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RESUMEN 
 

El Síndrome del Ovario Poliquístico (SOPQ) es la endocrinopatía más frecuente que 

afecta la fertilidad de las mujeres en edad reproductiva. Se caracteriza por 

hiperandrogenismo, oligo-anovulación y quistes ováricos. Dada su complejidad, su 

etiología aún es desconocida. Recientemente se ha postulado que el SOPQ podría 

tener su origen desde la vida intrauterina. La exposición in útero de los fetos hembra 

a un ambiente androgenizado resulta en una reprogramación fetal, que desencadena 

alteraciones estructurales y funcionales en los órganos de la descendencia, lo que 

resulta en trastornos endócrinos y reproductivos en su vida posnatal semejantes a 

los descritos en mujeres con SOPQ. Tales estudios hacen evidente que un ambiente 

hormonal fetal alterado desempeña un papel importante en el desarrollo de la 

patología.  

Uno de modelos experimentales para inducir el SOPQ es el de la rata tratada con 

valerato de estradiol (VE), un estrógeno de larga actividad, que promueve el desarrollo 

de las características de la fisiopatología. 

Actualmente, se desconoce si la exposición del feto al VE altera la función 

reproductiva en la vida posnatal. Por lo que en el presente estudio se analizó si la 

exposición al VE en distintos días del desarrollo gestacional resulta en las crías 

hembra púberes o adultas, en alteraciones reproductivas similares a las descritas en 

el SOPQ. Para ello se utilizaron ratas que en el día de gestación (DG) 16 o 18 fueron 

inyectadas por vía subcutánea (sc) con 0.1 mL de aceite de sésamo (Vehículo/Vh) o 

con 2.0 mg de VE disuelto en 0.1 mL del Vh. Posteriormente, las crías hembra fueron 

monitoreadas para verificar la canalización de la vagina, momento a partir del cual 

se realizó la toma del frotis vaginal diario durante dos ciclos estrales. Algunos 

animales fueron sacrificados al presentar su primer estro vaginal y otros en la etapa 

adulta (aproximadamente a los 70 días de edad), en estro.

En comparación a su respectivo grupo Vh, las hembras estrogenizadas en el DG 16 

y sacrificadas al primer estro vaginal (PEV) presentaron una disminución en el peso 

del útero y de la masa adrenal, adelanto de la edad de apertura vaginal, la 
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concentración de progesterona aumentó y presentaron días continuos de diestro; 

mientras que aquellas autopsiadas en la etapa adulta mostraron un patrón normal  

del ciclo estral, aumento en el peso corporal y el número de ovocitos liberados 

disminuyó por parte del ovario derecho. En ambas edades, la histología ovárica 

reveló la presencia de varios folículos atrésicos y prequistes, con pocos quistes.   

Por otra parte, en comparación a su respectivo grupo Vh, las crías expuestas al VE 

en el DG 18 y autopsiadas al PEV mostraron disminución del peso corporal y 

uterino, con aumento del peso del bazo; adelanto en la edad de apertura vaginal, 

una menor concentración de testosterona y de la respuesta ovulatoria total, además 

el ciclo estral se caracterizó por días continuos de diestro, y la histología ovárica 

reveló menor número de folículos sanos acompañado de un aumento en el número 

de folículos atrésicos y de prequistes. Aquellas crías sacrificadas en la etapa adulta 

presentaron aumento del peso corporal, disminución del peso del útero, de la masa 

adrenal y del timo, la concentración de la progesterona disminuyó, el ciclo estral 

permaneció alterado, con más días en diestro, se presentó bloqueo de la ovulación 

por el ovario izquierdo y en la histología ovárica se observó que el número de 

folículos sanos se redujo, el número de prequistes aumentó aún más que en la 

pubertad, sin embargo, el número de quistes fue bajo. 

Los resultados del presente estudio muestran que los efectos del VE durante el 

desarrollo fetal dependen del día gestacional en que se administra el estrógeno. En 

el DG 16, el VE actúa como un teratógeno* y/o disruptor endócrino* que sólo 

conduce a alteraciones en la pubertad de la descendencia; mientras que en el DG 18 

ocasiona repercusiones más drásticas en la función reproductiva conforme avanza 

la edad de los animales. Lo que nos permite suponer que si dejamos transcurrir más 

tiempo, se podría desarrollar las características que definen al SOPQ.  

 

 

*Teratógeno: agente que puede causar el desarrollo anormal de un embrión o feto (Bolon y Rousseaux, 2015).  

*Disruptores endocrinos: son compuestos sintéticos o naturales presentes en el medio ambiente que interfieren, es decir que 
imitan y/o antagonizan, las acciones de las hormonas endógenas y alteran las funciones del sistema endocrino (Zama y 

Uzumcu, 2010).
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INTRODUCCIÓN 
 

El SOPQ es el trastorno endocrino-metabólico más frecuente que afecta la fertilidad 

de las mujeres, con una prevalencia de aproximadamente el 15% (Stener-Victorin y 

Deng, 2021). Se caracteriza por hiperandrogenismo, ausencia de ovulación y ovarios 

poliquísticos diagnosticados mediante ecografía; también se acompaña de 

manifestaciones como hirsutismo, acné, obesidad e irregularidades menstruales. Los 

signos de la fisiopatología pueden aparecer desde la pubertad (Witchel y col., 2019). 

El SOPQ es una patología compleja, heterogénea y multifactorial cuya etiología aún 

es desconocida (Abbott y col., 2007; Pérez y Maroto, 2018). Recientemente se ha 

postulado la hipótesis de que la fisiopatología podría tener su origen desde la vida 

intrauterina como resultado de una reprogramación fetal (Sir-Petermann y col., 

2002; Gur y col., 2015; Barber y Franks, 2019). Esto supone que la exposición del feto 

a un ambiente hormonal intrauterino alterado puede predisponerlo al desarrollo del 

fenotipo de la patología del SOPQ en la vida posnatal (Goodarzi y col., 2014; 

Raperport y Homburg, 2019; Stener-Victorin y Deng, 2021).  

El hiperandrogenismo es el principal signo del SOPQ. Se ha reportado que la 

concentración de andrógenos en mujeres con SOPQ y embarazadas es mayor que en 

aquellas que no presentan la fisiopatología, por lo que podría representar una fuente 

potencial de exceso de andrógenos que reprograme en la descendencia el desarrollo 

de la fisiopatología después del nacimiento (Sir-Petermann y col., 2002). Dicha 

hipótesis está respaldada por diversos reportes experimentales. Los estudios que 

imitan este ambiente prenatal hiperandrogénico en diversas especies de animales 

tras la administración de algunos andrógenos a hembras gestantes, resulta en su 

descendencia en el desarrollo de algunas de las características de la fisiopatología en 

la etapa adulta (Eisner y col., 2002; Wu y col., 2010; Tehrani y col., 2014). 
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El papel de los estrógenos en ratas neonatas sobre el desarrollo de las características 

del SOPQ en la etapa adulta también se ha puesto de manifiesto (Fernández y col., 

2010), por lo cual, es de interés el estudio del impacto que pueden generar estas 

hormonas desde la etapa fetal hasta la vida posnatal, sobre las alteraciones 

reproductivas. 

El VE es un estrógeno de larga actividad que ha sido utilizado en ratas neonatas, 

prepúberes o adultas para inducir el SOPQ (Brawer y col., 1986; Lara y col., 2000; 

Rosa-E-Silva y col., 2003; Rosas, 2006; Cruz y col., 2012). No obstante, actualmente 

se desconoce la influencia que pueden tener los estrógenos exógenos en la 

reprogramación fetal y en el posterior desarrollo de la fisiopatología. Por lo que, en 

el presente estudio se evaluó si la administración de VE a ratas en distintos días de 

gestación induce las características del SOPQ en las crías a la pubertad o en la etapa 

adulta.
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MARCO TEÓRICO 

Morfología del Ovario 

Los ovarios son estructuras pares, blanco-rosadas, de forma ovalada, que, junto con 

las trompas de Falopio, el útero, el cérvix, la vagina y la vulva, constituyen el aparato 

reproductor femenino (Koeppen y Stanton, 2009; Ross y Pawlina, 2015; Holesh y col., 

2022).  

Los ovarios se encuentran alojados en la pelvis, suspendidos lateralmente al útero a 

través del ligamento útero-ovárico, fijados a la superficie posterior del ligamento 

ancho por medio de un pliegue peritoneal denominado mesoovario (Fernández-

Tresguerres, 2010; Ross y Pawlina, 2015; Mobeen y Apostol, 2022), y conectados a la 

pared lateral pélvica a través del ligamento suspensorio del ovario, que conduce los 

vasos sanguíneos y los nervios hacia la gónada (Ross y Pawlina, 2015; Mobeen y 

Apostol, 2022).  

El suministro de sangre hacia los ovarios consta de una arteria que proviene de una 

rama directa de la aorta. Por otro lado, la vena ovárica izquierda drena en la vena 

renal izquierda, la cual junto con la vena ovárica derecha desembocan en la vena 

cava inferior (Mobeen y Apostol, 2022).  

Los ovarios están recubiertos por una capa de células cúbicas llamada epitelio 

superficial o celómico, y por la túnica albugínea, que es una capa de tejido conjuntivo 

denso irregular, poco vascularizada, localizada entre el epitelio superficial y la 

corteza subyacente (Gartner y Hiatt, 2008; Ross y Pawlina, 2015).  

Histológicamente, el ovario está formado por tres regiones (Figura 1):  

1. La Corteza. Se encuentra en la periferia del ovario y está constituida por 

células del estroma (tejido conjuntivo), células intersticiales, folículos en 
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diferentes etapas de desarrollo, así como cuerpos lúteos (Caravaca y col., 

2005; Ross y Pawlina, 2015).  

2. La Médula. Está ubicada en la porción central del ovario y contiene tejido 

conectivo laxo, vasos sanguíneos, linfáticos y nervios (Ross y Pawlina, 2015). 

3. El Hilium. Se encuentra alrededor de la zona de unión del ovario al 

mesoovario. A través del hilio llegan a la gónada fibras nerviosas, vasos 

sanguíneos y linfáticos (Fernández-Tresguerres y Castillo, 2005; Sun y col., 

2017).  

 

Figura 1. Estructura del ovario donde se observa su organización, el desarrollo folicular y la 

formación del cuerpo lúteo (Tomado y modificado de Vantman y Vega, 2010). 

 

Los ovarios realizan dos funciones interrelacionadas, la producción de gametos 

femeninos maduros (óvulos) y la síntesis de hormonas esteroides (progestágenos, 

andrógenos y estrógenos) y peptídicas (inhibina, activina y folistatina); ambas 
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funciones dependen del crecimiento y maduración folicular (Domínguez y Cruz-

Morales, 2011; Ross y Pawlina, 2015). 

 

Ovogénesis y Desarrollo Folicular 

La ovogénesis se define como la secuencia de acontecimientos que permiten que las 

ovogonias se transformen en ovocitos maduros (Moore y col., 2013).  

En el humano, la ovogénesis inicia durante la etapa embrionaria, cuando las células 

germinales primordiales (CGP) migran por movimiento ameboide desde el saco 

vitelino hacia la gónada; en la rata, este proceso inicia entre el día 10-11 de gestación, 

una vez allí, proliferan mediante mitosis, denominándose ahora como ovogonias 

(Beaudoin, 1980; Sadler, 2012; Carlson, 2014a). En la mujer, para el quinto mes de la 

vida intrauterina hay aproximadamente siete millones de ovogonias distribuidas en 

ambos ovarios (Arteaga y García, 2017). En la rata, después de la determinación del 

sexo genético (días 12-14 de gestación), las CGP proliferan y posteriormente forman 

"nidos" de CGP agregadas y rodeadas por células epiteliales escamosas. Los nidos 

ovogoniales experimentan mitosis sincrónicamente y para el día 14.5 de gestación se 

distribuyen aleatoriamente por todo el ovario (Beaumont y Mandl, 1962; Ojeda y 

Skinner, 2006; Hummitzsch y col., 2019).  

Una gran cantidad de ovogonias experimenta atresia. En la rata, este proceso ocurre 

mientras los ovocitos todavía están dentro de los nidos, y continúa durante toda la 

vida reproductiva (Ojeda y Skinner, 2006; Carlson, 2014a).  

En el humano, al nacimiento, la mayoría de las ovogonias comienzan la primera 

división meiótica, momento a partir del cual reciben el nombre de ovocitos 

primarios, los cuales quedan detenidos en la etapa de diploteno (esta etapa de 

reposo se denomina dictioteno en roedores) de la profase I (Borum, 1961; Erickson, 

1986; Domínguez y col., 1991; Rosales, 1998; Carlson, 2014a). De acuerdo con 
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Beaumont y Mandl (1962), en la rata, los “nidos” comienzan la profase meiótica en 

el día 17.5 de gestación. Para el día 18.5 casi todos los ovocitos entran en la fase de 

leptoteno y del día 19.5 al 21.5 de gestación, la mayoría se encuentra en paquiteno. 

Del día 22.5 de gestación a las primeras horas del nacimiento, algunos ovocitos han 

entrado en la fase de diploteno. En el día 2 de vida, al menos dos tercios de los 

ovocitos están en diploteno, mientras que algunos otros continúan en paquiteno. 

Al nacimiento, los ovarios de la mujer contienen aproximadamente dos millones de 

ovocitos, los cuales disminuyen progresivamente, de manera que al llegar a la 

pubertad las gónadas poseen alrededor de 400,000 folículos, de los cuales sólo 400 

serán ovulados durante la vida reproductiva de la mujer, el resto degeneran por 

atresia (Moore y col., 2013; Carlson, 2014a).   

El bloqueo meiótico permanece hasta la pubertad debido a que las células foliculares 

que rodean al ovocito secretan una sustancia denominada inhibidor de la maduración 

del ovocito (Moore y col., 2013; Arteaga y García, 2017). 

La maduración del ovocito está íntimamente ligada a la formación del folículo 

(Carlson, 2014a). El folículo es la unidad anatómico-funcional del ovario encargado 

de nutrir, madurar y liberar a un ovocito viable (ovulación) para su posible 

fertilización (Domínguez y col., 1991). 

El desarrollo folicular es un proceso secuencial y complejo que se lleva a cabo en la 

corteza ovárica e involucra la formación del folículo ovárico y con ello, los cambios 

morfológicos y funcionales de las células que lo constituyen (Domínguez y col., 1991; 

Irusta, 2008). 

El ensamblaje folicular e inicio del desarrollo del folículo depende de la especie. En 

los grandes mamíferos como las ovejas, monos o humanos comienza durante la vida 

fetal; mientras que, en mamíferos pequeños como la rata, comienza en la etapa 
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perinatal (Richards, 1980; Hirshfield y DeSanti, 1995), momento en el que se inicia la 

transformación de los “nidos” de ovocitos, a folículos (Rosales, 1998).  

De acuerdo con su estado de maduración, en el ovario se pueden identificar cuatro 

tipos de folículos (Ross y Pawlina, 2015):  

1) Folículos Primordiales:   

En la rata, en las primeras 24 a 72 hrs de vida, los ovocitos que estaban juntos 

formando “nidos” se rompen, de esta manera, cada ovocito es rodeado por células 

pregranulosas dando lugar a la formación de folículos primordiales (Hirshfield, 1991; 

Rajah y col., 1992; Rosales, 1998; McGee y Hsueh, 2000; Ojeda y Skinner, 2006).  

Los folículos primordiales (Figura 2) se encuentran en el estroma de la corteza por 

debajo de la túnica albugínea (Ross y Pawlina, 2015).  

 

Figura 2. Estructura de un folículo primordial (Tomado de Ross y Pawlina, 2015). 

 

El ovocito posee un núcleo excéntrico voluminoso que contiene cromatina dispersa 

(Ross y Pawlina, 2015). En el ovoplasma del ovocito se encuentra un Cuerpo de Balbiani 

el cual contiene ácido ribonucleico, proteínas y numerosas vesículas y membranas 

de Golgi, retículo endoplásmico, centriolos, mitocondrias y lisosomas (Ross y 
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Pawlina, 2015; Woodruff y col., 2017). Se ha postulado que los Cuerpos de Balbiani 

mantienen los organelos en un estado de baja actividad, lo que permite que 

sobrevivan al letargo y se mantengan sanos hasta que el ovocito reciba señales de 

maduración (Woodruff y col., 2017).  

En esta etapa, los ovocitos son rodeados por células de tejido conjuntivo del ovario 

que forman una monocapa de células foliculares aplanadas no diferenciadas 

llamadas células pregranulosas. En la superficie externa de las células pregranulosas 

está la lámina basal, la cual establece un límite bien definido entre las pregranulosas 

y el estroma folicular. En esta etapa, el ovocito y las células pregranulosas que lo 

rodean están estrechamente adosados entre sí (Chedrese, 2003; Moore y col., 2013). 

Las células pregranulosas de los folículos primordiales carecen de receptores a la 

hormona estimulante del folículo (FSH) y de la hormona luteinizante (LH), lo que indica 

que el inicio del crecimiento folicular es independiente de las gonadotropinas (Ojeda 

y Skinner, 2006). 

2) Folículos Primarios: 

Una vez que los folículos primordiales son reclutados para iniciar su crecimiento, 

las células pregranulosas que rodean al ovocito adquieren un aspecto cúbico-

cilíndrico, momento a partir del cual se les denomina células de la granulosa. Entre 

el ovocito y las células de la granulosa se forman microvellosidades y uniones nexo 

que comunican a ambos tipos de células (Figura 3). Las uniones nexo permiten el 

intercambio de aminoácidos y metabolitos de la glucosa necesarios para el 

crecimiento del ovocito (Carlson, 2014a; Ross y Pawlina, 2015).  

Los folículos primarios se pueden clasificar como unilaminares, con la presencia de 

una capa de células de la granulosa, o multilaminares con dos a tres capas (Figura 

3). Algunas células del estroma circundante se agrupan alrededor de las células de 

la granulosa, dando origen a la teca (Barrios de Tomasi y col., 2012). La lámina basal 
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se mantiene entre la capa más externa de las células de la granulosa y la teca 

folicular, su función es separar los capilares de la teca de la capa de células de la 

granulosa, la cual es avascular durante todo el desarrollo folicular (Ross y Pawlina, 

2015). 

 

Figura 3. Estructura de un folículo primario multilaminar (Tomado de Ross y Pawlina, 2015). 

Durante esta etapa aparece una membrana prominente, translúcida y acelular 

compuesta por glucoproteínas llamada zona pelúcida, que rodea al ovocito y lo separa 

de las células de la granulosa, la cual funciona como una barrera protectora del 

ovocito y contiene receptores para los espermatozoides que son importantes para la 

fecundación (Figura 3) (Gartner y Hiatt, 2008; Rosen y Cedars, 2012; Carlson, 2014a).  

En la rata, los folículos primarios se observan al quinto día después del nacimiento 

(Mangoushi, 1974). 
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3) Folículos Secundarios: 

El folículo continúa su desarrollo y aumenta de tamaño. El estrato granuloso sigue 

proliferando y se aprecian hasta doce capas (Ross y Pawlina, 2015).  

Durante el crecimiento del folículo comienzan a formarse pequeñas cavidades que 

contienen fluido folicular, denominadas Cuerpos de Call-Exner (Figura 4). Este líquido 

se forma a partir de las secreciones de las células foliculares, aporta nutrientes al 

ovocito y contiene principalmente proteínas, hormonas como la FSH, la LH, la 

hormona del crecimiento (GH), progesterona (P4) y estradiol (E2); además de 

enzimas, anticoagulantes, citocinas, electrolitos, especies reactivas de oxígeno, 

vitamina E, factor de crecimiento epidérmico, aminoácidos, lípidos y ácidos grasos 

(Gartner y Hiatt, 2008; Basuino y Silveira, 2016). 

 

Figura 4. Estructura del folículo secundario (Tomado de Ross y Pawlina, 2015). 

La teca folicular se diferencia en dos capas: la teca interna, cuyas células poseen 

receptores a la LH y secretan hormonas esteroides (Espey y Richards, 2006), además 

contienen abundantes vasos sanguíneos y se localiza por fuera de la lámina basal; y 
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la teca externa, integrada por tejido conjuntivo, células de músculo liso y haces de 

fibras de colágeno (Figura 4). Con el desarrollo de estas capas los folículos adquieren 

irrigación sanguínea independiente, aunque el estrato granuloso sigue siendo 

avascular, por ello, estas células y el ovocito dependen de la difusión de oxígeno y 

nutrientes a través de la lámina basal para su desarrollo y supervivencia (Gartner y 

Hiatt, 2008; Carlson, 2014a). 

En la rata, los folículos secundarios se observan para el día 7 después del nacimiento 

(McGee y Hsueh, 2000). 

 

4) Folículos Terciarios, Maduros, Preovulatorios o de De Graaf: 

El ovocito que al inicio del desarrollo folicular se encontraba en el centro del folículo, 

se vuelve excéntrico. El folículo maduro se extiende a través de la corteza ovárica y 

sobresale del ovario (Ross y Pawlina, 2015). Los cuerpos de Call-Exner se fusionan 

y forman una cavidad en forma de semiluna, denominada antro folicular (Hall, 2011). 

Las células de la granulosa que rodean en forma inmediata al ovocito, y permanecen 

con él en la ovulación, forman la corona radiada, cuya función es proporcionar 

nutrientes y factores necesarios para el crecimiento del ovocito (Figura 5) (Moore y 

col., 2013; Ross y Pawlina, 2015). El complejo ovocito-corona radiada queda unido a 

la pared del folículo mediante un conjunto de células de la granulosa que forman un 

montículo abultado denominado cúmulo oóforo (Carlson, 2014a; Ross y Pawlina, 

2015).  

Durante el desarrollo folicular, el ovocito se mantiene detenido en la meiosis I 

(Arteaga y García, 2017). Doce horas antes de que ocurra la ovulación, y por efecto 

del estímulo de la LH, se reinicia y concluye la primera división meiótica, e inicia la 

segunda meiosis, momento a partir del cual, el ovocito se denomina como 

secundario, el cual queda detenido en la etapa de la metafase II (Fernández-



 
12 

 

Tresguerres, 2010; Carlson, 2014a; Ross y Pawlina, 2015). Al momento de la 

ovulación, el complejo ovocito secundario-corona radiada-cúmulo oóforo es 

expulsado de la cavidad folicular (Sánchez Criado, 1999; Robker y col., 2018), 

captado por las fimbrias de las trompas de Falopio y transportado al interior del 

útero (Fernández-Tresguerres, 2010).  

La segunda división meiótica del ovocito secundario sólo se completa si éste es 

fertilizado por el espermatozoide produciendo así un ovocito y un cuerpo polar, 

cada uno con 23 cromosomas; en caso de no ocurrir la fertilización, el ovocito 

secundario degenera (Constanzo, 2011; Carlson, 2014a; Arteaga y García, 2017). 

 

Figura 5. Estructura del folículo preovulatorio (Tomado de Ross y Pawlina, 2015). 

 

En cada estadio del desarrollo algunos folículos presentan atresia, por lo que sólo 

unos pocos llegan al estadio final de maduración. En el caso de los animales mono 

ovulantes sólo un folículo dominante se desarrolla hasta la ovulación (Elliot y 

Agonistes, 2008), mientras que en los animales poli ovulantes como la rata, ambos 

ovarios expulsan ovocitos, pero el izquierdo lo hace en mayor cantidad que el 

derecho (Domínguez, 2015). 
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Atresia Folicular 

 

Las hembras de mamíferos nacen con un número finito de ovocitos, y durante su 

vida reproductiva algunos folículos comienzan a crecer, pero no todos son 

seleccionados para la ovulación. Aquellos que no se eligen, se eliminan mediante un 

proceso conocido como atresia folicular (Flores-Pérez y col., 2005; Irusta, 2008; Torres-

Ramírez y col., 2016). La atresia es un evento normal que ocurre en cualquier etapa 

del desarrollo folicular, desde la vida prenatal hasta la etapa adulta, presentándose 

principalmente en folículos antrales (Domínguez y col., 1991; Hirshfield, 1991; 

Rosales, 1998; Escobar y col., 2019). Durante el proceso de atresia folicular, ocurre la 

muerte de la mayoría de las células de la granulosa y del ovocito. En tanto que las 

células tecales de los folículos que experimentan atresia se hipertrofian, y van a 

formar parte de la glándula intersticial y continúan respondiendo a la LH con la 

síntesis de androstenediona (Erickson, 1986). 

De acuerdo con Rosales (1998), los signos que denotan que un folículo se encuentra 

en proceso de atresia son (Figura 6):  

ℑ Fragmentación del ovocito. 

ℑ Picnosis de las células de la granulosa debido a la fragmentación del ácido 

desoxirribonucleico (ADN). 

ℑ Descamación de las células de la granulosa hacia el antro folicular (por 

pérdida de la matriz intercelular) que posteriormente involucra el 

desprendimiento del complejo cúmulo-ovocito.  

ℑ Hipertrofia de las células tecales. 
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Figura 6. Folículo De Graff con signos de atresia. Se observa descamación de las células de la 

granulosa en el antro folicular (flecha azul), picnosis celular (flecha verde), desprendimiento del 

complejo ovocito-corona radiada-cúmulo oóforo (asterisco) e hipertrofia de las células tecales 

(señalado con flechas amarillas) (Erickson, 1986). 

Las alteraciones morfológicas del folículo dependen del grado de atresia alcanzado 

(Rosales, 1998). Desde el punto de vista morfológico e histológico se ha propuesto la 

siguiente clasificación para la atresia (Figura 7) (Hsueh y col., 1994): 

• Grado I: Presencia de pocas células de la granulosa con núcleos picnóticos. 

• Grado II: Las células de la granulosa presentan núcleos picnóticos y en el 

antro folicular hay descamación celular.  

• Grado III: El ovocito se observa fragmentado, disminuye el número de 

células de la granulosa y la teca interna presenta hipertrofia.  
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Figura 7. Folículos del ovario de la rata con diferentes grados de atresia. (A) folículo antral sano; (B) 

folículo con grado de atresia I, donde se observan células de la granulosa con núcleos picnóticos 

(flechas); (C) folículo con grado de atresia II, en el fluido folicular se observa la descamación de las 

células de la granulosa (señalado con flecha) y en el ovocito se han producido cambios de tipo 

meiótico, como se puede observar por la presencia del cuerpo polar (cp); (D) folículo con grado de 

atresia III donde se observa fragmentación del ovocito (señalado con un asterisco), pocas células de 

la granulosa (flechas) y la teca interna (ti) presenta hipertrofia (Tomado y modificado de Hsueh y 

col., 1994).  

De acuerdo con diversos autores, el mecanismo implicado en la atresia folicular es 

la apoptosis o muerte celular programada (Hsueh y col., 1994; Rosales, 1998; Yen, 2001; 

Escobar y col., 2019). El término apoptosis fue acuñado por Kerr y colaboradores en 

1972. La apoptosis se caracteriza por afectar a células individuales y 

morfológicamente involucra la pérdida de tamaño celular, condensación 

citoplasmática y de la cromatina, la cual presenta un patrón de “media luna” o 

“herradura”, además se encuentran cuerpos apoptóticos, formados por pequeños 
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pedazos esféricos de membrana que contienen fragmentos nucleares (Rosales, 1998; 

Yen, 2001; Flores-Pérez y col., 2005; Torres-Ramírez y col., 2016).  

Asimismo, durante el proceso de apoptosis se activan endonucleasas dependientes 

de calcio y magnesio, que degradan al ADN de manera específica produciendo 

fragmentos de 180 a 200 pares de bases o sus múltiplos, tales fragmentos se observan 

en un gel de agarosa como bandas en forma de escalera (Rosales, 1998; Asselin y col., 

2000; Flores-Pérez y col., 2005). Los cuerpos apoptóticos producidos por la muerte 

celular son fagocitados por células vecinas, ya que la fagocitosis ocurre antes de que 

se pierda la integridad de la membrana plasmática, de esta manera no hay pérdida 

de componentes citoplasmáticos y se evita una reacción inflamatoria (Hsueh y col., 

1994; Irusta, 2008). 

Las células en apoptosis se caracterizan bioquímicamente por la activación de las 

caspasas, enzimas con actividad proteolítica, que se clasifican en dos tipos: 

iniciadoras (caspasas-2, -8, -9 y -10) y ejecutoras (caspasas-3, -6 y -7) (Torres-Ramírez 

y col., 2016; Escobar y col., 2019).  

La apoptosis es un proceso activo que está regulado por un complejo programa 

genético intrínseco de muerte (Rosales, 1998; Flores-Pérez y col., 2005). Una vez 

iniciado este proceso, la ejecución dependerá en gran medida de la activación de 

miembros de la familia de genes de la leucemia/linfoma-2 de células B (Bcl-2), que 

incluyen genes inductores de apoptosis (proapoptóticos como Bim, Bik, Bak, Bax, Bad, 

Bcl-Xs, Noxa y Puma), así como inhibidores (antiapoptóticos: Bcl-XL, Bcl-2, Bcl-W, A1 

y Mcl-1) (Flores-Pérez y col., 2005; Escobar y col., 2019).  

Además, el desarrollo folicular está regulado por señales de supervivencia y muerte 

celular (Craig y col., 2007). Dentro de las señales de supervivencia que rescatan a los 

folículos de la atresia se incluyen a las gonadotropinas (FSH y LH), estrógenos,  P4, 

factores de crecimiento como el factor de crecimiento nervioso (NGF), el factor 

similar a la insulina I (IGF-I), factor de crecimiento epidermal (EGF), factor de 
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crecimiento transformante α (TGF-α), factor de crecimiento de fibroblasto básico y 

citocinas como la interleucina 1 (Hsueh y col., 1994; Kaipia y Hsueh, 1997; Asselin y 

col., 2000; Rolaki y col., 2005). Los factores que promueven la atresia folicular se 

denominan atretogénicos, entre los cuales están los andrógenos, el ligando Fas, el 

factor de necrosis tumoral α (TNF-α), las sustancias similares a la GnRH (GnRH-

like) y la interleucina 6 (IL-6) (Hsueh y col., 1994; Kaipia y Hsueh, 1997). Estas 

diversas señales probablemente convergen en vías intracelulares selectivas 

(incluidos genes de las familias Bcl-2) para regular la apoptosis (Kaipia y Hsueh, 

1997).  Tilly y colaboradores (1995) mostraron que la administración exógena de 

gonadotropinas inhibe la apoptosis en células de la granulosa de rata lo cual fue 

atribuido a la disminución de la expresión de Bax y al aumento de la expresión de 

los genes Bcl-2 y Bcl-XL, que inducen la supervivencia celular. 

 

 

Ovulación y Formación del Cuerpo Lúteo 

La ovulación es el proceso por el cual el folículo maduro se rompe y libera un ovocito 

secundario haploide en respuesta al incremento brusco (“pico preovulatorio”) de las 

concentraciones de gonadotropinas secretadas por la adenohipófisis (Domínguez y 

col., 1991; Russell y Robker, 2007; Morales-Ledesma, 2015). 

Ante el pico preovulatorio de LH y FSH se inicia una cascada de eventos que 

culminan con la ovulación: 

➢ El ovocito primario reanuda y culmina la meiosis I, de manera que el ovocito 

progresa y detiene su maduración en la etapa de metafase de la meiosis II 

(Dissen y col., 2004; Gartner y Hiatt, 2008; Hall, 2011). 

➢ En las células de la granulosa del folículo preovulatorio, la FSH estimula la 

producción del activador del plasminógeno, una proteasa sérica que cataliza la 
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conversión de plasminógeno en plasmina, enzima que degrada la pared 

folicular, facilitando su ruptura (Erickson, 1986; Yeh y Adashi, 2001). 

➢ Incrementa la presión intrafolicular por la acumulación del líquido folicular. 

El flujo sanguíneo cesa en una pequeña región de la superficie ovárica (Ross 

y Pawlina, 2015) formándose una protuberancia denominada estigma (Hall, 

2011; Arteaga y García, 2017).   

➢ Las células de la granulosa y de la teca secretan principalmente P4, mientras 

que disminuye la síntesis de E2 (Hall, 2011; Arteaga y García, 2017). Ante la 

menor concentración de E2, desaparecen los desmosomas y los nexos entre 

las células de la granulosa, esto ocasiona la expansión del complejo ovocito-

corona radiada-cúmulo oóforo y su desprendimiento de la pared folicular 

(Domínguez y col., 1991; Vantman y Vega, 2010; Arteaga y García, 2017). 

➢ Las fibras de músculo liso de la teca externa están inervadas por fibras 

simpáticas y parasimpáticas, y poseen receptores β-adrenérgicos y 

muscarínicos que, al ser activados por la noradrenalina (NA) y acetilcolina 

(ACh) respectivamente, se contraen, generando mayor presión hacia el 

interior del folículo y permitiendo la ruptura folicular y la liberación del 

ovocito. Esta contracción es también favorecida por las prostaglandinas 

(Erickson, 1986; Moore y col., 2013; Arteaga y García, 2017). 

➢ Finalmente, por acción de la colagenasa producida por las células de la teca 

externa, se rompe el estigma. Con ello se libera fluido folicular que lleva 

consigo al complejo ovocito secundario-corona radiada-cúmulo oóforo 

(Erickson, 1986; Moore y col., 2013; Arteaga y García, 2017).  

Al momento de la ruptura del folículo preovulatorio, la lámina basal que rodea el 

estrato granuloso es degradada, lo que permite el paso y crecimiento de los vasos 

sanguíneos, y favorece que la luz del folículo roto se llene de sangre que empieza a 

coagularse, originándose así el folículo o cuerpo hemorrágico. Posteriormente, los 

hematíes y restos celulares son eliminados por macrófagos y la cavidad antral se 
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llena de fibroblastos con una matriz de aspecto hialino (Koeppen y Stanton, 2009; 

Arteaga y García, 2017).  

Las células de la teca interna y la granulosa que revisten al folículo que liberó al 

ovocito, proliferan y se diferencian en células lúteas, proceso denominado 

luteinización, que permite la formación del cuerpo lúteo (CL). Sus células contienen 

lipocromo, un pigmento liposoluble que les confiere un aspecto amarillento 

(Fernández-Tresguerres, 2010; Ross y Pawlina, 2015).  

Es en este momento que comienza la fase lútea, que en la mujer tiene una duración 

de 14 días, del día 14 al 28 de un ciclo menstrual (Holesh y col., 2022). La rata carece 

de una “verdadera fase lútea” ya que, una vez ocurrida la ovulación (De la Cruz, 1998; 

Bazer, 1999), los cuerpos lúteos recién formados secretan poca P4 sólo durante dos 

días (diestro 1 y 2) (Smith y col., 1975; Spencer, 1999) y no son capaces de 

desencadenar una reacción decidual en el útero, razón por la cual se les denomina 

“cuerpos lúteos no funcionales” (Spencer, 1999).  

En la mujer, durante esta fase, las células lúteas secretan P4 y estrógenos, que 

estimulan la proliferación del revestimiento uterino, preparándolo ante la posible 

implantación, en cuyo caso el CL aumenta de tamaño y permanece por cierto tiempo 

para proporcionar el aporte hormonal y así mantener el embarazo hasta que la 

placenta reemplace su función. Cuando el ovocito liberado no es fecundado, el CL 

degenera e involuciona, las células se llenan de lípidos, reducen su tamaño y el 

material hialino se acumula entre las células, quedando reducido a una cicatriz 

blanquecina denominada corpus albicans (cuerpo blanco), estructura que es 

esteroidogénicamente inactiva. Por lo tanto, las concentraciones hormonales 

decrecientes de E2 y P4 ocasionan una mayor secreción de la LH y FSH, la cual es 

responsable del reclutamiento de nuevos folículos para el siguiente ciclo (Elliot y 

Agonistes, 2008; Fernández-Tresguerres, 2010; Carlson, 2014b; Ross y Pawlina, 2015; 

Holesh y col., 2022). 
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En la rata, en ausencia de implantación y apoyo luteotrófico, los cuerpos lúteos 

transforman a la P4 en 20α-hidroxiprogesterona (20α-OH-P) un metabolito inactivo 

de la P4, por acción de la 20α-hidroxiesteroide deshidrogenasa (20α-HSD) (De la 

Cruz, 1998; Bazer, 1999; Maeda, 2000; Freeman, 2006; Lohmiller y col., 2020). Los 

cuerpos lúteos alcanzan su tamaño máximo en el diestro 2 y se mantienen así hasta 

el diestro 1 del siguiente ciclo, tras lo cual, involucionan en el diestro 2 (Bazer, 1999; 

Freeman, 2006; Ojeda y Skinner, 2006).  

 

 

Esteroidogénesis 

La esteroidogénesis es el proceso de síntesis de hormonas esteroides a partir de 

colesterol (Miller y Auchus, 2011). 

Existen cinco clases de hormonas esteroides: progestágenos (pregnenolona, 17α-

hidroxiprogesterona, P4), andrógenos (androstenediona, dehidroepiandrosterona 

DHEA y testosterona), estrógenos (estrona, E2, estriol), glucocorticoides 

(cortisol/corticosterona) y mineralocorticoides (aldosterona), de los cuales, los 

primeros tres son denominados esteroides sexuales (Gore-Langton y Armstrong, 1994; 

Hu y col., 2010). 

Los ovarios secretan esteroides sexuales, principalmente P4, andrógenos y 

estrógenos, necesarios para la reproducción y el desarrollo de las características 

sexuales secundarias (Rosen y Cedars, 2012). Los esteroides sexuales además de 

actuar en el aparato reproductivo tienen efectos en tejidos y órganos diana, 

incluyendo el hígado, el músculo esquelético, el sistema nervioso central, 

cardiovascular, inmunológico, así como el tejido adiposo y cutáneo (Gore-Langton 

y Armstrong, 1994).  
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El proceso por el cual los folículos ováricos sintetizan hormonas esteroides sexuales 

es complejo y requiere la acción de varias enzimas (Damdimopoulou y col., 2019). 

Los principales estratos celulares del ovario que producen hormonas esteroides son 

las células la teca, de la granulosa y del CL, ya que poseen el sistema enzimático 

requerido para la formación de hormonas esteroides (Fernández-Tresguerres, 2010).  

Las hormonas esteroides ováricas derivan de un precursor común: el colesterol 

(Dissen y col., 2004), el cual desempeña funciones estructurales y metabólicas en el 

organismo (Maldonado y col., 2012). En el ovario, el colesterol proviene de cuatro 

fuentes:  

1. Del flujo sanguíneo, principalmente en forma de lipoproteínas circulantes 

(LDL, lipoproteína de baja densidad, y HDL, lipoproteínas de alta densidad) 

(Barrios de Tomasi y col., y col., 2012).  

2. Colesterol libre, concentrado principalmente en la membrana celular 

plasmática (Hu y col., 2010).                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                              

3. Ésteres de colesterol, almacenados en forma de gotas lipídicas 

citoplasmáticas y partículas de lipoproteínas (Hu y col., 2010). 

4. De la síntesis celular de novo, a partir de acetato (Grummer y Carroll, 1988). 

En el folículo, las células de la teca interna expresan receptores a LH y las células de 

la granulosa receptores a FSH o LH. La estimulación de las células de la pared 

folicular por acción de las gonadotropinas facilita la captación de colesterol al 

incrementar el número de receptores de LDL sobre la superficie celular (Bulun y 

Adashi, 2009).  

Estructuralmente, las LDL presentan un núcleo que contiene ésteres de colesterol y 

están rodeadas por una cubierta proteica, las cuales se unen a receptores específicos 

de membrana, así el complejo LDL-receptor es internalizado a la célula por 
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endocitosis. Posteriormente este complejo se fusiona con los lisosomas donde el éster 

de colesterol es hidrolizado para originar colesterol libre y la cubierta proteica de la 

LDL deriva en aminoácidos (Yeh y Adashi, 2001; Hu y col., 2010; Maldonado y col., 

2012). 

Posteriormente, la proteína reguladora aguda esteroidogénica (StAR), la cual es 

sintetizada en el citoplasma de las células y posteriormente importada a las 

mitocondrias, cumple con la función de internalizar el colesterol desde la membrana 

mitocondrial externa a la interna, iniciando así la biosíntesis de hormonas esteroides 

(Díaz, 2004; Hu y col., 2010; Strauss, 2019).  

La síntesis de hormonas esteroides (Figura 8) comienza con la escisión de seis 

carbonos de la cadena lateral del colesterol, reacción catalizada por la enzima 

citocromo P450ssc, localizada en la membrana interna de la mitocondria de las 

células de la teca (Gómez-Chang y col., 2012), que convierte el colesterol en 

pregnenolona y una molécula de aldehído isocaproico (Rosen y Cedars, 2012). 

La pregnenolona sale de la mitocondria e ingresa al retículo endoplasmático liso (REL), 

donde puede seguir una de las siguientes rutas (Figura 8) (Gore-Langton y 

Armstrong, 1994; Rosen y Cedars, 2012):  

ℑ Vía Δ4: la pregnenolona es transformada a P4 por acción de las enzimas 3β-

hidroxiesteroide deshidrogenasa (3β-HSD)/∆5-4 isomerasa, las cuales se 

localizan en el REL de las células tecales, granulosas y luteales. Esta ruta se 

lleva a cabo principalmente en el CL (Fernández-Tresguerres, 2010; Gómez-

Chang y col., 2012; Strauss, 2019). 

ℑ Vía Δ5: se lleva a cabo en las células de la teca del folículo, donde las enzimas 

17α-hidroxilasa (17α-OH) y la 17,20 liasa convierten la pregnenolona a DHEA 

y que a su vez, por actividad de las enzimas 3β-HSD/∆5-4 isomerasa, es 

biotransformada en androstenediona. La 17β hidroxiesteroide-
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deshidrogenasa tipo 1 (17β-HSD 1) transforma la androstenediona a 

testosterona (Sánchez Criado, 1999; Fernández-Tresguerres, 2010; Strauss, 

2019). 

La androstenediona y en menor proporción, la testosterona, son liberadas hacia los 

vasos sanguíneos, pero también se difunden a las células de la granulosa, donde, la 

unión de la FSH a su receptor activa el sistema de la adenilato ciclasa lo que provoca 

la conversión del adenosín trifosfato (ATP) en adenosín monofosfato cíclico (AMPc), 

un segundo mensajero que estimula la síntesis y actividad de las aromatasas 

(P450arom), las cuales convierten la androstenediona en estrona y la testosterona en 

E2 (Figura 8) (Domínguez y col., 1991; Koeppen y Stanton, 2009, Trujillo y col., 2015). 

 

Figura 8. Esteroidogénesis Ovárica. La biosíntesis de estrógenos requiere de la participación conjunta 
de dos células, las tecales, que sintetizan progesterona y andrógenos, y las células de la granulosa, 
que producen estrógenos. La vía ∆4 ocurre preferencialmente en las células luteales, mientras que la 
∆5 en células tecales. LH: Hormona luteinizante; AMPc: adenosín monofosfato cíclico; ATP: adenosín 
trifosfato; StAR: proteína reguladora de la esteroidogénesis aguda; P450ssc: enzima de escisión de la 
cadena lateral del colesterol; 3β-HSD/∆5-4 isomerasa: enzimas 3β-hidroxiesteroide deshidrogenasa y 
∆5-4 isomerasa; 17α-OH-pregnenolona: 17α-hidroxi-pregnenolona; 17α-OH-progesterona: 17α-
hidroxi-progesterona; 17β-HSD 1: enzima 17β hidroxiesteroide-deshidrogenasa tipo 1; REL: retículo 
endoplasmático liso; P450arom: aromatasas; FSH: hormona estimulante del folículo (Basado en Duffy 
y col., 2019). 
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Eje Hipotálamo Hipófisis Ovarios y su Participación en la 

Regulación de las Funciones Ováricas 

La función reproductiva de los mamíferos está regulada por el eje hipotálamo- 

hipófisis-ovario (HHO) a través de mecanismos de retroalimentación (Chaudhari y 

col., 2018; Stamatiades y col., 2019; Whitlock y col., 2019). 

La hormona liberadora de gonadotropinas (GnRH) es un decapéptido. Durante el 

desarrollo fetal de humanos y ratas, las neuronas GnRHérgicas derivan de la 

placoda olfatoria y migran caudalmente al hipotálamo. En ratas, dichas neuronas se 

encuentran en la placoda olfatoria en el DG 13.5 y migran al tabique/área preóptica 

el DG 17 (Maeda, 2000; Ojeda y Skinner, 2006). La GnRH se detecta en el DG 12 en 

el cerebro fetal de la rata; y su concentración hipotalámica es baja hasta los 17-18 días 

de gestación, momento a partir del cual aumenta su concentración siendo más alta 

el día del nacimiento (Ojeda y Skinner, 2006). 

En el humano, la GnRH es producida y almacenada por neuronas peptidérgicas que 

se localizan en áreas rostrales del diencéfalo, que incluye el órgano vasculoso de la 

lámina terminal, los núcleos ventromedial y arcuato (ARC) del hipotálamo 

mediobasal, y en el área preóptica hipotalámica anterior (Barrios de Tomasi y col., 

2012; McArdle y Roberson, 2015; Trujillo y col., 2015). En la rata, la GnRH es 

producida por neuronas que se encuentran principalmente en el tabique medial y la 

banda diagonal de Broca, el ganglio terminal y, en menor medida, en el área 

preóptica y el hipotálamo ventrolateral (Jennes, 1989; Smith y Jennes, 2001).  

La GnRH es liberada desde las terminales axónicas de las neuronas GnRHérgicas, 

localizadas en la eminencia media, hacia la circulación portal-hipotálamo-

hipofisaria, donde se dirige hacia las células gonadotropas de la hipófisis anterior 

(adenohipófisis), las cuales poseen receptores específicos (Leung y Cheng, 2004; 

Magendzo, 2010; Trujillo y col., 2015; Stamatiades y col., 2019). En respuesta a la 

https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Stamatiades%20GA%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=30517625
https://www.ncbi.nlm.nih.gov/pubmed/?term=Stamatiades%20GA%5BAuthor%5D&cauthor=true&cauthor_uid=30517625
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GnRH, las células gonadotropas secretan las gonadotropinas, LH y FSH, estas 

hormonas viajan por el torrente sanguíneo y actúan en los ovarios, donde regulan 

procesos como el desarrollo folicular, la esteroidogénesis y la ovulación (Baskind y 

Belen, 2016; Stamatiades y col., 2019; Whitlock y col., 2019). 

En la hipófisis fetal de la rata, la liberación de la LH en respuesta a la GnRH se 

detecta alrededor del DG 17, mientras que la FSH se detecta entre los 19-21 días de 

gestación (Maeda, 2000; Ojeda y Skinner, 2006). La liberación de las gonadotropinas 

ocurre de manera pulsátil, esto quiere decir que varía tanto en frecuencia (número 

de pulsos por hora) como en amplitud (concentración) en las diferentes fases del 

ciclo ovárico (Williams y Stancel, 1996; Trujillo y col., 2015). En la mujer adulta, se 

libera un pulso de GnRH cada 90 a 100 minutos en la fase folicular, mientras que en 

la fase ovulatoria el pulso ocurre cada 60 minutos (Trujillo y col., 2015; Baskind y 

Balen, 2016; Stamatiades y col., 2019). Un aumento en la frecuencia de pulsos de 

GnRH favorece la secreción de la LH, mientras que una disminución de la 

pulsatilidad de la GnRH resulta en la secreción de la FSH (Trujillo y col., 2015; 

Stamatiades y col., 2019). 

La regulación de la secreción de la GnRH es compleja e involucra la participación de 

varios neuropéptidos y neurotransmisores (Smith y Jennes, 2001; Chaudhari y col., 

2018) tales como: el factor liberador de corticotropina, el péptido arginina-

vasopresina, la serotonina, la NA, la adrenalina, la dopamina, el neuropéptido Y 

(NPY), los opioides endógenos como la β-endorfina, las neurotensinas, la 

kisspeptina (kiss), el péptido intestinal vasoactivo (VIP), el ácido gamma-

aminobutírico (GABA), y el glutamato (Smith y Jennes, 2001; Trujillo y col., 2015; 

Chaudhari y col., 2018).  

Además, durante el ciclo menstrual de la mujer, el eje HHO también es regulado por 

un sistema de retroalimentación positiva o negativa entre las hormonas ováricas y 

las neuronas GnRHérgicas (Magendzo, 2010; Baskind y Balen., 2016). 
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Durante la fase folicular temprana (día 1 a 4 del ciclo), las concentraciones de FSH van 

en aumento, con lo que se recluta un nuevo grupo de folículos que comienzan a 

madurar bajo la influencia de esta hormona. La concentración de E2 es baja, aunque 

el número de folículos en desarrollo es elevado (Fernández-Tresguerres, 2010; Hall, 

2019).  

En la fase folicular media (días 5 a 7 del ciclo), conforme avanza el desarrollo folicular, 

las células de la granulosa comienzan a secretar activina, la cual aumenta la 

expresión de receptores a FSH. A su vez, la FSH induce la proliferación del estrato 

granuloso, así como el aumento en la actividad de las aromatasas y de la 

concentración de E2 (Rajkovic y col., 2006; Welt y Schneyer, 2019). Las células de la 

granulosa posteriormente secretan inhibina (Domínguez y col., 1991; Elliot y 

Agonistes, 2008; Fernández-Tresguerres, 2010; Trujillo y col., 2015). En ese momento, 

el E2 y la inhibina ejercen una retroalimentación negativa (Figura 9) sobre la secreción 

hipofisiaria de la FSH, con ello, se favorece el crecimiento de un folículo dominante 

y se impide el desarrollo de más folículos en el mismo ciclo (Elliot y Agonistes, 2008; 

Fernández-Tresguerres, 2010; Hall, 2019).  

En la fase folicular tardía (días 8 a 12 del ciclo), el folículo dominante madura 

totalmente y se presenta un aumento exponencial de E2 (Fernández-Tresguerres, 

2010; Hall, 2019). Al final de esta etapa, la concentración de la LH, FSH y P4 

comienzan a elevarse (Fernández-Tresguerres, 2010).  

Finalmente, en la fase periovulatoria (día 13 a 14 del ciclo), se alcanza la mayor 

concentración de E2 (Fernández-Tresguerres, 2010). En este período, el aumento 

sostenido de E2 ya no inhibe la liberación de GnRH, sino que comienzan a ejercer 

una breve retroalimentación positiva (Figura 9) sobre la hipófisis para que, en 

respuesta a la GnRH se desencadene el pico preovulatorio de LH que permitirá la 

ovulación. También se alcanza un pico de FSH, pero más bajo, debido a que está bajo 
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el efecto de la inhibina y el E2 (Williams y Stancel, 1996; Elliot y Agonistes, 2008; 

Duffy y col., 2019). 

 

Figura 9. Esquema de la retroalimentación positiva (flechas continuas azules) y negativa (flechas 

punteadas rojas) del eje hipotálamo hipófisis ovario. POA-AHA: Área preóptica hipotalámica 

anterior; VM: Núcleo Ventromedial; ARC: Núcleo arcuato; GnRH: Hormona liberadora de 

gonadotropinas; FSH: Hormona estimulante del folículo; LH: Hormona Luteinizante (Basada en 

Baskind y Balen, 2016).  

 

Una vez ocurrida la ovulación, la concentración de E2 disminuye mientras que la de 

P4 comienza a elevarse (Domínguez y col., 1991; Fernández-Tresguerres, 2010). 

La amplitud y frecuencia de los pulsos de GnRH son críticos para el funcionamiento 

normal del eje HHO, pues su alteración puede culminar en anomalías endocrinas 

reproductivas como el SOPQ (Williams y Stancel, 1996; Bremer, 2010; Magendzo, 

2010).  
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Ciclo Estral 

La rata es un mamífero poliestro que ovula de forma espontánea (Bazer, 1999; 

Freeman, 2006). Su ciclo estral dura de 4 a 5 días en promedio (De la Cruz, 1998; 

Maeda, 2000). Ocurre de forma continua durante todo el año y sin influencia 

estacional, desde la pubertad hasta la senescencia; la cual ocurre entre los 7-9 meses 

de edad (Mattheij y Swarts, 1991; Lohmiller y col., 2020). 

El ciclo estral es el resultado de una orquestación de eventos endocrinos que ocurren 

entre el hipotálamo, la adenohipófisis y los ovarios (Smith y Jennes, 2001). 

Las fluctuaciones hormonales reguladas por las gonadotropinas producen cambios 

en el ovario, el útero y en el epitelio vaginal. Los cambios del epitelio vaginal pueden 

detectarse a través de un frotis vaginal que permite identificar la fase del ciclo estral 

(De la Cruz, 1998; Maeda, 2000; Lohmiller y col., 2020). 

El ciclo estral consta de cuatro fases:  

• Diestro 1 (D1) o Metaestro: dura aproximadamente de 6 a 8 horas (De la Cruz, 

1998; Freeman, 2006). La citología vaginal se caracteriza por la presencia de 

algunos leucocitos junto con células nucleadas. Los leucocitos se caracterizan por 

ser células pequeñas, con citoplasma granular y un núcleo vesiculado que 

aparece fuertemente teñido (De la Cruz, 1998; Freeman, 2006; Lohmiller y col., 

2020). 

Durante el ciclo estral se presentan dos picos de las hormonas 20α-OH-P y P4, 

donde el primer pico ocurre en la tarde del D1 (Figura 10). Ambos esteroides 

provienen de los cuerpos lúteos recién formados y se ha descrito que en esta fase, 

la P4 induce la mucificación del epitelio vaginal e inhibe la secreción de las 

gonadotropinas (De la Cruz, 1998; Freeman, 2006).  
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Al final de esta fase y a principios del diestro 2 la concentración de estrógenos 

comienza a elevarse (Figura 10) (Freeman, 2006). A nivel uterino, comienza la 

degeneración epitelial al no ocurrir la fertilización de los óvulos (De la Cruz, 

1998).  

 

 
 

Figura 10. Concentraciones hormonales de progesterona, prolactina, estradiol, LH y FSH en 

la rata con un ciclo estral de cuatro días. Las barras negras que están sobre el eje de las x, 

indican el período de oscuridad (18:00-6:00) y las líneas verticales punteadas señalan la 

medianoche. Cada punto representa la media ± error estándar (SE) de la concentración 

hormonal. LH: hormona luteinizante; FSH: hormona estimulante del folículo (Tomado y 

modificado de Smith y col., 1975). 
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• Diestro 2 (D2): es la fase más larga, dura aproximadamente de 2 a 3 días 

(Freeman. 2006). Los cuerpos lúteos alcanzan su tamaño máximo. Los leucocitos 

invaden el epitelio vaginal y son las células que predominan en los frotis (De la 

Cruz, 1998; Lohmiller y col., 2020). La concentración de estrógenos continúa 

elevándose, mientras que la de LH, FSH, P4 y prolactina (PRL) mantienen 

concentraciones basales (Freeman, 2006). Al final de esta fase comienza la 

maduración de folículos y la regeneración de los epitelios vaginal y uterino (De 

la Cruz, 1998). 

• Proestro: Tiene una duración de 12 a 14 horas (Freeman, 2006). Las células 

redondas nucleadas son la población principal en el frotis; sin embargo, al final 

de la tarde del proestro, algunas células nucleadas se convierten en células 

cornificadas, con aspecto escamoso, anucleadas y transparentes (Maeda, 2000; 

De la Cruz, 1998).  

En esta fase, el crecimiento folicular ocurre por acción de la FSH, los folículos a 

su vez secretan estrógenos; donde su concentración comienza a elevarse en la 

mañana del proestro y desciende al final de la tarde (Figura 10) (Maeda, 2000; De 

la Cruz, 1998). Los estrógenos estimulan el epitelio vaginal y la queratinización 

de este. El útero está distendido con fluido que aumenta su tamaño (De la Cruz, 

1998). 

Los estrógenos tienen un efecto de retroalimentación positiva sobre el 

hipotálamo, donde estimulan la liberación de GnRH, la cual actúa en los 

gonadotropos de la adenohipófisis para que secreten gonadotropinas (Ojeda y 

Skinner, 2006). Alrededor de las 14:00 a las 15:00 horas, las concentraciones de 

FSH y LH comienzan a aumentar rápidamente, y entre las 17:00 y 19:00 horas se 

alcanzan las concentraciones máximas de FSH y LH, que desencadenan los 

eventos previos que culminan con la ovulación (en el día del estro). Al final de esta 
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fase las concentraciones de ambas gonadotropinas comienzan a descender 

(Figura 10) (Maeda, 2000; Freeman, 2006; Lohmiller y col., 2020).  

Durante la tarde del proestro ocurre el segundo pico de progestinas (Figura 10); es 

probable que la 20α-OH-P provenga de los cuerpos lúteos, mientras que la P4 es 

sintetizada por las células de la granulosa de los folículos preovulatorios. Al 

mismo tiempo se presenta un “aumento” de PRL, similar al de LH (Figura 10) 

(Freeman, 2006). 

• Estro: tiene una duración de 25 a 27 horas (Freeman, 2006). En el frotis vaginal se 

observan abundantes células anucleadas escamosas procedentes de la 

descamación del epitelio superficial de la vagina (De la Cruz, 1998; Lohmiller y 

col., 2020).  

En la madrugada del estro comienza un segundo pico de FSH, el cual comienza 

a disminuir alcanzando concentraciones basales en la noche del estro. Este 

segundo pico de FSH permite el reclutamiento y crecimiento del siguiente grupo 

de folículos. Por otra parte, en la mañana de este día, se alcanzan concentraciones 

basales de LH y E2 (Figura 10) (Freeman, 2006; Fernández-Tresguerres, 2010; Ross 

y Pawlina, 2015). 

En este período la hembra realiza una conducta denominada como lordosis, la 

cual consiste en cambios posturales que indican su máxima receptividad al 

macho y permite la cópula (De la Cruz, 1998; Lohmiller y col., 2020).  

En el ciclo estral de 5 días, el día adicional puede caracterizarse por la presencia de 

cornificación vaginal (estro) o infiltración de leucocitos (diestro) (Freeman, 2006). 
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Inervación Ovárica 

El desarrollo folicular, la ovulación y la secreción de hormonas esteroideas son 

procesos regulados por señales hormonales y nerviosas (Domínguez, 2015). 

El ovario posee inervación intrínseca y extrínseca. La inervación intrínseca está 

representada por microganglios de naturaleza catecolaminérgica, además de que se 

expresan otros neurotransmisores como el NPY y el óxido nítrico. La presencia o no 

de la inervación intrínseca depende de la especie ya que se ha identificado en la cepa 

Wistar, pero no en la Long-Evans o Sprague-Dawley (Gioia, 1996; D’Albora y col., 

2000; D’Albora y col., 2002; Morales-Ledesma, 2015). Las funciones de este tipo de 

inervación se desconocen, pero se ha propuesto que actúa junto a la inervación 

extrínseca estimulando la secreción de hormonas esteroides (D’Albora y col., 2002). 

La inervación extrínseca está compuesta por fibras de naturaleza simpática, sensorial y 

una pequeña cantidad de fibras parasimpáticas que ingresan al ovario a través del hilio 

(Gioia, 1996; Dissen y Ojeda, 1999), mediante tres paquetes nerviosos: 

1) El Nervio Ovárico Superior (NOS): Es un nervio de naturaleza simpática. La 

inervación simpática se origina en los segmentos T11 al L4 de la médula 

espinal y hace sinapsis en el GCMS, donde se localizan los somas de las 

neuronas del NOS (Dissen y Ojeda, 1999; Morales-Ledesma, 2015). Este 

nervio está asociado con el ligamento suspensorio. Inerva a la glándula 

intersticial y las paredes foliculares (Aguado y Ojeda, 1984). Está compuesto 

por fibras que transportan NA, VIP y NPY (Lawrence y Burden; 1980; Dissen 

y Ojeda, 1999; Greiner y col., 2005). 

2) Nervio del Plexo Ovárico (NPO): Es un nervio mixto que está compuesto por 

fibras simpáticas que transportan NPY y NA; y fibras sensoriales que llevan 

sustancia P (SP) y péptido relacionado con el gen que codifica a la calcitonina 

(Lawrence y Burden, 1980; Aguado y Ojeda, 1984; Dissen y Ojeda, 1999). La 
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inervación sensorial del ovario se origina tanto en los ganglios nodosos como 

en los ganglios de la raíz dorsal, ubicados entre el segmento torácico caudal 

(T9-T11) y el segmento lumbar craneal de la médula espinal (L2-L4). Los somas 

de las neuronas del NPO se localizan en el ganglio celíaco-mesentérico 

superior (GCMS); corren junto con la arteria y vena ováricas. Inerva 

principalmente la vasculatura de la gónada (Dissen y Ojeda, 1999). 

3) El Nervio Vago (NV): El soma de las neuronas que provienen del NV e 

inervan a la gónada, se localizan tanto en el ganglio nodoso como en los 

ganglios de la raíz dorsal de los segmentos T10-L2 de la médula espinal. Es un 

nervio mixto por el que viajan fibras sensoriales y parasimpáticas por el cual 

transcurren péptidos como la SP, el péptido activador del adenilato ciclasa 

(PACAP), Ach y VIP. Sus fibras inervan la vasculatura ovárica (Burden y col., 

1983; Klein y Burden, 1988; Dissen y Ojeda, 1999; Pastelín y col., 2017). 

Actualmente se desconoce el momento en que se desarrolla la inervación de la 

gónada durante el desarrollo intrauterino de la rata, sin embargo, se acepta que este 

proceso precede al inicio de la foliculogénesis (Gioia, 1996). La expresión de 

neurotrofinas en humanos y roedores comienza durante la vida fetal, las cuales 

participan en el desarrollo de la inervación ovárica. En ovarios de ratas fetales el 

receptor p75 ya se expresa, y se ha observado que su ARNm aumenta después del 

nacimiento y durante el desarrollo folicular (Lara y col., 1990; Dissen y col., 1995; 

Dissen y col., 2004; Domínguez y col., 2011). Malamed y col., (1992), mostraron que 

los ovarios de ratas de 19 días de gestación presentan algunas fibras 

catecolaminérgicas, lo cual fue determinado por la presencia de la tirosina 

hidroxilasa, enzima limitante en la síntesis de catecolaminas; el grupo de McKey 

(2019) obtuvo resultados similares en ovarios de ratones de 17 días de gestación. 
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Desarrollo Embrionario de la Rata 

Una vez que los ovocitos son liberados, pasan a través del infundíbulo ciliado y 

fimbriado del oviducto hacia la porción ampular, donde posteriormente ocurre la 

fertilización (Morales y Álvarez, 2010; Sebastian y Borjeson, 2020), que es el proceso 

mediante el cual dos gametos se fusionan y crean un nuevo individuo (Erb, 2006). 

La fertilización permite que los genes se transfieran de progenitores a la 

descendencia y comience una serie de eventos que permiten el desarrollo de un feto 

a término (Vaticón, 2010; Hall, 2011; Sebastian y Borjeson, 2020). 

De acuerdo con Morales y Álvarez (2010), el desarrollo intrauterino de la rata se 

divide en tres fases:  

1) Período de Preimplantación (De la fertilización al 4° DG).  

Durante este período ocurre el transporte del cigoto. Después de 20-25 horas de la 

fertilización, los cigotos comienzan la primera segmentación y han viajado 

aproximadamente un cuarto de la longitud del oviducto. Al final del 2° DG, el 

embrión de dos células ha atravesado más de la mitad de la longitud del oviducto. 

En el DG 3, se encuentran embriones de 4 células en el oviducto. El estadio de 8 

células puede encontrarse a las 90 horas después del apareamiento (DG 3.5). 

Continúa la segmentación y las mórulas tardías (16 células) se dirigen al útero 

(Maeda, 2000; Morales y Álvarez, 2010; Sebastian y Borjeson, 2020). 

Para favorecer la implantación se requiere la preparación continua del endometrio 

en el DG 4, con una cantidad mínima de estrógenos, que estimulan la proliferación 

epitelial, y de P4, que además de favorecer la proliferación celular del estroma, 

asegura la supervivencia del embrión (Maeda, 2000; Sebastian y Borjeson, 2020). 

Durante el período de preimplantación, la agresión tóxica generalmente ocasiona la 

muerte del embrión (Sebastian y Borjeson, 2020). 
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2) Período de Implantación (DG 5 al 7).  

En la mañana del DG 5, las mórulas (24 a 32 células) están en la cavidad uterina, se 

encuentran libres y espaciadas de manera similar a como se implantarán (Krehbiel 

y Plagge, 1962; Sebastian y Borjeson, 2020). La formación del blastocele comienza al 

mediodía del DG 5. En la tarde del 5° DG, los blastocistos se desprenden de su zona 

pelúcida, evento que precede al comienzo de la implantación (Sebastian y Borjeson, 

2020). 

En la noche del 5° DG comienza el proceso de implantación (Sebastian y Borjeson, 

2020), donde los blastocistos ingresan en una cripta decidual, dándose el primer 

contacto del trofoblasto con el epitelio del endometrio. Las células del epitelio 

uterino se separan de su membrana basal y de sus células vecinas, degeneran y son 

fagocitadas por el trofoblasto. La interacción entre el trofoblasto y el epitelio uterino 

se inicia únicamente si ambos se encuentran en un estado sincrónico, es decir, en 

estado invasivo, para el caso del trofoblasto, y en estado receptivo, para el caso del 

endometrio. Esta receptividad del endometrio sólo se mantiene por un tiempo corto 

y se denomina “ventana de implantación” (Dey y Lim, 2006; Morales y Álvarez, 

2010). 

La implantación de los embriones se completa en el 7° DG y ocurre normalmente en 

el lado anti-mesometrial del útero (Figura 11) (De Rijk y col., 2002; Morales y 

Álvarez, 2010; Sebastian y Borjeson, 2020). 
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Figura 11. Esquema de la orientación en que ocurre la implantación del embrión en el endometrio 

del útero de la rata (Basado y modificado de De Rijk y col., 2002). 

 

Fisiológicamente, la rata tiene dos placentas que sirven para el intercambio materno-

embrionario (Sebastian y Borjeson, 2020): la placenta del saco vitelino o placenta 

coriovitelina, y la placenta corioalantoidea (Figura 12a y b) cada una de las cuales 

se desarrolla en momentos diferentes de la gestación (Jollie, 1990; Maeda, 2000; 

Sebastian y Borjeson, 2020). 

La formación de la placenta coriovitelina comienza en el 7° DG, la cual degenera y 

desaparece hacia el DG 14 (Jollie, 1990; Maeda, 2000). El saco vitelino parietal está 

revestido con la membrana de Reichert (RM, por sus siglas en inglés) (específica para 

roedores), la cual está bañada por sangre materna circulante que permite la difusión 

de materiales hacia la cavidad del saco vitelino, desde donde el embrión los absorbe 

(Everett, 1935, Inoué y col., 1983; Furukawa y col., 2011; Furukawa y col., 2019).  

 

3) Período de Post-implantación (DG 9 al nacimiento)  

En este período ocurre la gastrulación (DG 8.5 - 9.5), donde el disco bilaminar se 

transforma en el disco trilaminar conformado por las tres hojas germinativas: 
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ectodermo, mesodermo y endodermo, a partir de las cuales derivarán los tejidos y 

órganos (Erb, 2006; Arteaga y García, 2017).  

Así mismo, se lleva a cabo la formación y maduración de los órganos. La formación de 

los órganos denominada organogénesis, comienza con la aparición de la línea 

primitiva en el DG 9 y termina de 8-9 días después (DG 17-18) (Morales y Álvarez, 

2010; Sebastian y Borjeson, 2020).  

Se forman la notocorda (DG 8.5-9) y la placa neural (DG 9.5), precursora del tubo 

neural, que a su vez dará lugar a la formación del cerebro y parte de la médula 

espinal (Sebastian y Borjeson, 2020). 

Del DG 11.5-12.5, se forma en el lado mesometrial del útero, la placenta 

corioalantoidea, con forma discoide y de tipo hemocorial (Figura 12a). 

Histológicamente, la placenta de la rata se divide en dos partes, la fetal y la materna. 

La parte fetal de la placenta está compuesta por el saco vitelino, la zona laberíntica 

y la zona basal o de unión; mientras que la parte materna está formada por la 

decidua basal y la glándula metrial, dichas capas placentarias estarán desde el 12° 

DG hasta el final del período gestacional (Figura 12b) (Jollie, 1990; De Rijk y col., 

2002; Furukawa y col., 2019; Sebastian y Borjeson, 2020).  

Los primordios de los órganos se diferencian y durante su maduración, se lleva a cabo 

su crecimiento junto con los cambios histológicos, fisiológicos y bioquímicos 

correspondientes. Esta es la etapa de mayor susceptibilidad a la acción de los 

teratógenos, sin embargo, cada órgano pasa por más períodos críticos (Morales y 

Álvarez, 2010).  
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Figura 12. Esquema del feto de rata en la etapa media a tardía donde se observa la placenta 

corioalantoidea (A), y corte histológico de la placenta corioalantoidea de la rata en el DG 15 (B), que 

muestra las capas fetales y maternas (Tomado y modificado de Furukawa y col., 2019). 

 

 

En la rata, el período fetal abarca desde el 12° DG hasta el momento del nacimiento 

(DG 21 o 22), mientras que en el humano comprende de la semana 9-38 de gestación 

(Morales y Álvarez, 2010; Sadler, 2012). En el cuadro 1 se detalla el desarrollo del 

sistema urogenital de la rata durante las etapas de organogénesis y maduración de los 

órganos (Maeda, 2000; Morales y Álvarez, 2010; Sebastian y Borjeson, 2020):  

 

Cuadro 1. Desarrollo del sistema urogenital en la etapa embrionaria y fetal de la rata. 

Día de 
Gestación 

Eventos ocurridos durante el desarrollo 

8-9 
Se forma el mesodermo intermedio, precursor del sistema urinario y 

genital. 

9-10 
Identificación de las CGP en epitelio del saco vitelino. La migración 

de CGP hacia la cresta gonadal comienza entre el DG 10 u 11.  

11-12 

Se desarrollan los conductos mesonéfricos o de Wolff*, el pliegue 

gonadal parece medial al pliegue nefrogénico. Para el DG 12 a 13, las 

CGP han finalizado su migración a la gónada indiferenciada. 
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12-13 
Están presentes los primordios del metanefros: divertículo uretral y 

blastema metanéfrico, empieza la degeneración del mesonefros. 

13-14 
Se empiezan a formar los conductos paramesonéfricos o de Müller♪ y 

el tubérculo genital. 

14-15 

Las gónadas son identificables como ovarios o testículos. En los 

machos, comienza la secreción testicular de testosterona. 

Los riñones inician su ascenso y para el día 18 éstos alcanzan su 

posición definitiva. 

15-16 

La cloaca se ha dividido en seno urogenital y recto. Los conductos 

paramesonéfricos alcanzan el seno urogenital; los testículos inician su 

descenso. Los genitales externos aún están indiferenciados. 

17-18 

En el macho aumenta la longitud anogenital. El surco urogenital está 

cerrado por la membrana urogenital.  

En las hembras, los conductos de Wolff degeneran y los conductos 

paramesonéfricos se fusionan para formar el canal útero-vaginal.  

La pelvis renal y los cálices se encuentran dilatados por fluido renal. 

18-19 

Todo el mesonefros ha desaparecido, excepto la porción que se integra 

a la gónada masculina. 

En el ovario de rata de 19 DG ya hay presencia de fibras de naturaleza 

catecolaminérgica. 

19-20 

En los machos, desaparecen los conductos paramesonéfricos. 

Los testículos yacen laterales a la vejiga y cerca del suelo de la pelvis. 

Aparecen las vesículas seminales sobre las paredes laterales de los 

conductos deferentes, así como los brotes prostáticos.  
 

* En los machos, los conductos mesonéfricos o de Wolff darán origen al epidídimo, conductos 

deferentes, vesícula seminal y conductos eyaculantes. ♪En las hembras, los conductos 

paramesonéfricos o de Müller formarán al oviducto, útero y el extremo superior de la vagina 

(Sebastian y Borjeson, 2020). 
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Hormonas de la Gestación 

En el humano, el período de gestación dura de 38 a 40 semanas después del último 

ciclo menstrual (Derrickson, 2018); mientras que en la rata, en promedio dura de 21 

a 22 días desde la cópula hasta el momento del parto (Weizenbaum y col., 1979; 

Ojeda y Skinner, 2006).  

Durante los dos primeros meses de gestación en la mujer, el CL secreta 

concentraciones altas de estrógenos y P4, que permiten el mantenimiento del 

embarazo, sin embargo, al tercer mes de gestación la producción placentaria de 

esteroides hace innecesaria la presencia del CL (Bowen-Shauver y Gibori, 2004; 

Fernández-Tresguerres, 2010; Derrickson, 2018). En el caso de la rata, el CL es 

requerido durante casi todo el período gestacional (hasta los días 17-18 de gestación) 

ya que es el principal sintetizador de estrógenos y P4 (Uchida y col., 1970; Bazer, 

1999; Bowen-Shauver y Gibori, 2004). La capacidad del CL para secretar P4 y así 

mantener la gestación, está regulada por hormonas producidas por la 

adenohipófisis, la placenta y por sí mismo (Gibori y col., 1988); entre estas hormonas 

se encuentran: las proteicas como la PRL, las hormonas similares a la PRL, la LH y los 

lactógenos placentarios de rata I y II; y las esteroideas como la P4, andrógenos y 

estrógenos (Bowen-Shauver y Gibori, 2004; Stouffer y Hennebold, 2015).  

La fuente de síntesis de algunas de estas hormonas cambia en la primera mitad de 

la gestación (DG 0-11) y la segunda (DG 12-parto) (Gibori y col., 1988; Bowen-

Shauver y Gibori, 2004). 

1) HORMONAS PROTEICAS 

 Prolactina y hormonas similares a la prolactina 

En la rata, la PRL es una hormona luteotrópica esencial, ya que ayuda al 

mantenimiento del CL en la gestación temprana (Bowen-Shauver y Gibori, 2004). Es 
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sintetizada por la adenohipófisis en dos oleadas, una diurna y una nocturna durante 

10-12 días, como producto de la estimulación cervical durante el apareamiento 

(Figura 13a) (Gibori y col., 1988; Bazer, 1999; Hughes y Pate, 2019). La PRL inhibe la 

actividad de la 20α-HSD enzima que durante la regresión lútea transforma a la P4 en 

20α-OH-P, un metabolito gestacionalmente inactivo, de este modo, la PRL evita la 

metabolización de la P4 y mantiene su concentración alta (Gibori y col., 1988; Bowen-

Shauver y Gibori, 2004).  

También tiene un papel clave en la producción y acción del E2, ya que estimula la 

expresión de los receptores a estrógenos en el ovario (Gibori y col., 1979; Sridaran y 

Mahesh, 1989; Bowen-Shauver y Gibori, 2004). 

El sitio de secreción de la PRL cambia de la adenohipófisis a la decidua (Gibori y 

col., 1988). Aunque la PRL hipofisaria se secreta hasta la mitad de la gestación (DG 

11) (Morishige y col., 1973), ésta no se requiere después del DG 6 (Gibori y col., 1988; 

Bowen-Shauver y Gibori, 2004; Hughes y Pate, 2019), ya que desde el DG 7 al 11 

comienza la secreción de una hormona similar a la PRL, la prolactina decidual 

(dPRL), que dará el apoyo luteotrópico (Bowen-Shauver y Gibori, 2004; Stouffer y 

Hennebold, 2015; Hughes y Pate, 2019).  

 Lactógenos Placentarios  

Aunque las oleadas de PRL hipofisaria terminan y la concentración de la dPRL 

disminuye a la mitad de la gestación (Bowen-Shauver y Gibori, 2004), los cuerpos 

lúteos de la preñez aumentan en masa, vascularidad y capacidad esteroidogénica, 

ello, debido a la secreción de otras hormonas similares a la PRL, denominados como 

lactógenos placentarios de rata I y II (rPL-I, rPL-II) (Figura 13b) (Gibori y col., 1988; 

Bowen-Shauver y Gibori, 2004; Stouffer y Hennebold, 2015). El rPL-I se secreta como 

un complejo proteico glicosilado, su vida media es larga y actúa a través del receptor 

de la PRL (Bowen-Shauver y Gibori, 2004). Comienza su expresión después de la 

implantación en las células gigantes del trofoblasto, posteriormente se extiende a la 



 
42 

 

placenta coriovitelina y corioalantoidea, alcanza su concentración máxima entre el 

DG 11-12 (Figura 13b) (Gibori y col., 1988; Ogren y Talamantes, 1988; Maeda, 2000; 

Bowen-Shauver y Gibori, 2004). 

El estímulo lactogénico del CL continúa por el rPL-II, una proteína no glicosilada, 

de vida media corta (Bowen-Shauver y Gibori, 2004). Es sintetizado por el 

trofoblasto y su concentración sérica aumenta desde la mitad de la gestación hasta 

el parto (Figura 13b), este es el responsable del mantenimiento del CL hasta el final 

de la gestación (Ogren y Talamantes, 1988; Maeda, 2000).  

Los lactógenos placentarios contribuyen al desarrollo de las glándulas mamarias y 

a la síntesis de la P4 en los cuerpos lúteos (Yépez y Estévez, 1981; Maeda, 2000; 

Vaticón, 2010). 

 

2) HORMONAS ESTEROIDEAS 

 

En la mujer, durante el embarazo, la placenta en conjunto con la mamá y el feto 

sintetizan hormonas esteroides (Hofmann, 1998); mientras que en la rata, durante la 

primera mitad de la gestación, la producción esteroidea ocurre en el CL y a partir de 

la segunda mitad de la preñez, ocurre de manera conjunta con la placenta (Gibori y 

col., 1988). 

Las hormonas esteroideas derivan del colesterol, el cual se transporta a las células a 

partir de LDL en la mujer, y HDL en la rata; o bien, puede sintetizarse colesterol 

localmente en las células lúteas (Gibori y col., 1988; Fernández-Tresguerres, 2010). 

En la mujer, las LDL son internalizadas a las células por endocitosis, mientras que 

en la rata este evento ocurre por transferencia a la membrana plasmática sin 

endocitosis o degradación de la molécula de HDL. Una vez obtenido el colesterol, 

queda disponible para la síntesis de hormonas esteroideas (Hofmann, 1998; Bowen-

Shauver y Gibori, 2004; Vaticón, 2010). La producción de hormonas esteroideas 
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durante la gestación difiere en la rata y el humano debido a la falta de ciertos 

sistemas enzimáticos en los órganos esteroideos (Furukawa y col., 2019). 

 Progesterona  

En la rata gestante, la producción de hormonas esteroideas comienza con la 

conversión de colesterol en pregnenolona por acción de la enzima  P450scc en la 

membrana interna de la mitocondria. Posteriormente, la pregnenolona es 

transportada al retículo endoplasmático donde es transformada en P4 por la enzima 

3β-HSD (Bowen-Shauver y Gibori, 2004). 

En la rata, la P4 es importante para el establecimiento y mantenimiento de la 

gestación (Uchida y col., 1970; Bazer, 1999; Bowen-Shauver y Gibori, 2004; Hughes 

y Pate, 2019).  

Es sintetizada principalmente por el ovario. En la mitad inicial de la preñez, la 

producción lútea de P4 está bajo control hipofisiario, pero a partir de la segunda 

mitad, es regulada por las hormonas similares a la PRL y por los estrógenos (Uchida 

y col., 1970; Gibori y col., 1977; Sridaran y Mahesh, 1989; Maeda, 2000). 

Además, a partir de la segunda mitad de la preñez la placenta también secreta P4, 

aunque en cantidad insuficiente para mantener la gestación por sí sola (Warshaw y 

col., 1986; Gibori y col., 1988; Maeda, 2000). 

La concentración sérica de P4 aumenta hasta alcanzar un pico entre los días 14-15 de 

gestación; sin embargo, después del DG 18 la concentración comienza a disminuir 

(Figura13a) (Uchida y col., 1970; Morishige y col., 1973; Taya y Greenwald, 1981); 

debido al aumento de la enzima 20α-HSD (Uchida y col., 1970; Morishige y col., 

1973; Bowen-Shauver y Gibori, 2004). 
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Figura 13. Concentración sérica de las hormonas prolactina y progesterona (A), y de los lactógenos 

placentarios de rata I y II (B) durante la gestación en la rata. PRL: prolactina; P4: progesterona; rPL I 

y II; lactógeno placentario de rata I y II (Tomado y modificado de Ogren y Talamantes, 1988; 

Rosenblatt y col.,1988). 

 

 Andrógenos  

La síntesis de hormonas esteroideas durante la gestación en la rata continúa con la 

conversión de la P4 en andrógenos ya sea en el CL o la placenta. Se transforma la P4 

en androstenediona por acción del complejo enzimático P450c17α (comprende a las 

enzimas 17α-hidroxilasa y 17,20 liasa), el cual es estimulado por la LH. Es probable 

que ocurra la interconversión de androstenediona a testosterona; en humanos, esta 

reacción es mediada por la enzima 17α-HSD1, presente en células foliculares y el CL, 

sin embargo, en el CL de roedores no se ha detectado dicha enzima (Bowen-Shauver 

y Gibori, 2004). 
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En la rata, antes del DG 11, la principal fuente de andrógenos es el ovario; su 

secreción está bajo control hipofisario estimulada por la LH (Gibori y Sridaran, 1981; 

Gibori y col., 1988; Sridaran y Mahesh, 1989; Durkee y col., 1992). Sin embargo, 

conforme progresa la gestación, el ovario pierde su capacidad para transformar la 

P4 en androstenediona y hacia la mitad de la gestación, la placenta es la principal 

fuente secretora de andrógenos (Gibori y Sridaran 1981; Gibori y col., 1988; Durkee 

y col., 1992). 

Desde el DG 11 al 18, la concentración ovárica de andrógenos cae abruptamente 

(Figura 14a) (Gibori y col., 1979; Gibori y Sridaran, 1981; Sridaran y col., 1981); este 

evento se debe a que la concentración sérica de la LH también disminuye a partir de 

la mitad de la gestación, de este modo se atenúa la síntesis de andrógenos ováricos 

(Figura 14b) (Morishige y col., 1973; Bowen-Shauver y Gibori, 2004). Sin embargo, la 

concentración placentaria de andrógenos aumenta considerablemente a partir de la 

segunda mitad de la gestación, lo cual es consistente con el aumento de la actividad 

de las enzimas 17α-hidroxilasa y 17,20 liasa. De tal manera que se alcanza un pico 

en el DG 16 y 17 (Figura 14a) (Gibori y col., 1979; Warshaw y col., 1986; Gibori y col., 

1988). La placenta produce abundante androstenediona, y en menor cantidad 

testosterona; y se sabe que la síntesis de andrógenos ocurre principalmente por la 

vía esteroidogénica Δ4; un estudio mostró que el tejido placentario utiliza 

preferentemente a la P4 que a la pregnenolona como sustrato precursor de 

andrógenos (Warshaw y col., 1986; Gibori y col., 1988; Bowen-Shauver y Gibori, 

2004). 

Al final de la gestación, entre el DG 18-21, la concentración de la LH y andrógenos 

ováricos aumenta, mientras que los andrógenos placentarios disminuyen (Figura 14 

a y b) (Gibori y col., 1979; Gibori y col., 1988). Es posible que la LH controle la 

secreción de andrógenos ováricos y placentarios de forma inversa (Sridaran y col., 

1981; Gibori y col., 1988). 
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Figura 14. Concentración de andrógenos ováricos (línea negra sólida) y placentarios (línea punteada) 

(A); concentración sérica de la hormona luteinizante (B) (Tomado y modificado de Morishige y col., 

1973; Gibori y col., 1979). 

 

 Estrógenos 

La androstenediona y la testosterona son transformados por las aromatasas en 

estrona y E2, respectivamente. La estrona por acción de la 17β-HSD tipo 7 o también 

conocida como proteína asociada al receptor de PRL (PRAP) es transformada en E2 

(Bowen-Shauver y Gibori, 2004). A diferencia de la placenta humana que secreta 

estrógenos, la placenta de la rata no lo hace, ya que no expresa aromatasas (Taya y 

Greenwald, 1981; Gibori y col., 1988); de este modo, en la mitad de la gestación, los 

andrógenos placentarios sirven como sustrato para la síntesis de estrógeno en el CL 

(Figura 15) (Durkee y col., 1992).  
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Figura 15. Esquema de los mecanismos neuroendocrinos, endocrinos y locales que mantienen al 

CL durante la primera (1) y segunda mitad de la gestación (2) en la rata. Tres fuentes diferentes de 

hormonas brindan soporte luteotrópico a medida que avanza la gestación: un estímulo 

neuroendocrino activado por el apareamiento (estimulación cervical) resulta en la liberación de PRL 

de la adenohipófisis; en la segunda semana de preñez, la dPRL brinda el apoyo luteotrópico; y hacia 

mediados o finales de la preñez, el rPL-I y rPL-II son las luteotropinas primarias. Además, al principio 

de la preñez, la LH promueve la producción de una luteotropina local, el estradiol. En la gestación 

media o tardía, los andrógenos placentarios sirven como precursores para la síntesis de estrógenos 

luteales (líneas discontinuas). PRL: prolactina; LH: hormona luteinizante; dPRL: prolactina decidual; 

rPL-I y II: lactógenos placentarios de rata I y II (Tomado y Modificado de Stouffer y Hennebold, 2015). 
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La placenta de la rata sostiene la síntesis ovárica de estrógenos (Feng y col., 2016) a 

partir del sustrato placentario. A su vez, los estrógenos lúteos actúan localmente 

para mantener la síntesis de P4 (Figura 15) (Durkee y col., 1992; Maeda, 2000), ya que 

participan en la movilización del colesterol. Además, a mediados de la gestación, los 

estrógenos estimulan la vascularización de los cuerpos lúteos (Gibori y col., 1988; 

Bowen-Shauver y Gibori, 2004). 

La concentración lútea de estrógenos presenta un aumento abrupto en el DG 15, lo 

cual coincide con un aumento de la expresión y actividad de las P450arom. A partir 

de entonces, la concentración de estrógenos se eleva hasta presentar su valor 

máximo en el DG 21 (Figura 16 a y b) (Taya y Greenwald, 1981; Bowen-Shauver y 

Gibori, 2004). 

 
Figura 16. Concentración de los estrógenos en suero (A) y en ovario (B) durante la gestación en la 

rata (Tomado y modificado de Taya y Greenwald, 1981).  
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Etapas del Desarrollo Posnatal de la Rata 

El desarrollo posnatal de la rata hembra se divide en 4 etapas con base en parámetros 

morfológicos y fisiológicos relacionados con los componentes del eje hipotálamo-

hipófisis-gónada (Ojeda y col., 1980): 

● Neonatal (desde el nacimiento al día 7 de edad): 

Al inicio de esta etapa, el ovario no responde a las gonadotropinas (Ojeda y col., 

1980; Ojeda y Skinner, 2006). Entre el cuarto y quinto día de vida, los receptores de 

la FSH comienzan a formarse y dos días después, los de la LH. A partir del quinto 

día, la FSH comienza a estimular la conversión de testosterona en E2 (Becú-

Villalobos y Lacau-Mengido, 1990). El control negativo que ejerce el E2 sobre la 

secreción gonadotrópica es ineficiente debido a la presencia de la α-fetoproteína, que 

al unirse a los estrógenos, los torna biológicamente inactivos (Raynaud, 1973). La  

concentración de FSH aumenta mientras que la de LH se mantiene baja (Becú-

Villalobos y Lacau-Mengido, 1990).  

● Infantil (día 8 al 21 de edad): 

Se caracteriza por altas concentraciones de FSH, fundamentales para el 

reclutamiento y crecimiento de los folículos que llegarán a ovular en la pubertad. 

Asimismo, hay presencia de picos esporádicos de LH. Para el día 15 de vida 

posnatal, la concentración de FSH disminuye, los picos de LH desaparecen y la 

inhibina es detectable en el suero. La disminución de la α-fetoproteína permite que 

el E2 ejerza un mecanismo de retroalimentación negativa sobre las gonadotropinas 

(Becú-Villalobos y Lacau-Mengido, 1990). 

En el ovario de ratas de la cepa CII-ZV, a los 10 días de vida, se observa un mayor 

número de folículos pequeños (<350 μm de diámetro) y para el día 18 se encuentran 

presentes folículos medianos (350-499 μm de diámetro). El número de folículos 
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disminuye entre los 12 y 16 días de edad debido al incremento en el índice de atresia 

folicular. De los 14 a los 16 días de vida, la concentración de LH aumenta, aunque 

en la etapa subsecuente disminuye. La concentración de P4 es baja, mientras que la 

de E2 incrementa conforme el animal crece (Castro, 1999). 

● Período Juvenil (día 21 al 30 de edad):  

Al comienzo de esta etapa disminuye la concentración de FSH mientras la de LH se 

mantiene baja y constante. Posteriormente, el patrón de secreción de LH se vuelve 

pulsátil y hacia el final del período, su concentración basal y su amplitud 

incrementan durante la tarde, estableciéndose así un ritmo de secreción circadiano. 

Al final de esta etapa, incrementa el número de receptores a LH en el ovario. En este 

momento queda establecida la retroalimentación positiva del E2 sobre la LH 

(Andrews y Ojeda, 1981; Smith-White y Ojeda, 1981; Meijis-Roelofs y col., 1983; 

Urbanski y Ojeda, 1983; Becú-Villalobos y Lacau-Mengido, 1990). 

En la cepa CII-ZV se ha descrito que entre los días 21 y 24 incrementa el número de 

folículos ováricos, y para el día 26 se observan los primeros folículos preovulatorios 

(>500 μm de diámetro). Las concentraciones de LH y P4 se mantienen bajas (Castro, 

1999).  

● Período Peripuberal (día 30 al momento de la primera ovulación): 

Aunado a la secreción pulsátil y circadiana de LH, aparecen en esta etapa unos 

“minipicos” vespertinos de LH, de dependencia esteroidea. La secreción aumentada 

de LH actúa sobre el ovario para una mayor producción de E2, el cual produce 

retroalimentación positiva sobre las gonadotropinas. Además, incrementa el 

número de receptores a FSH y LH en el ovario y, en consecuencia, su actividad 

esteroidogénica. La concentración de P4, testosterona y E2 aumentan, siendo este 

último el responsable de la apertura vaginal. Las elevadas concentraciones de 

hormonas esteroides ocasionan que a nivel hipotalámico se libere GnRH, lo que 
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culmina con la liberación masiva de gonadotropinas y la consecuente primera 

ovulación (Becú-Villalobos y Lacau-Mengido, 1990; Ojeda y Skinner, 2006).  

En ratas de la cepa CII-ZV de 32 días de vida se observa un incremento en la 

población folicular del ovario. El mayor número de folículos preovulatorios se 

presenta en los días 32 y 38 de edad. Al final de esta etapa la concentración de la LH, 

P4 y estrógenos incrementa (Castro, 1999).  

 

Pubertad en la Rata 

La pubertad es la transición fisiológica a la edad adulta, donde se alcanza la madurez 

sexual y con ello la capacidad de producir crías viables (Colledge, 2004; Lohmiller y 

col., 2020).  

 

El inicio de la pubertad en la rata está influenciado por una multiplicidad de eventos, 

como la activación de las neuronas que sintetizan GnRH, hormona clave en la 

maduración sexual y la función reproductiva (Ma y Ojeda, 1997; Ojeda y Skinner, 

2006; Lohmiller y col., 2020). Además, glándulas como las adrenales y la pineal se 

han relacionado como influencia moduladora del inicio de la pubertad, ya que la 

extirpación de las adrenales o las inyecciones diarias de melatonina ocasionan un 

retraso en la edad de la apertura vaginal. Los factores como el estrés o la nutrición 

también tienen un papel en la regulación del eje HHO, ya que la inmovilización, o 

el ayuno de 48 horas a partir del día del estro en la rata suprime los pulsos de LH, lo 

que resulta en el bloqueo de la ovulación (Maeda, 2000; Ojeda y Skinner, 2006).  

En la rata, el único signo externo que indica el inicio de la pubertad es la canalización 

de la vagina. Este evento ocurre entre los 33 a 42 días de vida, dependiendo de la 

cepa del animal, y tiene lugar el día posterior al primer pico preovulatorio de 

gonadotropinas (Becú-Villalobos y Lacau-Mengido, 1990; Maeda, 2000; Ojeda y 
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Skinner, 2006). El frotis vaginal muestra células cornificadas, ello indica el PEV y a 

partir de entonces, la rata puede ser preñada (Becú-Villalobos y Lacau-Mengido, 

1990). 

Los ciclos estrales comienzan a ser regulares aproximadamente una semana después 

de la apertura vaginal (Maeda, 2000; Lohmiller y col., 2020). 

 

 

Síndrome del Ovario Poliquístico 

El SOPQ es la alteración endocrina y metabólica más común que afecta a las mujeres 

en edad reproductiva, con una incidencia a nivel mundial de aproximadamente el 

15% (Pérez y Maroto, 2018; Stener-Victorin y Deng, 2021), mientras que en las 

mujeres mexicanas es del 6% (Morán y col., 2010). En los últimos años, se ha podido 

establecer que esta patología puede manifestarse desde la pubertad y quizá antes 

(Sir-Petermann y col., 2013; Azziz, 2018).  

Este síndrome está asociado con una amplia gama de trastornos reproductivos y 

metabólicos. Incluye la presencia de hiperandrogenismo clínico o bioquímico, 

oligoanovulación que se asocia con oligomenorrea o amenorrea, y con la presencia 

de ovarios poliquísticos, lo que conlleva a la infertilidad (Yen, 2001; Cruz y col., 2012; 

Sir- Petermann y col., 2013). Además, las mujeres con esta patología tienen un riesgo 

mayor de presentar resistencia a la insulina, diabetes mellitus tipo 2, obesidad y 

dislipidemia. Se considera que estas anormalidades pueden ser consecuencia de una 

alteración en la función del eje hipotálamo-hipófisis-ovarios (Baldani y col., 2015; 

Morales-Ledesma, 2015). 

El SOPQ es un trastorno heterogéneo, razón por la cual los criterios utilizados para 

su diagnóstico se han modificado a lo largo de los años. Entre 1925 y 1935, Stein y 

Leventhal documentaron un cuadro clínico consistente en trastornos menstruales, 
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esterilidad, hirsutismo y obesidad. Además, se describió que los ovarios de las 

pacientes presentaban características morfológicas particulares tales como: aumento 

de tamaño, engrosamiento de la túnica albugínea y presencia de quistes. Estas 

manifestaciones representaron en esa época los criterios estrictos para el diagnóstico 

de lo que se denominó como el Síndrome de Stein-Leventhal (Yen, 2001). 

En 1990, en una conferencia de expertos patrocinada por el Instituto Nacional de la 

Salud (NIH, por sus siglas en inglés), se determinó como criterios para el diagnóstico 

del SOPQ: 1) hiperandrogenismo y/o hiperandrogenemia, y 2) anovulación. El 

diagnóstico requirió de la exclusión de otros desórdenes como la hiperplasia adrenal 

congénita (Bulun y Adashi, 2009; Bremer, 2010; Espinoza y col., 2011).  

En una conferencia celebrada en Rotterdam en el año 2003, los criterios de 

diagnóstico fueron revisados y propuestos por la Sociedad Europea para la 

Reproducción Humana y Embriología (ESHRE) y la Sociedad Americana de 

Medicina Reproductiva, y definieron para el diagnóstico del SOPQ la presencia de 

dos de las siguientes tres características: 1) signos clínicos y/o bioquímicos de 

hiperandrogenismo, 2) oligo o anovulación y 3) morfología ovárica poliquística, y se 

excluyeron trastornos asociados al exceso de andrógenos (Azziz, 2006; Bremer, 2010; 

Espinoza y col., 2011; Pérez y Maroto, 2018). 

En el año 2006, la Sociedad de Exceso de Andrógenos (AES, por sus siglas en inglés) 

recomendó que el SOPQ se definiera esencialmente por la presencia de 

hiperandrogenismo clínico y/o bioquímico, acompañado o no de oligoanovulación 

y/o morfología ovárica poliquística (Merino y col., 2009; Goodarzi y col., 2011). 

La Sociedad de Exceso de Andrógenos y Síndrome del Ovario Poliquístico en el año 

2009 determinó que para el diagnóstico del SOPQ se requiere de la presencia 

simultánea de: 1) hiperandrogenismo clínico y/o bioquímico, 2) disfunción ovárica 

(oligo o anovulación y/o ovarios poliquísticos) y 3) exclusión de trastornos 

relacionados con exceso de andrógenos (Bremer, 2010). 
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Manifestaciones Clínicas del SOPQ 

Hiperandrogenismo 

Su manifestación bioquímica, denominada como hiperandrogenemia, se caracteriza 

por el aumento en las concentraciones de andrógenos totales o libres, donde la 

testosterona es el andrógeno más elevado. Asimismo, se pueden encontrar elevadas 

concentraciones de andrógenos como la androstenediona y la DHEA. Se considera 

que los valores de corte para diagnosticar hiperandrogenemia son 50.7 ng/dL para 

testosterona total, 1.8 pg/mL para testosterona libre, 5.2 ng/mL para 

androstenediona y 19.2 ng/mL para DHEA (Morán y col., 2010). La 

hiperandrogenemia se presenta en el 70% de pacientes con SOPQ, por lo que el 

exceso de andrógenos es considerado por muchos investigadores como la principal 

característica del SOPQ (Goodarzi y col., 2011).  

Clínicamente, el hiperandrogenismo se manifiesta con: acné, alopecia androgénica e 

hirsutismo, en el cual se presenta exceso de vello corporal en zonas sensibles a 

andrógenos. La gravedad y distribución del hirsutismo se evalúa con la escala de 

Ferriman-Gallwey modificada por Hatch y colaboradores en el año 1981. Esta escala 

comprende nueve regiones del cuerpo: bigote, mentón, tórax superior, abdomen, 

área genital, antebrazos, cara interna de muslos, región interescapular y lumbar. En 

cada región hay una puntuación máxima de 4. Según la cantidad de vello, el puntaje 

de cada área se suma y así se obtiene el puntaje final. El puntaje para el diagnóstico 

de hirsutismo debe ser mayor o igual a 8 puntos (Figura 17) (Merino y col., 2009; 

Tharian y Warner, 2011; López y col., 2012). 
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Figura 17. Escala para evaluar el grado de hirsutismo propuesta por Ferriman-Gallwey y 

modificada por Hatch y col., 1981 (Hatch y col., 1981). 

 

Anovulación 

Los ciclos menstruales regulares en una mujer adulta son de 24-38 días en promedio 

e indican que el eje hipotálamo-hipófisis-ovario funciona correctamente, lo que 

favorece el desarrollo de los mecanismos que culminan con la ovulación (Merino y 

col., 2009; Magendzo, 2010).  

Las mujeres con SOPQ presentan trastornos menstruales tales como la 

oligomenorrea o amenorrea que se acompañan en la mayoría de los casos de ciclos 

anovulatorios, lo cual disminuye su capacidad reproductiva (Magendzo, 2010).  

La oligomenorrea se define como la presencia de menos de 9 menstruaciones al año 

o 3 ciclos de más de 38 días durante el último año y como amenorrea ciclos mayores 

a 90 días (Merino y col., 2009).  

Se ha atribuido que la anovulación se debe a las bajas concentraciones de FSH y la 

detención del crecimiento de folículos antrales en la fase final de la maduración 

(Sordia, 2014). 
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Ovarios Poliquísticos 

Durante el desarrollo folicular ovárico, algunos folículos primordiales son 

reclutados para su crecimiento, de los cuales se selecciona un folículo antral que 

llegará a ovular. Sin embargo, en el SOPQ, el hiperandrogenismo ovárico y/o la 

hiperinsulinemia y la señalización paracrina intraovárica alterada pueden 

interrumpir el crecimiento del folículo (Goodarzi y col., 2011). Los ovarios de 

pacientes con SOPQ contienen muchos folículos pequeños que han comenzado a 

crecer, pero no llegan a la madurez (Yen, 2001; Magendzo, 2010).   

Además, en el ovario de las mujeres con SOPQ se observan quistes foliculares, 

determinados a través de un ultrasonido. Los quistes foliculares se caracterizan por 

exhibir una cavidad antral amplia, disminución e hipofunción de las células de la 

granulosa, presencia de ovocito e hiperplasia tecal (Yen, 2001). La presencia de 12 o 

más folículos de 2 a 9 mm de diámetro en la periferia de uno o ambos ovarios, 

además de un aumento del volumen ovárico (más de 10 cm3), son determinantes 

para diagnosticar la poliquistosis ovárica (Morán, 2006; Tharian y Warner, 2011).  

Se ha sugerido que la formación de quistes ováricos puede deberse a los cambios en 

la secreción de las gonadotropinas (Brawer y col., 1986), y al exceso de insulina que 

promueve la luteinización folicular prematura que detiene la proliferación de las 

células de la granulosa y el posterior crecimiento del folículo (Goodarzi y col., 2011). 

 

Etiología del SOPQ 

La etiología es aún desconocida debido a su compleja fisiopatología. Sin embargo, 

se han propuesto algunas hipótesis que tratan de explicar su origen (Sir-Petermann 

y col., 2013):  

 



 
57 

 

Disfunción Neuroendocrina  

Las mujeres con SOPQ presentan una alteración neuroendocrina caracterizada por 

incremento en la frecuencia y amplitud de los pulsos de la GnRH. Esto ocasiona que 

se secreten elevadas concentraciones de la LH, pero bajas o normales de la FSH. Este 

evento favorece una mayor producción de andrógenos por parte de las células 

tecales, lo que ocasiona una condición de hiperandrogenismo (Sir-Petermann y col., 

2013).  

En mujeres que no presentan el SOPQ se ha descrito que durante la fase folicular se 

presenta un pulso de GnRH cada 90 a 100 minutos lo que estimula la secreción de 2 

a 10 UI/mL de FSH y de 2 a 6 UI/mL de LH; mientras que en la fase ovulatoria este 

pulso de GnRH ocurre cada 60 minutos lo que resulta en la libración de 8 a 20 UI/mL 

de FSH y de 6 a 40 UI/mL de LH (Trujillo y col., 2015). Por otra parte, las mujeres 

con SOPQ se caracterizan por presentar un pulso de GnRH cada 60 minutos lo que 

ocasiona una mayor liberación de LH (42.12 UI/mL) que de FSH (11.3 UI/mL) (Yen 

y col., 1970). 

Disfunción Ovárica  

En las mujeres con SOPQ, el hiperandrogenismo parece deberse a una desregulación 

de la esteroidogénesis por los ovarios, donde incrementa la actividad de P450c17α 

que participa en la conversión de pregnenolona y P4 en andrógenos, y la 3β-HSD, lo 

que conduce a una mayor producción de andrógenos ováricos, alterando el 

desarrollo de los folículos y la ovulación (Figura 18). En el ovario, la secreción de 

andrógenos es estimulada por la LH y la insulina, de ahí que las elevadas 

concentraciones de ambas hormonas que presentan las mujeres con SOPQ ocasionen 

una sobreestimulación de las células tecales, favoreciendo la condición 

hiperandrogénica (Bremer, 2010; Sir-Petermann y col., 2013).  
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Figura 18. Teoría que explica el origen de la condición hiperandrogénica en el SOPQ. P450c17α: 

complejo enzimático que comprende a las enzimas 17α-hidroxilasa y 17,20 liasa; 17α-OH: 17α- 

hidroxilasa; 3β-HSD: 3β-hidroxiesteroide deshidrogenasa; REL: retículo endoplasmático liso. 

Elaboración propia. 

 

Origen Genético  

La base genética del SOPQ fue reportada por primera vez por Cooper y 

colaboradores en 1968 (Khan y col., 2019). Este posible origen se fundamenta en que 

la patología es más frecuente entre las hermanas y mamás de las pacientes (Morán, 

2006).  

Aunque existen numerosos estudios donde se han evaluado múltiples genes, ningún 

gen en específico se ha asociado con el desarrollo de todos los fenotipos del síndrome 

(Bremer, 2010). Entre los genes evaluados están:  

 CYP11a: codifica para el citocromo P450scc (Khan y col., 2019). 

 CYP17: codifica para el citocromo P450c17α (Khan y col., 2019). 

 El gen de la 5α-reductasa: en mujeres con SOPQ se mostró un aumento en la 

actividad de la 5α-reductasa, involucrada en la conversión de T en 

dihidrotestosterona (DHT) (Barber y Franks, 2013). 

 El gen del receptor de andrógenos (AR): El cromosoma X contiene el gen del 

AR y se ha descrito que mutaciones en él son suficiente para causar la 

patología del SOPQ (Khan y col., 2019). Además, se ha observado que la 
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longitud de la secuencia de repetición de trinucleótidos polimórficos CAG 

dentro del gen del AR influye en la androgenicidad (aparición de los 

caracteres sexuales secundarios masculinos) y, por lo tanto, en el desarrollo y 

la expresión del SOPQ; por ejemplo, si la repetición de CAG es corta, más 

sensible a los andrógenos es el AR (Barber y Franks, 2013). 

 CYP19: codifica para la síntesis de las aromatasas (Khan y col., 2019). 

 El gen del receptor de la FSH (FSH-R): está relacionado con la respuesta 

ovárica a la FSH. Las mutaciones del FSH-R conducen al detenimiento del 

desarrollo folicular (McAllister y col., 2015). 

 El gen de la insulino-resistencia (INRS): Las mutaciones en el dominio de la 

tirosina quinasa del receptor de insulina son causas conocidas de la 

resistencia a la insulina e hiperinsulinemia (Crespo y col., 2018). 

 El gen de la globulina fijadora de hormonas sexuales (SHBG): codifica para 

la síntesis de la SHBG, que al unirse tanto a la testosterona como a los 

estrógenos, regula la concentración de hormonas sexuales libres en el plasma 

(Khan y col., 2019). 

 

Hiperactividad Simpática  

Por estudios experimentales se ha sugerido que el desarrollo del SOPQ es el 

resultado de la hiperactividad de las fibras simpáticas que inervan al ovario (Lara y 

col., 1993; 2000).  

Se ha mostrado que la inyección de VE a ratas altera el patrón del ciclo estral 

caracterizado por períodos prolongados de estro o diestro, incrementa la secreción 

de andrógenos y E2, concentraciones variables de gonadotropinas y ocasiona 

anovulación (Brawer y col., 1986; Barria y col., 1993; Rosa-E-Silva y col., 2003). En los 

ovarios de estos animales no hay presencia de cuerpos lúteos recién formados, se 

presentan numerosos folículos antrales y grandes quistes foliculares caracterizados 
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por una delgada capa de células de la granulosa (generalmente una monocapa) y 

una capa tecal engrosada (Brawer y col., 1978; Hemmings y col., 1983; Brawer y col., 

1986; Lara y col., 1993, 2000) 

Lara y colaboradores (1993, 2000) mostraron que tras la administración de VE a ratas, 

en el ovario se observa un aumento de la expresión del NGF y de su receptor de baja 

afinidad p-75. La unión del ligando al receptor genera una cascada de señalización 

que viaja de manera retrógrada a través del NOS hasta el GCMS, donde aumenta la 

expresión de la tirosina hidroxilasa, enzima limitante en la síntesis de catecolaminas. 

Este evento favorece la síntesis y liberación de NA hacia el ovario. El aumento del 

tono noradrenérgico en el ovario conlleva a una mayor secreción de andrógenos y 

al desarrollo de quistes.  

Se ha mostrado que en la rata, prepúber o adulta, tratada con VE, la sección bilateral 

del NOS resulta en ciclos estrales regulares, restablecimiento de las concentraciones 

de andrógenos y estrógenos y ocurre la ovulación, lo que es evidenciado por la 

presencia de cuerpos lúteos (Rosa-E-Silva y col., 2003; Morales-Ledesma y col., 

2010). 

Reprogramación Fetal  

La reprogramación fetal postula que un estímulo dado en una edad gestacional crítica 

para la diferenciación, el crecimiento o el desarrollo de los órganos diana, induce 

cambios permanentes en el tamaño, estructura o la función de los órganos (Abbott 

y col., 2006; Maliqueo y Echiburú, 2014). 

En los últimos años, se ha propuesto que el SOPQ pudiera tener su origen desde la 

vida intrauterina (Gur y col., 2015). Esta teoría enfatiza que los factores ambientales 

o la alteración del medio hormonal durante la vida prenatal influyen en el desarrollo 

de fenotipos del SOPQ a largo plazo (Rutkowska y Diamanti-Kandarakis, 2016).  
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Se ha mostrado que las modificaciones hormonales in útero pueden llevar a una 

reprogramación fetal (Recabarren y col., 2006). Por ejemplo, dado que el 

hiperandrogenismo es la principal característica de la fisiopatología del SOPQ, los 

modelos animales que imitan el exceso de andrógenos fetales pueden proporcionar 

una visión del origen de la patología (Figura 19) (Abbott y col., 2005; Wu y col., 2010; 

Tehrani y col., 2014). 

 

Figura 19. Exceso de andrógenos prenatales y desarrollo del fenotipo del SOPQ (Tomado y 

modificado de Xita y Tsatsoulis, 2006). 

 

De igual forma, se ha sugerido que en el SOPQ existe un fenómeno epigenético 

inducido por el exceso de andrógenos, lo que ocasiona cambios en los tejidos en 

proceso de diferenciación y conduce a la manifestación de la patología en la vida 

adulta (Xita y Tsatsoulis, 2006; Maliqueo y Echiburú, 2014). Se han involucrado 

mecanismos epigenéticos en la etiología del SOPQ, ya que se ha mostrado que la 

metilación del ADN y los microARN está alterada en mujeres con SOPQ, en sangre, 



 
62 

 

tejido adiposo, células de la granulosa y teca, lo cual indica que las mujeres con la 

patología tienen una regulación epigenética diferente (Concha y col., 2017). 

Los modelos animales con SOPQ inducido prenatalmente desarrollan características 

permanentes debido a las alteraciones a las que se someten los órganos en esta etapa 

de diferenciación, lo que conduce a modificaciones tanto en su estructura como en 

su funcionamiento (Tehrani y col., 2014). 

 

Modelos de Exposición Prenatal a Esteroides 

Androgenización Prenatal  

El hiperandrogenismo es la manifestación clínica principal del SOPQ. Existe 

evidencia de que el desarrollo de esta patología puede comenzar durante el período 

intrauterino (Shi y Vine, 2012; Gur y col., 2015).  

En la rata se han utilizado andrógenos como testosterona, DHEA, propionato de 

testosterona (PT) o DHT para inducir el SOPQ a través de inyecciones diarias (Wu y 

col., 2010) o implantes subcutáneos (Shi y Vine, 2012).  

Wu y colaboradores (2010) mostraron que, en ratas hembra preñadas, la inyección 

diaria con testosterona o DHT por vía s.c. del día 16 al 19 de gestación, resulta en la 

descendencia femenina en un menor número de pezones, retraso en la edad de 

apertura vaginal, aumento en la distancia ano-vaginal y genitales masculinizados. 

Además, las crías presentan elevadas concentraciones de P4, testosterona, E2 y LH, 

lo que se acompañó de la alteración del ciclo estral, con presencia de estro vaginal 

prolongado. La morfología ovárica reveló un menor número de cuerpos lúteos.  

Por otro lado, el grupo de Tehrani (2014) mostró que, en ratas preñadas, la inyección 

de testosterona por vía s.c en el día 20 de gestación resulta en la descendencia 

femenina en ciclos estrales irregulares, aumento de la distancia ano-vaginal, 
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incremento de las concentraciones de testosterona, LH, así como de la relación 

LH/FSH. Además, en el ovario se observó un menor número de folículos 

preovulatorios, de cuerpos lúteos y presencia de quistes foliculares.  

Estrogenización Prenatal 

Al momento no se ha descrito si la exposición prenatal del feto a los estrógenos 

resulta en el desarrollo del SOPQ. No obstante, se han reportado algunas 

alteraciones en la función reproductiva de las crías que durante la gestación fueron 

expuestas a estas hormonas.  

En ratones hembra gestantes, la administración oral de etinilestradiol en el día 11-17 

de gestación, resultó en las crías hembra adultas en un menor número de folículos 

primordiales y mayor número de quistes (Yasuda y col., 1977). 

En 1978, Boylan mostró que la inyección s.c. de altas dosis de dietilestilbestrol (DES) 

a ratonas preñadas impide el parto y ocasiona abortos. En la descendencia femenina 

se observó un adelanto de la edad de apertura vaginal y el desarrollo precoz y 

anormal de los pezones. En la madurez, se observaron anormalidades en el útero y 

los ovarios. Al aparearlas, estas hembras mostraron una fertilidad reducida y debido 

a la estructura anormal de sus pezones, no lograron amamantar a las crías. Estos 

resultados dependen de la dosis inyectada de DES y de la semana de administración, 

donde la tercera semana de gestación parece ser la más susceptible a alteraciones.  

En ratonas, la inyección s.c. diaria de DES desde los 9 hasta los 16 días de preñez, 

resulta en las crías hembra, sacrificadas a diferentes intervalos de tiempo, en la 

disminución de la foliculogénesis, presencia de quistes y menor número de cuerpos 

lúteos (Newbold y col., 1983). 
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PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

En la mujer los problemas reproductivos van al alza, actualmente el SOPQ es la 

patología endocrina y metabólica más frecuente en mujeres de edad reproductiva 

que afecta aproximadamente al 15% de la población femenina a nivel mundial; 

mientras que en México la incidencia es del 6%. Se caracteriza por la presencia de 

hiperandrogenismo, anovulación y quistes foliculares, lo que conduce a la 

infertilidad. Actualmente, la presencia del SOPQ en mujeres jóvenes ha 

incrementado. Su origen se asocia a varios factores, entre ellos, los genéticos, 

ambientales o aquellos con un ambiente hormonal intrauterino alterado. 

La exposición fetal a hormonas esteroides es crítica e induce una reprogramación 

permanente del eje hipotálamo-hipófisis-gónada, lo que se traduce en la alteración 

irreversible de la capacidad reproductiva. Se ha mostrado que los efectos de la 

exposición intrauterina del feto a los estrógenos durante una etapa crítica del 

desarrollo dependen del día en que éstos son administrados. 

Uno de los esteroides utilizados para la inducción del SOPQ es el VE, un estrógeno 

de larga actividad que altera las funciones del eje reproductivo e induce 

características semejantes a las descritas en la mujer con la fisiopatología. Al 

momento se desconoce si la administración de VE en hembras preñadas puede 

inducir la reprogramación fetal y favorecer el desarrollo del SOPQ en las crías. Por 

lo que en el presente estudio se inyectó VE en ratas con 16 o 18 días de gestación y 

se analizaron los efectos sobre las funciones del ovario en las crías hembra a la 

pubertad o etapa adulta. 
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HIPÓTESIS 

Dado que la administración de VE resulta en el desarrollo del SOPQ y que las 

alteraciones hormonales en una etapa crítica del desarrollo intrauterino pueden 

ocasionar una reprogramación fetal, entonces la exposición in útero a un ambiente 

estrogénico resultará en el desarrollo de la fisiopatología en las crías a la pubertad o 

en la etapa adulta, efectos que dependerán del día de gestación en que sean 

expuestos los fetos al VE.      

OBJETIVO GENERAL 

Analizar si la administración de VE en ratas preñadas induce el desarrollo de las 

características del SOPQ en las crías a la pubertad o en la etapa adulta.  

OBJETIVOS PARTICULARES 

Evaluar en crías púberes o adultas, los efectos de su exposición al VE en el día 16 o 

18 del desarrollo intrauterino sobre: 

• El peso corporal y el peso de los órganos 

• El inicio de la pubertad 

• El patrón del ciclo estral 

• La respuesta ovulatoria  

• La dinámica del desarrollo folicular 

• La concentración de hormonas esteroideas en suero 



 
66 

 

MATERIAL Y MÉTODOS 

Los experimentos se realizaron en estricto apego a la Ley Mexicana de Protección 

Animal para el Uso de Animales de Experimentación (NOM-062-ZOO-1999, 

Especificaciones Técnicas para la Producción, Cuidado y Uso de los Animales de 

Laboratorio). Los protocolos experimentales utilizados en este estudio fueron 

aprobados por el Comité de Bioética de la Facultad de Estudios Superiores-

Zaragoza, Universidad Nacional Autónoma de México. Se hicieron todos los 

esfuerzos posibles para minimizar la cantidad de animales utilizados y su 

sufrimiento. 

Ratas hembra de la cepa CII-ZV fueron alojadas en jaulas de acrílico bajo condiciones 

controladas de iluminación con 14 horas de luz por 10 horas de oscuridad (luces 

encendidas de las 5:00 a las 19:00 horas), a una temperatura de 22 ± 2 °C, con agua y 

alimento (Purina S.A., México) a libre demanda.  

 

Diseño Experimental 

Los animales fueron divididos al azar en diferentes grupos experimentales, cada uno 

conformado por 6-10 animales. Las ratas fueron sacrificadas por decapitación, entre 

las 10:00 y 12:00 horas del día del estro.  

Apareamiento 

Se utilizaron ratas hembra nulíparas sexualmente maduras de tres meses de edad. 

Su ciclo estral fue monitoreado por la examinación citológica de los frotis vaginales 

diarios. Al momento de las cruzas, dos hembras en proestro se colocaron con un 

macho de fertilidad probada de la misma cepa y edad. A la mañana siguiente tras la 

observación del tapón espermático y/o espermas en el frotis vaginal, se consideró 

como el día cero de gestación (Figura 20). Dado que algunos investigadores designan 
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el día 1 de gestación tras la observación de esperma en el frotis vaginal, la mayoría 

de los datos a los que se hace referencia en este estudio se han ajustado a nuestra 

estadificación, esto con el fin de facilitar las comparaciones entre diferentes estudios 

(Markham y Vaughn, 1991). 

Hembras Gestantes 

En el día 16 o 18 de gestación, las ratas preñadas fueron inyectadas por vía sc con 0.1 

mL de aceite de sésamo (Vh) (Sigma Chemical Co., St. Louis Mo., USA) o 2.0 mg de 

VE (Sigma Chemical Co., St. Louis Mo., USA) disuelto en 0.1 mL del Vh, dosis que 

se ha probado es capaz de inducir el desarrollo del SOPQ (Brawer y col., 1986; Lara 

y col., 1993; Rosa-E-Silva y col., 2003; Morales-Ledesma y col., 2010; Cruz y col., 

2012). Las hembras gestantes fueron monitoreadas diariamente hasta el momento 

del parto, que ocurrió alrededor del día 21-22 de gestación (Figura 20).  

Cuando el parto de las hembras no ocurrió, se decidió autopsiarlas después de la 

fecha esperada de parto (DG 21 o 22), para evitar su sufrimiento; para lo cual fueron 

colocadas en una cámara de dióxido de carbono (CO2), en la que se les mantuvo por 

5 minutos. Durante la autopsia se extrajo el útero y se verificó la presencia de 

reabsorciones* y retenciones fetales en cada cuerno uterino. Los fetos retenidos (FR) 

fueron fijados en alcohol absoluto.  

 Crías 

Al nacimiento (considerado como el día cero de vida), se registró el número de crías 

vivas y muertas. Al día siguiente, las crías fueron sexadas y colocadas en camadas 

de cinco hembras y un macho, esto con el fin de evitar alteraciones en la maduración 

del sistema nervioso central y de su aparato reproductor (Salas y col., 1991).  

 

*Reabsorción: hace referencia a un conceptus (embrión/feto y las membranas extraembrionarias) que se implantó con éxito y 

luego murió, lo que provocó la extracción del tejido embrionario, pero la retención del tejido extraembrionario que comprende  

la placenta (Bolon y Rousseaux, 2015). 
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Los animales tuvieron libre acceso a la mamá hasta los 24 días de vida (destete) y 

 posteriormente al agua y alimento, hasta el día de la autopsia. Las crías fueron  

 divididas en dos grupos experimentales: crías de hembras gestantes inyectadas con 

el Vh o el VE. 

 

Figura 20. Esquema que muestra los grupos experimentales utilizados para evaluar los efectos de la 
estrogenización prenatal. DG: día de gestación; F0: rata gestante; F1: su descendencia de primera 
generación; Vh: vehículo; VE: valerato de estradiol; DPN: día posnatal; PEV: primer estro vaginal. 

 

Apertura Vaginal y Frotis 

Dado que en trabajos previos se ha mostrado que tras la administración del VE hay 

un adelanto de la canalización de la vagina (Rosa-E-Silva y col., 2003; Rosas, 2006), 

en este estudio se decidió monitorear la apertura vaginal en las crías de hembras 

inyectadas con VE a partir del día 14 de vida, mientras que en las crías de hembras 

tratadas con el Vh, fue a partir del día 30.  

Una vez ocurrida la canalización vaginal, se realizó la toma de frotis vaginal diario. 

Algunas crías de ratas inyectadas con Vh o VE fueron sacrificadas al presentar su 

PEV.  
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Adicionalmente, con la finalidad de analizar si las características del SOPQ en la 

etapa adulta se agudizan, en otro grupo de animales, una vez que canalizaron 

vagina, se les realizó la toma del frotis vaginal diario por dos ciclos. Posteriormente, 

cuando cumplieron los 60 días de edad, se reinició el frotis por ocho días más y se 

les sacrificó al presentar un estro (Figura 20).  

 

Procedimiento de Autopsia 

Al momento de la autopsia, los animales fueron pesados en una balanza granataria 

y posteriormente sacrificados por decapitación. La sangre del tronco se colectó en 

tubos de ensaye, se dejó coagular a temperatura ambiente por 30 minutos y 

posteriormente se centrifugó a 3500 r.p.m. durante 15 minutos. El suero se separó 

del botón celular, se dividió en alícuotas y se almacenó a -20 °C hasta el momento 

de la cuantificación de hormonas esteroideas. 

Los ovarios, el útero, las glándulas adrenales, el bazo y el timo fueron disecados y 

pesados en una balanza analítica. Los oviductos se separaron de los ovarios y con 

ayuda de un microscopio estereoscópico y un par de agujas de disección se buscó el 

ámpula, se rasgó y se realizó el conteo del número de ovocitos liberados por cada 

ovario. 

Valoración de la Dinámica del Desarrollo Folicular 

Los ovarios de tres animales de cada grupo experimental fueron fijados en solución 

de Bouin durante 24 horas, deshidratados en alcohol (al 70%, 80%, 96% y absoluto) 

y cloroformo e incluidos en paraplast. Se realizaron cortes histológicos de manera 

seriada a 10 µm de grosor, se montaron y posteriormente se tiñeron con la técnica 

de hematoxilina-eosina para su análisis morfométrico. 



 
70 

 

Para la determinación del diámetro folicular, sólo se tomaron en cuenta aquellos 

folículos en donde su ovocito presentara núcleo y nucleolo bien definidos; y con 

ayuda de un ocular micrométrico se midió de membrana basal a membrana basal el 

diámetro mayor (D1) y el perpendicular a éste (D2) (Figura 21). El diámetro promedio 

(Dp) se calculó con la relación Dp= (D1+ D2) /2 (Rosas, 2006). 

 

Figura 21. Representación esquemática de la medición del diámetro folicular. D1: diámetro mayor, 

D2: diámetro perpendicular. 

De acuerdo con Hirshfield y Midgley (1978) y Vieyra y colaboradores (2019) los 

folículos se clasificaron como: pequeños (90-390 µm), medianos (391-500 µm) y 

grandes (>501 µm). 

A su vez, se determinó la presencia de cuerpos lúteos, folículos sanos o atrésicos, 

prequistes y quistes foliculares. Se consideraron como folículos atrésicos aquellos 

que presentaron al menos una de las siguientes características: hipertrofia de las 

células tecales, núcleos picnóticos de las células de la granulosa, descamación de 

éstas en el antro folicular o desprendimiento del complejo cúmulo-ovocito 

(Greenwald y Roy, 1994). Se consideraron como prequistes aquellos folículos 

grandes caracterizados por presentar de cuatro a cinco capas de células de la 

granulosa, con una capa tecal aparentemente normal, con invaginaciones de la pared 

folicular y presencia o no de ovocito (Lara y col., 2000). Fueron definidos como 
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quistes foliculares aquellos que presentaron una cavidad antral amplia, hiperplasia 

tecal, disminución de las capas de la granulosa aparentemente sanas y ausencia del 

ovocito (Brawer y col., 1986; Lara y col., 2000). 

 

Cuantificación de Hormonas Esteroideas en Suero 

La cuantificación de hormonas esteroideas se realizó en el Laboratorio de Hormonas 

Esteroides del Departamento de Biología de la Reproducción del Instituto Nacional 

de Ciencias Médicas y Nutrición “Salvador Zubirán”. 

Determinación de Progesterona  

La cuantificación de P4 en suero se realizó mediante la técnica de 

quimioluminiscencia (IMMULITE 1000). Se utilizó fosfatasa alcalina conjugada con 

un anti-ligando (anti-progesterona) en solución tampón y como sustrato 

quimioluminiscente, un anticuerpo policlonal de conejo (anti-progesterona) el cual 

recubre una microesfera.  

Al adicionar el suero (25 μL) reacciona la hormona marcada que compite con la 

hormona de la muestra, generando una coloración violeta. Para la lectura de P4, la 

mezcla se dejó incubar por dos ciclos de 30 minutos.  

La intensidad de la señal fue cuantificada con un luminómetro. Dicha intensidad es 

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

La concentración de P4 en suero fue expresada en ng/mL. Los valores de los 

coeficientes de variación intraensayo e interensayo fueron de 5.96 y 7.55%, 

respectivamente. 
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Determinación de Testosterona y Estradiol  

La cuantificación de testosterona y E2 se realizó por la técnica de ensayo por 

inmunoabsorción ligado a enzimas (ELISA), con un kit comercial. Se tomaron 25 µL 

del suero y fueron colocados en los pozos correspondientes en las placas de ELISA 

destinadas para evaluar cada hormona, el anticuerpo estaba pegado en el fondo del 

pozo de la placa. 

Para cada evaluación se adicionaron de 100 a 200 µL de sus reactivos enzimáticos 

correspondientes, se agitaron e incubaron a temperatura ambiente resguardándolos 

de la luz. Una vez culminado el tiempo de incubación de las hormonas, se eliminó 

el líquido presente en los pozos de las placas por vaciado y posteriormente con un 

buffer se hicieron de tres a cuatro lavados. Luego, se adicionó a cada pozo 100 µL de 

la solución de substrato y se incubaron de 15 a 30 minutos a temperatura ambiente, 

por último, se agregaron 100 µL de la solución de paro. La absorbancia de cada pozo 

se leyó a 450 nm con ayuda de un equipo lector de placas. La concentración sérica 

de ambas hormonas fue expresada en pg/mL Los valores de los coeficientes de 

variación intraensayo e interensayo fueron de 6.42 y 7.32% para la testosterona, y 

para E2 de 6.4 y 8.8%. 
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ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

Los resultados fueron expresados como la media ± el error estándar de la media 

(eem). Los análisis estadísticos se realizaron utilizando GraphPad InStat3 Software, 

Inc (San Diego, CA, EE. UU.). 

Los datos obtenidos se sometieron a la prueba de normalidad de Shapiro-Wilk. Los 

resultados del peso corporal y de los pesos relativos de los órganos, la edad de 

apertura vaginal, del primer estro vaginal, la concentración de hormonas esteroides 

en suero y la población folicular mostraron una distribución normal, por lo que 

fueron analizados por pruebas paramétricas. La comparación entre dos grupos se 

realizó por la prueba “t” de Student.  

Los resultados del número de ovocitos liberados no mostraron una distribución 

normal, por lo que se analizaron por la prueba no paramétrica U de Mann-Whitney, 

utilizada para comparar dos grupos. 

La tasa de animales ovulantes (número de animales que ovulan/número total de 

animales) se analizó por la prueba exacta de Fisher. 

Se consideraron como diferencias estadísticamente significativas aquellas cuya 

probabilidad fuera menor o igual a 0.05 (p ≤ 0.05). 
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RESULTADOS 

Efectos de la exposición intrauterina al VE en el día 16 de Gestación 

 

Curso de la Preñez y Crías al Nacimiento 

En ninguna de las ratas gestantes inyectadas con el Vh en el día 16 de gestación se 

presentaron reabsorciones, FR ni abortos. Todas las hembras grávidas parieron el 

DG 21 o 22, sin embargo, se observó que 2 de las 4 mamás tuvieron crías muertas, 

las cuales no presentaron alteraciones en su estructura (Cuadro 2). 

Cuando se inyectó el VE en las hembras gestantes, en 14 de 17 de ellas la gestación 

se prolongó y no parieron, y a la autopsia 5 de 17 mamás tuvieron FR en ambos 

cuernos uterinos o en el canal cervical; 4 de 17 hembras presentaron reabsorciones y 

FR; 1 mamá de 17 tuvo reabsorciones, FR y 7 fetos pretérmino*; y 4 de 17 hembras 

gestantes presentaron sólo reabsorciones (Cuadro 2; Figura 22 A-C). Los FR 

mostraron malformaciones* en la parte craneal y caudal del cuerpo (Figura 22 D-F). 

Por otra parte, sólo 3 de 17 mamás parieron en el DG 21 o 22, de las cuales: 1 tuvo 

crías muertas y FR; y las otras 2 ratas gestantes tuvieron crías que sobrevivieron 

hasta el PEV o etapa adulta (Cuadro 2).  

Cabe destacar que, antes de parir, algunas hembras grávidas que fueron tratadas 

con el VE presentaron sangrado vaginal días previos al parto, se encontraron muy 

delgadas y con su pelo erizado.  

 

 

*Fetos Pretérmino: Feto expulsado del útero al medio extrauterino antes de alcanzar suficiente madurez (Botella y Clavero, 

1993; Gibb y col., 2006). 

*Malformación: Es un defecto estructural duradero que surge de un proceso de desarrollo intrínsecamente anormal que por 

lo general es incompatible con la supervivencia o que reduce notablemente la función posnatal (Bolon y Rousseaux, 2015). 
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Cuadro 2. Número de crías al nacimiento, de reabsorciones y fetos retenidos en el cuerno uterino 
izquierdo (CI), en el derecho (CD) o en el canal vaginal (CV) de ratas inyectadas en el día 16 de 
gestación con vehículo (Vh) o Valerato de estradiol (VE).  

X: mamás que debido a que no parieron el día 21 o 22 de gestación, fueron autopsiadas en la cámara 

de CO2 para evitar su sufrimiento; - : indica que la rata gestante no tuvo ni reabsorciones, fetos 

retenidos, pretérmino o crías muertas. 

 

 Curso de la Preñez Crías al Nacimiento 

No. 
Mamá 

Tratamiento 
prenatal 

Día del 
parto 

Reabsorciones Fetos Retenidos 
Fetos 

Pretérmino 

Crías 
Vivas 

Crías 
Muertas Totales 

Nacidas 
Vivas  CI CD CI CV CD ♀/♂ ♀/♂ 

1 Vh 22 - - - - - - 7/3 - 10 

2  22 - - - - - - 4/4 - 8 

3  22 - - - - - - 5/6 0/1 11 

4  21 - - - - - - 4/7 1/2 11 

1 VE X - - 3 - 2 - - - - 

2  X - - 5 - 8 - - - - 

3  X - - 8 - 5 - - - - 

4  X - - 3 - 3 - - - - 

5  X - - 1 1 1 - - - - 

6  X 4 3 1 - 1 - - - - 

7  X 3 4 1 - - - - - - 

8  X 7 6 - 1 - - - - - 

9  X 3 6 - 1 1 - - - - 

10  X 7 2 -  1 7 - - - 

11  X 8 7 - - - - - - - 

12  X 3 2 - - - - - - - 

13  X - 6 - - - - - - - 

14  X - 6 - - - - - - - 

15  21 - - 4  3 - - 2/0 - 

16  22 - - - - - - 4/5 - 9 

17  21 - - - - - - 7/7 - 14 
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Figura 22. Efectos de la inyección del VE en ratas gestantes sobre las reabsorciones, retenciones y 

malformaciones fetales. Fotografías representativas de una porción de los cuernos uterinos derecho 

(CD) o izquierdo (CI) de ratas tratadas con VE en el día 16 de gestación, donde se señalan las 

reabsorciones fetales (cabeza de flecha) (A) y los fetos retenidos (asterisco) (B-C). Las fotografías D-

F muestran las alteraciones en la región craneal y caudal del cuerpo de algunos de los fetos que 

quedaron retenidos en los cuernos uterinos.  
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Peso Corporal y Peso Relativo de los Órganos  

Las hembras estrogenizadas in útero con VE y sacrificadas al PEV presentaron menor 

masa adrenal y peso del útero en comparación a su grupo control; mientras que las 

hembras sacrificadas en la etapa adulta mostraron aumento del peso corporal, sin 

cambios en el resto de los órganos analizados (Cuadro 3). 

 

Cuadro 3.  Media ± eem del peso corporal (g) y de los pesos relativos (mg/100 g) de la masa ovárica, 

masa adrenal, el útero, bazo y el timo de las crías de ratas inyectadas en el día 16 de gestación con 

vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE) y que fueron sacrificadas al primer estro vaginal (PEV) o 

en la etapa adulta.   

Tratamiento Edad de 
Autopsia 

n 
Peso  

Corporal (g) 
Masa 

Ovárica 
Masa 

Adrenal 
Peso del 

Útero 
Peso del  

Bazo 
Peso del  

Timo 

Vh 
PEV 

10 131.0 ± 2.4 30.8 ± 2.5 40.3 ± 3.9 163.6 ± 5.8 284.5 ± 14.2 261. 8 ± 10.3 

VE 6 129.0 ± 3.1 34.7 ± 2.9 17.9 ± 1.2* 139.3 ± 8.8* 265. 2 ± 14.1 253.5 ± 17.9 

Vh 
Etapa 
Adulta 

10 206.1 ± 1.9 31.1 ± 1.5 28.3 ± 1.2 145.7 ± 4.9 222.6 ± 9.8 157.2 ± 7.3 

VE 5 225.2 ± 5.2* 28.6 ± 1.7 26.2 ± 1.8 161.6 ± 11.7 214.8 ± 16.7 146.2 ± 5.6 

* p<0.05 vs. su respectivo grupo Vh (Prueba “t” de Student). 
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Inicio de la Pubertad y Ciclo Estral 

Los animales expuestos al VE en el día 16 de gestación mostraron un adelanto en la 

edad de apertura vaginal (flecha verde) respecto a su grupo control, sin cambios en 

la edad de aparición del PEV (punto rojo) (Figura 23).  

Las crías tratadas prenatalmente con Vh mostraron ciclos estrales regulares; 

mientras que aquellas tratadas in útero con el VE, presentaron un patrón del ciclo 

estral irregular caracterizado por diestros continuos en la pubertad, sin embargo, en 

la etapa adulta el ciclo se regularizó (Figura 23). 

 

 

 Edad de apertura vaginal                 ● Primer estro vaginal 

Figura 23.  Patrón representativo del ciclo estral y la Media ± eem de la edad de Apertura Vaginal 

y del Primer Estro vaginal (días) de las crías de ratas inyectadas en el día 16 de gestación con vehículo 

(Vh, n=10 al PEV o etapa adulta) o valerato de estradiol (VE, n=6 o 5 al PEV o etapa adulta, 

respectivamente), y que fueron autopsiadas al primer estro vaginal o en la etapa adulta. E: estro; P: 

proestro; D: diestro. * p<0.05 vs. su respectivo grupo Vh (Prueba “t” de Student). 
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Respuesta Ovulatoria 

Las crías de hembras tratadas durante la gestación con Vh o VE y sacrificadas al 

PEV, no mostraron diferencias en el porcentaje de animales ovulantes ni en el 

número de ovocitos liberados totales o por ovario (Figura 24).  

Todas las crías tratadas prenatalmente con el Vh y sacrificadas en la etapa adulta 

ovularon; donde el ovario derecho tuvo un mayor número de ovocitos liberados en 

comparación al ovario izquierdo. En las crías tratadas durante la gestación con el VE 

y sacrificadas en la etapa adulta, el 100% de los animales ovuló y el número de 

ovocitos liberados por el ovario derecho fue menor en comparación a su respectivo 

grupo Vh (Figura 24).  

 

Figura 24. Porcentaje de animales ovulantes y media ± eem del número de ovocitos liberados 

totales y por el ovario izquierdo (OI) o derecho (OD) de las crías de ratas inyectadas en el día 16 de 

gestación con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE), y que fueron sacrificadas al primer estro 

vaginal o en la etapa adulta. ♦ p<0.05 vs. OI; ○ p<0.05 vs. su respectivo grupo Vh OD (Prueba U de 

Mann-Whitney).      
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Histología Ovárica  

Los ovarios de las crías tratadas en el día 16 de gestación con el Vh y sacrificadas 

al PEV fueron revisados al microscopio y se observó la presencia de folículos en 

todas las etapas del desarrollo, algunos de los cuales fueron atrésicos, además de 

que se observaron cuerpos lúteos y pocos prequistes (Figura 25). Mientras que en las 

crías estrogenizadas prenatalmente con el VE y sacrificadas al PEV, se observaron 

numerosos folículos atrésicos, algunos cuerpos lúteos, así como muchos prequistes 

y pocos quistes (Figura 25). 

En los ovarios de las crías tratadas in útero con el Vh y sacrificadas en la etapa 

adulta se apreciaron varios cuerpos lúteos y folículos en todas las etapas del 

desarrollo, algunos de los cuales presentaron signos de atresia (Figura 25). Sin 

embargo, en las crías tratadas prenatalmente con el VE y sacrificadas en la etapa 

adulta, se observaron numerosos folículos atrésicos, cuerpos lúteos, y prequistes 

(Figura 25). 
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                                 Ovario Izquierdo                                 Ovario Derecho 

 

Figura 25. Micrografías representativas de la histología de los ovarios izquierdo y derecho de las 
crías de ratas inyectadas en el día 16 de gestación con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE), y 
que fueron sacrificadas al primer estro vaginal (PEV) o en la etapa adulta. CL: cuerpo lúteo; FA: 
folículo atrésico; FS: folículo sano; PQ: prequiste. Tinción con la técnica de hematoxilina-eosina. 
Micrografías tomadas a 4x. 
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Hormonas Esteroideas 

La concentración de P4 en las crías tratadas prenatalmente con el VE y sacrificadas 

al PEV, fue mayor en comparación a su respectivo grupo control. No hubo cambios 

en las concentraciones de las hormonas cuando las ratas fueron sacrificadas a la 

etapa adulta (Cuadro 4). 

 

Cuadro 4. Media ± eem de la concentración sérica de progesterona, testosterona y estradiol de las 
crías de ratas inyectadas en el día 16 de gestación con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE), y 
que fueron sacrificadas al primer estro vaginal (PEV) o en la etapa adulta. 

Tratamiento Autopsia 

HORMONAS 

Progesterona 

(pg/mL) 
Testosterona 

(ng/mL) 
Estradiol 

(ng/mL) 

Vh 

PEV 

4.0 ± 0.6 22.9 ± 0.1 251.6 ± 18.0 

VE 9.7 ± 1.2* 22.9 ± 0.1 256.3 ± 11.7 

Vh 
Etapa 
Adulta 

10.4 ± 2.4 0.4 ± 0.02 215.3 ± 29 

VE 13.5 ± 1.6 0.4 ± 0.02 192.8 ± 28.7 

 

* p<0.05 vs. su respectivo Vh (Prueba “t” de Student). 
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Resumen de Resultados 

Efectos obtenidos en las crías hembra de ratas inyectadas en el día 16 de gestación con valerato de 

estradiol (VE), y que fueron sacrificadas al primer estro vaginal (PEV) o en la etapa adulta. Todas las 

comparaciones son versus su respectivo grupo Vh.     : aumento;    : disminución; =: sin cambios; % 

AO: porcentaje de animales ovulantes; OI: ovario izquierdo; OD: ovario derecho; P4: progesterona; T: 

testosterona; E2: estradiol.  

Parámetros 
Autopsia 

PEV Etapa Adulta 

Peso Corporal =  

Peso de 

Órganos 

Masa Ovárica = = 

Masa Adrenal  = 

Peso del Útero  = 

Peso del Bazo = = 

Peso del Timo = = 

Edad de Apertura Vaginal Adelanto 

Primer Estro Vaginal = 

Ciclo Estral Irregular Regular 

% AO 

Totales = = 

OI = = 

OD = = 

Ovocitos 

Liberados 

Totales = = 

OI = = 

OD =  

Hormonas 

Esteroides 

P4  = 

T = = 

E2 = = 

Histología 

Ovárica 

Cuerpos Lúteos Algunos Varios 

Folículos Atrésicos Muchos Muchos 

Prequistes Muchos Muchos 

Quistes Pocos Pocos 
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Efectos de la exposición intrauterina al VE en el día 18 de Gestación 

 

Curso de la Preñez y Crías al Nacimiento 
 

En las ratas inyectadas con el Vh, el parto ocurrió el día 21 o 22 de gestación. No 

hubo reabsorciones ni FR en los cuernos uterinos; sin embargo, murieron algunas 

de las crías de una mamá (Cuadro 5). 

Las ratas tratadas con VE parieron el día 21 o 22 de gestación. Más del 50% de las 

mamás (5 de 7) tuvieron crías muertas al nacimiento o su muerte se produjo en los 

días posteriores al mismo (Cuadro 5). 2 de 7 hembras cometieron canibalismo. Sólo 1 

de 7 hembras presentó cuatro reabsorciones en el cuerno uterino izquierdo y tres FR 

en el cuerno uterino derecho (Cuadro 5, Figura 26A), uno de los cuales se encontró 

cerca del cérvix, y los dos restantes en la porción más próxima al ovario (Figura 26 

A). Los FR mostraron malformaciones en la parte craneal y caudal del cuerpo 

(Figura 26 B-E).  

Además, 3 de 7 mamás tratadas con VE, tras parir, se encontraron muy delgadas, 

con su pelo erizado y se observó que se aislaron de las crías, dejándolas solas, sin 

alimentarlas; posteriormente estas mamás murieron, razón por la cual sus crías se 

colocaron con una mamá nodriza.  
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Cuadro 5. Número de crías al nacimiento, de reabsorciones y fetos retenidos en el cuerno uterino 

izquierdo (CI), en el derecho (CD) o en el canal vaginal (CV) de ratas inyectadas en el día 18 de 

gestación con vehículo (Vh) o Valerato de estradiol (VE).  

♣: mamás que parieron y días posteriores murieron. ♪: ratas que cometieron canibalismo - : indica 

que la rata gestante no tuvo ni reabsorciones, fetos retenidos, pretérmino o crías muertas. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 Curso de la Preñez Crías al Nacimiento 

No. 
Mamá 

Tratamiento 
prenatal 

Día del 
parto 

Reabsorciones Fetos Retenidos 
Fetos 

Pretérmino 

Crías 
Vivas 

Crías 
Muertas Totales 

Nacidas 
Vivas  CI CD CI CV CD ♀/♂ ♀/♂ 

1 Vh   22 - - - - - - 6/6 - 12 

2    21 - - - - - - 5/6 - 11 

3    22 - - - - - - 4/5 - 9 

4    21 - - - - - - 4/4 3/0 8 

5    21 - - - - - - 3/12 - 15 

1 VE   22 - - - - - - 4/6 - 10 

2  22 ♪ - - - - - - 4/7 0/1 12 

3    22 - - - - - - 7/6 - 13 

4   21 ♪ - - - - - - 6/1 5/1 7 

5  21 ♣ - - - - - - 0/0 3/5 0 

6  21 ♣ - - - - - - 0/2 2/3 2 

7  21 ♣ 4 - - - 3 - 2/3 3/2 5 
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Figura 26.  Efectos de la inyección del VE en ratas gestantes sobre las reabsorciones, retenciones y 

malformaciones fetales. (A) Fotografía representativa del útero de ratas tratadas con VE en el día 18 

de gestación, donde se señalan con asterisco los fetos retenidos en el cuerno uterino derecho (CD), y 

con cabeza de flecha, las reabsorciones fetales presentes en el cuerno uterino izquierdo (CI). Las 

fotografías B-C muestran las alteraciones en la región craneal, y D-E en la región caudal del cuerpo 

de algunos de los fetos que quedaron retenidos en los cuernos uterinos.  
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Peso Corporal y Peso Relativo de los Órganos  
 

En comparación a su grupo Vh, el peso corporal y del útero de las hembras 

estrogenizadas prenatalmente con VE y sacrificadas al PEV, fue menor; mientras que 

el peso del bazo aumentó (Cuadro 6). Las crías que fueron sacrificadas en la etapa 

adulta presentaron un aumento del peso corporal respecto a su grupo control; 

mientras que la masa adrenal, el peso del útero y del timo disminuyó (Cuadro 6). 

 

Cuadro 6.  Media ± eem del peso corporal (g) y de los pesos relativos (mg/100 g) de la masa ovárica, 

masa adrenal, el útero, bazo y el timo de las crías de ratas inyectadas en el día 18 de gestación con 

vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE) y que fueron sacrificadas al primer estro vaginal (PEV) o 

en la etapa adulta.   

Tratamiento Edad de 
Autopsia 

n 
Peso  

Corporal (g) 
Masa 

Ovárica 
Masa 

Adrenal 
Peso del 

Útero 
Peso del  

Bazo 
Peso del  

Timo 

Vh 
PEV 

11 130.4 ± 4.0 26.1 ± 1.7 22.8 ± 0.9 134.0 ± 4.9 255.9 ± 5.6 271.7 ± 11 

VE 11 104.2 ± 2.4* 26.4 ± 1.5 21.0 ± 0.9 109.5 ± 8.5* 297.3 ± 11.1*  279.9 ± 11.7 

Vh 
Etapa 
Adulta 

11 201.0 ± 2.9 27.1 ± 0.7 26.7 ± 1.1 155.7 ± 7.0 228.3 ± 4.9 171.4 ± 12 

VE 12 235.8 ± 6.5* 29.7 ± 1.6 21.1 ± 1.2* 113.3 ± 10.4* 217.5 ± 7.2 135.2 ± 11.4* 

 

* p<0.05 vs. Vh (Prueba “t” de Student). 
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Inicio de la Pubertad y Ciclo Estral  

 

Los animales tratados prenatalmente con VE en el día 18 de gestación mostraron 

adelanto en la edad de apertura vaginal (flecha verde) respecto a su grupo Vh, sin 

cambios en la edad de aparición del PEV (punto rojo) (Figura 27). 

Las crías tratadas prenatalmente con el Vh mostraron un patrón normal del ciclo 

estral tanto en la pubertad como en la etapa adulta; sin embargo, aquellas hembras 

estrogenizadas prenatalmente con el fármaco presentaron a la pubertad y etapa 

adulta alteración en el patrón del ciclo estral, caracterizado por diestros continuos 

(Figura 27). 

 

 

 Edad de apertura vaginal                 ● Primer estro vaginal 

Figura 27.  Patrón representativo del ciclo estral y la Media ± eem de la edad de Apertura Vaginal 

y del Primer Estro vaginal (días) de las crías de ratas inyectadas en el día 18 de gestación con vehículo 

(Vh, n=11 al PEV o etapa adulta) o valerato de estradiol (VE, n=11 o 12 al PEV o etapa adulta, 

respectivamente), y que fueron autopsiadas al primer estro vaginal o en la etapa adulta. E: estro; P: 

proestro; D: diestro. * p<0.05 vs. su respectivo grupo Vh (Prueba “t” de Student). 
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Respuesta Ovulatoria  

 

Todas las hembras tratadas prenatalmente con el Vh y sacrificadas al PEV ovularon, 

sin embargo, mostraron un menor número de ovocitos liberados por el ovario 

derecho respecto al izquierdo (Figura 28). En las hembras estrogenizadas in útero con 

VE y sacrificadas al PEV, el porcentaje de animales ovulantes totales disminuyó 

más del 50% respecto al Vh; donde solo el 20% de los animales ovuló por el ovario 

izquierdo (2 de 11), con una cuota ovulatoria de 1 y 4 ovocitos, respectivamente; 

mientras que por el ovario derecho, se observó una menor respuesta ovulatoria que 

solo llegó a ser estadísticamente significativa para el número de ovocitos liberados 

(Figura 28). 

 

En las hembras tratadas prenatalmente con Vh y sacrificadas en la etapa adulta, el 

100% de los animales ovuló, donde el ovario derecho liberó un mayor número de 

ovocitos que el izquierdo (Figura 28). Las crías expuestas in útero al VE y 

sacrificadas en la etapa adulta mostraron una disminución de más del 80% de los 

animales ovulantes totales respecto a su grupo Vh; de los cuales hubo un bloqueo 

total de la ovulación por parte del ovario izquierdo; y por el ovario derecho, sólo 2 

animales ovularon 1 ovocito cada uno (Figura 28). 
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Figura 28. Porcentaje de animales ovulantes y Media ± eem del número de ovocitos liberados 

totales y por el ovario izquierdo (OI) o derecho (OD) de las crías de ratas inyectadas en el día 18 de 

gestación con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE), y que fueron sacrificadas al primer estro 

vaginal o en la etapa adulta. * p<0.05 vs. su respectivo grupo Vh (Prueba de Fisher). ♣ p<0.05 vs. su 

respectivo grupo Vh; ♦ p<0.05 vs. OI (Prueba U de Mann Whitney). 
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Histología Ovárica y Dinámica del Desarrollo Folicular 

 

El análisis histológico de los ovarios izquierdo y derecho de las crías tratadas 

prenatalmente con el Vh o el VE y sacrificadas al PEV, reveló la presencia de varios 

folículos atrésicos y algunos prequistes. Solo en los ovarios de las crías expuestas 

prenatalmente al Vh se observaron también algunos CL (Figura 29). 

Por otra parte, en el ovario izquierdo y derecho de las crías tratadas con el Vh y 

autopsiadas en la etapa adulta, se observaron varios folículos sanos, cuerpos lúteos, 

y algunos folículos atrésicos; sin embargo, en las crías tratadas prenatalmente con 

el fármaco hubo mayor presencia de folículos atrésicos, prequistes y quistes, así 

como algunos cuerpos lúteos (Figura 29). 
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                                         Ovario Izquierdo                                  Ovario Derecho 

 

Figura 29. Micrografías representativas de la histología de los ovarios izquierdo y derecho de las 

crías de ratas inyectadas en el día 18 de gestación con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE), y 

que fueron sacrificadas al primer estro vaginal (PEV) o en la etapa adulta. CL: cuerpo lúteo; FA: 

folículo atrésico; FS: folículo sano; PQ: prequiste; Q: quiste. Tinción con la técnica de hematoxilina-

eosina. Micrografías tomadas a 4x. 
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El ovario derecho de las crías tratadas in útero con Vh y sacrificadas al PEV mostró 

un mayor número de folículos sanos que el ovario izquierdo. En comparación a sus 

respectivos grupos Vh, las crías tratadas in útero con VE y sacrificadas al PEV 

presentaron en el ovario izquierdo aumento del número de folículos totales; por 

parte del ovario derecho un menor número de folículos sanos, mientras que en 

ambos ovarios se observó un mayor número de folículos atrésicos y prequistes 

(Cuadro 7). 

En las crías expuestas prenatalmente con Vh y sacrificadas a la etapa adulta no 

hubo diferencias en su población folicular entre el ovario izquierdo y derecho. Sin 

embargo, en aquellas que fueron expuestas al VE se observó que en ambos ovarios 

hubo un menor número de folículos sanos e incrementó el número de prequistes en 

comparación a sus respectivos grupos Vh (Cuadro 7). 

En los grupos de ratas tratadas in útero con VE y sacrificadas al PEV o en la etapa 

adulta se desarrollaron muy pocos quistes (Cuadro 7). 

Cuadro 7. Media ± eem del número de folículos totales, sanos, atrésicos, prequistes y quistes 
presentes en el ovario izquierdo (OI) o derecho (OD) de las crías de ratas inyectadas en el día 18 de 
gestación con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE), y que fueron sacrificadas al primer estro 
vaginal (PEV) o en la etapa adulta. 

Tratamiento Autopsia 
Número de Folículos 

Totales Sanos Atrésicos Prequistes Quistes 

Vh  

OI 

PEV 

92.3 ± 8.9 39.0 ± 5.9 52.7 ± 9.2 2.0 ± 0.0  

OD 117.7 ± 21.3 71.3 ± 13.3 ♪ 45.3 ± 14.6 1.0 ± 0.6  

VE  

OI 134.0 ± 15.2♪ 42.3 ± 10.8 87.7 ± 9.6 ♪ 4.0 ± 1.5 ♪  

OD 128.7 ± 10.8 34.7 ± 4.3* 90.0 ± 7.2* 3.7 ± 0.3* 1.0 ± 0.0 

Vh  

OI 

Etapa 
Adulta 

110.5 ± 20.5 79.8 ± 22.5 29.0 ± 7.8 1.8 ± 1.4  

OD 104.0 ± 8.4 64.3 ± 7.2 39.0 ± 14.9 0.7 ± 0.3  

VE  

OI 89.8 ± 21.5 28.0 ± 11.8♪ 49.0 ± 12.9 10.8 ± 3.1 ♪ 2.0 ± 1.7 

OD 96.3 ± 18.7 30.8 ± 7.8* 59.3 ± 11.9 5.5 ± 2.4* 0.8 ± 0.5 

♪ p<0.05 vs. su respectivo Vh OI; * p<0.05 vs. su respectivo Vh OD (Prueba t de Student). 
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El ovario derecho de las crías tratadas con Vh y sacrificadas al PEV presentó un 

mayor número de folículos sanos pequeños respecto a su ovario izquierdo; mientras 

que las tratadas con VE presentaron un menor número en comparación al grupo Vh 

(Cuadro 8). 

En las crías tratadas con Vh y autopsiadas en la etapa adulta se observó un número 

similar de folículos pequeños, medianos y grandes en ambos ovarios; mientras que 

las crías expuestas al VE presentaron una menor población de folículos sanos 

pequeños en ambos ovarios respecto al grupo Vh y de folículos sanos medianos en 

el ovario izquierdo (Cuadro 8). 

 

Cuadro 8. Media ± eem del número de folículos sanos clasificados como pequeños, medianos o 
grandes, presentes en el ovario izquierdo (OI) o derecho (OD) de las crías de ratas inyectadas en el 
día 18 de gestación con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE), y que fueron sacrificadas al primer 
estro vaginal (PEV) o en la etapa adulta. 

Tratamiento Autopsia 

Número de Folículos Sanos 

Pequeños 
90-390 µm 

Medianos 

391-500 µm 

Grandes 
>501 µm 

Vh 

OI 

PEV 

39.0 ± 5.9 0 0  

OD 69.3 ± 13.9♪  1.3 ± 0.9 0.7 ± 0.3 

VE 

OI 42.3 ± 10.8 0 0 

OD 34.3 ± 4.5* 0.3 ± 0.3 0  

Vh 

OI 

Etapa 
Adulta 

77.0 ± 21.7 1.5 ± 0.3 1.3 ± 0.8 

OD 61.3 ± 5.7 2.3 ± 1.5 0.7 ± 0.7 

VE 

OI 27.5 ± 11.7♪ 0.5 ± 0.3♪ 0 

OD 30.3 ± 8.1* 0.5 ± 0.3 0 

♪ p<0.05 vs. su respectivo Vh OI; * p<0.05 vs. su respectivo Vh OD (Prueba t de Student). 
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Las crías tratadas con VE y autopsiadas al PEV mostraron un mayor número de 

folículos atrésicos pequeños en ambos ovarios en comparación a sus respectivos 

grupos Vh (Cuadro 9). 

 

Cuadro 9. Media ± eem del número de folículos atrésicos clasificados como pequeños, medianos 
y grandes presentes en el ovario izquierdo (OI) o derecho (OD) de las crías de ratas inyectadas en el 
día 18 de gestación con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE), y que fueron sacrificadas al primer 
estro vaginal (PEV) o en la etapa adulta. 

Tratamiento Autopsia 

Número de Folículos Atrésicos 

Pequeños 
90-390 µm 

Medianos 

391-500 µm 

Grandes 
>501 µm 

Vh 

OI 

PEV 

45.3 ± 10.5 5.3 ± 2.4 2.0 ± 2.0 

OD 39.7 ± 13.3 3.0 ± 2.1 2.7 ± 2.2 

VE 

OI 84.3 ± 9.2♪ 2.0 ± 0.0 1.3 ± 0.9 

OD 84.0 ± 10.4* 3.7 ± 1.2 2.3 ± 2.3 

Vh 

OI 

Etapa 
Adulta 

24.3 ± 8.5 2.8 ± 1.2 2.0 ± 0.9 

OD 34.7 ± 14.5 4.0 ± 1.7 0.3 ± 0.3 

VE 

OI 45.5 ± 13.3 1.5 ± 1.0 2.0 ± 0.4 

OD 54.3 ± 13.2 2.8 ± 1.6 2.3 ± 1.0 

♪ p<0.05 vs. su respectivo Vh OI; * p<0.05 vs. su respectivo Vh OD (Prueba t de Student). 
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Hormonas Esteroideas 
 

En comparación a su respectivo grupo Vh, la concentración de testosterona 

disminuyó en las crías tratadas prenatalmente con el VE y autopsiadas al PEV; 

mientras que las hembras sacrificadas en la etapa adulta presentaron bajas 

concentraciones de P4 (Cuadro 10). 

 

Cuadro 10. Media ± eem de la concentración sérica de la progesterona, testosterona y estradiol de 
las crías de ratas inyectadas en el día 18 de gestación con vehículo (Vh) o valerato de estradiol (VE), 
y que fueron sacrificadas al primer estro vaginal (PEV) o en la etapa adulta. 

Tratamiento Autopsia 

HORMONAS 

Progesterona 
(pg/mL) 

Testosterona 
(ng/mL) 

Estradiol 
(ng/mL) 

Vh 

PEV 

7.3 ± 0.9 23.0 ± 0.02 234.8 ± 12.8 

VE 8.3 ± 1.1 0.3 ± 0.03* 199.5 ± 46.2 

Vh 
Etapa 
Adulta 

10.1 ± 0.9 0.5 ± 0.04 201.7 ± 15.4 

VE 5.6 ± 0.5* 0.6 ± 0.05 211.6 ± 19.2 

* p<0.05 vs. su respectivo Vh (Prueba t de Student). 
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Resumen de Resultados 

Efectos obtenidos en las crías hembra de ratas inyectadas en el día 18 de gestación con valerato de 

estradiol (VE), y que fueron sacrificadas al primer estro vaginal (PEV) o en la etapa adulta. Todas las 

comparaciones son versus su respectivo grupo Vh.     : aumento;    : disminución; =: sin cambios; % 

AO: porcentaje de animales ovulantes; OI: ovario izquierdo; OD: ovario derecho; P4: progesterona; T: 

testosterona; E2: estradiol.  

Parámetros 
Autopsia 

PEV Etapa Adulta 

Peso Corporal   

Peso de 

Órganos 

Masa Ovárica = = 

Masa Adrenal =  

Peso del Útero   

Peso del Bazo  = 

Peso del Timo =  

Edad de Apertura Vaginal Adelanto 

Primer Estro Vaginal = 

Ciclo Estral Irregular Irregular 

% AO 

Totales   

OI  Bloqueo 

OD =  

Ovocitos 

Liberados 

Totales   

OI  Bloqueo 

OD   

Hormonas 

Esteroides 

P4 =  

T  = 

E2 = = 

No. de 

Folículos 

Totales  = 

Sanos 
OI =  

OD   

Atrésicos 
OI  = 

OD  = 

Prequistes 
OI   

OD  = 
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Quistes 
OI = = 

OD = = 

Folículos 

Sanos 

Pequeños 
OI =  

OD   

Medianos 
OI =  

OD = = 

Grandes 
OI = = 

OD = = 

Folículos 

Atrésicos 

Pequeños 
OI  = 

OD  = 

Medianos 
OI = = 

OD = = 

Grandes 
OI = = 

OD = = 
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   DISCUSIÓN 

Los resultados del presente estudio muestran que la administración de VE a ratas en 

el día 16 de preñez induce efectos tóxicos tanto en la madre como en los fetos, sin 

llevar al desarrollo de las características del SOPQ en las crías a la pubertad ni etapa 

adulta (Figura 30). Mientras que la estrogenización en el día 18 de gestación resulta 

en las crías hembras en el desarrollo de algunas de las características que van a 

definir el Síndrome del Ovario Poliquístico, las cuales se hacen más evidentes 

conforme avanza la edad del animal (Figura 31).  

En teratología, la toxicidad materna se define como cualquier tipo de efecto adverso 

sobre la madre. Algunos criterios de valoración son la disminución de la ganancia 

del peso corporal, la alteración de la duración del período de gestación, además 

pueden reconocerse signos clínicos adversos como un comportamiento agresivo o 

aletargado, apariencia del pelo, diarrea, vómito, convulsiones, sangrado vaginal y 

muerte (Rands y col., 1982; White y col., 1983; Danielsson, 2013). Por otra parte, los 

efectos tóxicos de un compuesto se manifiestan en el feto con anomalías 

estructurales, retraso en el crecimiento o la muerte (Sebastian y Borjeson, 2020). En 

el presente estudio se observó que en ambas edades gestacionales donde se 

administró el VE, las hembras gestantes mostraron una disminución del peso 

corporal (DG 16: Vh =340 ± 4.0 g vs. VE=299 ± 9.4 g; DG 18: Vh =422 ± 9.8 g vs. 

VE=392 ± 17.2 g; prueba t de Student, p<0.05; datos de hembras en el DG 20); pelo 

erizado, sangrado vaginal días previos al parto y algunas cometieron canibalismo. 

Por otra parte, a diferencia de las hembras tratadas en el DG 18 con el VE, aquellas 

del DG 16 presentaron duración prolongada de la gestación (de hasta 7 días), lo cual 

se acompañó de una mayor presencia de reabsorciones y retenciones fetales en el 

útero. Los fetos retenidos mostraron malformaciones estructurales. 
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Sugerimos que a diferencia del día 18 gestacional, el día 16 representa una ventana 

de mayor susceptibilidad a la acción del VE, donde el estrógeno es capaz de inducir 

toxicidad materna y fetal, actuar como un teratógeno y provocar una mayor 

mortalidad fetal. Esto se apoya en trabajos previos realizados en ratas, ratones y 

monos rhesus hembra donde se ha mostrado que altas dosis de compuestos con 

actividad estrogénica (estradiol, dietilestilbestrol, 3,4,3’,4’-tetraclorobifenilo, 

bisfenol A, caproato de hidroxiprogesterona combinada con VE, miroestrol) durante 

el desarrollo intrauterino afecta el curso normal de la gestación y el desarrollo 

embrionario y fetal. Estos estudios también muestran que los efectos obtenidos 

dependen del momento en que tiene lugar la exposición a los estrógenos, de la 

duración del tratamiento, de la dosis empleada, e incluso la cepa o especie utilizada 

(Jones y col., 1961; Boylan, 1978; McLachlan y col., 1982; White y col., 1983; Sarkar y 

col., 1986; Hendrickx y col., 1987; Zimmerman y col., 1991; Bartholomeusz y col., 

1999).  

El hecho de que las hembras estrogenizadas en el DG 18  hayan tenido menor 

número de fetos retenidos con malformaciones, en comparación con las tratadas en 

el DG 16 puede deberse a que la susceptibilidad a la teratogénesis disminuye a 

medida que avanza la diferenciación y la organogénesis, que en la rata, este período 

comprende del DG 6 u 8 al 18, momento en que el embrión se compone de dos o tres 

capas germinales hasta el cierre del paladar duro (Wilson, 1977; Fleeman y col., 2005; 

Sebastian y Borjeson, 2020).  

El período de gestación más largo que se observó en nuestras ratas inyectadas al día 

16 de gestación es similar a la descrita por Zimmerman y colaboradores (1991) 

quienes mostraron que en ratas tratadas con DES entre los días 6 al 18 de gestación 

aumenta la duración de la gestación, que de acuerdo con los autores se debe a una 

alteración en la relación de progesterona/estrógeno, clave para iniciar el trabajo de 

parto.  
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Las crías tratadas in útero con VE en el DG 18 y autopsiadas a la pubertad, mostraron 

un bajo peso corporal, mientras que en la etapa adulta, tanto las crías tratadas en el 

DG 16 o 18, presentaron aumento del peso corporal. Cabe destacar que tras la 

administración del VE a las ratas gestantes, éstas mostraron un bajo peso corporal y 

un aparente estado de desnutrición. Es posible que esta condición en la madre 

redujera de manera importante los nutrientes hacia los fetos, causándoles 

alteraciones en su desarrollo durante la vida postnatal. Woodall y colaboradores 

(1996) mostraron que las crías de las madres con alimentación restringida presentan 

una disminución del peso corporal, lo cual fue atribuido a un reducido suministro 

de alimento al feto. Otra posibilidad es que en los animales expuestos al VE durante 

la vida intrauterina haya disminuido la concentración del IGF-I, que se ha descrito, 

participa en la regulación del crecimiento fetal y responde rápidamente a los 

cambios en la nutrición del feto (Baker y col., 1993).  

El útero expresa receptores de estrógenos α (ERα), esenciales para la proliferación 

del epitelio uterino; y ERβ que se han asociado con una función antiproliferativa 

(Schönfelder y col., 2004; Zama y Uzumcu, 2010). Nuestros resultados muestran que 

independientemente del día de exposición in útero al VE, las crías a la pubertad 

presentaron un menor peso del útero, efecto similar se observó en la etapa adulta 

cuando las crías fueron expuestas prenatalmente al VE en el DG 18. Sugerimos que 

aún ante las elevadas concentraciones de estrógenos a las que fueron expuestos los 

animales durante su desarrollo prenatal, la disminución del peso del útero podría 

deberse a una menor expresión y/o afinidad de los ERα. Schönfelder y 

colaboradores (2004) reportaron que en ratas grávidas, el tratamiento por sonda con 

bisfenol A (BPA) en los DG 6-21, resultó en las crías hembra adultas en una 

disminución del grosor del epitelio uterino, lo que se acompañó, 

controversialmente, de una mayor expresión del ERα y disminución de los ERβ, 

razón por la cual, los autores atribuyeron este efecto a una desregulación en la 

expresión de ambos receptores. Una segunda explicación a este resultado podría 
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estar relacionada con los genes Hox, en específico el gen Hoxa10 y 11, los cuales 

están implicados en la proliferación y diferenciación de células uterinas. Un estudio 

mostró que ratas neonatalmente expuestas a DES o BPA, presentan en la etapa 

infantil una reducción de la expresión del ARNm de Hoxa10 y Hoxa11 (Varayoud y 

col., 2008). 

En el presente estudio se observó que independientemente del día de exposición in 

útero con VE, todas las crías presentaron un adelanto en la edad de la apertura 

vaginal, similar a lo descrito en la literatura cuando las ratas fueron tratadas en la 

etapa neonata (Cruz y col., 2012) o infantil (Rosa-E-Silva y col., 2003; Rosas, 2006; 

Morales-Ledesma y col., 2010). En la rata, la única señal externa  que indica que la 

pubertad ha iniciado es la canalización de la vagina (Ojeda y Skinner, 2006). Algunos 

autores proponen que el inicio de la pubertad se produce en respuesta a la alta 

concentración de los estrógenos (Levy y col., 1995; Ojeda y Skinner, 2006) y otros 

sugieren que se debe a los andrógenos (Zarrow y col., 1969; Iwasa y col., 2015). Dado 

que en este estudio la concentración de estradiol no se encontró modificada y la 

testosterona estaba disminuida al momento de la autopsia (pubertad), sugerimos 

que el adelanto en la edad de apertura vaginal pudiera deberse a las elevadas 

concentraciones de estrógenos a las que fueron expuestos prenatalmente los 

animales al momento de la inyección del estrógeno en la madre que sensibilizaron 

la membrana vaginal. No podemos descartar que hayan aumentado estas hormonas 

previo a la canalización de la vagina.  

Otra posibilidad es que la pubertad en las crías de ratas tratadas con VE sea el 

resultado de alguna alteración a nivel hipotalámico. El inicio de la pubertad ocurre 

con la reactivación de las neuronas que secretan GnRH (Clarkson y col., 2009; Mayer 

y col., 2010). Se ha descrito que dicho evento no sólo está controlado por la 

disminución de la sensibilidad de las neuronas GnRHérgicas a la retroalimentación 

negativa de los estrógenos (Cui y col., 2015), sino que además es regulado por 

neuropéptidos como la kisspeptina, que estimula la secreción de la GnRH (Clarkson 
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y col., 2009; Herbison, 2016; Xie y col., 2022). Dado que en roedores la población de 

neuronas Kiss se origina durante el desarrollo embrio-fetal y ya expresan receptores 

a estrógenos α (DG 11.5-12.5) (Desroziers y col., 2012; Kumar y col., 2014), sugerimos 

que el tratamiento prenatal con VE ocasionó una alteración en la función de dichas 

neuronas lo que condujo a un adelanto en el inicio de la pubertad. En apoyo a esta 

interpretación se ha mostrado que en ratas tratadas con etinilestradiol o zearalenona, 

una micotoxina estrogénica, incrementa la expresión del ARNm de kisspeptina en 

el núcleo arqueado y la densidad de las fibras de kisspeptina (Kriszt y col., 2015; 

Yang y col., 2016).  El grupo de Yang (2016) propuso un mecanismo mediante el cual 

se activa de manera prematura la vía de señalización hipotalámica kisspeptina-

GPR54 (receptor de la kisspeptina)-GnRH, lo cual estimula la liberación de 

gonadotropinas a una edad más temprana, lo que resulta en el adelanto de la 

canalización vaginal.  

Las crías tratadas al DG 16 con el Vh o el VE no mostraron cambios significativos en 

la respuesta ovulatoria. El 90% de las crías tratadas al DG 16 con el Vh presentaron 

una respuesta ovulatoria normal al inicio de la pubertad, respuesta similar se 

observó en las crías expuestas al VE. Mientras que, en las crías expuestas al VE en el 

DG 18, la capacidad ovulatoria fue menor al 50%. La falta de ovulación podría 

atribuirse a la influencia de la testosterona. Existen reportes que muestran que la 

inyección de VE aumenta la concentración de andrógenos (Rosa-E-Silva y col., 2003; 

Morales-Ledesma y col., 2010; Venegas y col., 2019), mientras que otros no reportan 

cambios (Hemmings y col., 1983; Rosas, 2006); y en ambos casos, los animales no 

ovulan. En las crías tratadas in útero con VE en el día 16, la concentración de 

testosterona fue similar a un grupo Vh, y ovularon de manera normal. Mientras que 

en aquellas estrogenizadas en el DG 18, la concentración de testosterona al primer 

estro vaginal fue menor y la cuota ovulatoria fue baja, e incluso se llegó a un bloqueo 

de la ovulación cuando los animales llegaron a la etapa adulta. 
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Otra posible explicación a la falta de ovulación en los animales tratados al DG 18 con 

VE y sacrificados hasta la etapa adulta pudiera ser la hiperactividad nerviosa. Se ha 

reportado que 30 días después de la administración del VE, aumenta la expresión 

ovárica del NGF y de su receptor p75, lo que conlleva a una mayor concentración de 

la NA ovárica y una disminución de la concentración de las gonadotropinas;  estos 

eventos resultan en la alteración de la dinámica del desarrollo folicular y en 

consecuencia la falta de ovulación (Lara y col., 1993; 2000; Stener-Victorin y col., 

2000; Rosa-E-Silva y col., 2003; Sotomayor-Zárate y col., 2008; Morales-Ledesma y 

col., 2010). 

El hecho de que a los 18 DG se observe una mayor repercusión del VE sobre la 

respuesta ovulatoria (tanto a la pubertad como en la etapa adulta) que en las crías 

estrogenizadas en el DG 16, podría deberse a que al momento de realizar la 

inyección en el DG 16, la inervación simpática aún no haya comenzado su desarrollo, 

y probablemente por ello, el VE no provoque una alteración significativa sobre la 

capacidad ovulatoria. Mientras que en las crías tratadas con el VE en el DG 18 es 

posible que ya se encuentren fibras de naturaleza catecolaminérgica y que la 

exposición prenatal al estrógeno haya incrementado la actividad de los nervios 

simpáticos, resultando en una condición anovulatoria similar a la descrita en el 

SOPQ (Lara y col., 1993; 2000; Rosa-E-Silva y col., 2003). 

Estas sugerencias se apoyan en el trabajo de McKey y colaboradores (2019), quienes 

mostraron que en el ratón, las proyecciones neurales derivadas de células de la cresta 

neural (estructura de donde deriva el sistema nervioso periférico) ingresan al 

mesonefros dorsal de embriones hembras en el DG 15. Posteriormente, la inervación 

invade el interior (la cara dorsal) del ovario en el DG 16, y a partir del DG 18, se 

forma una densa red neuronal dentro de la médula ovárica en desarrollo. 

Además, el grupo de De Champlain y colaboradores (1970), que trabajó con fetos de 

rata a partir de los 17 DG, reportó un rápido desarrollo del sistema nervioso 
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simpático durante la primera mitad de la tercera semana de gestación. En ovarios 

fetales de rata de 19 DG se observan fibras de naturaleza catecolaminérgica, 

evidenciado por la presencia de fibras inmunorreactivas a la TH (Malamed y col., 

1992); y para el DG 21 ya se encuentran fibras de nervios de NPY dentro del tejido 

conectivo periférico al ovario fetal de rata (Allen y col., 1989). 

De acuerdo con nuestros hallazgos sugerimos que los efectos de los estrógenos sobre 

la inervación ovárica y por ende, sobre la capacidad ovulatoria, van a depender del 

día gestacional en que éstos son administrados, lo cual sugiere la existencia de una 

ventana de mayor vulnerabilidad de estas fibras al efecto del VE, siendo el DG 18 

donde la afectación es más evidente.  

En el presente trabajo se observó en las crías de hembras tratadas con el Vh en el DG 

16 o 18, que la respuesta ovulatoria es asimétrica y varía en función de la edad del 

animal. Tales asimetrías funcionales entre los ovarios derecho e izquierdo se han 

relacionado con la inervación que reciben (Domínguez y Cruz-Morales, 2011). Klein 

y Burden (1988) reportaron que el ovario derecho posee un mayor número de fibras 

simpáticas que se proyectan desde el GCMS a través del NOS y del NPO. Mientras 

que el grupo de Tóth (2007) informó que en comparación al ovario derecho, el 

izquierdo posee un predominio de la inervación supraespinal. 

La administración de VE a ratas gestantes en el día 16 ocasionó aumento de la 

concentración de progesterona en las crías autopsiadas a la pubertad. Dado que en 

estos animales la ovulación no se modificó, es posible que la actividad de la 3β-HSD 

haya incrementado. Esta idea se apoya en el hecho de que en los animales tratados 

con VE incrementa la actividad de esta enzima en el tejido estromal y en la pared 

folicular del ovario (Rosa-E-Silva y col., 2003). 

Las crías sacrificadas en la etapa adulta provenientes de ratas gestantes tratadas con 

el VE en el DG 18, presentaron una disminución en la concentración de la 
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progesterona, este efecto podría deberse a que en estos animales la capacidad 

ovulatoria disminuyó considerablemente, lo cual se acompañó de una menor 

presencia de cuerpos lúteos. 

Se ha descrito que alrededor del 75 al 95% de las mujeres con el SOPQ presentan 

aumento de la concentración de la testosterona (hiperandrogenemia) (Witchel y col., 

2019; Waldman y Legro, 2019; Stener-Victorin y Deng, 2021). En el presente estudio, 

aquellas crías púberes provenientes de ratas estrogenizadas en el día 18 de gestación, 

mostraron una disminución de la concentración de la testosterona.  Sugerimos que 

este resultado pudiera estar asociado con las diferentes edades de los animales en 

las que el fármaco fue administrado. Los reportes experimentales donde se ha 

utilizado al VE muestran resultados controversiales, ya que algunos han informado 

que tras la administración del estrógeno a ratas infantiles (de 10 o 14  días de edad) 

se incrementa la concentración de andrógenos (Rosa-E-Silva y col., 2003; Rosas, 2006; 

Morales-Ledesma y col., 2010; Venegas y col., 2019), mientras que otros reportan su 

disminución cuando lo inyectan en la etapa neonatal (12 horas o 1 día de vida) o 

adulta (Stener-Victorin y col., 2005; Sotomayor-Zárate y col., 2008; Cruz y col., 2012). 

Se ha descrito que los ovarios de las mujeres con SOPQ carecen de folículos 

preovulatorios dominantes y contienen muchos folículos antrales pequeños, lo que 

indica que presentan una falla en la maduración folicular (Lara y col., 1993). 

Las crías púberes que fueron tratadas prenatalmente con VE en el día 18, mostraron 

un mayor número de folículos totales, este efecto podría explicarse por el hecho de 

que la población de folículos atrésicos y de prequistes aumentó considerablemente 

en estos animales. 

La FSH estimula el crecimiento del folículo ovárico y actúa como un factor 

antiatretogénico (Kaipia y Hsueh, 1997). El grupo de Brawer (1986) mostró que la 

administración de VE ocasiona la disminución de la FSH lo que se acompaña de una 

reducción en el número de folículos sanos. Este evento podría explicar por qué las 
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crías estrogenizadas con VE en el DG 18 presentaron disminución del número de 

folículos sanos pequeños (90-390 μm), tanto a la pubertad como en la etapa adulta. 

 En las crías sacrificadas a la pubertad, la disminución de los folículos sanos se 

acompañó del incremento en la atresia. Descartamos que este efecto se deba a los 

andrógenos, que actúan como un factor atretogénico (Kaipia y Hsueh, 1997), ya que 

estos no incrementaron. Por lo anterior, sugerimos que la alteración en la población 

folicular observada en estos animales se debe a la disminución de factores 

antiatretogénicos. Sotomayor-Zárate y colaboradores (2008), reportaron que la 

inyección de VE a ratas neonatas ocasionó un descenso de la Δ4-androstenediona y 

a pesar de ello la atresia aumentó, lo que lo atribuyeron a la disminución del NGF . 

Asimismo, el grupo de Brawer (1986) mostró una disminución de la FSH tras la 

administración de VE y el consecuente aumento de folículos atrésicos. 

Se ha reportado que la administración del VE induce el desarrollo del SOPQ y en el 

ovario se aprecian estructuras prequísticas y quistes foliculares (Brawer y col., 1986; 

Lara y col., 1993, 2000; Rosa-E-Silva y col., 2003). En el caso de las crías tratadas in 

útero con VE en el día 18 presentaron un mayor número de prequistes foliculares 

cuando los animales fueron sacrificados en la etapa adulta. Es posible que este efecto 

esté mediado por la activación de las fibras simpáticas, evento que precede a la 

formación de los quistes, tal y como se ha descrito previamente (Hemmings y col., 

1983; Lara y col., 1993, 2000; Stener-Victorin y col., 2000; Sotomayor-Zárate y col., 

2008). Estos resultados podrían ser, en parte, la explicación a la falta de ovulación en 

estos animales. 

En nuestros animales no se observó la formación de quistes foliculares, aun cuando 

se ha señalado que 56 días después de la administración del VE los quistes ya son 

visibles en el ovario de la rata (Brawer y col., 1978, 1986). A pesar de no haber quistes, 

estas hembras presentaron bloqueo en la ovulación. Probablemente este bloqueo se 
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mantenga ya que cuentan con una gran cantidad de prequistes, que en algún 

momento van a diferenciarse en quistes. 

La administración de VE a ratas de diferentes edades induce la interrupción del ciclo 

estral, con la aparición de estros o diestros continuos, esto como resultado de la alta 

concentración de E2 en plasma (Brawer y col., 1978; Farookhi y col., 1985; Brawer y 

col., 1986; Rosa-E-Silva y col., 2003; Rosas, 2006; Navarrete, 2014). 

En el presente estudio, el tratamiento prenatal con VE ocasionó en las crías períodos 

de diestros continuos; sin embargo, sólo en aquellas tratadas en el DG 16 y 

autopsiadas en la etapa adulta, el ciclo estral se regularizó. Es posible que los 

andrógenos sean responsables de la alteración del patrón del ciclo estral. Se ha 

descrito que en ratas, el tratamiento pre y posnatal con DHT (un andrógeno no 

aromatizable) altera el ciclo estral caracterizado por varios días en diestro, aun 

cuando en los animales no se modifica la concentración de testosterona (Mannerås 

y col., 2007; Osuka y col., 2017), tal como ocurrió en este estudio. No descartamos 

que el propio ovario sintetice un factor que cause esta aciclicidad. Esta interpretación 

se apoya en el hecho de que en ratas con SOPQ, la hemiovariectomía restablece el 

ciclo estral (Farookhi y col., 1985). 

El hecho de que el patrón del ciclo estral se restaura solamente en aquellos animales 

estrogenizados en el DG 16 sugiere la existencia de una ventana de vulnerabilidad 

prenatal, en la cual, las alteraciones reproductivas inducidas por el tratamiento con 

VE son reversibles o irreversibles y que esto depende del momento de la exposición, 

tal y como se ha mostrado que ocurre con tratamientos posnatales (Cruz y col., 2012). 

Tomados en conjunto, los resultados del presente estudio muestran que el 

tratamiento prenatal con VE a ratas gestantes en el DG 18 resulta en la vida posnatal 

de las crías, en el desarrollo de algunas de las características que definen la 

fisiopatología del SOPQ, esto como resultado de la posible activación de las fibras 

nerviosas simpáticas que inervan al ovario (Figura 31), sin descartar los cambios 

provocados a nivel del eje HHO. 
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MODELOS  

Modelo 1 

La administración de VE a ratas en el día 16 de gestación, ocasionó efectos tóxicos 

en la mayoría de las madres como en su descendencia. El número de muertes fetales 

durante el curso de la preñez aumentó, mientras que las crías que nacieron 

mostraron a la pubertad alteraciones reproductivas, manifestadas con una mayor 

concentración de P4, modificación del patrón del ciclo estral, adelanto de la 

canalización vaginal, mientras que en la etapa adulta dichas alteraciones 

reproductivas no persistieron. Este DG representa una ventana de mayor 

vulnerabilidad al efecto del VE como un tóxico y teratógeno y no conduce al 

desarrollo del SOPQ en la vida posnatal de la descendencia (Figura 30).  

 
Figura 30. Esquema que muestra los efectos de la inyección del VE en ratas en el día 16 de gestación 
sobre las madres gestantes, así como en las crías hembras autopsiadas a la pubertad o en la etapa 
adulta. CII-ZV: cepa de los animales; DG: día de gestación/gestacional; F0: rata gestante; F1: su 
descendencia de primera generación; VE: valerato de estradiol;       : indica que los productos con este 
pictograma pueden perjudicar determinados órganos, se consideran cancerígenos y provocan 
defectos genéticos si se manipulan durante el embarazo;    : indica toxicidad/muerte; HHO: eje 
hipotálamo hipófisis ovarios; P4: progesterona. 
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Modelo 2 

 

En comparación a las madres gestantes y sus fetos tratados en el DG 16, la inyección 

de VE a ratas grávidas en el día 18, provocó efectos tóxicos menos drásticos en ellas 

y sus fetos. Por otra parte, las crías que sobrevivieron mostraron a la pubertad 

disminución de la cuota ovulatoria y de la concentración de testosterona, adelanto 

de la apertura vaginal, la alteración del ciclo estral y aumento de la población de 

folículos atrésicos y prequistes. Mientras que cuando las crías alcanzaron la etapa 

adulta presentaron bloqueo de la ovulación, el ciclo estral persiste alterado y la 

población de prequistes aumentó un poco más que en la pubertad. 

Sugerimos que, posiblemente en este día gestacional ya haya presencia de fibras 

catecolaminérgicas, las cuales estén implicadas en la aparición de estos efectos. En 

la literatura se ha descrito que el desarrollo de la inervación simpática es un proceso 

que se lleva a cabo antes del nacimiento del animal. Además, el día en que se 

administró el VE en este estudio es muy cercano con el día en el que el grupo de 

Malamed (1992) reportó presencia de estas fibras en el ovario de rata (DG 19). Con 

base en lo anterior, es posible que el VE disponible en el entorno intrauterino haya 

hiperactivado esas fibras NAérgicas (como se ha mostrado previamente por Lara y 

colaboradores, 2000) y en consecuencia, los animales en la vida posnatal desarrollen 

algunas de las características que definirán al SOPQ (Figura 31). 
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Figura 31. Esquema que muestra los efectos de la inyección del VE en ratas en el día 18 de gestación 

sobre las crías hembras autopsiadas al primer estro vaginal (PEV) o en la etapa adulta. CII-ZV: cepa 

de los animales; DG: día de gestación/gestacional; F0: rata gestante; F1: su descendencia de primera 

generación; VE: valerato de estradiol;      : indica toxicidad/muerte; NOS: nervio ovárico superior; T: 

testosterona.  
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CONCLUSIONES 

 El presente estudio apoya la hipótesis de que el entorno intrauterino adverso 

puede reprogramar en la descendencia, los tejidos u órganos en 

diferenciación ocasionando alteraciones reproductivas funcionales en la vida 

posnatal, y que esto podría promover el desarrollo del SOPQ. 

 Existe una ventana de vulnerabilidad prenatal en la cual las alteraciones 

reproductivas inducidas por el VE son reversibles o irreversibles, y que 

dependen del día gestacional en que tiene lugar la exposición. 

 La inyección única con 2 mg de VE a ratas grávidas en el DG 16 ocasiona 

toxicidad materna y fetal; así como malformaciones o muerte fetal. Además,  

en este DG, el tratamiento no conduce en la vida posnatal de las crías al 

desarrollo de la fisiopatología del SOPQ. 

 La exposición prenatal de las crías al VE en el día 18 de gestación resulta en 

la etapa adulta, en el bloqueo de la capacidad ovulatoria y la aparición de 

estructuras prequísticas, que son algunas de las características que van a 

definir al SOPQ. 
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PERSPECTIVAS 

Con base en los resultados del presente estudio se propone:  

• Realizar la cuantificación de la concentración de hormonas esteroideas en las 

ratas gestantes antes y después de la inyección del VE, e incluso en un día cercano 

al parto, esto con el fin de observar cómo se altera la homeostasis del medio 

intrauterino y poder dar una mejor explicación de los eventos que están 

reprogramando la función reproductiva en la descendencia, o en su caso, 

dilucidar porqué algunas ratas grávidas presentaron retenciones fetales.  

• Analizar si el tratamiento prenatal con VE en el DG 18 es capaz de inducir todas 

las características de la fisiopatología del SOPQ. Para ello, se propone dejar 

evolucionar a las crías hasta los 90 días de vida, esto con la finalidad de observar 

si se forman quistes foliculares y si esto se acompaña de una condición 

hiperandrogénica. 

• Con el fin de apoyar o rechazar la hipótesis de si las alteraciones de la función 

reproductiva inducidas en las crías por el tratamiento con VE en el DG 18 y 

autopsiadas en la etapa adulta son el resultado de la hiperactividad de las fibras 

simpáticas, se pretende analizar en estos animales los efectos de la sección uni o 

bilateral del NOS. 

• En el día 19 de gestación, se ha reportado la presencia de fibras de naturaleza 

catecolaminérgica en los ovarios de rata fetal, con base en esto, sugerimos 

administrar el VE a ratas grávidas en este DG y evaluar si el estrógeno 

hiperactiva dichas fibras e induce el desarrollo de la fisiopatología en la vida 

posnatal de las crías. 
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