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Resumen 

Los ovarios son las gónadas femeninas en las cuales se llevan a cabo la ovogénesis, 

foliculogénesis y esteroidogénesis. Estas funciones disminuyen con el tiempo y se pierden a 

partir de la menopausia y con ello la fertilidad, sin embargo, la senescencia reproductiva en 

mamíferos ha sido poco estudiada. Las terminaciones nerviosas localizadas en los ovarios 

liberan neurotransmisores y neuropéptidos que influyen en la actividad de los tejidos ováricos. 

Su papel es regular los ciclos reproductivos, el desarrollo folicular, la ovulación y la 

esteroidogénesis. En la rata Wistar, la inervación intrínseca del ovario es provista por neuronas 

de soma multipolar alojadas principalmente en la médula ovárica. Los objetivos del presente 

trabajo fueron identificar si en los ovarios de ratas de la cepa CII ZV (Long Evans) existen 

neuronas intrínsecas, analizar sus características morfológicas, bioquímicas y su papel en el 

proceso de senescencia. Se utilizaron ratas hembra adultas de la cepa CII ZV de 3, 12 y 15 meses 

de edad, mantenidas en condiciones controladas de bioterio, las cuales fueron sacrificadas por 

perfusión intracardiaca. El tejido ovárico fue seccionado a 10µm de grosor a -20 °C. La 

identificación inmunohistoquímica de las neuronas intrínsecas se realizó utilizando los 

siguientes anticuerpos primarios: NeuN, β-tubulina y Tirosina hidroxilasa. Las observaciones y 

el análisis de la inmunorreactividad a los anticuerpos se realizaron con un microscopio de 

fluorescencia. Los resultados muestran que el número de neuronas ováricas varía 

significativamente dependiendo de la edad y de la estructura analizada. Alrededor de los 

folículos el pico máximo se presentó a los 12 meses (3 meses 16.9±2.8; 12 meses 23.6±4.3; 15 

meses 6.1±0.9). En el cuerpo lúteo el pico de neuronas se presenta a los tres meses (3 meses 

10.67±1.6; 12 meses 6.6±0.6; p<0.05 ANDEVA seguida de Tukey). De manera similar, en la 

glándula intersticial el número de neuronas fue mayor a los 3 meses (69.8±14.8) versus 12 meses 

(64.5±18.1 o 15 meses (47.5±20.2). El tamaño de las neuronas incrementó con la edad y el 

número de neuronas inmunorreactivas a TH coincidió con los valores descritos para las células 

NeuN/β-tubulina. Se propone que el incremento en el número de neuronas alrededor de los 

folículos ováricos a los 12 meses de edad estaría estrechamente relacionado con la pérdida de 

la función de las estructuras ováricas implicadas en la ovulación y síntesis de hormonas 

esteroides. Con la edad, estas neuronas presentan un cambio estructural, que está asociado con 

un área ovárica menor.  
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1. Introducción  

1.1 Sistema Nervioso 

El sistema nervioso se puede dividir en dos grandes componentes: Sistema Nervioso 

Central (SNC) que incluye al encéfalo y médula espinal y Sistema Nervioso Periférico (SNP), 

el cual está constituido por nervios y ganglios. El SNP comprende al  Sistema Nervioso 

Somático y  Sistema Nervioso Autónomo (Marlena Koszykowska et al.) (Guyton, 2016; Purves, 

2016; Silverthorn, 2019). 

Para su estudio, el SNA se divide en sistema nervioso simpático y sistema nervioso 

parasimpático (Figura 1). La mayor parte de los órganos y sistemas de los vertebrados son 

inervados por fibras provenientes de ambas divisiones del SNA y su respuesta, en la mayoría de 

los órganos inervados, es antagónica (Bakewell, 1995; Gibbins et al., 2000; Gibbins & Morris, 

2006; Thompson et al., 2019). Los nervios autónomos están constituidos por fibras eferentes 

que se originan en la asta lateral de la sustancia gris de la médula espinal (preganglionares) y 

hacen sinapsis en sus respectivos ganglios (postganglionares). De los ganglios autonómicos 

emergen fibras de neuronas posganglionares que se distribuyen en los órganos.  

Las neuronas aferentes (transmiten información desde la periferia al SNC) son 

importantes para la sensación visceral y la actividad refleja. En los reflejos vasomotores y 

respiratorios, los receptores sensoriales barorreceptores y quimiorreceptores del seno carotídeo 

y arco aórtico son importantes en el control del ritmo cardíaco, presión sanguínea y actividad 

respiratoria. La información de las fibras aferentes es transportada al SNC por nervios que viajan 

junto a fibras autonómicas tales en nervios como el vago, el esplácnico o nervios pélvicos 

(Bakewell, 1995). 

 Las fibras eferentes autonómicas transportan los impulsos nerviosos hacia órganos 

diana tales como vísceras, glándulas y vasos sanguíneos. En contraste a las fibras eferentes 

motoras somáticas que están implicadas en el control de músculo estriado, cuyo axón forma 

uniones neuromusculares (Purves, 2016; Silverthorn, 2019). 
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Figura 1. Esquema que muestra la división simpática (líneas rojas) y parasimpática (líneas azules) del sistema nervioso 

autónomo. Cervicales (C), torácicas (T), lumbares (L), sacras (S) y coxígeas (C3) (Modificado de Thompson et. al. 

2019). 
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1.2 Ganglios Nerviosos 

Los ganglios del sistema nervioso periférico están constituidos por cúmulos de cuerpos 

neuronales (25-50 μm). También contienen células granulares pequeñas llamadas células 

intensamente fluorescentes (SIF), células gliales (células de Schwann y células satélite), células 

vasculares, mastocitos y fibroblastos (Furness, 2015; Gabella, 2004; Gibbins et al., 2000; 

Purves, 2016; Silverthorn, 2019). En los ganglios se presentan numerosas uniones de adhesión 

entre neuronas y células satelitales (Furness, 2015; Gabella, 2004). 

En mamíferos, el sistema nervioso autónomo está organizado en grupos de ganglios que 

pueden ser subdivididos en ganglios paravertebrales, ganglios prevertebrales, ganglios 

paraviscerales y ganglios intramurales (Figura 2). Los ganglios paravertebrales y prevertebrales 

son parte del sistema simpático, cuyas neuronas preganglionares están localizadas en los 

segmentos torácicos y lumbares de la médula espinal. Los ganglios paraviscerales son 

parasimpáticos y surgen de los segmentos cervicales y sacros de la médula espinal. Las neuronas 

posganglionares son activadas por los axones de las neuronas preganglionares cuyos cuerpos 

celulares están localizados en la medula espinal. Así, en el sistema visceral existe una sinapsis 

en el ganglio autónomo entre la neurona eferente del sistema nervioso central y la que inervará 

al órgano diana en la periferia (Furness, 2015; Gabella, 2004; Kandel, 2013) (Figura 2). 

Algunas fibras preganglionares pasan a través de los ganglios simpáticos y de las ramas 

de los nervios esplácnicos para establecer sinapsis en los ganglios prevertebrales tales como el 

ganglio celíaco y los ganglios mesentéricos superior e inferior. Las neuronas de estos ganglios 

inervan a los órganos digestivos accesorios, incluidos el páncreas, el hígado, y también 

proporcionan inervación simpática a los riñones,  vejiga urinaria y  órganos reproductivos 

(Purves, 2016; Silverthorn, 2019). Los ganglios simpáticos se encuentran a lo largo de la cadena 

simpática (ganglio paravertebral) y el plexo abdominal (ganglio prevertebral). Los ganglios de 

la cadena simpática se encuentran en gran medida en posición paravertebral con sus 

interconexiones verticales, los cuales están localizados de forma bilateral. En los mamíferos esta 

cadena simpática presenta un ganglio por segmento en las regiones torácicas, lumbar y sacra 

(Furness, 2015; Gabella, 2004). 
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1.3 Neurotransmisores  

Las neuronas del sistema nervioso se comunican entre sí mediante mensajeros químicos 

llamados neurotransmisores, los cuales se agrupan principalmente en tres categorías basadas en 

el tamaño de la molécula: a) los neuropéptidos que son moléculas relativamente grandes 

compuestas de tres a 36 aminoácidos; b) los aminoácidos, como el glutamato y el GABA y c) 

Figura 2. Representación esquemática de los principales grupos de ganglios autonómicos. Los números indican 

la posición topográfica de los principales nervios autonómicos y de algunos ganglios individuales: 1, ganglio 

cervical superior; 2, ganglio estrellado; 3, ganglio simpático lumbar; 4, columna intermediolateral en la espina 

dorsal toracolumbar; 5, ramas comunicantes; 6, nervios esplecnotorácicos; 7, nervios esplácnicos lumbares; 8, 

nervios mesentéricos; 9, nervio hipogástrico; 10, nervios perivesiculares; 11, ganglios esfenopalatinos; 12, 

nervio vago; 13, nervios pélvicos; 14, ganglios cardiacos; 15, ganglios pélvicos; 16, ganglios prevertebrales 

(Modificado de Gabella, 2004). 
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los transmisores, acetilcolina (ACh), serotonina e histamina, son mucho más pequeñas que los 

neuropéptidos y, por lo tanto, se les denomina neurotransmisores de molécula pequeña. Entre 

éstos, las aminas biógenas, que son dopamina, noradrenalina (NA), adrenalina, serotonina e 

histamina, presentan propiedades químicas y acciones postsinápticas similares, aunque las 

particularidades de síntesis, empaquetamiento, liberación y eliminación difieren para cada 

neurotransmisor (Guyton, 2016; Purves, 2016; Silverthorn, 2019). Estas aminas biógenas 

regulan muchas funciones encefálicas y también se encuentran en estado activo en el sistema 

nervioso periférico. Las aminas biógenas están implicadas en una gama tan amplia de eventos, 

desde las funciones homeostáticas centrales hasta fenómenos cognitivos como la atención. La 

característica principal de las catecolaminas es el anillo de benceno hidroxilado (Guyton, 2016; 

Purves, 2016; Silverthorn, 2019). 

El sistema colinérgico ha sido vinculado al control motor a nivel periférico y central. La 

ACh interviene también en diversas respuestas autónomas, y es el neurotransmisor de las 

neuronas preganglionares del sistema nervioso autónomo en sus ramas simpáticas y 

parasimpáticas, así como de las sinapsis posganglionares del parasimpático. La NA es el 

neurotransmisor de las fibras postganglionares simpáticas, en general se encargan de la 

vasoconstricción y la relajación de los órganos periféricos que inervan. Además de los 

neurotransmisores también intervienen en la transmisión nerviosa ganglionar muchos otros 

péptidos como la sustancia P, las encefalinas, la somatostatina, el péptido intestinal vasoactivo 

(VIP), el adenosín trifosfato (ATP), el óxido nítrico (NO), los que actúan como moduladores 

(Ropper et al., 2019). Los neurotransmisores también pueden ser liberados por neuronas 

intrínsecas al interior de órganos diana tales como el ovario, ya que se han reportado 

concentraciones de estos mismos a su interior. 

2. Antecedentes 

2.1 Estructura y Funciones del Ovario 

Anatómicamente los ovarios están constituidos de una médula y una corteza. La médula 

se compone de tejido conectivo por el que ingresan vasos sanguíneos y linfáticos que irrigan la 

glándula y distribuyen los nutrientes celulares necesarios para su adecuada actividad. También 

hay nervios que transportan información aferente y eferente que regula el funcionamiento 

ovárico (Gori et al., 2016). En la corteza ovárica se encuentran los principales componentes 
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anatómicos y funcionales de la glándula: el compartimento folicular con folículos en distintos 

estadios de desarrollo; el compartimento lúteal constituido por cuerpos lúteos frescos y viejos y 

una glándula intersticial que separa a los compartimentos anteriores y que se forma de los 

folículos que han degenerado y por los cuerpos lúteos que han dejado de funcionar (Cabero et 

al., 2013; Gori et al., 2016). Otra clase de células de la corteza ovárica son las intersticiales que 

están presentes a lo largo de la vida de la hembra (Williams & Erickson, 2000). 

La superficie del ovario contiene una capa de células cúbicas que se encuentran sobre 

una membrana basal. Esta capa, llamada el epitelio germinal o capa serosa, se une a la pared 

corporal por medio del ligamento suspensorio. Detrás del epitelio seroso se haya una capa de 

tejido conectivo denso llamada túnica albugínea (Figura 3) (Cabero et al., 2013; Gori et al., 

2016). Las funciones ováricas como la ovogénesis, foliculogénesis y esteroidogénesis se llevan 

a cabo en la corteza ovárica y son reguladas por los sistemas endocrino y nervioso. Por ejemplo, 

se ha mostrado que el desarrollo folicular depende de complejas influencias hormonales y 

nerviosas que se convierten en acciones paracrinas y autocrinas en los tejidos ováricos. Por 

ejemplo, las células ováricas se encuentran bajo el control de las hormonas del eje hipotálamo-

hipófisis tales como la GnRH y las hormonas gonadotrópicas y mediante la inervación sensorial 

y autonómica (D'Albora et al., 2002). Así mismo, el factor de crecimiento neural (NGF) 

sintetizado por células del ovario  es considerado como un componente del sistema intragonadal 

que influye en la función ovárica (D'Albora et al., 2002). 

2.2 Folículos Ováricos  

Los folículos están incrustados en el tejido conectivo laxo de la corteza ovárica, por 

dentro de la túnica albugínea. Cada folículo exhibe un carácter citológico especializado que se 

relaciona con su fase de desarrollo. Hay dos clases principales de folículos: 1) Los folículos que 

“no crecen” también llamados folículos primordiales y que constituyen del 90 al 95 por ciento 

de los folículos ováricos en la mayor parte de la vida de la hembra, y 2) los folículos en 

crecimiento.  

Cuando el folículo primordial inicia el crecimiento, su orientación, el tamaño y su 

posición relativa cambian en el ovario.  
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Los folículos en crecimiento se pueden dividir en cinco clases: primaria, secundaria, 

terciaria, Graaf y atrésicos (Banerjee et al., 2014; Bulun, 2011; Dumesic & Richards, 2013; 

Finch, 2014; Nichols et al., 2005) (Figura 4). 
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Figura 3.- Esquema que muestra los principales compartimentos anatómicos del ovario en los mamíferos (Modificado de 

Gori, 2016). 
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Figura 4. Esquema que muestra el desarrollo y las distintas etapas del crecimiento de los folículos ováricos. A 

lo largo del desarrollo folicular los principales compartimentos sufren cambios graduales que se caracterizan por 

la proliferación de las células de la granulosa y de la teca. Además de la aparición del antro al iniciarse el 

desarrollo el ovocito abandona su estado en dictioteno de la profase I y continua su diferenciación hasta culminar 

la segunda división meiótica solamente si es fertilizado por el espermatozoide (Modificado de Bulun, 2011). 
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2.3 El Ciclo Ovárico de la Rata  

La etapa fértil de la vida de las hembras de mamífero se caracteriza por cambios 

periódicos en la secreción de hormonas hipofisarias que resultan en el crecimiento, la 

maduración y la liberación de ovocitos fértiles, así como en cambios en la conducta sexual que 

asegura la receptividad durante la etapa ovulatoria. La conducta sexual rítmica que presentan 

las hembras se llama ciclo estral y durante una de sus etapas se lleva a cabo la ovulación.  Mucho 

de lo que se conoce de la ovulación espontánea está basado en el conocimiento del ciclo estral 

de la rata, la cual tiene una duración de 4 a 5 días y es regulado por factores endógenos, 

particularmente por la interacción del eje Hipotalámico-Hipófisis-Ovario. El ciclo estral 

también puede ser influenciado por factores exógenos como la luz, la temperatura y las 

sustancias químicas percibidas por el sentido del olfato.  A partir del análisis de los cambios que 

se presentan en el epitelio vaginal, para su estudio el ciclo estral de la rata se divide en Metaestro 

o Diestro 1, Diestro 2, Proestro y Estro (Smith et al., 1975; Williams & Erickson, 2000). Durante 

esas etapas las concentraciones sanguíneas de hormonas ováricas e hipofisiarias varían (Figura 

5).  
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Figura 5. Perfiles hormonales de los 4 días del ciclo estral de la rata hembra. Las barras rojas y blancas indican 

luz y oscuridad respectivamente (Modificado de Smith et al., 1975). 



13 
 

2.4 La Inervación Ovárica 

La inervación extrínseca del ovario incluye componentes autonómicos y sensoriales que 

llegan a los ovarios por medio del nervio ovárico superior (NOS) y el nervio del plexo ovárico 

(NPO) (Aguado, 2002; Baljet & Drukker, 1979). Las terminales de dichos nervios liberan al 

interior del ovario diversos neurotransmisores entre los que se encuentran la NA y el VIP, que 

han sido considerados como reguladores de esteroidogénesis y del desarrollo folicular temprano 

(Dissen et al., 2003; Hsueh et al., 1984; Mayerhofer et al., 1997).  Él NOS es una rama del plexo 

celiaco, sus cuerpos celulares están presentes en los segmentos espinales, lumbosacros (de T7 a 

L2 y de T10 al L3) y en los ganglios paravertebrales. Dicho nervio transita por el borde del 

ligamento suspensorio (Klein & Burden, 1988; Lawrence & Burden, 1980), el cual ocupa un 

pliegue en el peritoneo y se inserta cerca del lado ventral de la última costilla (Klein & Burden, 

1988; Lawrence & Burden, 1980). Él NOS inerva al ovario, oviducto y caudalmente a la 

musculatura del útero. Además, se considera la principal vía relacionada con la esteroidogénesis 

ovárica (Aguado & Ojeda, 1984; Burden, 1985; Vok, 1995). 

El NPO está formado por axones adrenérgicos cubiertos por una matriz de colágeno que 

reviste a la arteria y a la vena ovárica. Es una rama del plexo aórtico y renal. Las fibras del plexo 

ovárico inervan a los oviductos, al ligamento ancho y se proyectan al interior del ovario junto 

con la arteria ovárica (Klein & Burden, 1988). Las fibras aferentes que inervan al ovario se 

originan en el ganglio de la raíz dorsal T10 mientras que los que inervan a los oviductos 

corresponden a los segmentos T11, T12 y L1 (Baljet & Drukker, 1979; Lawrence & Burden, 

1980). El NPO proyecta sus fibras principalmente a la vasculatura del ovario (Klein & Burden, 

1988; Lawrence & Burden, 1980; Uchida & Kagitani, 2015). 

2.5 Regulación de las Funciones Ováricas Vía el Sistema Nervioso  

La arquitectura del tejido ovárico está en constante remodelación estructural y funcional, 

los cambios ocurren en estrecha proximidad temporal y espacial. Estos eventos incluyen la 

proliferación y diferenciación celular, por ejemplo, en el crecimiento del folículo, la ovulación 

y la formación del cuerpo lúteo. La inhibición o estimulación del desarrollo folicular y la 

esteroidogénesis es modulada por mecanismos centrales y periféricos. El primero está asociado 

a la liberación de gonadotropinas, estimulada por el hipotálamo; mientras que el segundo se 

relaciona con influencia nerviosa directa. En diferentes modelos animales y en condiciones 
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fisiológicas, ACh (Lakomy et al., 1982) así como NO (Masuda et al., 2001) y VIP (Bruno et al., 

2011) regulan la esteroidogénesis ovárica dependiendo de la etapa del ciclo estral. Como se 

mencionó antes se ha estudiado la inervación extrínseca del ovario, pero poco se sabe de su 

inervación intrínseca. La inervación intrínseca se ha estudiado en diferentes órganos y sistemas. 

Por ejemplo, en el sistema entérico se han encontrado neuronas intrínsecas en las capas que 

rodean a los intestinos relacionándolas con la motilidad (Anetsberger et al., 2018), la producción 

de mucosa y bilis  (Hao et al., 2020). La inervación intrínseca del ovario se ha descrito en 

especies como el emu (Dromaius novaehollandiae), donde existen cuerpos neuronales con un 

núcleo prominente que se encuentran arreglados a manera de clústeres (Gilbert, 1969; 

Madekurozwa, 2008). En otros mamíferos también se han identificado estructuras nerviosas, 

células y fibras, por ejemplo, al interior del ovario de cerdas (Jana et al., 2015). En la mujer  se 

han descrito neuronas intraováricas utilizando marcadores anti-human p75-NGFR, 

evidenciando células con un núcleo prominente alrededor de los folículos,  de la médula, de la 

corteza ovárica y en cuerpos lúteos, sin que estos penetren al interior de ellos (Anesetti et al., 

2001).  En roedores se han identificado neuronas en el ovario de las ratas de la cepa Wistar 

utilizando marcadores morfogénicos como NeuN (así como factores de crecimiento nervioso y 

para TH). Se han observado neuronas multipolares alojadas principalmente en la médula 

ovárica, durante la edad neonatal hasta la edad adulta joven. Sin embargo, no se han encontrado 

en animales de la cepa Sprague-Dawley (D'Albora & Barcia, 1996; D'Albora et al., 2000). 

Estudios recientes han evidenciado que en el ovario de algunas especies las terminales 

nerviosas están en estrecha relación con los folículos primordiales y en desarrollo, pero nunca 

penetran a las células de la granulosa ni tampoco al cuerpo lúteo. Así, en la cerda las fibras 

nerviosas intraováricas parasimpáticas del ovario se encuentran alrededor de los folículos 

preantrales y antrales, del cuerpo lúteo, de los vasos sanguíneos y de la glándula intersticial. 

Dichas fibras. expresan ACh y sus co-transmisores: óxido nítrico, VIP, somatostatina, sustancia 

P y galanina (Jana et al., 2018).   

En el curso de estados patológicos de los ovarios de cerdas adultas (hiperestrogenismo), 

la cantidad de fibras nerviosas parasimpáticas disminuyen al interior del ovario, afectando los 

patrones de inervación colinérgica (cambios en la distribución o número de fibras nerviosas que 

contiene VAChT, nNOS y VIP) modificando sus funciones (Jana et al., 2018). Las 
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catecolaminas, el sistema colinérgico y los neuropéptidos participan en la regulación del flujo 

sanguíneo del ovario (Aguado et al., 1982). Además, intervienen en las funciones ováricas 

mediante receptores localizados en las membranas de las células foliculares. Dichos receptores 

pueden ser activados o inhibidos mediante fármacos agonistas o antagonistas, y modifican la 

liberación de los esteroides ováricos (Gerendai & Halász, 1997). También parecen participar en 

la aparición de la pubertad ya que en ratas prepúberes, la estimulación β-adrenérgica aumenta 

hasta 11 veces la concentración de 17-β-estradiol debido al rápido crecimiento folicular. Incluso, 

se ha sugerido que el efecto de la estimulación vía nerviosa en la liberación de progesterona 

supera el efecto producido por la LH (De Bortoli et al., 1998). Algunos grupos de investigación 

han mostrado la participación de las neuronas extrínsecas en patologías como en el síndrome 

del ovario poliquístico (Acuna et al., 2009; Chavez-Genaro et al., 2007; Cruz et al., 2017). Han 

propuesto que la inervación noradrenérgica intrínseca exacerbada está asociada a la pérdida de 

la función reproductiva en las ratas senescentes, similar a lo que ocurre en el animal con tal 

síndrome. Otros autores han observado que la pérdida en el número de los folículos viables está 

asociada a la creciente concentración de noradrenalina (NA) en el ovario de la rata (Chavez-

Genaro et al., 2007). En ratas,  el incremento en el tono simpático de los ovarios produce quistes, 

acompañados de degeneración folicular a partir de los 10 meses,  siendo que  a los 14 meses, el 

número de quistes es significativamente mayor (Acuna et al., 2009). La presencia de quistes 

estaría relacionada con el aumento en la concentración intraovárica de NA. Sin embargo, no se 

conoce la fuente de este aumento exacerbado de NA al interior del ovario, ya que en el ganglio 

celiaco (principal relevo neuronal entre el sistema nervioso central y los ovarios) la 

concentración de NA no incrementa en la senescencia. En ese ganglio la NA más bien disminuye 

conforme avanza la edad; por lo que su aumento podría estar dado por otras vías como la 

inervación intrínseca, la cual no ha sido estudiada ni descrita en la etapa senescente (Acuna et 

al., 2009; Banerjee et al., 2014; Chavez-Genaro et al., 2007; Dumesic & Richards, 2013; 

Venegas-Meneses et al., 2015). Al igual que en la mujer y la mona Rhesus, las ratas poseen 

fuentes de catecolaminas intraováricas (D'Albora et al., 2000; Mayerhofer et al., 1998). La ACh 

es uno de los neurotransmisores más ampliamente distribuidos en el sistema nervioso central y 

periférico. Este neurotransmisor también es producido por células no neuronales en varios 

órganos. Sus acciones están mediadas por receptores nicotínicos y muscarínicos. (Beckmann & 
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Lips, 2014; Fritz et al., 1999; Fujii et al., 2017; Wessler & Kirkpatrick, 2017).  En el ovario, las 

células de la granulosa son productores y diana de ACh (Mayerhofer & Fritz, 2002; Mayerhofer 

& Kunz, 2005). Estudios con células granulosa humanas de pacientes sometidos a fertilización 

in vitro, muestran que la ACh regula la viabilidad y proliferación celular. Además, los estudios 

en ratones indican que la hormona foliculoestimulante (FSH) estimula la producción de ACh 

por las células de la granulosa. Por lo tanto, ACh podría participar en la mediación de acciones 

de FSH en el compartimento avascular del ovario (Mayerhofer et al., 2006). Estudios en el 

cuerpo lúteo bovino mostraron una acción trófica de ACh en el ovario, incrementando la 

viabilidad celular a través de la prevención la muerte celular inducida por TNF/IFNG (tumor 

necrosis factor alpha/interferón gamma) en cultivos de CL (Al-Zi'abi et al., 2009). En ratas, la 

administración de un bloqueador de acetilcolinesterasa aplicado localmente en la bursa ovárica 

aumentó los niveles de ACh dentro del ovario y promovió específicamente el paso de los 

folículos preantrales hasta la etapa antral temprana (Mayerhofer et al., 1998). Además, el 

tratamiento mejoró significativamente los resultados de la maduración antral del folículo, la 

ovulación y la fertilidad. 

En la cerda, las fibras nerviosas parasimpáticas intraováricas expresan ACh y sus co-

transmisores: óxido nítrico, VIP, somatostatina, sustancia P y galanina, las cuales se encuentran 

involucradas en la regulación de las funciones ováricas bajo condiciones fisiológicas. En esta 

especie el óxido nítrico regula la esteroidogénesis y la contractilidad de las arterias ováricas. 

Similarmente, la somatostatina está involucrada en el crecimiento y desarrollo folicular en ratas 

y ratones (Jana et al., 2018). En el curso de estados patológicos de los ovarios de cerdas adultas 

(hiperestrogenismo), la cantidad de fibras nerviosas simpáticas disminuyen, afectando los 

patrones de inervación colinérgica (cambios en la distribución o número de fibras nerviosas que 

contiene VAChT, nNOS y VIP) al interior del ovario, modificando sus funciones (Jana et al., 

2018).   

2.6 Senescencia de la Rata y Pérdida de la Función Reproductiva 

El estudio de la arquitectura del tejido ovárico muestra que éste se encuentra bajo 

constante remodelación estructural y funcional, en función de la edad del animal. Dichos 

eventos incluyen la proliferación, diferenciación y muerte celular, por ejemplo, en el 

crecimiento del folículo, la ovulación, formación del cuerpo lúteo y de quistes. Los trabajos 
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sobre senescencia en el ovario muestran que conforme avanza la edad del animal hay 

modificaciones en la arquitectura ovárica, principalmente a partir de los seis meses que es 

cuando empiezan a aparecer pequeños quistes, hasta la edad de 14 meses donde hay una 

disminución del área ocupada por la médula y la presencia de un gran número de quistes de 

tamaño prominente que ocupan la mayor parte de la corteza ovárica (Acuna et al., 2009). La 

senescencia reproductiva de los mamíferos es un proceso poco estudiado, sin embargo, es de 

vital importancia entender los procesos por los cuales se pierde la función ovárica. La pérdida 

de las células germinales ováricas inicia tempranamente en los mamíferos, con una caída 

exponencial de folículos a través de un proceso de atresia folicular, en asociación con el inicio 

del periodo de fecundidad en la etapa de la vida media. A partir de entonces, tanto en roedores 

como en humanos se presenta una disminución de ovocitos viables. Estos procesos pueden 

analizarse desde la perspectiva endócrina del eje hipotálamo- hipófisis- gónadas; empezando 

con la incapacidad de los esteroides ováricos para inducir en el hipotálamo la producción de 

GnRH y de las gonadotropinas por la hipófisis.  

Algunos autores han mostrado que cuando la reserva de folículos en el ovario de la mujer 

baja a alrededor de mil folículos ya no se puede mantener la retroalimentación hormonal con el 

hipotálamo y es cuando las mujeres entran a la menopausia (aproximadamente a los 51 años) 

(Cruz et al., 2017; te Velde et al., 1998). Otros autores han estudiado la senescencia en modelos 

animales, por ejemplo, a la edad de 10 meses las ratas de la cepa Sprague Dawley y Wistar 

presentan disminución del número de folículos y modificaciones en su ciclo estral (Acuna et al., 

2009; Peng & Huang, 1972), esta reducción continúa hasta los 12 meses de edad entrando en 

periodos subfértiles e infértiles, conforme avanza la edad de los animales (Acuna et al., 2009; 

Chavez-Genaro et al., 2007). 

La pérdida en el número de folículos viables está asociada con el fin de la función 

reproductiva; proceso que también es asociado a una concentración creciente de NA en el ovario 

de la rata. Experimentalmente se ha inducido un incremento en el tono simpático de los ovarios 

y se puede observar una relación entre la concentración de catecolaminas y formación de quistes, 

acompañado de la degeneración folicular (Acuna et al., 2009; Chavez-Genaro et al., 2007). 

Recientemente se ha reportado un incremento en la concentración de NA ovárica y cambios a 

la baja en el número de folículos, así como el tamaño de los ovarios conforme aumenta la edad 
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del animal (Acuna et al., 2009; Banerjee et al., 2014; Dumesic & Richards, 2013; Venegas-

Meneses et al., 2015). 

Por otro lado, se ha buscado determinar si VIP o NA son capaces de actuar sobre 

folículos primarios para facilitar el proceso de diferenciación molecular que conduce a la 

dependencia de las gonadotropinas, sugiriendo que los nervios ováricos, actuando a través de 

neurotransmisores acoplados al sistema generador de cAMP, contribuyen al proceso de 

diferenciación mediante el cual los folículos primarios recién formados adquieren receptores de 

FSH y capacidad de respuesta a la FSH. Los folículos que comienzan a crecer en regiones 

ováricas más densamente inervadas pueden tener una ventaja selectiva sobre aquellos que no 

están expuestos a señales dependientes de AMPc activadas por neurotransmisores y, por lo 

tanto, tal vez estén sometidos más rápidamente al control de las gonadotropinas (Mayerhofer et 

al., 1997).  

Por otra parte, se ha visto que la expresión de kisspeptina (Wessler & Kirkpatrick, 2017), 

que es un neuropéptido propuesto como regulador de los efectos de la inervación simpática del 

ovario, incrementó en ratas de 10 y 12 meses de edad, en comparación con ratas de 6 meses de 

edad. Se sugiere que la kisspeptina intraovárica participa negativamente en unión al receptor de 

FSH, lo que indica un papel local en la regulación de desarrollo folicular y ovulación durante la 

pérdida de la función reproductiva (Fernandois et al., 2016). Al igual que en el ser humano y el 

mono rhesus, las ratas poseen fuentes de catecolaminas intraováricas como describe D´albora 

(D'Albora et al., 2000), ya que se han encontrado marcas inmunorreactivas a marcadores 

neuronales (NeuN), así como factores de crecimiento nervioso) y para TH; por otra parte, se ha 

visto que el RNAm de TH y DBH se expresa en el ovario de la mona Rhesus (Mayerhofer et al., 

1998).  

3. Justificación 

Diversos estudios han postulado que en las terminales nerviosas localizadas en los 

ovarios se liberan neurotransmisores y neuropéptidos que influyen en la actividad de los tejidos 

ováricos cuyo papel sería de tipo regulador en la esteroidogénesis y el desarrollo folicular 

(Dissen et al., 2003; Dominguez et al., 1988; Dominguez & Riboni, 1971; Hsueh et al., 1984; 

Mayerhofer et al., 1997). Así mismo, se ha mostrado que en las membranas de las células 

foliculares existen receptores adrenérgicos y que el empleo de fármacos agonistas o antagonistas 
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modifica la liberación de los esteroides ováricos (Gerendai et al., 1995; Ojeda & Lara, 1989). 

La inervación intrínseca del ovario es provista por neuronas con soma multipolar alojadas dentro 

de este órgano, principalmente en la médula ovárica (D'Albora et al., 2000). Los estudios de la 

inervación de las gónadas permiten conocer la influencia del sistema nervioso sobre su 

funcionamiento y las patologías asociadas. Algunos grupos de investigación han mostrado la 

participación de las neuronas extrínsecas en patologías como el Síndrome de Ovario Poliquístico 

(SOP). También se ha propuesto que la inervación catecolaminérgica intrínseca exacerbada está 

asociada a la pérdida de la función reproductiva en las ratas senescentes, similar a lo que ocurre 

en el animal con el SOP, sin embargo, no se ha estudiado el papel de los neurotransmisores de 

las neuronas intrínsecas del ovario en la etapa senescente. En nuestro laboratorio hemos 

analizado la organización de los circuitos nerviosos extrínsecos del ovario de la rata CII-ZV 

adulta. Nuestros resultados han mostrado variación en la relación entre los ovarios izquierdo y 

derecho con las neuronas de los ganglios celiaco y mesentérico-superior durante las fases ciclo 

estral. También hemos localizado a las neuronas sensoriales que inervan al ovario en el ganglio 

de la raíz dorsal (T10-T12) (Cruz, 2015), las cuales también presentan variaciones en función 

de la etapa del ciclo estral. Al respecto consideramos que el cambio de neurotransmisor de las 

neuronas puede ser el resultado de efectos directos de las hormonas esteroides sobre estas 

células. Es conocido que las neuronas simpática y parasimpática que inervan al ovario expresan 

receptores a estrógenos, así al igual que neuronas de los ganglios sensoriales de animales 

adultos. El tratamiento a largo plazo con 17β-estradiol reduce la población de estas neuronas 

(Jana et al., 2012; Jana et al., 2013; M. Koszykowska et al., 2011). Dado que uno de los objetivos 

de nuestro laboratorio es conocer la inervación de las gónadas femeninas y su influencia 

sobre su funcionamiento y patologías asociadas, en el presente trabajo analizamos si existen 

neuronas intrínsecas en el ovario de ratas Long Evans (CII-ZV) e identificamos la naturaleza 

bioquímica de estas neuronas a lo largo de la etapa reproductiva de las hembras hasta la etapa 

de vida senescente. 
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4. Hipótesis 

Las neuronas intrínsecas del ovario de ratas jóvenes presentan características 

morfométricas y bioquímicas diferentes a las de las ratas senescentes, en estas últimas aumenta 

la biosíntesis de neurotransmisores. 

5. Objetivos 

5.1 Objetivo General 

Caracterizar morfométrica y bioquímicamente a las neuronas intrínsecas de los ovarios 

de ratas adultas jóvenes y senescentes. 

5.2 Objetivos Particulares 

• Determinar en ratas adultas de 3, 12 y 15 meses de edad el número de neuronas 

intrínsecas en las estructuras anatómico-funcionales del ovario de acuerdo con su distribución. 

 

• Caracterizar la morfometría de las neuronas intrínsecas del ovario de ratas adultas de 3, 

12 y 15 meses de edad utilizando marcadores neuronales NeuN y β-tubulina III. 

 

• Cuantificar el número de neuronas noradrenérgicas del ovario en ratas adultas de 3, 12 

y 15 meses de edad. 

6. Metodología 

6.1 Diseño Experimental 

Se utilizaron ratas Long Evans (CII ZV) de 3-5, 12 y 15 meses de edad (n= 4 animales por 

grupo). Los animales de 3-5 meses fueron considerados como animales jóvenes y fueron ratas en 

estro que presentaron tres ciclos consecutivos de cuatro días de duración (estro, diestro 1, diestro 

2 y proestro). Todos los animales fueron mantenidos en condiciones de iluminación controlada 

(14 h luz/10 h oscuridad) con libre acceso al agua y al alimento. A todos los animales se les registro 

citología vaginal por medio de frotis de la piel de la vagina diariamente entre las 09:00 y 10:00 h. 

Los animales de 12 y 15 meses presentaron estro continuo  

6.2 Procedimiento de la Necropsia y Fijación de los Ovarios por Perfusión Intracardiaca 

Entre las 09:00 y 10:00 h, los animales fueron anestesiados con una inyección 

intraperitoneal (80 mg/kg) de pentobarbital sódico (Anestesal; Smith Kline Norden de México). 

Antes de iniciar la perfusión, se verificó que el animal estuviera bien anestesiado e inmóvil. Se 
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colocó y fijo al animal anestesiado sobre una base de acero inoxidable (la bandeja estaba inclinada 

levemente sobre el agujero colector para llenar el recipiente de recolección de desechos biológicos 

de la perfusión), se pellizco al nivel del esternón para levantar la piel sobre el cartílago, sujetando 

con pinza hemostática y se realizó la incisión con tijeras de cirugía una línea longitudinal que 

abarcó las regiones torácica y abdominal. Posteriormente, se cortó el cartílago del esternón y el 

músculo del diafragma hasta la región abdominal, de modo que quedaron expuestas las vísceras 

(pulmones, corazón e intestinos). Posteriormente se removieron las membranas que unen el 

corazón con otros órganos pericárdicos. El corazón del animal fue exteriorizado con ayuda de un 

fórceps para separar las costillas. Se realizó una pequeña incisión en el ápice del ventrículo 

izquierdo y se colocó el catéter de la perfusión por el ventrículo, hasta la porción proximal de la 

aorta, y se fijó al cuerpo del animal. Se realizó una incisión en la aurícula derecha para dejar 

escapar el líquido de perfusión que circulaba por el animal. Cuando el catéter de la perfusión ex-

sanguínizante estuvo asegurado en el corazón, se lavó por un minuto al animal para desangrarlo 

(usualmente de 250 a 500 mL de solución Hartmann) hasta observar que el líquido contenía poca 

sangre. Los ovarios obtenidos de los animales perfundidos fueron limpiados y se les retiro el 

exceso de tejido adiposo para posteriormente ser colocados en fijador de Cartnoy durante 24 h y 

posteriormente se colocaron en soluciones de sacarosa al 10, 20 y 30% cada 24 h para su crio-

preservación. 

6.3 Determinación de la Presencia de las Proteínas de β-tubulina, NeuN y Tirosina 

Hidroxilasa por Inmunofluorescencia 

Los ovarios criopreservados fueron cortados en secciones de 10µm de grosor en el 

criostato (THERMO Shandon Cryotome E) a -25 °C. Se tomó un corte de cada cinco para 

colocarlos en las laminillas y así dividirlos en los diferentes grupos experimentales (NeuN/β-

tubulina; NeuN/TH; Control Negativo NeuN/β-tubulina; Control Negativo NeuN/TH y 

laminilla de referencia con tinción de Hematoxilina-Eosina (H&E) (Tabla 1).  
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Inmunofluorescencia: las secciones se descongelaron a temperatura ambiente y se 

trataron por 90 min en suero fetal bovino, al 6% (Gibco, Thermo Scientific) y Tween 20 al 0.1% 

(Sigma Chemical Co., St. Louis, MO, USA). Posteriormente, se incubaron con el anticuerpo 

primario durante 72h a 4°C. Se utilizaron anticuerpos primarios policlonales anti-conejo β-

Tubulina (1:500 Cell Signaling), anti-ratón NeuN (1:500 Merck Millipore) y anti-conejo TH 

(1:500 EMD Millipore Crop.).  Después de la incubación del anticuerpo primario, los tejidos se 

lavaron en Buffer Tris-EDTA (Buffer TE) 0.5M durante 1 min, posteriormente se incubaron 

con el anticuerpo secundario anti-conejo acoplado a rodamina (1:500 Jackson Immuno Research 

Laboratories Inc.) y anticuerpo secundario anti-ratón acoplado a fluoresceína (1:500 Jackson 

Immuno Research Laboratories Inc.) durante 24 horas. Al finalizar la incubación de los 

anticuerpos secundarios, los tejidos se lavaron con Buffer TE por 1 min. A los tejidos se les 

agregó DAPI-Vecta-Shield (Vector Laboratories, Burlingame, CA, USA) para su observación 

al microscopio. Las observaciones y el análisis de la inmunorreactividad a los anticuerpos en 

Tabla 1. Distribución de las secciones de los ovarios para estudios histológicos e histoquímicos. 
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los folículos ováricos se realizaron con un microscopio de fluorescencia (Olympus BX41), la 

toma de fotografías panorámicas se realizó con una cámara digital (Q-Imaging) acoplada a un 

microscopio confocal (Nikkon ECLIPSE Ti). Las fotomicrografías fueron obtenidas en formato 

TIFF del software Image Pro-premier 9.2 (Media Cybernetics, Inc., Rockville, USA). 

6.4 Análisis Estadístico 

El conteo de las neuronas Inmunorreactivas, así como el área del soma se realizó 

mediante el software Image Pro-premier 9.2 (Media Cybernetics, Inc., Rockville, USA). Para 

obtener el número de neuronas por área se utilizó el método de estimación para poblaciones 

celulares de Block (Block, 1951) como factor de corrección (Tabla 2). Posteriormente se 

determinó si había diferencias significativas entre los grupos experimentales por medio de una 

ANDEVA seguida de una prueba de Tukey para datos no paramétricos (Graphpad Prism. 8.1). 

 

 

 

 

 

7. Resultados 

7.1 Análisis Morfológico 

El análisis histológico de los ovarios en las diferentes edades muestra que el tamaño del 

ovario de la rata de tres meses es mayor respecto al ovario de la rata de 12 y 15 meses (3M= 

14223.57 mm2, 12M= 8915.413 mm2 y 15M= 10270.32 mm2 (Figura 6). Los cambios en la 

arquitectura ovárica en función de la edad nos permiten mostrar que en el grupo de animales 

adulto joven (Figura 6), las estructuras predominantes que ocupan el área de la corteza ovárica 

son los folículos en diferentes estadios de desarrollo y los cuerpos lúteos. La inervación 

intrínseca es notoria alrededor de las estructuras mencionadas. 

 FOLÍCULOS 
CUERPO 

LÚTEO 

GLÁNDULA 

INTERSTICIAL 

TH 
12 cortes, alrededor de 

90 folículos x rata 

12 cortes 

60 CL x rata 

12 cortes 

12 mapeo de área total de la 

corteza x rata 

Β-TUBULINA Co-localización Co-localización Co-localización 

NeuN Co-localización Co-localización Co-localización 

Tabla 2.  Anticuerpos utilizados y estructuras en las que se evaluaron cuantitativamente los marcadores 

moleculares. 
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A la edad en que normalmente la rata deja de ovular (12 meses), la proporción de tejido 

ovárico cambia, ya que se hace muy evidente la presencia de quistes ováricos y, en segundo 

término, se pueden apreciar aún folículos atrésicos y cuerpos lúteos en regresión; las neuronas 

en esta etapa se localizaron alrededor de las estructuras quísticas o foliculares, con tendencia a 

ubicarse en la región media del ovario (Figura 7).   
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 Figura 6. Cortes de ovarios teñidos con H&E, señalando sus diferentes estructuras. Note las diferencias de acuerdo con la edad de los animales: A) 3 

meses; B) 12 meses; C) 15 meses en tinción. 
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Figura 7. Microfotografías que muestran la reconstrucción de ovarios de ratas de la cepa CII ZV de 3, 12 y 15 

meses de edad (3M, 12M y 15M). Se muestran en verde los cortes sobreexpuestos de los ovarios marcados con 

NeuN. Los núcleos están marcados con DAPI. 
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En el ovario de la rata senescente de 15 meses de edad prevalecen las estructuras 

quísticas y las neuronas se presentan alrededor de dichas estructuras, predominantemente en la 

glándula intersticial (Figura 8-10). Las neuronas intrínsecas del ovario fueron observadas en 

todas las edades estudiadas. En la corteza ovárica hay mayor concentración de neuronas en la 

glándula intersticial y alrededor de los folículos. A los 15 meses de edad, a pesar de que el área 

ocupada por el ovario está disminuida y hay menor número de estructuras funcionales (folículos, 

cuerpos lúteos, glándula intersticial y quistes), el conteo de neuronas se realizó en las que están 

localizadas alrededor de los quistes. 
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Figura 8. Inmunofluorescencia utilizada para localizar neuronas intrínsecas en el ovario (NeuN, verde y β-tubulina, rojo). Distribución de las neuronas 

intrínsecas alrededor de los folículos (F) de los ovarios en ratas de 3 meses (B y C), alrededor de un quiste (Q) de 12 meses (F y G, 60x) y alrededor de un 

quiste de ratas de 15 meses (J y K). Los núcleos están marcados con DAPI en A, E, I. La co-localización de NeuN y β-tubulina se muestra en las imágenes 

D, H y L. Las flechas amarillas muestran neuronas intrínsecas de los ovarios. 
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Figura 9. Microfotografías de los ovarios de ratas hembra de 3 y 12 meses. La inmunofluorescencia se realizó con anticuerpos anti-ratón NeuN (verde) y 

anti-conejo β-tubulina (rojo), se muestran neuronas intrínsecas de los ovarios alrededor de los cuerpos lúteos (CL). NeuN (B y F) y β-Tubulina (C y G). 

La co-localización de NeuN y β-tubulina se muestra en D y H. Los núcleos están marcados con DAPI en A y E. Las flechas amarillas muestran neuronas 

intrínsecas de los ovarios. 
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Figura 10. Mmicrofotografías de ratas hembra de 3, 12 y 15 meses de edad. La inmunofluorescencia se realizó con anticuerpos anti-NeuN (verde) 

y de anti-β-tubulina (rojo), que muestran neuronas intrínsecas en los cuerpos lúteos (CL), folículos (F) y la glándula intersticial (GI). NeuN-N (B, F 

y J) y β-Tubulina (C, G y K). La co-localización de NeuN y β-tubulina se muestra en D, H y L. Los núcleos están marcados con DAPI en A, E e I. 

Las flechas amarillas muestran neuronas intrínsecas de los ovarios. 
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El arreglo de las neuronas al interior de los ovarios, principalmente en la glándula 

intersticial, es en clústeres (Figura 11), incluso alrededor de los folículos no están aisladas, 

siempre se observan en grupos de al menos 3 neuronas. Las neuronas presentan características 

morfológicas muy diferentes a las células foliculares teniendo como principal diferencia un 

núcleo prominente y bien definido (promedio de 10.37µm). Las neuronas ubicadas alrededor de 

los folículos también son alargadas, pero se distinguen de las células de la teca por su mayor 

tamaño. 
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Figura 11. Microfotografías que muestran un grupo de neuronas en la glándula intersticial (GI) y los folículos (F) en ovarios de ratas hembra de 3 meses 

de edad. NeuN (B y F) y β-Tubulina (C y G). La co-localización de NeuN y β-tubulina se muestra en D y H. Los núcleos están marcados con DAPI en A 

y E. Las flechas amarillas muestran neuronas intrínsecas de los ovarios, en la capa de teca del folículo. El control negativo de la inmunofluorescencia se 

muestra en las micrografías I, J y L. 
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7.2 Determinación de la Presencia de Tirosina Hidroxilasa 

La marca inmunorreactiva a NeuN/TH, se localizó en los ovarios de todas las edades. 

En los ovarios de las ratas de 3 meses las neuronas NeuN/TH se ubicaron principalmente 

alrededor de los folículos. En los animales de 12 y 15 meses de edad, la marca inmunorreactiva 

se expresó alrededor de los quistes ováricos y en la glándula intersticial (Figura 12). 
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Figura 12. Se muestran grupos de neuronas NeuN/TH en folículos (F) y quistes ováricos (Q) en ovarios de ratas hembra de 3, 12 y 15 meses de edad. 

NeuN-N (B, F y J) y TH (C, G y K). La co-localización de NeuN y TH se muestra en D, H y L. Los núcleos están marcados con DAPI en A, E e I. Las 

flechas en amarillo muestran neuronas NeuN/TH al interior de los ovarios. 
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7.3 Evaluación Cuantitativa 

Las neuronas localizadas alrededor de los folículos presentan variaciones a lo largo de 

la vida del animal. Como es de esperarse a los 15 meses ya no hay folículos, sin embargo, se 

realizó el conteo de neuronas alrededor de los quistes. A los 12 meses de edad se presentó un 

incremento significativo del número de neuronas asociadas a las estructuras foliculares. Por otra 

parte, también se midió el área de las células inmunorreactivas a NeuN y β-Tubulina, en las 

diferentes estructuras ováricas, ratificando lo descrito en los resultados previos que mostraban 

incremento en el tamaño de las neuronas conforme avanza la edad del animal. Estos datos son 

aplicables a las neuronas localizadas alrededor de los folículos y en la glándula intersticial, no 

así para las localizadas alrededor de los cuerpos lúteos. 

Se realizó la cuantificación del número de neuronas por estructura en el ovario: alrededor 

de los folículos, alrededor del cuerpo lúteo y en la glándula intersticial. El número de neuronas 

localizadas alrededor de los folículos-quistes fue diferente entre las edades (P<0.05; 

3M=16.96±2.78 EEM; 12M=23.56±4.29 EEM, 15M=6.06±3.73EEM) (Figura 12A), con un 

pico a los 12 meses de edad. El número de neuronas alrededor del cuerpo lúteo no presentó 

variaciones entre las diferentes edades (3M=10.7±1.6 EEM; 12M=6.6±.06 EEM), al igual que 

en la glándula intersticial (3M=69.8±14.8 EEM; 12M=68.2±19.3 EEM y 15M= 47.2±20.2 

EEM) (Figura 13 B y C). 
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Por otra parte, el área de las células inmunorreactivas a NeuN y β-Tubulina, mostró un 

incremento conforme avanza la edad del animal. En los folículos de los ovarios de ratas se 

encontró diferencia significativa en el área de las neuronas de 15 meses de edad con respecto a 

los de 3 y 12 meses de edad (P<0.05) (Figura 14A). Al analizar el área de las neuronas alrededor 

de los cuerpos lúteos no encontramos diferencias significativas P>0.05 (3M=129.4±3.3 EEM, 

12M=135.3±16.2 EEM) (Figura 14B). Podemos observar que la glándula intersticial presenta 

el número mayor de neuronas al interior del ovario y que es constante a lo largo de la etapa 

adulta del animal (Figura 14C). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 13. MediaEEM. del número de neuronas intrínsecas localizadas en las diferentes zonas del tejido ovárico 

en ratas hembra de 3,12 y 15 meses de edad, *P<0.05 vs.  3 y 12 meses (ANDEVA seguida de Tukey). 
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La marca inmunorreactiva a NeuN/TH se observó en los ovarios de las tres edades 

analizadas y las mismas estructuras del ovario descritas para la marca NeuN/β-tubulina. Cabe 

resaltar que, en los ovarios de las ratas senescentes, el número de neuronas fue 

significativamente menor comparado con los animales de 3 y 12 meses de edad P<0.05 

(3M=14.97±1.02 EEM; 12M=25.64±.1.55 EEM y 15M=4.640±0.46 EEM) (Figura 15A). El 

área de las neuronas NeuN/TH fue diferente entre todos los grupos, donde a los 12 meses las 

neuronas presentaron menor tamaño (P<0.05; 3M=115.54±1.938 EEM; 12M=88.30±.2.422 

EEM y 15M=126.7±1.663 EEM) (Figura 15B).  

El área de las neuronas localizadas alrededor del cuerpo lúteo no presentó diferencias 

significativas entre las edades; sin embargo, en la glándula intersticial podemos observar que 

existe una diferencia significativa en el área de las neuronas de los ovarios de los animales de 

15 meses de edad con respecto a los de 3 y 12 meses de edad (P<0.05: 3M=102.9±1.15 EEM; 

12M=95.8±.1.79 EEM y 15M=164.2±3.22 EEM) (Figura 15C). 

 

 

 

Figura 14. MediaEEM del área de las neuronas intrínsecas del ovario en ratas de la cepa CII-ZV de 3,12 y 15 

meses de edad. *P<0.05 vs. 3 y 12 meses, **P<0.05 vs 12 meses (ANDEVA seguida de Tukey). 
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8. Discusión 

En el presente trabajo describimos la localización de neuronas intrínsecas en los ovarios 

de las ratas Long Evans (CII ZV), en la etapa adulta y en el periodo de senescencia reproductiva. 

Con estas evidencias proponemos una participación de estas neuronas en los procesos de 

formación-funcionamiento-muerte de las diversas estructuras funcionales del ovario en las que 

se encuentran localizadas: folículo, quiste, cuerpo lúteo y glándula intersticial. Los anticuerpos 

utilizados en el presente trabajo se eligieron por la especificidad y el uso que han tenido para 

reconocer cuerpos neuronales en sistema nervioso central y periférico. NeuN se expresa en el 

núcleo de las neuronas del sistema nervioso central, sin embargo, su marca inmunorreactiva se 

ha localizado en el citoplasma de neuronas periféricas del sistema entérico (Van Nassauw et al., 

2005). La marca de NeuN en el citoplasma de neuronas puede deberse a la variante 48 kDa ya 

que es la que predomina en citoplasma (Gusel'nikova & Korzhevskiy, 2015; Mullen et al., 

Figura 15. Se muestra: A) MediaEEM. del número de neuronas noradrenérgicas en folículos de ovarios de ratas 

de 3 meses de edad y de quistes ováricos de ratas de 12 y 15 meses de edad, B) Mediae.e.m. del área de neuronas 

noradrenérgicas en folículos de ovarios de ratas de 3 meses de edad y de quistes ováricos de ratas de 12 y 15 

meses de edad, C) MediaEEM. del área del soma de las neuronas noradrenérgicas en la Glándula Intersticial de 

ratas de 3, 12 y 15 meses de edad, en todas se muestra diferencia significativa. *P<0.05 vs. 12 y 15 meses, 

**P<0.05 vs. 15 meses, ***P<0.05 vs 3 y 12 meses (ANDEVA seguida de Tukey). 
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1992). Además, se ha encontrado que NeuN es un miembro de la familia de factores de Splicing 

de RbFox-1 y un epítopo de RbFox-3 el cual tiene varias versiones en sus extremos N-terminal 

siendo el Fox3v3 la que se encuentra en el citoplasma, estas proteínas están altamente 

conservadas en especies y son reconocidas por el anticuerpo a NeuN (Duan et al., 2016).  

Por otro lado, se ha asociado la presencia de NeuN con la muerte neuronal, ya que en el 

animal senescente se ha encontrado menor marca respecto a animales jóvenes, por lo que en el 

presente hemos utilizado un segundo marcador para animales senescentes (Dredge & Jensen, 

2011; Kim et al., 2009; Lind et al., 2005; Mariani et al., 2015; Portiansky et al., 2006; Weyer & 

Schilling, 2003). La β-tubulina tipo III se utilizó como segundo marcador neuronal 

confirmatorio para la identificación de neuronas intrínsecas del ovario, ya que el tipo III solo se 

evidencia en cuerpos neuronales (Almeida-Souza et al., 2011; Baas et al., 2016; Katsetos et al., 

2003).  

Con relación a la detección de β-tubulina en tejidos de animales senescentes, 

encontramos que conforme avanza la edad del animal desde la etapa adulta hasta la etapa 

senescente aumenta la síntesis de microtúbulos, encontrando mayor marca de β-tubulina en 

animales senescentes, esto lo hace un indicador esencial para las neuronas intrínsecas del ovario 

de la rata senescente. Además, mientras que NeuN estaría perdiendo inmunorreactividad, β-

tubulina tendría mayor expresión en el animal senescente (Baas et al., 2016; Jiang & Oblinger, 

1992; Korzhevskii et al., 2011). Los marcadores neuronales que utilizamos también se han 

ocupado para describir la inervación intrínseca de los ovarios de ratas neonatas, juveniles y 

adultas jóvenes, además de otras especies de mamíferos, incluyendo la mujer (Anesetti et al., 

2001). 

La  inervación extrínseca de los ovarios se ha estudiado ampliamente por su función  

reguladora en el  desarrollo folicular,  esteroidogénesis y  ovulación (Doganay et al., 2010); 

misma que muestra modificaciones en la arquitectura ovárica a lo largo de la vida del animal 

(Acuna et al., 2009). Se ha propuesto que tanto la inervación extrínseca como la intrínseca llega 

hasta las células de la teca, sin atravesar la membrana basal de los folículos, cuerpo lúteo o 

quistes (Anesetti et al., 2001; D'Albora et al., 2002; D'Albora et al., 2000). Estos autores 

(D'Albora et al., 2000) mostraron neuronas intrínsecas en el ovario de la rata de la cepa Wistar 
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pero no en la Sprague-Dawley. Interesantemente, localizaron somas principalmente en la 

médula del ovario y algunos más aislados alrededor de los folículos ováricos.  

Nuestros resultados corroboran algunos antecedentes dado que mostramos a las neuronas 

ubicadas estrechamente ligadas a las células de la teca interna y a la membrana basal. También 

aportamos evidencias de la presencia de somas en el interior de folículos atrésicos y en algunos 

cuerpos lúteos. Sin embargo, no replicamos la descripción de que hay una mayor cantidad de 

neuronas en la médula del ovario.  

El análisis minucioso de los cortes nos ha dado la posibilidad de describir la 

regionalización de cúmulos de neuronas en forma de clústeres en la corteza ovárica, 

específicamente en la glándula intersticial, lo que pudiera estar asociado a la regulación de la 

esteroidogénesis. Esto abre la posibilidad de que las neuronas que existen alrededor de los 

cuerpos lúteos participen en su mantenimiento funcional, específicamente en la producción de 

progesterona, en principio, a través de los sistemas de neurotransmisión. 

La abundante inervación que de manera particular tiene cada folículo desde etapas 

tempranas de su desarrollo hasta el proceso de su muerte celular, nos sugiere una regulación del 

desarrollo folicular y ovulación muy puntual y específica (Madekurozwa, 2008). Los estudios 

de las terminaciones nerviosas extrínsecas del ovario han mostrado que liberan al interior del 

ovario diversos neurotransmisores, tales como NA, VIP, ACh, y neuropéptidos para ejercer 

efectos sobre el metabolismo de las estructuras funcionales del ovario (Dissen et al., 2002; 

Hsueh et al., 1984; Mayerhofer et al., 1997) (Figura 16). 

Apoyamos la propuesta de que los folículos que comienzan a crecer en regiones ováricas 

más densamente inervadas, con lo cual pueden tener una ventaja selectiva sobre aquellos que 

no están expuestos a señales dependientes de AMPc activadas por neurotransmisores. Por lo 

tanto, están sometidos más rápidamente al control de las gonadotropinas (Mayerhofer et al., 

1997), ya que la región donde más se ha observado inervación es en la corteza ovárica (D'Albora 

et al., 2000). 

En diferentes modelos animales y en condiciones fisiológicas, ACh (Lakomy et al., 

1982) así como NA (Masuda et al., 2001) y VIP (Bruno et al., 2011) regulan la esteroidogénesis 

ovárica dependiendo de la etapa del ciclo estral. Dado que se conoce el papel de la ACh en la 

proliferación celular (Gutkind et al., 1991) y en la morfogénesis (Lauder, 1993; Lauder & 
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Schambra, 1999) en diferentes tejidos, su presencia en los ovarios sugiere la participación de 

ACh al interior del ovario como un medio de control del desarrollo folicular en la función 

reproductiva de las hembras (Mayerhofer & Fritz, 2002). En otras especies como la cerda el 

óxido nítrico regula la esteroidogénesis y la contractilidad de las arterias ováricas, similarmente, 

la somatostatina está involucrada en el crecimiento y desarrollo folicular en ratas y ratones (Jana 

et al., 2018) 
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Figura 16. Representación de la dinámica folicular del ovario asociado a la inervación intrínseca del ovario durante la etapa reproductiva de la rata 

hembra y hacia la senescencia, se muestra el incremento del número de neuronas y el área del soma en el ovario desde la gestación hasta la etapa fértil. 
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Es conocido que los receptores a estrógenos se expresan en las neuronas simpáticas y 

parasimpáticas que inervan al ovario, así como en los ganglios sensoriales en modelos animales 

adulto; y que el tratamiento a largo plazo con 17β-estradiol, reduce la población de estas 

neuronas (Jana et al., 2012; Jana et al., 2013; M. Koszykowska et al., 2011). Por ello, sugerimos 

que la actividad de la inervación intrínseca de los ovarios no solo en edades infantiles y adultas, 

sino también en la etapa senescente podría ser regulada por esteroides ováricos, además de la 

inervación extrínseca; elementos que presentan variaciones diversas a lo largo de la vida del 

animal (Acuna et al., 2009).  

La relación que guarda la presencia de las neuronas al interior del ovario en función de 

la edad, especialmente durante la pérdida de la función reproductiva, nos permite sugerir la edad 

de 12 meses como clave en la actividad ovárica, ya que es cuando el animal pierde la ciclicidad, 

comienza a decaer la función ovárica y aumenta la cantidad de NA al interior del ovario (Acuna 

et al., 2009; Chavez-Genaro et al., 2007; Cruz et al., 2017), misma que puede estar siendo 

producida por las neuronas al interior de los ovarios. Los resultados de este estudio muestran 

que hay una abundante inervación noradrenérgica alrededor de los folículos, así como en el 

cuerpo lúteo de los ovarios de las ratas de 3 y 12 meses de edad. En los animales de 15 meses 

de edad se observa alrededor de los quistes ováricos, lo que indicaría que el sistema nervioso 

simpático ejerce una influencia sobre la actividad del ovario a lo largo de la vida del animal, 

concordando con lo propuesto en trabajos donde se ha observado concentración elevada de 

noradrenalina en la gónada senescente (Aguado, 2002; Chavez-Genaro et al., 2007; Cruz et al., 

2017).  

Diversos autores han propuesto que la hiperactividad simpática puede contribuir al 

desarrollo y progresión del síndrome de ovario poliquístico (PCOS) (Morales-Ledesma et al., 

2010). En el modelo animal con PCOS, inducido por la administración neonatal de valerato de 

estradiol, en el cual la concentración de NA en el ovario se encuentra aumentada, mientras que 

la concentración de estradiol está disminuida, lo que reduce el crecimiento folicular, 

produciendo falla ovárica, perdida de la ciclicidad y reducción de la fertilidad (Lara et al., 2000; 

Lara, McDonald, Ahmed, et al., 1990; Lara, McDonald, & Ojeda, 1990).  

El factor de crecimiento nervioso (NGF) y el factor neurotrófico derivado del cerebro 

(BDNF), que en sistema nervioso periférico promueven la neurogénesis y la plasticidad 
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neuronal tanto en animales en desarrollo como en adultos, también funcionan como reguladores 

del desarrollo folicular, ovulación y esteroidogénesis (Russo et al., 2012). En el animal con 

PCOS ambos factores están incrementados (Chang et al., 2019; Streiter et al., 2016). El ratón 

transgénico con sobreexpresión de NGF, presenta características metabólicas y reproductivas al 

PCOS de humano (Wilson et al., 2014). Sin embargo, en mujeres posmenopáusicas o con menor 

reserva folicular, los niveles de NGF y BDNF están disminuidos (Begliuomini et al., 2007; 

Pluchino, Cubeddu, Begliuomini, et al., 2009; Pluchino, Cubeddu, Giannini, et al., 2009), 

hechos que pudieran estar relacionados con un número disminuido de neuronas en la gónada de 

los animales de 15 meses de edad, ya que ambos factores de crecimiento pudieran tener un pico 

a los 12 meses, y de ahí disminuir gradualmente en función de la edad del animal. Otro aspecto 

que pudiera estar relacionado con el efecto de estos factores de crecimiento, es el tamaño más 

grande de los somas neuronales en los animales viejos. 

9. Conclusiones 

• En los ovarios de las ratas de la cepa CII-ZV las neuronas intrínsecas están 

localizadas en las tecas foliculares, alrededor de los cuerpos lúteos y en la glándula intersticial. 

Por ello, estarían relacionadas con las funciones de las estructuras ováricas de donde se 

encuentran ubicadas. 

• El aumento en el número de las neuronas a la edad de 12 meses coincide con la 

edad en que el animal pierde la ciclicidad y deja de ovular. De este modo, la participación de la 

inervación en el ovario estaría involucrada en el control de la liberación de los folículos, así 

como en su desarrollo. 

• El incremento en el tamaño de las neuronas noradrenérgicas relacionadas con los 

quistes ováricos en los animales de 15 meses de edad nos permite proponer una maquinaria 

celular exacerbada en el mantenimiento de los quistes ováricos, relacionados con diversas 

patologías y durante la senescencia reproductiva. 

10. Perspectivas 

El presente estudio nos permite evidenciar la presencia de neuronas al interior del ovario 

y su asociación la pérdida de la función reproductiva y el desarrollo de patologías como el SOP. 

De acuerdo con estudios recientes (Allen et al., 2018; Gysler & Drapkin, 2021; Reavis et al., 

2020) se puede proponer la participación de la inervación en el desarrollo de otras patologías 
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como el cáncer de ovario. Se han observado neuronas al interior de otros órganos, como pulmón, 

páncreas, riñón, intestino grueso e intestino delgado, y su asociación con patologías en estos 

órganos. Por otra parte, para complementar este trabajo faltaría analizar la presencia de otros 

neurotransmisores como acetilcolina y la serotonina, así como analizar el comportamiento las 

neuronas intrínsecas a lo largo del ciclo estral. Por último, falta analizar si estas neuronas están 

influenciando directamente la producción de hormonas esteroides. 
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Resumen 

El cuerpo lúteo es un tejido dinámico que se forma después de que el ovocito es liberado del folículo ovárico. 

Su principal función es la producción de progesterona para el establecimiento y mantenimiento de la preñez. 

En esta revisión se abordan temas relacionados con la formación, función y regresión del cuerpo lúteo. Se 

describen procesos fisiológicos tales como angiogénesis y el efecto de hormonas no esteroideas producidas 

por el cuerpo lúteo. También se incluye una sección sobre inervación intrínseca del ovario, incluyendo al 

cuerpo lúteo, un tema controvertido ya que se considera que esta estructura no recibe inervación. Los avances 

en la comprensión de la fisiología del cuerpo lúteo ayudarán a mejorar nuestro conocimiento sobre la fisiología 

de las gónadas, fundamentalmente para buscar nuevos tratamientos a problemas de fertilidad asociados a 

insuficiencia lútea, por lo que es altamente relevante tanto para la clínica humana como en la zootecnia.  
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Abstract 

The corpus luteum is a dynamic tissue that is generated after an oocyte is released by an ovarian follicle. It ’s 

main function is the production of progesterone for the establishment and maintenance of pregnancy. This 

review addresses issues related to the formation, function, and regression of the corpus luteum. Physiological 

processes such as angiogenesis and the effect of non-steroidal hormones produced by the corpus luteum are 

described. The intrinsic innervation of the ovaries, including the corpus luteum is also introduced, a 

controversial topic since this structure is considered as non-innervated. Advances in the understanding of the 

physiology of the corpus luteum will help to improve our knowledge about the physiology of the gonads, 

primarily focusing on new treatments for fertility disorders related to luteal insufficiency. This information is 

highly relevant for both human clinical and livestock farming areas. 
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1. Introducción 

 

La supervivencia de las especies depende del 

proceso reproductivo, en el caso de los 

mamíferos el funcionamiento cíclico de los 

ovarios es indispensable, el cual de manera 

general consiste en una fase folicular y una fase 

lútea. El ovario es regulado por el eje 

hipotálamo-hipófisis-gónadas mediante 

sistemas de retroalimentación positiva y 

negativa.  El Cuerpo Lúteo (CL) es un tejido 

dinámico que se forma del tejido remanente 

del folículo de Graaf, una vez que el ovocito 

ha sido liberado del folículo ovárico. Su 

función principal es la producción de 

progesterona para el establecimiento y 

mantenimiento de la preñez. En esta revisión 

se describe que el papel del CL no solamente 

es endócrino, más bien se muestra como una 

estructura compleja y dinámica que 

interacciona con otros sistemas. También se 

ponen en evidencia las áreas que deben 

estudiarse para conocer sobre sus funciones y 

posibles campos por abordar sobre 

problemas de índole clínico relacionados con 

la disfunción del CL. 

 

2. Duración del Cuerpo Lúteo 

 

De acuerdo a la vida media del CL posterior a la 

ovulación y donde no hubo fecundación, los 

mamíferos pueden ser divididos en tres categorías: 

(A) de CL de larga duración, (B) de CL de corta 

duración y (C) de CL de ultra-corta duración. A 

las especies que tienen CL de larga duración se les 

conoce como monoéstricas estacionales, porque 

tienen un ciclo estral anual. Incluye a carnívoros 

(gatos, perros, lobos, zorros, hurones y zorrillos) 

y otros animales como el ciervo, armadillo y 

marsupiales, cuya duración del CL varía entre dos 

semanas y seis meses.1 En la hembra de Canis 

Familiaris, la duración de la fase lútea es de 

alrededor de 65 días se encuentre preñada o no 

preñada. 

Los animales con CL de corta duración son 

individuos con varios ciclos estrales al año 

(especies poliéstricas), cuyo CL se desarrolla y 

funciona en un intervalo finito de tiempo durante 

el ciclo ovárico, sin embargo, la vida del CL 

incrementa marcadamente en la preñez. Las 

especies de esta categoría incluyen a los primates 

(monos, grandes simios y humanos), en los que 

después de la ovulación se forma un CL que es 

funcional durante dos semanas para permitir el 

movimiento del embrión a través del cuello 

uterino y para preparar al útero para la 

implantación. Por último, los animales con CL de 

ultra-corta duración, son especies poliéstricas que 

no forman un CL funcional (roedores poliéstricos 

y algunos insectívoros), incluye también a los 

ovuladores reflejos, como la coneja, aquellos 

donde el apareamiento provoca la ovulación o 

pseudopreñez.2 
 

3. Fenómenos de transición y 

luteinización 

 

La regulación de la esteroidogénesis del CL 

puede desglosarse en tres acontecimientos 

importantes; luteinización (conversión de un 

folículo ovulatorio), regresión lútea y 

mantenimiento/rescate de la preñez. Los 

factores que controlan estos eventos y 

dictaminan su variabilidad en las diferentes 

especies de mamíferos dependen de la 

composición de las células lúteas grandes 

(LLC, por sus siglas en inglés) derivadas de las 

células de la granulosa del folículo, de las 

células lúteas pequeñas (SLC, por sus siglas en 

inglés) derivadas de las células foliculares de la 

teca y de las enzimas implicadas en la vía 

esteroidogénica, aunque estas últimas son 

relativamente similares entre las especies de 

mamíferos.3 

La transición de un folículo preovulatorio 

a un CL es un proceso con mecanismos 

complejos similares a la cicatrización de 

heridas y formación de tumores, básicamente 

en la obtención de un suministro adecuado de 

nutrientes al acceder al sistema vascular del 

órgano.4,5 Antes de la ovulación, se presentan 

cambios estructurales en las células de la 

granulosa y de la teca. Por ejemplo, en el 

núcleo, la cromatina se dispersa y se forma el 

nucléolo, lo que va acompañado de un 

aumento en el número de polirribosomas en 

el citoplasma. Las uniones comunicantes entre 

las células de la granulosa y también entre las 

células de la teca desaparecen, 

presumiblemente como un preludio a la 

remodelación celular. A medida que las células 
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se redondean y sus crestas cambian de forma 

laminar a tubular, la cantidad de retículo 

endoplásmico liso de las células incrementa y 

se modifican las características estructurales 

mitocondriales.5 Aunado a la remodelación 

tisular se interrumpe la proliferación celular 

presentándose hipertrofia y diferenciación de 

células esteroidogénicas del folículo, lo que da 

lugar a las células lúteas del CL. Al mismo 

tiempo, en las capas celulares de la granulosa 

del folículo que previamente eran avasculares 

se presenta un proceso de formación 

acelerada de nuevos vasos sanguíneos 

(angiogénesis). En algunas especies también se 

forman nuevos vasos linfáticos 

(linfatogénesis).  En el CL la angiogénesis 

permite la formación de una base 

microvascular extensa.6 Aunque se cree que 

la formación rápida del CL postovulación se 

debe principalmente a un proceso de 

hipertrofia (aumento en el tamaño del 

volumen de células) más que a un proceso de 

hiperplasia (aumento en el número de 

células), durante el desarrollo del CL de 

bovinos se ha observado proliferación de 

células SLC, lo que sugiere que el CL se forma 

por los dos procesos; hipertrofia e hiperplasia 

(Figura 1). La capacidad proliferativa de las 

SLCs disminuye conforme se pasa del estadio 

de crecimiento a la etapa de desarrollo y 

regresión del CL.7 

 

4. Angiogénesis 

 

La angiogénesis fisiológica en adultos es un 

evento raro, con pocas excepciones como la 

vasculogénesis necesaria para el crecimiento 

de tejido en la cicatrización o en los órganos 

reproductores femeninos, como el útero y el 

ovario. La angiogénesis en el CL tiene su 

origen en la vasculatura del folículo en 

desarrollo. Previo a la ovulación, la membrana 

basal del folículo impide la entrada de los 

vasos sanguíneos a la capa de células de la 

granulosa. Cuando el folículo colapsa, lo 

efectúa hacia adentro, y la capa de células de 

la teca junto con sus vasos sanguíneos se 

sitúan dentro de los pliegues del 

compartimento granuloso. Con la pérdida de 

la integridad de la membrana basal se 

presentan extensas remodelaciones tisulares, 

dando comienzo a la invasión vascular en la 

región que contiene las células luteínicas y el 

subsecuente desarrollo de nuevos vasos 

sanguíneos a partir de la vasculatura 

preexistente. La sangre y el plasma se 

extravasan en la cavidad folicular donde 

forman un coágulo rico en fibrina, originando 

una serie de eventos subsecuentes que se 

asocian con un período de intensa 

angiogénesis donde la vasculatura formada se 

extiende a través del tejido.6,7 

Particularmente en el CL, la regulación del 

proceso angiogénico parece estar controlada 

por acciones resultantes del equilibrio entre 

factores pro- y antiangiogénicos.8 Aunque 

poco se conoce sobre los mecanismos 

celulares específicos involucrados, en general 

se plantea que el factor de crecimiento 

endotelial vascular (VEGF-α) producido por 

las células lúteas tempranas, actúa de forma 

paracrina a través de 

receptores/correceptores de VEGF (por 

ejemplo, neuropilinas) en células endoteliales 

microvasculares para promover la 

angiogénesis. Además, los factores locales, 

como los factores de crecimiento similares a 

la insulina (IGF) -1 y -2, pueden generar 

sinergias con la hormona luteinizante (LH) 

para promover la producción de VEGF,9 en el 

CL de primates el VEGF actúa inicialmente 

como un factor angiogénico, pero 

posteriormente como un factor trófico 

(Figura 2).10-12 
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Figura 1.- Regulación hormonal de los ciclos ováricos y menstruales mediante sistemas de retroalimentación 

positiva y negativa en el eje hipotálamo-hipófisis-gónadas.8 

 

 

Por otro lado, se ha observado que los 

esteroides ováricos influyen en el volumen de 

irrigación del tejido y la sensibilidad a los 

receptores β-adrenérgicos: el bloqueo de 

estos receptores provoca un aumento en el 

flujo sanguíneo ovárico, mientras que el 

bloqueo de los α-receptores causa el efecto 

opuesto. Es decir, que la noradrenalina (NA), 

a través de la unión con sus receptores (α o 

β-adrenérgicos), aumenta el flujo de sangre 

de los ovarios hasta en un 60%. El flujo de 

sangre ovárica en ovinos y bovinos es más alto 

durante la fase lútea media y notablemente 

más bajo durante el estro. La presencia de un 

CL funcional parece estar asociada con una 

capacidad vasodilatadora local pronunciada, ya 

que aproximadamente el 90% del flujo de 

sangre a los ovarios es influenciada por el CL 

durante la fase lútea media. Además de esto, 

la progesterona reduce la tasa de degradación 

de NA al inhibir la actividad de la mono-

aminooxidasa (MAO) y la catecol-o-

metiltransferasa (COMT), por lo tanto, al 

aumentar la vida media del neurotransmisor 
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puede suponerse que el ovario, por medio de 

sus propios esteroides, regula el flujo de 

sangre a través del tracto reproductivo.13 

Teniendo en cuenta las etapas tempranas 

de la formación del CL y su importancia en la 

preñez temprana, este mecanismo protege y 

apoya la función normal del CL. Sin embargo, 

aún no están bien esclarecidos los 

mecanismos precisos mediante los cuales 

aparece la neovascularización lútea, puede ser 

a través de la angiogénesis (expansión de los 

vasos sanguíneos existentes) o posiblemente 

mediante la vasculogénesis (por ejemplo, de 

las células progenitoras vasculares circulantes) 

que se forman la densa red capilar en el tejido 

lúteal diferenciado.1,7,8 

 

 

 

Figura 2.- Mecanismos de vascularización del CL en rumiantes y primates. Las células de la granulosa y la teca se muestran 
en naranja y azul respectivamente, la vasculatura en rojo (no se distinguen). En el folículo preovulatorio, la capa granulosa 

permanece avascular, mientras que la teca presenta una extensa vascularización.7 
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5. Mecanismos de regulación del 

Cuerpo Lúteo 

 

La formación y duración limitada del CL son 

críticas para la fertilidad, ya que la 

progesterona es la hormona esteroide 

esencial requerida para la implantación del 

embrión y mantenimiento del embarazo 

intrauterino hasta que se desarrolla la 

placenta. La actividad lútea depende de la 

interacción de diversos factores de 

crecimiento, citocinas y hormonas, 

incluyendo las hormonas tiroideas.14 De los 

varios factores luteotróficos, tres hormonas 

juegan un papel principal que, dependiendo de 

la especie, actúa para funcionar 

individualmente o como parte de un 

complejo: LH, Prolactina (PRL) y Estradiol 

(E2).15 El aumento preovulatorio de las 

gonadotropinas (LH, Hormona Folículo 

Estimulante [FSH, por sus siglas en inglés]) y 

de PRL promueven la diferenciación 

morfológica de las células foliculares y está 

asociada con los cambios bioquímicos 

involucrados en la luteinización. En roedores, 

la PRL es luteotrófica durante el periodo de 

preñez, pero luteolítica durante los ciclos no 

fértiles. La PRL estimula la angiogénesis 

actuando directamente en las células 

endoteliales o indirectamente mediante la 

estimulación de factores proangiogénicos 

como el VEGF. Por otra parte, las 

propiedades antiangiogénicas de PRL se 

presentan después de una escisión 

proteolítica por vasoinhibinas, una familia de 

fragmentos de PRL (incluida la PRL de 16 kDa) 

con potentes efectos antiangiogénicos, 

vasoconstrictores y en contra de la 

permeabilidad de los vasos.16  

En la mujer, la LH y la hormona coriónica 

humana (hCG), son las hormonas 

luteotrópicas vitales durante el ciclo 

menstrual y el embarazo temprano, 

respectivamente. En lo que se refiere a los 

mecanismos celulares y endocrinos que 

regulan el funcionamiento del CL en humanos 

y en otras especies de mamíferos, se tienen 

puntos en común y algunas diferencias 

importantes. Por ejemplo, los primates y 

bovinos tienen un contenido similar de células 

LLC y SLC, y un gran número de células 

endoteliales capilares que forman la 

vasculatura, las cuales tienen un papel esencial 

en la función óptima del CL. Cabe destacar 

que las células lúteas en rumiantes crecen más 

que en los primates y adquieren una capacidad 

para producir progesterona que es 

independiente de la estimulación de LH. A 

diferencia del CL de los bovinos, las LLC de 

los primates siguen requiriendo la 

estimulación por LH y la hCG a lo largo de la 

fase lútea. Aunque los folículos preovulatorios 

de mujeres y vacas son de tamaño similar, así 

como la producción esteroidogénica (10 a 20 

mg/h), el CL bovino produce 

aproximadamente diez veces más 

progesterona en comparación con el CL 

humano (17.4 mg/h frente a 1.4 mg/h), 

posiblemente debido al mayor desarrollo de 

las células lúteas bovinas que producen la 

hormona.17  

En los primates y los rumiantes, el CL es 

en gran medida, dependiente de la LH que 

actúa a través del AMPc/proteína cinasa. En 

contraste, en roedores y conejos, la PRL y el 

E2 son críticos como factores de la luteólisis.3 

En la mujer, el patrón de secreción de LH y la 

producción de progesterona tienen las 

siguientes características: (a) la frecuencia de 

liberación pulsátil de la LH disminuye 

progresivamente correlacionándose con la 

duración de la exposición a progesterona; (b) 

la amplitud de los pulsos de LH varía con la 

aparición de una mayor cantidad de pulsos 

más pequeños que se correlacionan bien con 

el nivel de progesterona; (c) en la fase lútea 

temprana, el patrón de secreción de 

progesterona es estable; (d) en el centro y 

fase lútea tardía, la secreción de progesterona 

es episódica, y se correlaciona con la 

liberación pulsátil de LH; y (e) la progesterona 

sola en la fase lútea media y tardía no refleja 

con exactitud la adecuación del CL.17,18 

La respuesta de los tejidos 

esteroidogénicos a las hormonas 

gonadotrópicas está regulada en parte por los 

receptores en las células y tejidos gonadales. 

Como resultado de la unión de la hormona al 

receptor, la enzima adenilato ciclasa activa un 

aumento en los niveles intracelulares de 
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AMPc. La actividad incrementada de la 

proteína cinasa conduce a una mayor síntesis 

de hormonas esteroides ováricas a través de 

varios mecanismos, incluyendo la activación 

directa de componentes de la enzima 

mediante la fosforilación. En el CL son varios 

los factores que influyen en el número de 

receptores a LH, entre ellos la activación 

directa de los componentes del sistema 

enzimático esteroidogénico vía fosforilación. 

El complejo hormona-receptor se internaliza 

entonces por endocitosis y la hormona se 

degrada en lisosomas. Después de la 

internalización, el receptor es también 

degradado en lisosomas o reciclado a través 

del aparato de Golgi. Los receptores nuevos 

o reciclados para LH se incorporan en la 

membrana limitante con proteínas que 

contienen gránulos secretores. Las acciones 

de la LH en la membrana plasmática de las 

células que contienen estos gránulos 

secretores hacen que aumente la exocitosis e 

incorporan estos gránulos en la membrana (y 

los receptores a LH). Estos mecanismos 

propuestos explican el aumento del número 

de receptores a LH inmediatamente después 

de la estimulación de la célula lútea con dosis 

masivas de LH. También explican la 

"regulación a la baja" de los receptores de LH, 

24 horas después de la administración de 

LH.19 

El conocimiento sobre los eventos 

moleculares que conducen a la regresión 

funcional y estructural del CL es limitado 

debido a que existen diferencias entre los 

eventos luteolíticos de mamíferos primates y 

no primates. El CL de los primates tiene una 

vida media de 14 -16 días en los ciclos 

menstruales no fértiles, pero en los ciclos 

menstruales en los que se produce una 

implantación, la continuación de su capacidad 

funcional es indispensable para el 

mantenimiento satisfactorio del embarazo, 

hasta que la placenta se convierta en la fuente 

principal de progesterona. Para aportar 

conocimiento sobre el mecanismo fisiológico 

por el cual la hCG prolonga la vida funcional 

del CL de primates, en monos Cynomolgus se 

administró hCG o LH ya sea a una tasa 

constante o en una tasa que aumenta 

exponencialmente durante la fase lútea media 

y tardía del ciclo menstrual. Los resultados 

indican que el CL experimenta una reducción 

sustancial en su capacidad de respuesta a la LH 

entre las fases lútea media y tardía del ciclo 

menstrual y que la capacidad de respuesta 

disminuida del CL es estas etapas solo puede 

superarse por las concentraciones elevadas de 

gonadotropinas logradas por la producción 

placentaria de la hCG.20,21 

 

6. Regresión Lútea    

 

La regresión del CL está compuesta de dos 

eventos: la pérdida de su capacidad 

esteroidogénica (principalmente de 

progesterona), conocida como regresión 

funcional, seguida de una regresión estructural 

que involucra muerte celular por apoptosis y 

degeneración de la matriz extracelular por 

medio de luteólisis.22 La regresión del CL, 

tanto funcional como estructuralmente, es 

esencial para la ciclicidad normal. El CL debe 

retroceder funcionalmente para disminuir la 

secreción de progesterona y permitir otra 

oleada ovulatoria de LH y, por lo tanto, otro 

ciclo estral. También debe replegarse de 

manera estructural (destrucción y remoción 

de las células lúteas) para mantener el ovario 

en la proporción adecuada con respecto al 

resto del tracto reproductivo y habilitar los 

folículos preovulatorios para crecer y 

posteriormente ovular.23 Por lo anterior, 

podemos decir que el CL es una glándula 

endocrina cuya vida útil está programada por 

limitantes hormonales.24 

La expresión del receptor CD95 (Apo-1) 

(Fas) y la apoptosis inducida por Fas son 

mecanismos atribuidos a la destrucción 

selectiva de células del CL durante la 

regresión lútea. En ciertos tipos de células 

epiteliales, la sensibilidad de estas se debe a la 

pérdida o escisión de los filamentos 

intermedios que contienen queratina. 

Específicamente la queratina 8/18 (K8/K18) de 

los filamentos influye en la muerte celular, en 

parte mediante la regulación de la expresión 

de Fas en la superficie celular.25 Sin embargo, 

no se han estudiado completamente los 

sistemas de señalización que impulsan la 
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regresión del CL de los primates en los ciclos 

de no concepción. 

Recientemente ha incrementado el interés 

por conocer el papel funcional de los 

metabolitos del estradiol (EM), principalmente 

en tejidos productores de estrógeno. El CL 

humano produce una serie amplia de EM, y se 

ha postulado que actúan a través de vías 

paracrinas y autocrinas que afectan la 

angiogénesis o los eventos mediados por 

LH.6,7 

Por otra parte, se ha observado que el 

sistema inmune participa en la autofagositosis 

de células lúteas en humanos. Los macrófagos 

parecen jugar un papel indispensable en 

funciones ováricas, puesto que estos invaden 

al CL. La acumulación de células inmunes se 

asocia con la necrosis que se presenta durante 

la regresión del CL, como se ha observado en 

ovarios de vacas y humanos.26 Se sugiere que 

en el CL existe un proceso de necrosis ya que 

se producen grandes cantidades de especies 

reactivas de oxígeno (ROS); además, los altos 

niveles de cortisol causan estrés oxidativo en 

las células de la granulosa causando su muerte, 

lo que afecta directamente a los ovocitos ya 

que las células de la granulosa dejan de 

proveer a los folículos de nutrientes, factores 

de crecimiento y factores de supervivencia, lo 

que conlleva a la disminución en la producción 

de E2. Algunos estudios sugieren que el E2 

participa como antioxidante en la 

supervivencia de los ovocitos de cerdo.27,28 La 

dependencia continua del CL de los primates 

sobre LH/ hCG /AMPc también parece estar 

detrás de la luteólisis, ya que parece requerir 

un mayor soporte luteotrópico.29 

En contraste, la regresión del CL de los 

rumiantes es iniciada por prostaglandinas F-α 

(PGF) a partir de la señal del útero que no 

presenta implantación. En consecuencia, la 

fase lútea corta en rumiantes se debe 

principalmente a la secreción prematura de 

PGF por el útero no preñado, mientras que la 

insuficiencia del CL en primates está 

relacionada con un inadecuado soporte 

luteotrópico y a la regresión prematura del 

CL. Así, el CL tiene dos vías que dependen de 

la preñez: funcionar como el principal soporte 

de progesterona o la regresión del CL en la 

ausencia de la preñez, estos procesos son 

producidos por vías celulares y enzimáticas 

comunes, reguladas por procesos 

luteotrópicos y luteolíticos.30,31 Estos 

procesos incluyen factores paracrinos o 

autocrinos asociados con la angiogénesis, que 

median las acciones de LH/hCG (por ejemplo, 

progesterona), o contrarrestar efectos 

luteotrópicos (es decir, luteólisis local; por 

ejemplo, PGF2α).31 

 

7. Inervación y Cuerpo Lúteo 

 

La inervación del ovario incluye componentes 

somáticos y autonómicos que llegan a los 

ovarios por medio del nervio ovárico superior 

y el nervio del plexo ovárico (NPO).32,33 

Recientemente nuestro grupo de trabajo hizo 

una descripción detallada de la inervación 

extrínseca que llega a los ovarios a través del 

NPO, mostrando su diversidad en cuanto a 

los ganglios prevertebrales donde se localizan 

las neuronas posganglionares.34 Las terminales 

nerviosas localizadas en los ovarios liberan 

neurotransmisores y neuropéptidos que 

influyen en la actividad de los tejidos ováricos 

cuyo papel sería de tipo regulador en la 

esteroidogénesis y el desarrollo folicular.35-39 

Así mismo se ha mostrado que en las 

membranas de las células foliculares existen 

receptores adrenérgicos y que, el empleo de 

fármacos agonistas o antagonistas modifica la 

liberación de los esteroides ováricos.40,41 

La denervación del ovario disminuye la 

actividad esteroidogénica del CL, aumenta los 

receptores en las células lúteas, retrasa el 

desarrollo folicular e interrumpe la ciclicidad 

ovárica.37,39 Así mismo, la secreción de 

progesterona y de andrógenos se modifica 

cuando el ganglio celíaco es estimulado con 

agonistas noradrenérgicos como propanolol o 

fentolamina, o cuando se estimulan los 

receptores adrenérgicos en los ovarios.42 

Incluso, se ha descrito que el efecto de la 

estimulación vía nerviosa supera al efecto 

producido por LH en la liberación de 

progesterona.43 

Estudios in vitro e in vivo han mostrado 

que los receptores β-adrenérgicos modulan 

la liberación de hormonas esteroideas.44 En 
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bovinos, el bloqueo de los β-receptores 

ováricos con propanolol disminuye las 

concentraciones de progesterona periférica 

entre el 20% al 30% a los 11 días de ser 

inyectado. Estos datos sugieren que la 

secreción basal de progesterona puede 

depender de la estimulación adrenérgica 

directa y constante en el CL.45 

El sistema noradrenérgico puede participar 

en la función secretora del CL en varios 

niveles reguladores como pueden ser: (a) 

afectar el funcionamiento del CL a través de 

vías en el sistema nervioso central, que 

involucran áreas extrahipofisiarias, amigdalar 

e hipotálamo posterior; (b) controlar la 

contractilidad de la vasculatura periférica y 

ovárica, influyendo en el flujo sanguíneo de 

CL; y (c) aumentar la actividad de enzimas 

específicas que participan en la síntesis de 

oxitocina ovárica postraduccional y la 

esteroidogénesis del CL.13 En rumiantes, el 

funcionamiento del CL temprano es 

independiente de la LH, mientras que el CL en 

la fase lútea media requiere de LH como 

soporte luteotrófico, estos datos apuntan a la 

importancia de la estimulación β-adrenérgica 

en la regulación funcional del CL recién 

formado. Lo que supone que esto es 

especialmente importante en las primeras 

etapas de la preñez. Sin embargo, en novillas 

la infusión de un bloqueador β-adrenérgico a 

mitad del ciclo reduce la secreción de 

progesterona en un 20-30%. Por lo tanto, se 

ha sugerido que la estimulación β-

adrenérgica es igualmente crucial para la 

función del CL durante toda la fase lútea como 

para todo el ciclo en general.13,45,46 

 

8. Inervación intrínseca del ovario 

 

La inervación intrínseca del ovario es provista 

por neuronas con soma multipolar alojadas 

principalmente en la médula ovárica; mientras 

que las localizadas en la corteza están 

inmersas en la capa de células de la teca, pero 

no atraviesan la membrana basal y por lo 

tanto, no ingresan al interior del folículo ni del 

CL.47 

Respecto a la naturaleza bioquímica de las 

neuronas intrínsecas del ovario, se mostró 

que producen neuropéptido Y (NPY), aunque 

no se determinó si también producen otros 

péptidos.47 Resultados de nuestro laboratorio 

muestran que en los ovarios de la rata hembra 

adulta de la cepa Long Evans, existe una 

inervación intrínseca abundante y, 

específicamente en la corteza del ovario, cada 

folículo está asociado a un grupo de neuronas 

que pudiera influir en su desarrollo. También 

hemos encontrado que al interior del CL 

existen células que muestran 

inmunorreactividad a enzimas involucradas en 

la síntesis de catecolaminas (TH), que 

seguramente tienen la capacidad de influenciar 

la regulación y síntesis de progesterona en el 

CL.48 

 

9. Catecolaminas y CL 

 

En el CL de mamíferos se ha sugerido que la 

dopamina (DA) puede tener influencia 

directamente a través de sus receptores 

específicos, indirectamente a través de los 

adrenoreceptores por medio de una reacción 

cruzada o mediante su conversión a NA en el 

proceso catalizada por la dopamina-β-

hidroxilasa. La DA está presente en el CL de 

los bovinos, donde estimula la secreción de 

oxitocina en el CL de novillas.46 La DA 

estimula la liberación de oxitocina en la 

hipófisis de ratas lactantes, con una potencia 

comparable a la de la NA. De igual manera, se 

ha observado que la NA influye en la 

secreción concomitante de progesterona y 

oxitocina en el ovario durante todas las etapas 

del ciclo estral en bovinos actuando a través 

de los adrenoreceptores. De este modo 

suponemos que la DA afecta la función 

ovárica después de su conversión en NA.46,49 

También se ha observado que la NA afecta 

la secreción de progesterona y su síntesis por 

mediante un aumento de la actividad del 

citocromo P450scc y de la 3β-

hidroxiesteroide deshidrogenasa. Este efecto 

está mediado a través de los receptores 

celulares β1 y β2 de las células lúteas, la 

cantidad total de estos receptores se 

correlaciona con las concentraciones de 

progesterona periférica durante la fase lútea y 
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esto refleja la capacidad del ovario para 

reaccionar a la estimulación.33,37,41,44 

En otros estudios se ha observado que la 

denervación ovárica causa una disminución de 

la actividad esteroidogénica en el CL, un 

aumento de los receptores en las células 

lúteas, un retraso en el desarrollo folicular y 

la interrupción de la ciclicidad.37,39 El aumento 

de la actividad noradrenérgica durante 

situaciones estresantes podría afectar la 

función del CL y, por el contrario, el aumento 

duradero en las concentraciones de 

catecolaminas en sangre disminuye 

notablemente el número de receptores de 

catecolaminas en el CL, posiblemente por su 

autorregulación. Incluso se observó que las 

concentraciones de DA dentro del CL están 

altamente correlacionadas con los de NA 

durante el ciclo estral, y son más altas en el 

CL recién formado que en el CL desarrollado, 

el CL regresivo o el CL de mujeres 

embarazadas. El CL de bovinos puede 

sintetizar NA a partir de DA como precursor, 

también se ha observado que la respuesta del 

CL al tratamiento con NA se reduce en el 

envejecimiento, en comparación con las vacas 

cíclicas.45 

La progesterona reduce la actividad de la 

MAO, la principal enzima responsable de la 

degradación intracelular de las 

catecolaminas.46 La MAO se encuentra 

alrededor de los vasos sanguíneos ováricos, 

en la glándula intersticial y en el CL en 

envejecimiento, pero no en los folículos o en 

el CL recién formado en ratas. La actividad de 

la MAO ovárica varía durante el ciclo estral en 

ratas,33 por lo que se supone que también 

puede afectar indirectamente la función 

ovárica.50 Lo que indica que la estimulación 

catecolaminérgica puede ser una parte 

importante en el mecanismo de secreción del 

CL.46,51 

 

 

10. La insuficiencia de la Fase Lútea 

 

La insuficiencia de la fase lútea debido a 

problemas hormonales lleva al fracaso de la 

implantación y ha sido responsable de abortos 

espontáneos y fracasos en reproducción 

asistida. Esta deficiencia se observa en mujeres 

con ovarios poliquísticos, trastornos de la 

tiroides y alteraciones en la producción de 

prolactina, lo cual genera un bajo ambiente 

hormonal de progesterona, provocando 

iatrogenia debido entre otros, a malas 

intervenciones en reproducción asistida. El 

uso de análogos de la hormona liberadora de 

gonadotropina para prevenir la oleada de LH 

y la aspiración de las células de la granulosa 

durante la recuperación del ovocito (en 

procedimientos de fertilización in vitro), 

puede perjudicar la capacidad del CL para 

producir progesterona. El uso de agentes 

progestacionales como progesterona/hCG 

han demostrado ser eficaces en mujeres con 

antecedentes de aborto recurrente. Sin 

embargo, no se ha demostrado un efecto 

beneficioso de agentes de uso generalizado 

para establecer un tratamiento óptimo, como 

ácido ascórbico, estrógeno o prednisolona 

junto con progesterona.14,21,52-54 

Por otra parte, la obesidad y la 

malnutrición se han relacionado con una 

disminución de la fecundidad en las mujeres.55 

La deficiencia de la capacidad reproductiva de 

mujeres obesas se atribuye a la anovulación. 

Sin embargo, en mujeres obesas con ciclos 

ovulatorios regulares se observa fertilidad 

reducida.56,57 Por lo cual, se sugiere que la 

obesidad afecta directamente la calidad de los 

ovocitos y embriones,58 así como la 

receptividad endometrial.59 También se ha 

visto que la excreción urinaria de metabolitos 

de progesterona disminuye, debido a la 

supresión en la secreción de gonadotropinas 

en mujeres obesas,60 por lo que se ha llegado 

a pensar que la obesidad afecta la función del 

CL. Además, se ha mostrado que la secreción 

de progesterona está asociada con la 

regulación negativa de las vías 

esteroidogénicas del CL, por lo que una 

variación de peso contribuye a la disfunción 

del CL.55 Este nuevo panorama nos ha 

ayudado a comprender mejor las 

consecuencias y factores asociados en la 

disfunción reproductiva relacionada con el 

peso, lo que podría ayudar a reforzar los 

tratamientos para mejorar la capacidad 

reproductiva de las mujeres con obesidad.53,54 
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11. Conclusiones 

 

En los últimos años se han realizado avances 

significativos sobre el estudio de la inervación 

y su influencia en diferentes órganos, 

incluyendo al ovario y sus estructuras, tales 

como el CL. La formación y duración del CL 

son críticas para la reproducción en 

mamíferos, ya que la progesterona lútea es 

esencial para la implantación del embrión y el 

mantenimiento de la preñez, hasta que se 

desarrolla la placenta. La disfunción de esta 

glándula dinámica puede generar problemas 

de salud tales como abortos por insuficiencia 

lútea, quistes ováricos e infertilidad.  

Actualmente se han realizado avances 

significativos en el conocimiento de los 

mecanismos fisiológicos que regulan la función 

ovárica, sin embargo, se requieren más 

estudios que nos permitan conocer la 

neurobiología del CL, en especial para 

esclarecer las vías de señalización que 

subyacen para determinar la funcionalidad del 

CL en el ciclo ovárico. El conocimiento de la 

fisiopatología del CL requiere de estudios 

integrativos con enfoques metodológicos 

novedosos, in vivo e in vitro, que nos 

permitan conocer más de la insuficiencia lútea, 

los mecanismos celulares y endocrinos en el 

ovario que están siendo afectados por el 

estrés y que a su vez provocan patologías que 

antes tenían una menor prevalencia entre las 

mujeres en edad reproductiva. Resultados 

recientes y trabajos futuros pueden ser 

importantes no sólo para tratamiento de los 

trastornos ováricos en mujeres, sino que 

también para el diseño de nuevos 

anticonceptivos e incluso usarse para la 

recuperación de la fauna silvestre, 

especialmente en la reproducción de las 

especies en peligro de extinción.  En la 

presente revisión se hizo énfasis en los 

mecanismos de regulación del CL y cómo 

participan en el control de las funciones 

ováricas como el ciclo ovárico y su influencia 

en posibles patologías asociadas al CL, 

dándonos una visión más amplia de lo que aún 

falta por estudiar para entender de los 

mecanismos de regulación del ovario. 
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Abstract: Ovarian functions decrease with perimenopause. The ovary has extrinsic innervation,
but the neural influence on ovarian functions and dysfunction is not well-studied. The
present study aimed to biochemically and morphometrically characterize the intrinsic
neurons in ovaries from young adult, middle-aged, and senescent Long Evans CII-ZV
rats (3, 12, and 15 months old, respectively). Ovaries were extracted from four rats of
each age group (n=12 total), cryopreserved, and processed for immunofluorescence
studies with the primary NeuN/β-tubulin and NeuN/tyrosine hydroxylase (TH)
antibodies. The soma area and number of intrinsic neurons in the ovarian stroma,
surrounding follicles, corpus luteum, or cyst were evaluated. The intrinsic neurons were
grouped in cluster-like shapes in ovarian structures. In senescent rats, the intrinsic
neurons were mainly localized in the ovarian stroma and around the cysts. The number
of neurons was lower in senescent rats than in young adult rats (p<0.05), but the soma
size was larger than in young adult rats. Immunoreactivity to TH indicated the presence
of noradrenergic neurons in the ovary with the same characteristics as NeuN/β-tubulin,
which indicates that they are part of the same neuronal group. Taken together, the
findings indicate that the intrinsic neurons may be related to the loss of ovarian
functions associated with aging.
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interpretation/conclusion of that? 
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Abstract 16 

Ovarian functions decrease with perimenopause. The ovary has extrinsic innervation, but the 17 

neural influence on ovarian functions and dysfunction is not well-studied. The present study 18 

aimed to biochemically and morphometrically characterize the intrinsic neurons in ovaries 19 

from young adult, middle-aged, and senescent Long Evans CII-ZV rats (3, 12, and 15 months 20 

old, respectively). Ovaries were extracted from four rats of each age group (n=12 total), 21 

cryopreserved, and processed for immunofluorescence studies with the primary NeuN/β-22 

tubulin and NeuN/tyrosine hydroxylase (TH) antibodies. The soma area and number of 23 

intrinsic neurons in the ovarian stroma, surrounding follicles, corpus luteum, or cyst were 24 

evaluated. The intrinsic neurons were grouped in cluster-like shapes in ovarian structures. In 25 

senescent rats, the intrinsic neurons were mainly localized in the ovarian stroma and around 26 

the cysts. The number of neurons was lower in senescent rats than in young adult rats 27 

(p<0.05), but the soma size was larger than in young adult rats. Immunoreactivity to TH 28 

indicated the presence of noradrenergic neurons in the ovary with the same characteristics as 29 

NeuN/β-tubulin, which indicates that they are part of the same neuronal group. Taken 30 
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together, the findings indicate that the intrinsic neurons may be related to the loss of ovarian 31 

functions associated with aging. 32 

Keywords: Ovarian Innervation, Senescent Rat, Intrinsic Neurons, Ovarian Function 33 
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Introduction 67 

In mammals in the mid-life stage, an exponential decrease in the number of ovarian follicles 68 

correlates with the beginning of female subfertility, a process known as reproductive 69 

senescence. Once this event occurs, there is a decrease in viable oocytes. In general, when 70 

the pool of follicles in a woman’s ovaries is <1000, the hormonal feedback with the 71 

hypothalamus cannot be sustained, which leads to menopause (Cruz et al., 2017; te Velde et 72 

al., 1998). In Sprague Dawley and Wistar rats, a decrease in the number of follicles and 73 

modification of the estrous cycle has been observed at 10 months of age (Acuna et al., 2009; 74 

Peng & Huang, 1972). The decrease in follicles continues until 12 months old (middle-aged), 75 

then the rats experience subfertile and infertile periods as they grow older (senescent) (Acuna 76 

et al., 2009; Chavez-Genaro et al., 2007). 77 

The configuration of the ovarian tissue undergoes structural and functional change depending 78 

on the age of the animal. Changes include proliferation, differentiation, and cellular death, 79 

(e.g., follicle growth, ovulation, forming of the corpus luteum [CL], cysts, and ovarian stroma 80 

[OS]). As the animal ages, there are modifications in the ovarian configuration; mainly, cysts 81 

begin to appear when rats are 6 months old and, by the age of 14 months (senescent rat), large 82 

cysts increase in number and occupy most of the ovarian cortex (Acuna et al., 2009). 83 

The ovarian extrinsic innervation involves autonomic and sensorial components that reach 84 

the ovaries through the superior ovarian nerve and ovarian plexus nerve (Aguado, 2002; 85 

Baljet & Drukker, 1979; Doganay et al., 2010; Pastelin et al., 2017). In some species, the 86 

nerve fibers reach the primordial and in-development follicles but do not penetrate the basal 87 

lamina to the granulose cells or CL (D'Albora & Barcia, 1996; D'Albora et al., 2000). For 88 

example, in the female pig, the parasympathetic intraovarian nerve fibers surround the 89 

preantral and antral follicles, the CL, blood vessels, and OS. Such fibers release acetylcholine 90 

(Ach) and co-transmitters, including nitric oxide, vasoactive intestinal polypeptide (VIP), 91 
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somatostatin (SOM), substance P, and galanin (Jana et al., 2018). In pathological conditions 92 

(hyperestrogenism), the quantity of parasympathetic nerve fibers in the adult pig ovary 93 

decreases in the inner part of the ovary, altering the cholinergic innervation pattern, neuronal 94 

isoform of nitric oxide synthase (nNOS), and VIP, which in turn modifies its functions (Jana 95 

et al., 2018).  96 

Other studies have described an association between a loss in the number of fertile follicles 97 

and an increasing concentration of norepinephrine (NE) in the rat ovary (Chavez-Genaro et 98 

al., 2007). Thus, an experimental increase in the ovarian sympathetic tone of 10-month-old 99 

animals increases catecholamine levels, which correlates with cyst formation, along with 100 

follicular degeneration. In the ovaries of 14-month-old animals, the number of cysts was 101 

significantly high (Acuna et al., 2009). However, in the celiac ganglia (main neuronal relay 102 

between the central nervous system and ovaries), the levels of NE do not increase during the 103 

senescent period, but decrease with age. Therefore, the increase in NE may occur via intrinsic 104 

innervation, which has not been studied in senescent stages (Acuna et al., 2009; Banerjee et 105 

al., 2014; Chavez-Genaro et al., 2007; Dumesic & Richards, 2013; Mayerhofer et al., 1998; 106 

Venegas-Meneses et al., 2015). 107 

Intrinsic innervation and its participation in functioning has been demonstrated in diverse 108 

organs (Anetsberger et al., 2018; Hao et al., 2020). The intrinsic innervation of the ovary has 109 

been described in several species (Gilbert, 1969; Madekurozwa, 2008). In pigs, nerve 110 

structures, such as neuronal cells and nerve fibers, have been identified inside the ovary (Jana 111 

et al., 2015). In humans, neuronal intraovarian cells have also been described using anti-112 

human p75-NGFR, with reports of neural cells with a prominent nucleus around the follicles, 113 

CL, medulla, and ovarian cortex (Anesetti et al., 2001), but without penetrating them. In 114 

rodents, neurons in the ovaries of Wistar rats have been identified using morphogenic 115 

markers (NeuN), as well as nerve growth factor (NGF) and tyrosine hydroxylase (TH) for 116 

differentiated neurons. These neurons have a multipolar soma and are localized in the ovarian 117 

medulla during neonatal and young adult stages. However, these neurons have not been found 118 

in Sprague-Dawley rats (D'Albora & Barcia, 1996; D'Albora et al., 2000). 119 

The aim of the present study was to locate and biochemically/morphometrically characterize 120 

the intrinsic neurons in the ovaries of young adult, middle-aged, and senescent Long Evans 121 

CII-ZV rats. The antibodies used in this study were chosen due to their specificity and ability 122 
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to recognize neuronal bodies in the central or peripheral nervous systems. NeuN has been 123 

found in the nuclei of neurons of the central nervous system and in the cytoplasm of 124 

peripheral neurons in the enteric system (Dredge & Jensen, 2011; Duan et al., 2016; 125 

Gusel'nikova & Korzhevskiy, 2015; Kim et al., 2009; Lind et al., 2005; Mullen et al., 1992; 126 

Van Nassauw et al., 2005; Weyer & Schilling, 2003). Considering that a reduction in NeuN 127 

has been observed in the spinal cord of senescent rats compared to young rats (Portiansky et 128 

al., 2006), we decided to use a second neuronal marker to identify intrinsic neurons in the 129 

ovary, type-III β-tubulin (Almeida-Souza et al., 2011; Baas et al., 2016; Dredge & Jensen, 130 

2011; Katsetos et al., 2003; Kim et al., 2009; Lind et al., 2005; Mariani et al., 2015; 131 

Portiansky et al., 2006; Weyer & Schilling, 2003). The synthesis of this marker increases 132 

with age; NeuN loses immunoreactivity, whereas the expression of β-tubulin increases 133 

(Almeida-Souza et al., 2011; Baas et al., 2016; Jiang & Oblinger, 1992; Korzhevskii et al., 134 

2011).  135 

Materials and Methods 136 

Animals 137 

The animals were provided by Bioterio Claude Bernard, BUAP. The protocol was approved 138 

by the Committee to Use and Care for the Laboratory Animals of Benemérita Universidad 139 

Autónoma de Puebla (Of. VIEP 1040/2019). All procedures described in this work were 140 

carried out in accordance with the guidelines for the use and care of laboratory animals by 141 

the Mexican Committee for Animal Care (NOM-062-ZO-1999). Every effort was made to 142 

minimize the number of animals in each experimental group and to ensure minimal 143 

discomfort and pain. Twelve adult female CII-ZV rats were used. They were kept in 144 

controlled conditions (14 h light/10 h dark, lights on from 05:00 to 19:00 h) with free access 145 

to water and food.   146 

Experimental design 147 

The females were assigned to the following groups: young adult rats aged 3-5 months (3M, 148 

n=4), middle-aged rats aged 12 months (12M, n=4), and senescent rats aged 15 months (15M, 149 

n=4). Both ovaries from each animal were analyzed (i.e., eight ovaries per group). In the 3M 150 

group, only those in estrous were used (rats with three consecutive 4-day estrous cycles, daily 151 

vaginal smears were taken between 09:00 and 10:00 h). In the 12M group, rats were used 152 

only if vaginal cytology showed continuous estrous (regular estrus cycle and ovulation 153 
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ceased, vaginal cytology indicated desquamation cells in vagina). In the 15M group, rats 154 

were used only if vaginal smears indicated continuous anestrus (persistent leukocytes). 155 

Ovary dissection 156 

Animals from each group were deeply anesthetized with pentobarbital between 09:00 and 157 

11:00 h (80 mg/kg weight, i.p.). The animals were then perfused with 200 mL of Hartmann 158 

solution and the ovaries dissected during the necropsy. The ovaries were placed in fixative 159 

(Carnoy) for 24 h, rinsed with Hartmann solution, and kept in solution with 30% sucrose until 160 

immunofluorescence processing.  161 

Immunofluorescence  162 

The preserved ovaries were cut into 10-µm sections using a cryostat (THERMO Shandon 163 

cryotome E) at -25°C. The sections were defrosted at room temperature and treated for 90 164 

minutes in 6% fetal bovine serum (FBS; Cat. 26140079, Gibco Thermo Scientific) and 0.1% 165 

Tween 20 (Sigma Chemical Co., St. Louis, Mo. USA). Next, they were incubated with the 166 

primary antibody for 72 h at 4°C. Polyclonal antibody anti-rabbit β-tubulin (1:500, Cat. 2128 167 

Cell Signaling) or anti-rabbit tyrosine hydroxylase (1:500, Cat. AB 152 Merck Millipore) 168 

and anti-mouse NeuN (1:500, Cat. MAB 377 Merck Millipore) antibodies were used. After 169 

incubation with the primary antibody, the tissues were washed with 0.5 M Tris-EDTA buffer 170 

(BTE) for 1 min. They were incubated with the secondary antibodies, anti-rabbit coupled 171 

with rhodamine (1:500, Jackson Immuno Research Laboratories, Inc.) and anti-mouse 172 

coupled with fluorescein (1:500, Jackson Immuno Research Laboratories, Inc.), for 24 h. At 173 

the end of this incubation, the tissues were washed with BTE for 1 min. DAPI-Vecta-Shield 174 

was added to the tissues (Vector Laboratories, Burlingame, CA, USA) for observation under 175 

the microscope.  176 

For negative controls, the primary antibody was substituted with 6% FBS and BTE. 177 

Observations and analyses of the immunoreactivity of the antibodies in the ovarian follicles 178 

were performed using a fluorescence microscope (Olympus BX41) equipped with an 179 

Evolution VF Digital Camera (Media Cybernetics, Inc., USA).  180 

Statistical analysis 181 

Immunoreactive neurons to primary antibodies were counted and the area of the soma 182 

determined using Image Pro-premier 9.2 software (Media Cybernetics, Inc., Rockville, 183 

USA). To obtain the soma area of the intrinsic neurons, the immunoreactive cells, including 184 
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well-defined nuclei, were selected and delineated manually in microphotographs and the area 185 

of the intrinsic neurons measured by the software. To define the number of neurons around 186 

each follicle or cyst, the Block method for estimation of cell populations (Block, 1951, 1952) 187 

was used as a correction factor. From the total number of slides, 1 in 5 was recovered and 188 

selected for the following groups: NeuN/β-tubulin; NeuN/TH; negative control for NeuN/β-189 

tubulin; negative control for NeuN/TH; and H&E. Significant differences among 190 

experimental groups were determined by ANOVA followed by a Tukey test for 191 

nonparametric data (Graphpad Prism 8.1). 192 

Results 193 

Intrinsic neurons were observed in the ovaries of all rats (Figures 1-3). These neurons showed 194 

different morphological characteristics from other ovarian cells, particularly a prominent, 195 

well-defined nucleus (average nucleus diameter of all ages 10.37 µm; Fig. 1), twice the size 196 

of other ovarian cells. 197 

In the 3M group, the neurons were localized around the follicles of different development 198 

stages, the CL, cysts, and the OS. All neurons were observed to be in a cluster-like shape 199 

(Fig. 1) similar to small nerve ganglia. Fig. 2a-d shows two contiguous follicles with parallel 200 

theca, the latter containing neurons. The ovaries from the 12M group had atretic follicles and 201 

CL in regression, as well as ovarian cysts. The neurons in this stage were localized around 202 

the follicular cyst (Fig. 2), with a tendency to concentrate in the middle region of the ovary.  203 

Follicles in different developmental stages and CL occupy the ovarian cortex area in young 204 

animals, with intrinsic neurons around them (Fig. 3a-d). In the ovaries of the 15M group, the 205 

neurons were observed in the OS and surrounding cystic structures (Fig. 3i-l).  206 

In the 3M group, the immunoreactive neurons to NeuN/TH localized around the follicles, as 207 

described for NeuN/β-tubulin positive neurons (Fig. 4a-d). TH immunoreactivity around the 208 

cyst was more abundant in the 12M group (Fig. 4e-h, arrowhead) than in senescent animals 209 

(Fig. 4i-l, arrowhead). In the senescent rats, the TH-positive neurons (arrow) around the 210 

ovarian cysts were lower in contrast to the neurons in the OS (arrows). 211 

The total number of intrinsic neurons localized in the ovaries, around the follicles and cysts, 212 

varied throughout the life of the animals (Fig. 5a). In the senescent group, there were no more 213 

follicles or CL; however, there were neurons around the cysts. Regarding the number of 214 
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neurons around the CL, there was no significant difference between the 3M and 12M groups 215 

(10.7±1.6 vs. 6.6 ± 0.06, respectively). 216 

In the OS, there were diverse and abundant intrinsic neurons, with no differences between 217 

age groups. However, comparing the number of neurons around follicles (3M or 12M) or 218 

cysts (15M) between the groups showed that senescent rats had fewer neurons than middle-219 

aged rats (Fig. 5a). Nevertheless, the area of the neurons was larger in the senescent rats than 220 

in the other groups (Fig. 5c, p<0.05). The number of NE-neurons was different in the groups, 221 

with a peak in the middle-aged rats (Fig. 5b). The area of the NE-neurons surrounding the 222 

follicles and ovarian cysts was also different between the groups, as it increased 223 

proportionally with age. An age-dependent increase in the noradrenergic neuron area was 224 

also found in the ovarian stroma (Fig. 5d). 225 

Discussion  226 

In this study using Long Evans CII-ZV rats, ovarian intrinsic innervation was associated with 227 

all functional structures of the ovary, suggesting active participation of these neurons in 228 

processes, such as development and loss of function. The neural influence on ovarian 229 

functions and dysfunction has been poorly studied. The extrinsic innervation of the ovaries 230 

regulates follicular development, steroidogenesis, and ovulation (Doganay et al., 2010), and 231 

the nerve fibers reach the theca cells without crossing the basal membrane of the follicles, 232 

CL, or cysts (Anesetti et al., 2001; D'Albora et al., 2002; D'Albora et al., 2000). However, 233 

little is known about the intrinsic innervation of the mammalian ovary, especially in 234 

senescent animals. 235 

Previous studies (Anesetti et al., 2001; D'Albora et al., 2002; D'Albora & Barcia, 1996; 236 

D'Albora et al., 2000; McKey et al., 2019) have shown intrinsic neurons in the mammalian 237 

ovary, including the human ovary. In Wistar rats, neuronal somas have been identified, 238 

mainly in the ovarian medulla and some isolated neurons around the ovarian follicles. Long 239 

Evans CII-ZV rats are a good model for reproductive studies because the 4-day estrous cycle 240 

is very regular and senescent process well described. Our results confirm the first 241 

assumptions and showed that the neurons are associated with the inner theca cells and basal 242 

lamina. The present study contributes that, in both young adult and senescent ovaries, most 243 

neurons are associated in clusters in all structures of the ovarian cortex (OS and around 244 

follicles, CL, and cysts).  245 
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The abundant innervation that each follicle has from early development until cell death 246 

suggests involvement in the regulation of the development of follicles and ovulation 247 

(Madekurozwa, 2008). Significant levels of NE have been observed inside the ovaries of 248 

senescent rats, but the concentration of NE in the extrinsic innervation (such as the celiac 249 

ganglion) decreases with age (Chavez-Genaro et al., 2007; Cruz et al., 2017). This 250 

neurotransmitter could be synthesized by other sources, such as the intrinsic innervation. We 251 

demonstrated subpopulations of TH-positive neurons (limiting enzyme to synthesize NE) 252 

that co-express NeuN and found an increased neuron size related to increasing age, but this 253 

was associated with high production of NE in the senescent ovary. 254 

The increased size of the somas of intrinsic neurons (NeuN-positive and TH-positive) related 255 

to ovarian cysts and OS in senescent animals, coupled with a significant decrease in the 256 

number of these neurons, allows us to propose an exacerbated cell machine in the 257 

maintenance of ovarian cysts and high concentration of NE related to reproductive 258 

senescence and various pathologies (Chavez-Genaro et al., 2007; Cruz et al., 2017).  259 

Studies of extrinsic innervation in the ovary have shown that they release neurotransmitters 260 

into the ovary; NE, VIP, and Ach, among others, may be responsible for some metabolic 261 

activity of the functional structures of the ovary (Dissen et al., 2002; Hsueh et al., 1984; 262 

Mayerhofer et al., 1997). For example, follicles growing in highly innervated ovarian regions 263 

may have a selective advantage over others that are not exposed to neurotransmitter signals 264 

(Mayerhofer et al., 1997). In addition, Ach (Lakomy et al., 1982; Mayerhofer et al., 1997), 265 

NE (Masuda et al., 2001), and VIP (Bruno et al., 2011) regulate ovarian steroidogenesis 266 

depending on the stage of the estrous cycle.  267 

In the rat, the relationship between intrinsic neurons in the ovary and age, especially during 268 

the loss of reproductive function, allows us to suggest that 12 months of age is key to the 269 

start of decaying ovarian function in rats. At this point, there is an increase in NE inside the 270 

ovary (Acuna et al., 2009; Chavez-Genaro et al., 2007; Cruz et al., 2017), which may be 271 

produced by large intrinsic neurons. Several authors have proposed that sympathetic 272 

hyperactivity may contribute to the development and progression of polycystic ovarian 273 

syndrome (PCOS) (Morales-Ledesma et al., 2010). In young adult animals with PCOS 274 

induced by neonatal estradiol valerate administration, there is a high concentration of NE in 275 

the ovary, whereas the estradiol level is low. This causes a reduction in follicular growth, 276 
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which in turn causes ovarian failure, loss of cyclicity, and reduced fertility (Lara et al., 2000; 277 

Lara, McDonald, Ahmed, et al., 1990; Lara, McDonald, & Ojeda, 1990). The senescent rats 278 

have several characteristics similar to PCOS in young adult rats, including follicular cysts 279 

occupying the major ovarian cortex area, anovulation, high production of androgen, low 280 

estradiol levels, and persistent vaginal cornification (Linares et al., 2019). These effects are 281 

also similar to those observed in women with PCOS. 282 

NGF and brain-derived neurotrophic factor (BDNF), which promote neurogenesis and 283 

neuronal plasticity in the peripheral nervous system of both developing and adult animals, 284 

also function as regulators of follicular development, ovulation, and steroidogenesis (Russo 285 

et al., 2012). In animals with PCOS, both factors are increased (Chang et al., 2019; Streiter 286 

et al., 2016). However, in postmenopausal women or those with a lower follicular reserve, 287 

the levels of NGF and BDNF are decreased (Begliuomini et al., 2007; Pluchino, Cubeddu, 288 

Begliuomini, et al., 2009; Pluchino, Cubeddu, Giannini, et al., 2009). This could be related 289 

to a decreased number of neurons in the gonads of senescent animals, as BNDF significantly 290 

decreases after the animal stops cycling (approximately 12 months). 291 

Estrogen receptors are present in the sympathetic, parasympathetic, and sensorial neurons 292 

that innervate the ovaries of adult animals. Long-term treatment with 17β-estradiol reduces 293 

the populations of these neurons (Jana et al., 2012; Jana et al., 2013; Koszykowska et al., 294 

2011). It is possible that, in rats, the intrinsic innervation activity in early and adult stages 295 

may be regulated by ovarian steroids in addition to the extrinsic innervation (Acuna et al., 296 

2009).  297 

Conclusions 298 

In the ovaries of CII-ZV rats, the intrinsic neurons are in the follicular theca, around the CL, 299 

in the OS, and around cysts. These results suggest active participation of these neurons in 300 

processes of development and remodeling of ovarian structures. As the morphology and 301 

number of these neurons vary with age, especially in senescent rats, we suggest that the 302 

intrinsic neurons are a part of the age-related loss of ovarian functions. 303 
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Figure Legends 493 

Fig. 1 Microphotographs show a cluster of neurons in the ovarian stroma (OS) and follicles 494 

(F) of young adult (3M) female rats. a,e: The nuclei are labeled with DAPI. b,f: NeuN. c,g: 495 

β-Tubulin. d,h: Co-localization of NeuN and β-tubulin. The yellow head arrows show 496 

intrinsic neurons of the ovaries, in the theca layer of the follicle. i,j,l: Negative control 497 

Fig. 2 Immunofluorescent staining was used to localize intrinsic neurons in the ovary using 498 

NeuN (green) and β-tubulin (red). a,e,i: Nuclei were labeled with DAPI. b,c: Distribution of 499 

the intrinsic neurons around the follicles (F) of the ovaries in a young adult rat (3M). f,g: 500 

Around a cyst (C) of the middle-aged rat (12M) (60x). j,k: Around a cyst in a senescent rat 501 

(15M). d,h,l: Co-localization of NeuN and β-tubulin. The yellow head arrows show intrinsic 502 

neurons of the ovaries 503 

Fig. 3 The top microphotographs are of ovaries from young adult rat (3M), middle-aged rat 504 

(12M), and senescent rat (15M). Immunofluorescent staining was performed with mouse 505 

anti-NeuN (green) and rabbit anti-β-tubulin (red) antibodies, showing intrinsic neurons in the 506 

ovarian stroma (OS), corpus luteum (CL), and follicles (F). a,e,i: Nuclei were labeled with 507 

DAPI. b,f,j: Neu-N. c,g,k: β-Tubulin. d,h,l: Co-localization of NeuN and β-tubulin. The 508 

yellow arrows show intrinsic neurons of the ovaries 509 

Fig. 4 The top microphotographs are of ovaries from young adult rat (3M), middle-aged rat 510 

(12M), senescent rat (15M). Inmunofluorescent staining was performed with mouse anti-511 

NeuN (green) and rabbit anti-TH (red) antibodies. b,c,d: show noradrenergic neurons in the 512 

theca layer of follicle. f,g,h: show noradrenergic neurons around the cyst (C). j,k,l: show 513 

noradrenergic neurons in ovarian stroma (OS) and around the cyst. The yellow head arrows 514 

show noradrenergic neurons around the follicle or cyst, and the yellow arrows show 515 

noradrenergic neurons on the ovarian stroma in the Senescent rat. 516 

Fig. 5 a: Median number of intrinsic neurons (NeuN/β-tubulin) in ovaries from young adult 517 

rat (3M), middle-aged rat (12M), and senescent (15M) CII-ZV rats. b: Median number of 518 

intrinsic neurons (NeuN/TH) in ovaries c: Median area of the intrinsic neurons (NeuN/β-519 

tubulin) from ovarian follicles and cysts. d: Median area of the intrinsic neurons (NeuN/β-520 
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tubulin) from ovaries in the ovarian stroma. *P<0.05 vs. 3M and 12M, **P<0.05 vs 12M and 521 

15M; ANOVA followed by Tukey. Error bars indicate SEM. 522 
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