1991; Schams y Berisha, 2002).         

 

Cuando el futuro folículo dominante está empezando a desviarse, se desarrollan 

diversas interacciones bioquímicas. Las proteínas de unión son degradadas por 

proteasas y entonces el IGF-1 es liberado y puede estimular la producción de inhibina A, 

activina A y  factor de crecimiento  del endotelio vascular (VEGF), pero no tiene un efecto 

inmediato sobre la secreción de estradiol en la yegua (Ginther et al.,  2004b). 

Las concentraciones de estradiol son bajas durante la época anovulatoria (Donadeu y 

Ginther, 2002) existiendo niveles detectables hasta el final de la temporada, durante el 

desarrollo  de la primera oleada ovulatoria (Watson et al., 2002), aumentando hasta 2 

días después del pico de FSH, o alrededor de un día antes de la desviación (Ginther et 

al.,  2004a). 

 

 

4.3.3 Foliculogénesis Inicial 
 

Durante la vida fetal  temprana, las células germinales primordiales migran a la cresta 

gonadal primitiva donde  proliferan. En el equino la multiplicación de las ovogonias por 

mitosis comienza alrededor del día 50 de gestación y continúa hasta el día 150 a 160 

(Deanesly, 1977). Las ovogonias, posteriormente  son rodeadas por células somáticas 

para formar folículos primordiales. También durante la vida fetal, las células germinales 

inician la primera división meiótica, que queda suspendida en la profase. En esta etapa 

la célula germinal se denomina ovocito primario. El folículo primordial con su ovocito 

primario permanece en esta fase hasta el momento en que es activado para iniciar su 

crecimiento. Esta activación es independiente de gonadotropinas y puede iniciarse en 

cualquier etapa desde la vida fetal hasta la vida adulta, desconociéndose los 

mecanismos que determinan cuál folículo primordial es activado para iniciar su desarrollo 

en un momento determinado (Van, 1999). 
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Los primeros signos morfológicos de crecimiento folicular (activación) son la proliferación  

de células de la granulosa, que cambian  de una forma plana a cúbica, así como el 

crecimiento del ovocito (Hirshfield, 1991). El inicio del crecimiento es independiente de 

gonadotropinas y está regulado por factores producidos localmente tanto dentro del 

ovario como dentro del folículo mismo (Nilsson y Skinner, 2002). Entre estos se 

encuentran factores del crecimiento como el factor de crecimiento y diferenciación 9 

(Growth Differentiating factor-9, GDF-9) y la proteína morfogénica ósea (Bone  

Morphogenic  Protein, BMP)  que son producidos únicamente por el ovocito y cuya 

carencia  detiene el crecimiento del folículo en estadio primario (Webb et al., 2003). 

Una vez que el crecimiento se ha iniciado, los folículos continúan desarrollándose por 

estímulo de factores de crecimiento, tales como IGF-1, EGF, TGFα, Inhibina, Activina A y 

B y Folistatina. Aunque los receptores para FSH se expresan en  células de la granulosa 

desde las primeras etapas foliculares, se ha visto que en ovejas  hipofisectomizadas los 

folículos alcanzan un tamaño de hasta 2mm de diámetro, por lo cual se consideran 

independientes de gonadotropinas. Así, en la foliculogénesis inicial los folículos se 

consideran independientes pero sensibles a las gonadotropinas (Driancourt et al., 1987). 

 

Las células pregranulosas, derivadas del epitelio ovárico, se diferencian en células de la  

granulosa que rodean a los ovocitos primarios, para formar los folículos primordiales, que 

histológicamente se caracterizan por contener un  ovocito primario en profase  de su 

primera división meiótica (diploteno), rodeado por una capa  plana de  células de la 

granulosa. Estos folículos primordiales todavía carecen de una membrana basal que los 

separe del resto del tejido ovárico. A partir de esta población se origina toda la población 

de  folículos en crecimiento. Una potranca recién nacida tiene en sus ovarios entre  

36,000 y 46,000 folículos primordiales (Ginther, 1992). 

 

Posteriormente algunos de estos folículos salen de este estado de reposo y comienzan a 

desarrollarse bajo la regulación de diversos factores de crecimiento, para formar folículos 

primarios, en los que  las células  planas de la granulosa  comienzan a cambiar de una 

forma plana  a cúbica, quedando el ovocito primario rodeado por la zona pelúcida y  una 

capa de células cúbicas de la granulosa. Las células de la teca comienzan a  rodear por 

fuera  a las células de la granulosa. Cuando las células de la granulosa aumentan en 
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tamaño y número, multiplicándose por mitosis bajo la influencia de FSH, dan origen  a  

varias capas de células cúbicas y se le denomina folículo secundario (Van, 1999). 

 

En esta etapa  las células de la teca se diferencian  en teca interna y  externa y  

comienzan a secretar glicoproteínas para formar una  membrana basal que separa a  las 

células de la granulosa de las de la teca interna. Hasta este estadio, los folículos  en 

crecimiento se clasifican en preantrales,  que son los que aún no tienen una cavidad 

llena de fluido y en los folículos terciarios  o antrales,  que  histológicamente tienen  una 

cavidad  o antro. Este último que es un espacio lleno de líquido folicular, que al 

acumularse produce un reordenamiento de las  en células del cúmulo y murales. La 

FSH, junto con el E2, estimula la formación de la cavidad antral y la expresión de 

receptores para LH en las células de la granulosa de los folículos preovulatorios 

(Alexander e Irvine, 1993). 

 

El líquido con el que se llena el antro folicular es un  trasudado que en el equino 

comienza a ser visible en el equino en folículos de  2 a 4 mm (Ginther, 1992). Hasta ese 

momento las capas exteriores del  folículo están formadas por una teca interna 

constituida por tejido conectivo y una teca externa  formada por una capa de colágeno 

atravesada por capilares con miofibroblastos diferenciados de los fibroblastos del 

estroma.  

 

 

4.3.4 Foliculogénesis dependiente de gonadotropinas 
 
En el folículo antral temprano las células de la granulosa expresan receptores para FSH 

mientras que las de la teca  interna expresan receptores para LH.  Para éste momento el 

folículo se hace totalmente dependiente de gonadotropinas. Los folículos terciarios se 

clasifican en dominantes y subordinados, los primeros expresan  un mayor número  de 

receptores para LH  en las células de la granulosa,  además de los receptores para FSH 

(Fay y Douglas, 1987; Goudet et al., 1999; Beg et al., 2001).  
 

Conforme avanza el desarrollo folicular, los folículos se vuelven altamente sensibles a 

las gonadotropinas. Esta fase se divide en tres etapas: 1) reclutamiento, en la que un 
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grupo de folículos adquiere la habilidad para responder a las gonadotropinas y empieza 

a crecer rápidamente; 2) selección, en la que un grupo de folículos  es escogido para 

escapar del proceso de atresia y continuar creciendo,  y 3) dominancia, en la que uno ó 

dos folículos se desarrollan de forma más rápida que el resto, suprimiendo el crecimiento 

de los subordinados e impidiendo el reclutamiento de un nuevo grupo de estructuras 

foliculares (Armstrong y Webb, 1997). 

 

 

4.3.4.1 Reclutamiento folicular 
 

Durante cada oleada folicular se produce el crecimiento acelerado de una cohorte de 

folículos que son reclutados simultáneamente mediante una elevación transitoria en las 

concentraciones de FSH. Los  niveles de FSH dependen de inhibina y de estrógenos, los 

cuales autoregulan  el desarrollo de los folículos. La inhibina y el estradiol son 

producidos por todos los folículos en crecimiento, pero principalmente por los folículos 

dominantes.  Por esta razón se producen elevaciones de FSH cada vez que los folículos 

dominantes son ovulados o sufren atresia, ya que en esos momentos desaparece la 

fuente principal de inhibina y estradiol. Los folículos que son reclutados son los que 

tienen entre 6 ó 13 mm de diámetro (Ginther et al., 2001)  al momento de la elevación de 

FSH. La dependencia de las oleadas por la FSH ha sido demostrada mediante la 

inyección sistémica de líquido folicular libre de esteroides, el cual suprime la FSH 

circulante, lo que impide que los folículos crezcan más allá de 15 mm de diámetro 

(Bergfelt y Ginther 1985). La primera oleada de cada ciclo comienza un poco después de 

la ovulación, e involucra el  crecimiento simultáneo de un número variable de 5 a  10 

folículos, que crecen  entre 2 y 3 mm por día, hasta que el folículo más grande alcanza 

20 a 25 mm cerca del final de la fase de crecimiento común  (Ginther et al., 2003; 

Donadeu y  Pedersen, 2008).  
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4.3.4.2 Selección folicular 
 
En esta etapa participan una variedad de proteínas y esteroides, incluyendo los 

miembros de la familia de  factor de crecimiento parecido a la insulina (IGF), estradiol  

(E2), inhibinas, activinas, folistatina y  el VEGF. Estos  factores actúan a menudo de 

manera parácrina, ya sea para  aumentando ó disminuyendo los efectos trópicos de las 

gonadotropinas  en las células foliculares a través de varios mecanismos. Sin embargo, 

se  ha concluido que solo el IGF-1 está involucrado en  el inicio de la desviación 

regulando los niveles de otros factores del crecimiento en el  folículo dominante (Beg y  

Ginther, 2006). En el folículo equino se han identificado cuatro tipos de  proteínas de 

unión de IGF (IGFBP´s), las cuales regulan negativamente la actividad de IGF. Sólo la 

concentración de tres de ellas (IGFBP-2, 4 y 5) se ha  correlacionado negativamente con 

las del IGF-1 durante el desarrollo folicular (Gerard y  Monget, 1998; Bridges et al., 2002) 

y de éstas, la IGFBP-2 es la única que se ha estudiado en relación a la desviación en la 

yegua (Ginther et al.,  2004b). 

 

De esta manera, conforme los folículos continúan creciendo las concentraciones de 

estradiol,  inhibina A, activina A e IGF-1 se incrementan y los folículos  más avanzados 

en  su desarrollo comienzan a expresar más receptores para LH y pocos para FSH (Fay 

y Douglas, 1987; Goudet et al., 1999). En este momento se establece una especie de 

competencia entre los folículos, ya que los tres folículos más grandes de la oleada, 

conforme crecen por encima de los 13 mm de diámetro (Donadeu y Ginther, 2001) 

producen suficiente inhibina A y estradiol para inhibir las concentraciones de FSH, la cual 

aún es necesaria para que los folículos menos desarrollados continúen creciendo.  En 

cambio, los folículos mayores ya tienen suficientes receptores para LH, por lo que 

pueden seguir creciendo. Estas respuestas diferenciadas del folículo dominante y los 

subordinados a las gonadotropinas resultan en el iniciacio de la desviación,  que es 

cuando uno o dos folículos crecen notoriamente más rápido que el resto de los folículos. 

La desviación comienza en promedio  7 días antes de la ovulación. El continuo 

crecimiento del folículo más grande lo transforma en  el folículo dominante, cuyo 

diámetro aumenta en diámetro hasta que ovula o hasta que se convierte en un folículo 

anovulatorio hemorrágico ó simplemente sufre regresión, lo cual depende en gran parte 

de la estación y  estado reproductivo de la hembra. Mientras la reducción de crecimiento 
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del  resto de los folículos los convierte en  folículos subordinados (Donadeu  y Pedersen,  

2008).  

 

Mientras la FSH  es particularmente importante para el crecimiento folicular  antes de la 

desviación, la LH llega a ser más crítica durante la desviación, ya que  la supresión 

experimental de la secreción de LH en yeguas ciclando llevó a la regresión del folículo 

dominante durante su desarrollo temprano (Bergfelt et al. 2001).   
 

 

4.3.4.3 Dominancia folicular 
 

Durante este tiempo  el folículo más grande,  mediante su secreción de inhibina, estradiol 

e IGF-1,  juega el papel de supresor de las concentraciones de FSH circulantes, las 

cuales caen por debajo de los requerimientos de los  folículos más pequeños, 

provocando su atresia. En cambio, como ya se mencionó, el folículo dominante puede 

continuar creciendo en un ambiente bajo en FSH debido a que ha desarrollado 

receptores para LH, por lo que deja de ser dependiente de la FSH (Ginther, 2000). 

 

El folículo dominante en este momento produce altos niveles de estradiol (Gastal et al., 

1999) con valores que van de los 18 a los 20 pg/ml-1 en promedio (Daels et al., 1991b). 

La mayor concentración de E2 en el folículo dominante se debe a un mecanismo 

intrafolicular que amplifica el estímulo de FSH mediante un efecto sinérgico de IGF-1 

(Rivera y  Fortune, 2003), lo que aumenta la actividad de la aromatasa en el folículo. En 

cambio, la producción de andrógenos es similar  en folículos dominantes y subordinados. 

Adicionalmente tanto el estradiol como el TGF-β interactúan con  la  FSH para aumentar 

el número de células de la granulosa y acrecentar la actividad de la aromatasa.  

 

El VEGF es un factor que incrementa la vascularización del futuro folículo dominante 

antes del inicio de la desviación (Acosta et al. 2004), lo que presumiblemente incrementa 

la disponibilidad de gonadotropinas circulantes para el folículo. Se ha observado que las 

concentraciones de VEGF son más altas en  el folículo dominante que en los  

subordinados un día después del inicio  de la desviación (Ginther et al., 2004b). Los 
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niveles de  VEGF que  se incrementan diferencialmente en el folículo dominante en  la 

yegua  (Ginther et al, 2004b) quizás sean mediados por IGF-1. 

 

Después de varios días de desarrollo, el folículo dominante solamente podrá seguir 

creciendo hasta llegar a ovular sólo si aumenta la frecuencia de los pulsos de LH. Esto 

ocurre cuando el folículo preovulatorio alcanza alrededor de  40 mm de diámetro. Sin 

embargo el diámetro máximo de un folículo preovulatorio puede variar con la estación 

reproductiva (5 a 8 mm más grandes en primavera en comparación con el verano u 

otoño), tipo de yegua y número de folículos preovulatorios  (4 a 9 mm más pequeños en 

ovulaciones dobles) (Bergfelt, 2009). 

Después de la ovulación (día 0),  la cual es estimulada por un aumento gradual y 

progresivo  de LH (Pierson, 1993), el  ovocito es liberado hacia el oviducto a través de la 

fosa de ovulación. En el antro evacuado del folículo se forma el cuerpo hemorrágico (CH) 

y posteriormente el cuerpo lúteo (CL). En la mayoría de los mamíferos no primates, el 

cuerpo lúteo se forma a partir de células residuales de la teca y de la granulosa, las 

cuales se transforman en células lúteas pequeñas y grandes  respectivamente 

(Niswender et al., 2000).  En el caso de la yegua no se conoce con certeza el  destino de 

las células de la teca, sin embargo existen datos que indican que las células de la teca 

interna  son las mejor desarrolladas pocos días antes de la ovulación, pero sufren atresia 

rápidamente después de ésta y para las 24 hrs post-ovulación  se encuentran en un 

estado avanzado de degeneración, mientras que las células de la granulosa se 

diferencian en células lúteas grandes que se convierten en las principales células 

productoras de esteroides (Van Niekerk et al., 1975).   

 

Aunque las células de la teca interna  juegan un papel menor en la síntesis de 

progesterona y estradiol, es en ellas donde se sintetiza la  mayor parte de andrógenos, 

los cuales serán aromatizados por las células de la granulosa (Sirois et al., 1991). 

 

En caso de no producirse el aumento en la frecuencia de secreción de LH el folículo 

dominante terminará sufriendo atresia, por lo que al disminuir su producción de inhibina 

se elevarán las concentraciones de FSH, con lo que comenzará una nueva oleada 

folicular. 

 



 

24 
 

4.4 Desarrollo folicular en la yegua gestante 

 

El CL resultado de la ovulación, se denomina CL primario y se mantiene activo desde el 

día 5 al 14 si el óvulo no es fertilizado (Gigli et al., 2006). En cambio si el óvulo es 

fecundado éste CL primario no sufre regresión ya que  se presenta el reconocimiento 

materno de la gestación, que ocurre por una interacción entre el embrión y la yegua 

(Allen, 2001) que permite que el CL se mantenga hasta el día 160 - 180 de la gestación.  

 

Durante la gestación temprana en plena época reproductiva se mantiene un patrón 

periódico de secreción de FSH cada 10 a 12 días (Urwin y Allen, 1982) caracterizado por 

el desarrollo esporádico de oleadas mayores y menores (Ginther y Bergfelt, 1992). 

Además, la gestación equina temprana se caracteriza por desarrollarse en presencia de 

bajas  concentraciones de LH debido a la retroalimentación negativa ejercida por la  

progesterona. De esta manera, los folículos dominantes que se desarrollan antes del día 

35 bajo la influencia de FSH no llegan a ovular por falta de LH. Sin embargo, a partir del 

día 35, cuando comienza la secreción de eCG por las copas endometriales, el desarrollo 

de un folículo dominante provocado por la FSH puede continuar bajo el estímulo de eCG 

hasta la maduración final, ovulación y/o luteinización del folículo (Allen, 1984; Ginther, 

1992). 

 

Los cuerpos lúteos secundarios de la gestación resultan de la ovulación de folículos 

dominantes durante  la gestación temprana, mientras que los  cuerpos lúteos  accesorios  

resultan de la luteinización de  folículos anovulatorios dominantes durante la gestación 

temprana.  

Ambos tipos de cuerpos lúteos, secundarios y accesorios, son referidos como 

suplementarios (Ginther, 1992) y tradicionalmente se ha pensado que su formación 

ocurre gracias a la acción luteotrópica de la  eCG  entre el día 35 y 80 de la gestación 

(Bergfelt et al., 1989; Allen y Stewart, 1993). Su regresión  ocurre aproximadamente  al 

mismo tiempo que  la del cuerpo lúteo primario, entre el día 120 y 150 de la gestación, 

momento en que  la placenta ya es capaz de mantener  la gestación hasta su término  

mediante la secreción de progesterona (Cole et al., 1931; Amoroso, et al., 1948). 
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Estudios en yeguas gestantes  indican que el diámetro de los folículos que se desarrollan 

durante la gestación alcanza su máximo alrededor del día 60, coincidiendo con la 

formación del CL secundario. Conforme avanza la gestación tanto el número como el 

diámetro máximo de los folículos disminuyen, teniendo el diámetro más pequeño entre el 

día 160  y 180, lo que quizás se deba al incremento  en el número de de CL secundarios 

(Squires et al., 1974a).  

 

Estos datos coinciden  con  los resultados de otro experimento que  indican que el 

número de folículos  de 10 a 20 mm de diámetro es mayor en la gestación temprana de 

la yegua. Para el momento en que se forman los CL secundarios (día 34 a 70 de la 

gestación) el número de folículos grandes comienza a disminuir y para el día 210, los 

ovarios están desprovistos de folículos mayores a 20 mm (Squires et al., 1974b). Por lo 

que se piensa  que el número reducido de folículos a la mitad de la gestación, es 

atribuible la formación  de cuerpos lúteos suplementarios bajo la influencia de la 

gonadotropina coriónica (Ginther, 1992). 

 

 

4.5 Endocrinología de la gestación equina temprana 

 
4.5.1 Estrógenos 
 
Los  niveles de estrógenos en los días 0 a 35 de la gestación son similares  a los de una 

yegua vacía  en diestro (Terqui y Palmer, 1979). Posteriormente las concentraciones 

plasmáticas de estrógenos se duplican o triplican entre los días 35 y 40. Después de 

éste incremento las concentraciones de estrógenos tienden a mantenerse estables, 

desde el día 40 hasta el día 70 u 80 de la gestación. Posteriormente vuelven a 

incrementarse hasta alcanzar valores mayores a 10 ng/ml para el día 90, permaneciendo 

elevados por el resto de la  gestación (Nett et al.,  1975). 

 

El incremento en las concentraciones de estrógenos entre los días 35 a 40  es de origen 

ovárico y posiblemente esté asociado al efecto estimulante de la eCG sobre la 

esteroidogénesis folicular o lútea,  ya que en yeguas gestantes con ovariectomía y  
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mantenidas con progestágenos exógenos no se detectan niveles de  estrógenos (Terqui 

y Palmer, 1979).  

Estos estrógenos ováricos en la yeguas gestantes, son producidos por tejido lúteo y no  

folicular, ya que se ha demostrado  que  el  incremento en  la secreción  de estrógenos  

en éstos días de la gestación (35 a 40) requiere de  la presencia de un CL activo. Esto se  

demostró  al  lisar con PGF2α el CL  de yeguas gestantes que fueron mantenidas con 

progesterona exógena, en las que las  concentraciones de estrógenos fueron menores 

comparadas con  las de las yeguas control que tuvieron un CL activo (sin administración 

de PGF2α). Además, las yeguas tratadas desarrollaron un nuevo CL  y un aumento en 

los valores de estrógenos conjugados después del inicio de la  secreción de la eCG 

endógena (Daels et al., 1991a). Se ha sugerido que el papel de los estrógenos lúteos es 

apoyar de manera autócrina la producción de progesterona (Daels et al., 1990). 

Se ha demostrado que el incremento en la esteroidogénesis lútea que coincide con la 

secreción de eCG es inducida por  esta misma y resulta en un  incremento en la síntesis  

de estrógenos   y andrógenos (Daels et al., 1998).  

En estudios en los que se ha comparado la actividad enzimática en el cuerpo lúteo antes 

y después del inicio de la secreción de eCG se ha demostrado que esta hormona tiene 

un efecto diferencial sobre la expresión de las enzimas esteroidogénicas, provocando un 

aumento de la actividad de la 17α-hidroxilasa y un descenso en la actividad de la 

aromatasa, por lo que  el incremento  en la producción de estrógenos inducido por la 

eCG es el resultado del incremento en las concentraciones de andrógenos disponibles 

para ser aromatizados (Albrecth et al., 1997).    

 

Sin embargo, en un estudio reciente no se encontró evidencia de un efecto estimulatorio 

de la eCG sobre la producción de estradiol en la yegua gestante, ya que no se observó 

ningún incremento en las concentraciones de estradiol asociado al gran incremento de  

eCG que se produce entre las semanas 5 y 8 de la gestación. Además, durante las 

primeras 14 semanas de gestación no hubo diferencia significativa entre las 

concentraciones de estradiol entre yeguas gestantes con embrión mula y caballo, a 

pesar de las grandes diferencias en las concentraciones de eCG entre ambos tipos de 

yegua (Urias, 2008). 
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Una proporción importante  de los estrógenos producidos por el cuerpo lúteo  resultan de 

la aromatización de los andrógenos, sin embargo la  actividad de la enzima aromatasa, 

que convierte andrógenos en estrógenos, no  es estimulada por la eCG, lo que sugiere 

que el paso limitante en la síntesis lútea de estrógenos no es la actividad de la 

aromatasa, sino la disponibilidad de  andrógenos. (Albrecht et al., 2001). 

La expresión  ovárica de  las enzimas esteroidogénicas se relaciona con los niveles de 

esteroides en el líquido folicular en vacas, cerdos y humanos (Tian et al., 1995; Guthrie 

et al., 1994; Conley  et al., 1994).  En el ovario equino las enzimas P450 scc, 3βHSD y 

aromatasa son expresadas en las células de la granulosa de todos los folículos con 

diámetro desde los 5 mm hasta un tamaño preovulatorio, lo que significa que tienen la 

capacidad tanto de producir progesterona como de aromatizar andrógenos. Su expresión 

es influenciada por el diámetro folicular y el estado de desarrollo (Belin et al., 2000).  

 

Después del día 90, conforme la gestación avanza, las gónadas fetales comienzan a 

crecer y a secretar estrógenos, por lo que  el estradiol secretado después del día 90 es 

de origen feto-placentario y no ovárico (Terqui y Palmer, 1979).  

 

 

4.5.2 Progesterona (P4) 
 

La síntesis de progesterona depende totalmente del transporte  de colesterol hacia el   

interior  de la  mitocondria (Devoto et al., 2002). El transporte está  regulado 

principalmente por la proteína  reguladora aguda de la esteroidogénesis (StAR), la cual 

transporta el colesterol del  citoplasma  hacia la membrana mitocondrial interna, donde 

ocurren varias interacciones enzimáticas (Belin et al., 2000). La primera enzima 

involucrada en la síntesis de esteroides es la P450 scc la cual corta la cadena del 

colesterol entre sus carbonos 20 y 22 para formar pregnenolona (Belin et al 2000; 

Boerboom y Sirois, 2001). Posteriormente, la conversión de pregnenolona a 

progesterona  está regulada por la enzima  3β  hidroxiesteroide deshidrogenasa 

(3βHSD). Otra enzima, denominada  17α hidroxilasa (P450c17) convierte la 

pregnenolona en 17α hidroxi-pregnenolona (Belin et al., 2000). Sin embargo en el cuerpo 

lúteo es más activa la  3βHSD, por lo que  hay mayor producción de progesterona (Díaz 

Chico, 2004). 
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Entre 10 y 12 horas después de la  ovulación el CL de la yegua ya produce altas 

cantidades de progesterona (Gigli et al., 2006). El CL primario permanece activo y 

produciendo progesterona hasta el día 160-180 de la gestación (Squires  et al., 1974a), 

siendo mantenido al parecer gracias al efecto de la  LH, que por su alta afinidad lo logra 

estimular a pesar de sus bajas concentraciones durante la gestación temprana. También 

es posible que la eCG contribuya a mantener la función lútea a través de su unión a los 

receptores de LH/eCG en el ovario.  

 

Con la formación de los CL suplementarios se apoya  la producción de P4 desde el día 

40-45 hasta que la placenta es capaz de mantener la gestación. 

En la yegua gestante, las concentraciones de progesterona aumentan  inmediatamente 

después de la ovulación, alcanzando durante la primera semana niveles  de 7ng/ml 

(Squires et al., 1974c), los cuales  disminuyen entre el día 12 y el día 30, llegando a 

valores menores a 5 ng/ml para el día 28. Sin embargo entre  los días 32 y 40 las 

concentraciones de progesterona vuelven a aumentar debido a que se inicia la secreción 

de eCG, la cual estimula al tejido lúteo para secretar  más progesterona (Squires et al., 

1974c). 

 

Las máximas concentraciones de P4 se presentan alrededor del día 65 de la gestación, 

con niveles mayores a los 15ng/ml (Holtan et al., 1975). Después las concentraciones 

comienzan a bajar debido a la regresión de  los cuerpos lúteos entre los días 150 -180, 

sin embargo a partir del día 120, la placenta ya es capaz de secretar suficiente 

progesterona para mantener la gestación (Holtan et al., 1979). 

 
 
4.5.3 Gonadotropina coriónica equina (eCG). 
 
Cole y Hart (1930) fueron los primeros en  descubrir las funciones biológicas de la eCG   

a la cual  dieron el nombre de gonadotropina sérica de yegua preñada (PMSG, por sus 

siglas en inglés). Inicialmente se  pensaba que  esta hormona era de origen materno, sin 

embargo  más tarde se demostró que era una glicoproteína era de origen fetal, siendo 

producida por las células del cinturón coriónico que invaden el endometrio materno para  
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formar  las  copas endometriales,  por lo que se  le llamó gonadotropina coriónica equina 

(eCG) (Allen y Moor,  1972). 

 

Alrededor del día 27 de la gestación se comienza a formar una banda de tejido avascular 

alrededor del embrión, denominada cinturón coriónico (Wooding et al., 2001) el cual para 

el día 30 ya está completamente formado. Las células binucleadas del cinturón coriónico 

se comienzan a desprender y por movimientos amiboideos se incrustan en el endometrio  

de la madre, donde proliferan para formar  las copas endometriales secretoras de eCG 

(Thway et al., 2001). Esta estructuras crecen  gradualmente para  alcanzar su tamaño 

máximo y su máxima capacidad secretora entre los días 60 y 70 de gestación (Allen, 

2000; Meenakshi et al., 2006).  

La gonadotropina coriónica equina ha sido purificada en la yegua y burra (Clegg et al., 

1982) y puede ser encontrada en híbridos de éstas dos especies. Su secuencia de 

aminoácidos no es idéntica entre estas  especies,  por lo que recibe el nombre  de 

acuerdo a la especie que la produce como  gonadotropina coriónica equina (eCG) y 

gonadotropina coriónica de burra (dCG). 

 

 

4.5.3.1 Estructura de la eCG  
 
La eCG pertenece a la familia de las hormonas glicoprotéicas. Tiene un peso molecular  

aproximado de entre 64 y 72  KDa (Gospodarowicz, 1967; Christakos y Bahl, 1979). Está 

formada por dos  subunidades, α y β (Legardinier et al, 2005). Los genes que codifican a 

la subunidad α y β de la eCG son los mismos que codifican a las subunidades de la LH 

(Smith et al., 1993). Sin embargo,  cuando se expresan  estos genes en la hipófisis dan 

como resultado la LH, mientras que  en la placenta  se forma la eCG debido a que en 

cada uno de estos tejidos se produce un patrón diferente de  glicosilación. 

 La subunidad α tiene 96 aminoácidos (Ward et al., 1982) y es común para todas las 

hormonas glicoprotéicas del equino  (LH, FSH, TSH, eCG), ya que es codificada por un 

mismo gen (Pierce y Parsons, 1981). La subunidad β de la LH y la eCG está compuesta 

por 149 aminoácidos y es codificada por el mismo gen y  a diferencia de la subunidad α, 

tiene una secuencia de aminoácidos distinta que las del resto de las hormonas 

glicoprotéicas (FSH y TSH), lo que determina su distintiva actividad biológica (Pierce y 
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Parsons, 1981). Como las secuencias de aminoácidos de LH y eCG son idénticas 

(Bousfield et al., 1987; Sugino et al., 1987) se unen al mismo receptor, aunque su distinto 

patrón de glicosilación hace que tengan diferente afinidad por el receptor de LH/eCG.  

 

La eCG es la más glicosilada de las hormonas glicoprotéicas, con aproximadamente un 

45% de su masa constituida por carbohidratos. La subunidad α  tiene  entre un  20 y 22% 

de su peso molecular constituido por carbohidratos y la subunidad β  entre un 50 y 78% 

(Papkoff et al., 1978b; Christakos y Bahl, 1979). La subunidad α tiene dos sitios de 

glicosilación, mientras que la subunidad β tiene un sitio N y cuatro sitios O de unión para 

glicosilación (Papkoff et al., 1978a). 

 

Una de las diferencias más importantes entre la eCG y la LH es que en los carbohidratos 

de la  eCG hay una alta proporción de terminaciones constituidas por ácido siálico (Smith 

et al., 1993), aunque pude haber variabilidad en la proporción de ácido siálico entre 

individuos y en las diferentes etapas de la gestación. La eCG extraída directamente de 

las copas endometriales contiene más ácido siálico que la que se obtiene del suero 

(Manning et al., 1987). El alto contenido de ácido siálico en la eCG es responsable de su 

larga vida en la circulación (Murphy y Martinuk, 1991) y  es probable que también sea la 

causa de su menor afinidad por los receptores de LH/eCG  (Couture et al., 1993). 

 

 

4.5.3.2 Actividad biológica 

 
Los niveles de eCG durante la gestación oscilan entre 1 y 8µg/ml, que comparados con 

los niveles de LH (5-30ng/ml) son altísimos. Por esta razón la eCG logra ocupar una 

buena cantidad de receptores de LH/eCG a pesar de que su afinidad es 10 veces menor 

que la de la LH (Licht et al., 1979; Roser, 1999; Saint-Dizier, 2003). 

 

En especies diferentes a la equina, tanto la eCG como la LH equina (eLH) se unen a 

receptores para FSH, por lo que en esas especies tienen efectos como de FSH (Licht et 

al., 1979; Murphy y Martinuk, 1991).  Sin embargo, la actividad de la eCG en la propia 

especie que la produce es principalmente de LH, ya que la eCG no se une a receptores 

de FSH ni en los folículos ni en los testículos equinos, solamente a los de LH (Guillou y 
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Combarnous, 1983; Moore y Ward, 1980). En cambio en la burra la eCG tiene la misma 

afinidad por los receptores de FSH que para los de LH (Guillou y Combarnous, 1983; 

Stewart y Allen, 1981). Existen estudios que indican que la subunidad α determina el 

nivel de actividad  de la eCG como LH, mientras que la subunidad β determina en otras 

especies su actividad biológica como FSH (Chopineau  et al., 1997). 

 

El ácido siálico en la eCG juega un papel importante en su actividad biológica, 

permitiéndole persistir por más tiempo en la circulación después de  su secreción o 

administración. Además, si se elimina el ácido siálico de la eCG  se produce un aumento 

en su actividad biológica de LH (Manning et al.,  1987).  

 

Las variaciones de la cantidad de eCG circulante en una yegua gestante pueden ser 

atribuidas en parte a la combinación del padre y  la madre que generan una gestación, 

por lo que es posible seleccionar sementales y yeguas que produzcan una mayor 

cantidad de eCG. También se ha comprobado que las variaciones genéticas individuales 

tienen un gran impacto en la actividad de la eCG, ya que  la actividad de LH que tiene la 

eCG varía por semental y no por periodo de gestación (Manning et al., 1987; Martinuk et 

al., 1991). 

 

 

4.5.3.3 Función  de la eCG en la gestación equina 

 
Actualmente no se ha  logrado entender específicamente cual es la función de la eCG en 

la gestación de la yegua, sin embargo se sabe que al estar presente estimula la 

formación de cuerpos lúteos secundarios y/o accesorios que aparecen alrededor del día 

40 de la gestación (Amoroso et al., 1948). Además estimulan la producción de 

progesterona  tanto por el cuerpo lúteo primario como por los secundarios/accesorios. 

 

La primera aparición de la eCG coincide con la formación de las copas endometriales. 

Esta hormona se encuentra presente en el  suero de la yegua gestante desde el día 30 

(Daels et al., 1995) y sus niveles comienzan a elevarse alrededor del  día 35 de la 

gestación (Meenakshi et al., 2006). Las elevaciones en las concentraciones de 

progesterona alrededor del día 35 de la gestación, antes de que se formen los cuerpos 
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lúteos secundarios, están asociadas con el inicio en la secreción de eCG (Stewart y 

Allen, 1981), lo que sugiere que el papel luteotrópico de la eCG no solamente abarca los 

cuerpos lúteos secundarios, sino también  estimula al cuerpo lúteo primario. 

Como resultado de la estimulación del cuerpo lúteo primario y de la formación de 

cuerpos lúteos suplementarios las concentraciones de progesterona comienzan a 

elevarse de manera significativa entre el día 35 y 45 de la gestación (Squires et al., 

1974c; Holtan et al., 1975; Bergfelt et al., 1989).  

 

Para que se forme un CL suplementario es necesario que antes se desarrolle un folículo 

dominante, lo que ocurre periódicamente desde que inicia la gestación como resultado 

de la FSH hipofisiaria, cuya secreción no es inhibida por acción de la progesterona 

(Squires y Ginther, 1975; Urwin y Allen, 1982). Sin embargo el primer cuerpo lúteo 

suplementario solamente se formará cuando se comience a secretar eCG, que actuará 

como LH en un folículo previamente desarrollado por acción de la FSH (Allen, 2001).  

 

La eCG no es indispensable para la gestación, ya que algunas yeguas gestantes con 

embrión mula prácticamente no producen eCG, a pesar de lo cual logran llevar a término 

su gestación (Boeta y Zarco, 2005; 2010). Las gestaciones  en yeguas servidas con 

burro (embrión mula), se caracterizan por tener bajas concentraciones de eCG (Stewart  

y Allen, 1981),  lo que al parecer aumenta el riesgo de perder la gestación, pero no hace 

inevitable que esto ocurra (Boeta y Zarco, 2005; Boeta, 2008). Por esta razón se ha 

postulado que tal vez la eCG sea necesaria para mantener la gestación de algunas 

yeguas o cuando una yegua se enfrente a situaciones de riesgo para la gestación, como  

lo sería la liberación endógena de PGF2α o una deficiente producción  de LH hipofisiaria 

(Allen,1984; Allen, 2001; Boeta, 2008; Boeta y Zarco, 2010). 

 

 

4.5.3.4 Secreción de eCG en gestaciones interespecie e intraespecie 

 
Los équidos tienen la capacidad de reproducirse entre miembros de su género pero de 

diferente especie, dando como resultado un híbrido generalmente infértil.  Los casos más 

comunes  lo son   la mula (yegua x burro) y el burdégano (burra x caballo). 
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La degeneración de las copas endometriales comienza alrededor del día 60 en hembras 

gestantes con embrión caballo y desaparecen para el día 120-150. En cambio en  

gestaciones mulares el rechazo inmunológico de las copas endometriales comienza a 

partir del día 50 y desaparecen para el día  80 a 90 de la gestación (Kidd et al., 1991), 

por lo que se alcanzan concentraciones bajas de eCG en la circulación (Boeta y  Zarco, 

2005). Esta degeneración se debe a una reacción inmune celular dada por la 

proliferación de lintocitos T, B, macrófagos, eosinófilos y células plasmáticas, además de 

la aparición de anticuerpos citotóxicos dirigidos en contra de los antígenos paternos tipo I 

del complejo mayor de histocompatibilidad (MHC I) de las células de las copas 

endometriales (Kydd et al., 1991). 

 

El genotipo fetal tiene una influencia muy marcada en  el desarrollo de la placenta 

especialmente en el desarrollo del cinturón coriónico a partir del cual se desarrollan las 

copas endometriales, en así como en el rechazo inmunológico de las propias copas 

(Allen y Short, 1997). La transferencia de embriones mula a yeguas o burras receptoras 

da como resultado una gran diferencia en el desarrollo de las copas endometriales así 

como  en la secreción de eCG. Mientras en la yegua con embrión mula se desarrollaron 

copas endometriales angostas y pequeñas, que producirán bajas concentraciones de 

eCG y regresarán en forma prematura, en la burra con un embrión mula  las copas  

endometriales son anchas, grandes y con altas concentraciones de eCG (Allen et al.,  

1993). Estos resultados sugieren  que  los embriones híbridos  sufren un ataque 

inmunológico prematuro por parte de la madre si ésta  es yegua, a diferencia de la burra 

en la que el embrión híbrido desarrolla al máximo su capacidad para formar  copas 

endometriales  y producir grandes cantidades de eCG. 

 

Tanto en la gestación de caballo con yegua  (embrión equino) como en la de caballo con 

burra (embrión burdégano) las copas endometriales son grandes, anchas y activas, con 

secreciones altas  de eCG que permanecen hasta los 120-140 días de la gestación 

(Allen, et al 1993). En este tipo de gestaciones el padre es caballo, por lo que se piensa 

que el  genotipo paterno  controla el desarrollo de las copas endometriales (Allen y Short, 

1997). 

 



 

34 
 

Si ocurre muerte embrionaria después de la formación de las copas endometriales, estas 

continúan secretando eCG de manera autónoma hasta el día en que normalmente 

regresarían, a pesar que el embrión ya no esté presente, lo que sugiere que están 

programadas para funcionar en forma autónoma hasta que su función sea limitada por el 

sistema inmune de la madre (Lofsted, 1986). 
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5. MATERIAL Y MÉTODOS 
 
5.1 Localización 
 
El presente trabajo se realizó en las instalaciones del antiguo Centro de Enseñanza,  

Investigación y Extensión  en Producción Agrícola y Ganadera (CEIEPAG) “Rancho San 

Francisco”  de la FMVZ de la UNAM, ubicado en  Chalco,  estado  de México a  19° 09’ 

20’’ latitud norte . 

 

 

5.2 Animales  Experimentales 
 
Se utilizaron 17 yeguas criollas  adultas  con un peso promedio de 322 kg. Previo al 

inicio del experimento se  realizó un examen físico general así como un examen 

reproductivo tanto a las yeguas como a los sementales para descartar cualquier 

patología clínicamente detectable que pudiese alterar   la investigación.  

Las yeguas se  mantuvieron en  grupos dentro de  corrales   con  bebederos  con agua 

ad libitum  y alimentación a base de  heno de alfalfa, avena  y concentrado. 

 

Se utilizaron  dos sementales clínicamente sanos y con una condición corporal de 3. El 

primero era un  caballo criollo de 10 años de edad,  con un peso 270 kg  y el segundo un 

burro raza Kentuky de 290 kg. Las 17 yeguas se dividieron en dos grupos en base al 

semental usado, 9 de ellas fueron servidas con semen de caballo (gestación equina) y 

las 8 yeguas restantes con semen de burro (gestación mular).  

 

Para programar el servicio, se receló diariamente con un semental para detectar celo. 

Una vez en celo, se monitoreó el desarrollo folicular de las yeguas mediante 

ultrasonografía cada tercer día con el objeto de determinar el momento óptimo del 

servicio, ya sea mediante monta natural o Inseminación artificial. 

 

Para la Inseminación artificial, se colectó el semen mediante una vagina artificial tipo 

Missouri y se  realizó la inseminación transcervical  con semen fresco sin diluir.  
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5.3 Manejo Ultrasonográfico 
 
Se realizó el diagnóstico de gestación a los 12 días  post-ovulación con un  ultrasonido 

(US) Chisson 560 de tiempo real  y un transductor  lineal de 5 Mhz. A partir de ese 

momento se  monitoreó tanto  la actividad folicular como  la viabilidad del embrión  cada 

tercer día (Ginther, 1986). La actividad folicular se registró con base en el número y  

tamaño de los folículos, siendo  tomados en cuenta aquellos mayores a 20 mm de 

diámetro, para posteriormente calcular su volumen en mm3. En cuanto a la viabilidad 

fetal, se confirmaba mediante la detección de latido cardiaco, movimiento fetal y/o 

pulsación del cordón umbilical del producto. Si alguna yegua no quedaba gestante se 

repetía el ciclo de  detección de calores y servicios para lograr la gestación. A partir del 

día 60 de la gestación se utilizó un US Aloka 210, Echo Camera SSD-506, con un 

transductor de 3.5 MHz. 

 
 
5.4 Tratamiento 
 
En el día 39 de la gestación  tanto  equina como mular,  se les administró  un antagonista 

de GnRH (Antarelix, Ac-D-Nal, D-Phe (pCI), D-Pal, Ser, Tyr, D-Hci, Leu, Lys-(iPr), Pro, 

D-Ala-NH2,  GeneCust Europe, Luxemburgo) a una dosis de 0.01 mg/kg (Guillaume et 

al., 2002) por vía intravenosa diariamente por  7  días y después  se aplicó la  hormona 

por vía subcutánea en dosis de 0.07 mg/kg una vez a la semana durante 5 semanas, ya 

que se ha visto que esta vía de administración es igualmente efectiva que la 

administración endovenosa diaria para mantener el efecto del Antarelix (Guillaume, 

2009, comunicación personal). 
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Diagrama del experimento 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
    
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 2. Diagrama que muestra las actividades  realizadas durante el  experimento. 

gx= gestación, mx= muestreo, n= número de yeguas  servidas  ya sea con burro o con 

caballo. 

 

17 yeguas criollas 

Caballo 
(n=9) 

Servicio 
 Burro  

(n=8) 

Día 12 = diagnóstico de gestación 
(día 0= ovulación) 

Día 30 - 100 gx = mx sanguíneo 
(semana 4-semana 15) 

Día 39 - 45 gx = Antarelix IV 
(0.01mg/kg durante 7 días) 

Día 46 - 74 gx = Antarelix SC 
[(0.07mg/kg) cada 7 días, durante 5 

semanas) 
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5.5 Muestreo de sangre y procesamiento de muestras 

 
A partir del día 30 post-ovulación se iniciaron muestreos  sanguíneos  en ambos tipos de 

gestación dos veces a la semana hasta el día 100 de la gestación. Las muestras 

sanguíneas se obtuvieron  mediante venopunción de la vena yugular, utilizando  tubos al 

vacío con gel activador de suero. Las muestras se centrifugaron  a 3000 r.p.m. durante 

10 minutos dentro de la primera hora posterior a su obtención, para separar el suero que 

se mantuvo a -20°C hasta el momento de realizar las  determinaciones hormonales en el 

laboratorio de Endocrinología del departamento de Reproducción de la Facultad de 

Medicina Veterinaria y Zootecnia de la UNAM. 

 

El estradiol fue medido por una técnica de enzimoinmunoensayo (ELISA) de tipo 

competitivo realizado en placas de microtitulación recubiertas con anticuerpos de conejo 

contra estradiol (R4972, University of California, Davis) (Munro y Stabenfelt, 1984) diluido 

1:5000. La sensibilidad del ensayo fue de 0.80 pg/ml con un coeficiente de variación 

intraensayo  e interensayo de 4.66% y 6.30% respectivamente.  

 

Las concentraciones de  eCG fueron determinadas mediante  ELISA  de sándwich en 

placas de microtitulación, (PMSG ELISA DRG Diagnostics, Germany) (Voller et al, 1978). 

El ensayo tuvo una sensibilidad de  8.18 mUI/ml  y un coeficiente de variación 

intraensayo de 3.25% para los valores bajos y  4.78% para los valores altos. 

 

5.6 Análisis estadístico 
Las concentraciones hormonales semanales promedio, así como el número promedio y 

diámetro promedio de los folículos se compararon entre grupos mediante análisis de 

varianza para mediciones repetidas. 
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6. RESULTADOS 
 
6.1 Comparación entre yeguas servidas con  caballo (gestaciones equinas) y 
yeguas servidas con  burro (gestaciones mulares). 
 
6.1.1 Concentraciones de eCG  
 

En la figura 3 se muestran las concentraciones semanales promedio de eCG desde la 

semana 4 a la semana 15 en las gestaciones equinas (gx caballo)  y mulares (gx burro). 

Las concentraciones de la hormona fueron significativamente mayores (p<0.05) en  las  

gestaciones equinas que en las gestaciones mulares desde la semana 6 hasta la 

semana 12.  

 
Figura 3. Concentraciones medias de eCG entre la semana 4 y  16 de la gestación  equina y mular. El área 

sombreada representa el periodo de  tratamiento con  Antarelix.  Las barras representan el  error estándar. 

Los asteriscos indican las semanas en las que existió diferencia entre los dos tipos de gestación (p<0.05).  
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6.1.2 Desarrollo folicular 
 
En la figura 4 se muestra el número promedio de folículos mayores a 20 mm de diámetro 

entre las semanas 4 y 16 de la gestación equina y mular. El número de folículos en las 

yeguas servidas con caballo fue mayor que en las yeguas servidas con burro desde la 

semana  6.5 hasta la semana 9 (p<0.05). El mayor número  de folículos mayores a 20 

mm en las gestaciones equinas se produjo durante  el tratamiento con  Antarelix,  a 

diferencia  de las gestaciones mulares, en las que  durante el tratamiento se redujo 

gradualmente el número de folículos mayores a 20 mm, hasta llegar a desaparecer 

desde la semana 9.5 hasta la semana 12.5. 
 

 
 Figura 4. Número promedio de folículos mayores  a 20 mm de diámetro entre la semana 4 y  16 de la 

gestación equina y mular.  El área sombreada representa   el  periodo de tratamiento  con  Antarelix. Las 

barras representan el  error estándar. Los asteriscos indican las semanas en las que existió una diferencia 

entre los dos tipos de gestación (p<0.01). 
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6.1.3 Folículos Anovulatorios Hemorrágicos (FAH’s) 
 
Cabe mencionar que el desarrollo de folículos anovulatorios hemorrágicos (FAH’s) 

únicamente se presentó en las  gestaciones equinas. En la Figura 5 se presenta el 

número promedio de este tipo de estructuras conforme aparecieron durante los  

diferentes periodos del estudio.  

 

 
Figura 5. Número promedio de folículos anovulatorios hemorrágicos (FAH’s) que aparecieron  durante  la 

semana 4 a 15  de la gestación equina. El área sombreada representa el tiempo de tratamiento con el 

Antarelix.  Las barras representan el  error estándar.   

 

 
6.1.4 Volumen folicular  (incluyendo FAH’s) 
 
En la figura 6, se muestra el volumen folicular promedio para ambos  tipos de  gestación 

entre la semana 4 y 15, tomando en cuenta todos aquellos folículos (normales o FAH´s) 

mayores a los 20 mm de diámetro al momento de hacer la observación ultrasonográfica. 

En las gestaciones mulares el volumen folicular siempre fue menor que en las 

gestaciones equinas, aunque las diferencias entre ambos tipos de gestación solamente 

fueron significativas (p<0.05)  entre la semana 7.5 y  la semana 9 de la gestación, 

justamente a la mitad del tratamiento con Antarelix. 
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El máximo volumen folicular en  gestaciones equinas yeguas servidas con caballo se 

alcanzó en la semana 8.5 (durante el tratamiento con Antarelix), con 177,810 mm3, 

mientras que  en las gestaciones mulares el máximo volumen  se alcanzó en la semana 

4.5 (antes del tratamiento), con tan sólo 15, 883 mm3. 

 

 
Figura 6. Volumen folicular promedio entre las semanas 4 y 16 de la gestación equina y mular. El área 

sombreada representa el tiempo de tratamiento con Antarelix.  Las barras representan el  error estándar. Los 

asteriscos indican las semanas en las que existió  diferencia entre tipos de gestación  (p<0.01). 

 
 

6.1.5 Volumen folicular  (excluyendo FAH’s) 
 
En la figura 7 se muestra el volumen folicular promedio en ambos tipos de gestación, 

excluyendo  los folículos anovulatorios hemorrágicos (FAH’s), entre las semanas 4 y 15 

de la gestación. A pesar de no tomar en cuenta la presencia de los FAH’s, esta gráfica 

coincide con la anterior, ya que las gestaciones equinas tuvieron un mayor volumen 

folicular comparado con las gestaciones mulares, siendo las diferencias entre los dos 

tipos de gestaciones significativas (p<0.05) entre la semana 7 y 9 de la gestación, 

excepto en la semana 8.5. Nótese que la escala de la figura 7 es diferente a la de la 

figura 6.  
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Figura 7. Volumen folicular  promedio (excluyendo FAH´s) de la semana 4 a la 16 de la gestación  equina y 

mular. El área sombreada representa el tiempo de tratamiento con Antarelix.  Las barras representan el  

error estándar. Los asteriscos indican las semanas en las que existió una diferencia (p<0.05). 

 

 

6.1.6 Concentraciones de E2 
 
En la figura 8 se muestran las concentraciones de E2 de la semana 4 a la semana 15 en 

las  gestaciones equinas  y mulares. Las concentraciones  máximas  de E2 en  ambos 

tipos de gestaciones se encontraron en la semana 4 de la gestación (antes de iniciar el 

tratamiento). Las diferencias entre los grupos no fueron significativas (p>0.05). 
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Figura 8. Concentraciones promedio de estradiol entre la semana 4 y 16 de la gestación equina y mular. El 

área sombreada representa el tiempo de tratamiento con Antarelix.  No hubo diferencias significativas 

(p>0.05) 

 

 

 
6.2 Comparaciones hormonales entre las yeguas que abortaron y las que 
mantuvieron una gestación normal 
 
Ninguna yegua gestante con caballo abortó, por lo que solamente se compararon las 

diferencias entre las gestaciones mulares que mantuvieron una gestación normal y las 

que la perdieron. 

 

 

6.2.1 Concentraciones de eCG 
 
Como se observa en la figura 9, las concentraciones promedio de eCG de las yeguas  

que abortaron comenzaron a ser menores que las de yeguas con gestación normal a 

partir de la semana 7 de la gestación, siendo las diferencias significativas en las 

semanas  8 y 8.5.  
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Figura 9. Concentraciones promedio de eCG  en  gestaciones mulares de la semana 4  a la 16 en yeguas 

con gestaciones normales y en yeguas que abortaron. El área sombreada representa el tiempo de 

tratamiento con Antarelix.  Las barras representan el  error estándar. Los asteriscos indican las semanas en 

las que existió una diferencia entre las yeguas que abortaron y las que no lo hicieron (p<0.05). 

 

 

6.2.2  Concentraciones de  E2 
 

En la figura 10 se muestran las concentraciones promedio de estradiol desde la semana 

4 a la semana 16 de la gestación en las yeguas  servidas con burro que abortaron y  

aquellas que no lo hicieron. Las concentraciones  promedio de estradiol en las yeguas 

que  perdieron la gestación tendieron a ser menores a las de las yeguas con gestación 

normal durante todo el periodo de estudio, aunque las diferencias solo fueron 

significativas entre las semanas 9, 9.5 y 12 de la gestación.  
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Figura 10. Concentraciones promedio de estradiol en gestaciones mulares de la  semana 4 a la  16  en 

yeguas que  tuvieron gestación normal y en yeguas que abortaron. El área sombreada representa el tiempo 

de tratamiento con Antarelix. Las barras representan el  error estándar. Los asteriscos indican las semanas 

en las que existió una diferencia (p<0.05). 

 
 
6.2.3 Desarrollo folicular  
 

En la figura 11 se muestra el número promedio de folículos mayores  a 20 mm de 

diámetro de la semana 4 a la 16 en yeguas servidas con burro que abortaron y en las 

que no lo hicieron. Solamente existieron diferencias significativas entre ambos grupos en 

la semana 4.5 de la gestación. 
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Figura 11. Número promedio de folículos mayores a 20 mm de diámetro  en gestaciones mulares de  la 

semana  4 a  la 16 en yeguas  que mantuvieron la gestación y en yeguas  que abortaron.  El área 

sombreada representa el tiempo de tratamiento con Antarelix. Las barras representan el  error estándar. El 

asterisco indica la semana en la que existió una diferencia  (p<0.05). 

 
 
6.2.4  Volumen folicular 
 

En  la figura 12 se muestra el volumen folicular promedio desde la semana 4 a la 15 de 

la gestación en yeguas servidas con burro que abortaron y en gestaciones normales. 

Solamente existieron diferencias significativas entre ambos grupos en la semana 4.5 de 

la gestación  (p<0.05). 
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Figura 12. Volumen folicular promedio de la semana 4 a la semana16  en gestaciones mulares en yeguas 

con gestación normal y en yeguas que abortaron. El área sombreada representa el tiempo de tratamiento 

con Antarelix. Las barras representan el  error estándar. El asterisco indica la semana en la que existió una 

diferencia (p<0.05). 
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7. DISCUSIÓN 

 
Se sabe que la secreción de gonadotropinas hipofisiarias en la yegua es dependiente de 

GnRH, aunque el grado de dependencia es distinto para la LH que para la FSH, ya que 

en yeguas ovariectomizadas inmunizadas activamente contra GnRH la secreción de LH 

se reduce en un  90 ó 100%, mientras que  la FSH sólo se reduce en un  50% (Garza et 

al., 1988). Por esta razón, aunque  en esta investigación no se haya medido la secreción 

de gonadotropinas, se asume que la administración de un antagonista de GnRH como el  

Antarelix en las dosis empleadas en el presente trabajo resulta en una completa 

supresión de la secreción de LH, pero solamente en una reducción marginal en la 

secreción de FSH (Guillaume et al., 2002; Taylor et al., 2004).  

 

También se conoce que la secreción de eCG por las copas endometriales de la yegua 

gestante es autónoma y no depende del control hipotalámico (Allen y Moor,  1972), por lo 

que en la presente discusión se estima que los efectos derivados de la administración 

del antagonista no son mediados por cambios en la secreción de eCG.  

 

Como puede observarse en la figura 3, las concentraciones de eCG siempre fueron 

mayores  en las gestaciones equinas que en las gestaciones mulares, lo que  coincide 

con  estudios previos en los que se han comparado ambos tipos de gestaciones sin 

administración de anti-GnRH confirmando la ausencia de control hipotálamo sobre la 

producción de la eCG. (Boeta y Zarco,  2005, 2010). 

 

En las gestaciones equinas, la administración de Antarelix no suprimió el desarrollo 

folicular, ya que tanto el número de folículos mayores a 20 mm (figura 4) como el volumen 

folicular (figuras 6 y 7) alcanzaron sus máximos niveles durante el periodo de 

administración del antagonista. Dicho desarrollo ocurrió a pesar del bloqueo en la 

secreción de LH hipofisiaria, lo que sugiere que puede estar respaldado por la secreción 

de eCG, ya que el mayor desarrollo folicular se alcanzó precisamente durante el pico de 

su secreción y para la semana 10 sufrió una reducción gradual coincidiendo con la 

disminución en la secreción de eCG.  
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El importante papel de la eCG para mantener el desarrollo de folículos mayores a 20 mm 

en ausencia de LH hipofisiaria es claramente demostrado por lo que ocurrió en las 

gestaciones con embrión mula (deficientes en secreción de eCG), en las cuales el 

tratamiento con Antarelix suprimió rápida y  completamente el desarrollo  y volumen de 

folículos mayores a 20 mm (figuras 4, 5, 6 y 7).  Estos resultados son consistentes con la 

inhibición en el desarrollo folicular que ocurre a partir del segundo día de administración 

de Antarelix a yeguas vacías, las cuales no tienen secreción de eCG (Watson et al., 2000; 

Guillaume et al., 2002), las cuales  tampoco tienen eCG.    

 

Por otra parte, la supresión total en el desarrollo folicular en las  gestaciones mulares con 

deficiente  secreción de eCG confirman que el Antarelix logró suprimir la secreción de LH 

hipofisiaria, por lo que en ausencia tanto de LH como de eCG no se pudo mantener el 

desarrollo folicular.  

 

El hecho de que las yeguas servidas con caballo tratadas con Antarelix mantuvieran el 

desarrollo de folículos mayores a 20 mm no significa que la función ovárica haya sido 

normal. Por lo general, entre la semana 5 y 12 de la gestación se produce la ovulación 

y/o luteinización de folículos dominantes, ocasionando una reducción en el número de 

folículos grandes (Allen y Stewart, 1993). Lo anteriormente descrito no ocurrió en este 

tipo de gestaciones, en las que el incremento en el número y volumen folicular (figuras 4 

y 6) indica una falla al menos parcial en la ovulación y/o luteinización folicular ya que en 

8 de las 9 yeguas se desarrollaron FAH’s.  

 

Lo anterior pudo deberse a la acción conjunta de la eCG y la FSH hipofisiaria, la cual no 

es suprimida en su totalidad por el Antarelix (Guillaume et al., 2002). En cambio, la 

supresión en el desarrollo folicular de las yeguas servidas con burro tratadas con 

Antarelix indica que, en ausencia de LH, la presencia de la eCG es fundamental para 

mantener el desarrollo folicular. En cambio, la eCG por sí misma no es capaz de inducir 

la ovulación de los folículos preovulatorios, los cuales en las gestaciones con embrión 

equino simplemente se mantuvieron o se transformaron en FAH’s, luteinizándose en 

forma gradual.  
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Otra evidencia de que la sola presencia de eCG no es suficiente para mantener una 

función folicular normal la constituye el hecho de que las concentraciones de estradiol 

durante el periodo de tratamiento fueron similares en ambos tipos de gestación (figura 8), 

a pesar de que tanto el número de folículos grandes (figura 4) como su volumen (figura 

7) fueron mucho mayores (p<0.01) en las gestaciones equinas que en las gestaciones 

mulares, lo que sugiere una deficiente esteroidogénesis en los folículos presentes en las 

gestaciones equinas. Además, las yeguas con embrión equino presentaron menores 

concentraciones de estradiol durante el tratamiento con Antarelix, justamente en el 

momento en que el número y volumen folicular alcanzó su máximo en ese tipo de 

yeguas, lo que indica una disociación entre volumen folicular y su actividad endócrina, 

probablemente debida a una degeneración funcional de folículos persistentes que no 

tuvieron la oportunidad de ovular o luteinizarse debido a la ausencia de LH hipofisiaria.   

 

Además de lo antes mencionado, también se puede  presentar una falla en la ovulación 

por una insuficiente secreción de gonadotropinas para desencadenar la ovulación o  bien 

por una insuficiente producción de estrógenos por parte del folículo anovulatorio (McCue, 

2000). En estudios realizados durante la  época de transición  otoñal se ha observado 

que el desarrollo de  un folículo dominante anovulatorio y su transformación en FAH’s se 

produce cuando hay deficiencias relativas de LH. Esta deficiencia  en   la secreción  de 

LH conlleva a una reducción del flujo sanguíneo y concentraciones de  diversas 

sustancias en el líquido folicular, incluyendo factores foliculares supresores de las 

secreción de FSH, como la inhibina, lo que provoca una elevación en las  

concentraciones  de FSH en el  plasma (Acosta et al., 2004), favoreciendo la  formación 

de los FAH´s.  

  

Se sabe que en gestaciones mulares la eCG no es indispensable para llevar a término la 

gestación (Boeta y Zarco, 2005), aunque su ausencia si parece favorecer la ocurrencia 

de algunos tipos de aborto (Boeta y Zarco, 2010). Se ha postulado que la LH  de origen 

hipofisiario podría ser responsable de mantener la función lútea y evitar el aborto en 

yeguas gestantes que no producen eCG (Boeta y Zarco, 2005; 2010). Aunque la 

incidencia de abortos en gestaciones mulares es siempre mayor que en gestaciones de 

yeguas servidas con caballo (Boeta y Zarco, 2005; 2010), la incidencia de aborto 

encontrada en el presente trabajo en gestaciones mulares (62.5%) fue mucho mayor a la 
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reportada previamente (36.8%), lo que probablemente fue debido a que en el presente 

trabajo las yeguas servidas con burro, además de ser deficientes en eCG, también lo 

eran en LH como resultado del tratamiento con Antarelix.  

Por otra parte, el hecho de  que las concentraciones de eCG en las  yeguas servidas con 

burro que abortaron fueron significativamente menores que en aquellas que no abortaron 

(figura 9) apoya el concepto de que la presencia de LH hipofisiaria puede ser importante 

para mantener la gestación  sobre todo en casos de deficiencia extrema en la secreción 

de eCG.  

Aunque las concentraciones  máximas de eCG alcanzadas por las gestaciones mulares 

que no abortaron (figura 9) fueron mucho menores que  las de las gestaciones equinas 

(figura 3), fueron suficientes para mantener la gestación a pesar de que su producción de 

LH estaba siendo inhibida por la administración de Antarelix.  Lo anterior sugiere que 

durante la gestación equina (yegua con caballo) se secretan cantidades de eCG mucho 

mayores a las requeridas para mantener la función lútea y la gestación, por lo que existe 

un amplio margen de seguridad. En cambio, en gestaciones mulares se producen 

concentraciones marginales de eCG que en muchos casos son suficientes, por si 

mismos o con la ayuda de LH,  para mantener la gestación, mientras que en otros casos 

resultan insuficientes y pueden resultar  en aborto, lo que se agrava si se provoca una 

supresión de la secreción de LH.  

Como se mencionó anteriormente, las concentraciones de estradiol no tuvieron 

diferencias significativas  entre  las gestaciones mulares y equinas (figura 8) , en cambio 

en  el caso de las yeguas con  gestaciones mulares que no abortaron, presentaron  

concentraciones superiores a las de  las  yeguas  que si abortaron (figura 10), 

presentándose diferencias significativas en la semana 9.5,  durante el tratamiento. Estas 

diferencias pueden estar relacionadas con la mayor concentración de eCG en las yeguas 

que mantuvieron su gestación.   

 

En yeguas vacías  la aplicación de un antagonista  retarda el crecimiento folicular 

(Checura et al., 2009),  y disminuye el diámetro folicular (Guillaume et al., 2002).  En este 

estudio tanto el  número como el  volumen folicular  (figura  11 y 12)  fueron mayores en 

las yeguas que no abortaron  en comparación a las yeguas que si lo hicieron, lo que 

también podría estar relacionado con las diferencias en la secreción de eCG entre 

ambos grupos de yeguas. 
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8. CONCLUSIONES 
 
Los resultados del presente trabajo indican que el desarrollo folicular se mantuvo en las 

yeguas con gestaciones equinas a pesar de haberse suprimido la liberación de LH 

hipofisiaria mediante el tratamiento con el antagonista de GnRH. 

 

En este mismo tipo de gestación,  la acción de  eCG permitió que  en los ovarios se 

mantuviera el desarrollo de folículos a pesar de la supresión de la secreción de LH. Sin 

embargo dichos folículos no secretaron altas concentraciones de estradiol y muchos de 

ellos se transformaron en FAH’s y no ovularon. En cambio, en las yeguas con 

gestaciones mulares la ausencia simultanea de LH y eCG resultó en la regresión de 

todos los folículos mayores a 20 mm.  

 

Estos resultados sugieren que durante la gestación equina la eCG juega un papel de 

apoyo en el desarrollo folicular, pero sigue requiriéndose la secreción de LH hipofisiaria 

para mantener una función folicular normal y para permitir la ovulación y/o luteinización 

de los folículos que se desarrollan durante la gestación.   
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