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 RESUMEN 

 

La presente investigación se realizó con el propósito de demostrar que la terapia hormonal a 

base de hCG o GnRH como inductores de la ovulación, sirven para solucionar la condición 

clima que afecta la ovulación. Existe controversia del uso de Acetato de Buserelina (análogo 

de GnRH), en dosis única como inductor de la ovulación en equinos. Por lo tanto, el objetivo 

de este estudio fue evaluar el efecto del acetato de buserelina sobre la ovulación y el tiempo en 

el que ocurre este proceso en yeguas de regiones de clima mayormente nublado. El trabajo fue 

realizado en Loja, Ecuador, entre agosto 2020 y abril 2021. La temperatura promedio local fue 

16,1°C, la humedad relativa 76,7%, precipitación 0,07 mm y nubosidad de 70%. Se utilizaron 

8 yeguas sin raza definida, de 4 -15 años de edad, con condición corporal entre 3 – 3,5. Todos 

los animales pasaron por los 4 tratamientos aleatoriamente. Se utilizó ultrasonografía para 

monitorear el desarrollo folicular, en la presencia de un folículo ≥35mm y edema endometrial 

de 2 a 3 mm, fue aplicado uno de los siguientes tratamientos: Control (sin aplicación 

hormonal); hCG (2,500UI de hCG por vía intravenosa (IV)); AB (42µg de Acetato de 

Buserelina por vía intramuscular (IM)) o la Combinación de hCG + AB. Posteriormente se 

verificó la ovulación a las 36, 42, 48 y 60 horas de la inducción. Cinco días después de la 

ovulación o en la confirmación de la presencia de un cuerpo lúteo, se administró 0,263 mg de 

Cloprostenol sódico, con el objetivo de acortar el ciclo estral para una siguiente evaluación 

folicular. Los tratamientos hCG y Combinación hCG+AB presentaron el 100% de ovulaciones 

en un tiempo promedio de 39h desde la inducción, diferente (p<0,05) de los tratamientos 

Control y AB que obtuvieron 37,5% (99,43h) y 25% (115,71h) respectivamente. Ambos 

tratamientos, Control y AB, tuvieron una yegua que presentó folículo hemorrágico 

anovulatorio (HAF). No se observó efecto de la temperatura ambiental, humedad relativa, 

precipitación y nubosidad sobre la ovulación (p>0,05). El tamaño del folículo pre-ovulatorio 

hasta las 48 horas posteriores a la inducción del tratamiento Control (44,31±1,16) mm fue 

mayor (p<0,05) que el tratamiento hCG (41,5±3,52) mm y Combinación hCG+AB (39,56 

±2,01) pero fue similar al tratamiento AB (43,75±3,79). El tamaño del folículo pre-ovulatorio 

desde la inducción hasta la ovulación, del tratamiento Control (45,19±1,41) y el tratamiento 

AB (45,12±4,53) mm fue mayor (p<0,05) que la Combinación hCG+AB (39,56±2,01) mm y 

el crecimiento total del folículo pre-ovulatorio (mm) desde la inducción hasta la ovulación, del 

tratamiento Control (7,21±2,97) y el tratamiento AB (6,07±3,62)  mm tuvo una tendencia a ser 

mayor (p<0,1) al tratamiento  hCG (2,25±0,29) mm y hCG+AB (2,5±1,08) mm. El crecimiento 

del folículo pre-ovulatorio (mm) por día y hora, desde la inducción hasta la ovulación fue 

similar (p>0,05), entre los tratamientos variando entre 1,19 a 1,43mm /día. El crecimiento 

folicular por hora varía entre 0,05 a 0,06 mm /hora. Se puede concluir que la utilización de 

acetato de buserelina en dosis única de 42µg IM, no es eficiente en la inducción de la ovulación 

en yeguas de regiones de clima mayormente nublado.  

Palabras clave: folículo, hCG, GnRH, HAF, nubes. 
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ABSTRACT 

 

The present research was carried out with the purpose of demonstrating that hormonal therapy 

based on hCG or GnRH as ovulation inducers, serve to solve the climatic condition that affects 

ovulation. There are controversial findings about the use of buserelin acetate, a GnRH 

analogue, in hastening ovulation in estrus mares. Hence, the aim of this study was to evaluate 

the effectiveness of buserelin acetate on ovulation and the time when it occurs in mares of 

regions where the weather is mostly cloudy.  The investigation was performed in Loja- 

Ecuador, from August 2020 to April 2021. The mean local temperature was 16.1°C, relative 

humidity 76.7%, precipitation 0.07 mm and cloud cover 70%. Eight mixed race mares of 4 – 

15 years old, with body condition between 3 – 3,5 were used. All the animals went through the 

4 treatments randomly. Ultrasonography was used to monitor follicular development, in the 

presence of a follicle ≥35 mm and endometrial edema of 2 to 3, one of the following treatments 

was applied: Control (without hormonal application); hCG (2,500IU of hCG intravenously 

(IV)); AB (42µg of Buserelin Acetate intramuscularly (IM)), or a Combination of hCG + AB. 

Subsequently, ovulation was verified at 36, 42, 48 and 60 hours after induction or later every 

12 hours until ovulation. Five days after ovulation or upon confirmation of the presence of a 

corpus luteum, 0.263 mg of cloprostenol sodium was administered, with the aim of shortening 

the estrous cycle for a subsequent follicular evaluation. The hCG and hCG+AB combination g 

treatments presented 100% ovulation in an average time of 39h from induction, different 

(p<0.05) from the Control and AB treatments that obtained 37.5% (99.43h) and 25% (115.71h) 

respectively. Both treatments, Control and AB, had a mare that presented hemorrhagic 

anovulatory follicle (HAF). There was no effect of environmental temperature, relative 

humidity, precipitation and cloudiness on ovulation (p>0.05). The pre-ovulatory follicle size 

up to 48 hours post induction of the Control treatment (44.31±1.16) mm was larger (p<0.05) 

than the hCG treatment (41.5±3.52) mm and hCG+AB Combination treatment (39.56 ±2.01), 

but was similar to the AB treatments (43.75±3.79). The pre-ovulatory follicle size from 

induction to ovulation of Control treatment (45.19±1.41) and AB treatment (45.12±4.53) mm 

was larger (p<0.05) than hCG+AB Combination treatment (39.56±2.01) mm, and the total pre-

ovulatory follicle growth (mm) from induction to ovulation of the Control treatment 

(7.21±2.97) and AB treatment (6.07±3.62) mm had a tendency to be larger (p<0.1) than the 

hCG (2.25±0.29) mm and hCG+AB (2.5±1.08) mm treatment. The pre-ovulatory follicle 

growth (mm) per day and hour, from induction to ovulation was similar (p>0.05), among the 

treatments varying between 1.19 to 1.43 mm /day and the follicular growth per hour varied 

between 0.05 to 0.06 mm /hour. We can conclude that buserelin acetate in a single dose of 42 

µg IM is not efficient to induce ovulation in mares of regions with mostly cloudy weather. 

 

Keywords: follicle, hCG, GnRH, HAF, cloudy. 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

 La yegua es considerada como poliéstrica estacional necesita de mayor cantidad de 

horas luz/día  para entrar en actividad reproductiva (Samper, 2000), la cual generalmente 

empieza entre los 12 a 24 meses, donde el tracto reproductor comienza a interactuar con otras 

zonas del cuerpo y provoca la primera ovulación (Cíntora, 2007), la actividad ovárica equina 

va aumentando conforme  las horas luz van en incremento en el hemisferio Sur el patrón cíclico 

regular corresponde a los meses de octubre a marzo (temporada reproductiva o ovulatoria). 

Inmediatamente la actividad ovárica va reduciendo conforme va disminuyendo la duración de 

luz diaria, hasta llegar a cesar durante la época de los meses de mayo a julio (temporada 

anovulatoria) (Ginther 1992 & Nagy et al., 2000). Estas dos épocas están separadas entres si 

por períodos de transición (Sharp, 1986).  

 

 La estacionalidad reproductiva de la hembra equina está regulada por los cambios en la 

duración del fotoperiodo (periodo de la luz/día), aunque está influenciada por la temperatura 

ambiente, la disponibilidad de alimento durante estas épocas (Guerin y Wang, 1994; Fitzgerald 

y McManus, 2000 & Nagy et al., 2000). Dichos factores convierten a la yegua en uno de los 

animales domésticos de más dificultoso manejo reproductivo (Davies, 2005; Galina y Valencia, 

2008).  

 

 El efecto del fotoperiodo en la dinámica folicular ovárica, es visible cuando más lejos 

de la línea ecuatorial se encuentre la yegua, sin embargo, aún en latitudes relativamente 

cercanas al Ecuador (Boeta et al., 2006), se presentan épocas anovulatorias en las zonas de 

clima tropical (Ramírez et al., 2010; Rodríguez G. et al., 2013). Por esta circunstancia, una de 
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las situaciones que preocupa a los propietarios de equinos es poder obtener un máximo 

rendimiento reproductivo de las yeguas (Rodríguez, 2008).   

 

 La inducción de la ovulación en yeguas se ha vuelto un método de rutina en 

reproducción, ya que la inseminación artificial y transferencia de embriones requieren una 

precisa exactitud del tiempo de ovulación, lo cual garantiza el uso de hormonas (Cortés-Vidauri 

et al., 2018). La gonadotropina coriónica humana (hCG), ha sido la primera hormona utilizada 

para inducir la ovulación en yeguas y su uso es todavía aplicado (Figuereido et al., 2011), a 

diferencia del  acetato de Buserelina (AB), que es un fármaco agonista de la hormona liberadora 

de las gonadotropinas (GnRH)  (Barrier-Battut et al., 2001) y es eficiente para causar un 

aumento en las concentraciones de LH e inducir la ovulación en yeguas cíclicas (McKinnon et 

al., 1993; Mumford et al., 1995) y en  período de transición (Fanelli, D et al., (2021).  

 Esta investigación estuvo enmarcada en demostrar que mediante la utilización de una 

terapia hormonal a base de la administración de hCG, y un análogo de GnRH (Acetato de 

Buserelina) individualmente y simultáneamente se puede llegar a la ovulación, en condiciones 

de clima mayormente nublado. Como dato general cabe recalcar que nuestro país se encuentra 

ubicado sobre la línea ecuatorial lo que produce poca estacionalidad a lo largo del año, siendo 

solo dos estaciones definidas: húmeda o invierno y seca o verano; en la ciudad de Loja estas 

dos estaciones no están bien definidas debido a que en los meses más secos donde se espera 

mayor luminosidad hay lluvias constantes y falta de luz solar, lo cual interfiere  en la 

reproducción de hembras equinas de esta ciudad, provocando falla ovulatoria.  

 Por lo tanto, objetivos planteados en este estudio fueron: Estudiar la dinámica y tamaño 

folicular pre ovulatorio de yeguas cíclicas en la zona ecuatorial con y sin inducción de la 

ovulación, Observar el comportamiento reproductivo de yeguas cíclicas bajo las condiciones 

climáticas en latitud 3°59'35.3'' S y altura de 2,150msnm. Comprobar si la combinación de dos 
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hormonas hCG y Acetato de Buserelina es más efectiva para la inducción de la ovulación de 

yeguas cíclicas que la utilización de esas hormonas de forma individual en regiones de la zona 

ecuatorial de altura. 

 Como hipótesis del trabajo investigativo tenemos: La administración de hCG induce 

efectivamente la ovulación en yeguas cíclicas en regiones de la zona ecuatorial de altura con 

nubosidad >60%. La administración de Acetato de Buserelina induce efectivamente la 

ovulación en yeguas cíclicas en regiones de la zona ecuatorial de altura con nubosidad >60%. 

La administración combinada de dos hormonas hCG y Acetato de Buserelina induce 

efectivamente la ovulación en yeguas cíclicas en regiones de la zona ecuatorial de altura con 

nubosidad >60%. 
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2. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1. ANATOMIA DEL APARATO REPRODUCTOR DE LA YEGUA 

 

 El aparato reproductor de la hembra equina se encuentra colgado sobre la doble lámina 

de peritoneo que sostiene a los ovarios, oviductos, útero, cérvix y parte anterior de la vagina y 

vulva (Morel & Berasategui, 2006). Estos órganos, producen el ovocito o célula sexual de la 

hembra, facilitando la fertilización y otorgando el ambiente adecuado para el desarrollo 

embrionario y fetal, (Youngquist & Threlfall, 2007). Por otro lado, se encuentran las estructuras 

que interactúan con los órganos ya mencionados, y que desarrollan un rol fundamental en la 

regulación de los procesos endocrinológicos de la reproducción: glándula pineal, la retina, el 

hipotálamo y la glándula hipófisis (Brinsko et al., 2011).  

 

2.1.1. Vulva 

 

 La vulva, se encuentra en la parte externa del aparato reproductor, está conformada por 

dos labios que se reúnen en las comisuras dorsal y ventral y que se unen en la porción media 

del tracto para formar las dos comisuras en el sitio de unión donde la abertura vulvar vertical 

normalmente inicia 5 a 7 cm directamente por debajo del ano, y tiene una longitud de entre 12 

a 15 cm  (Brinsko et al., 2011), en la comisura inferior se encuentra la fosa del clítoris (Morel 

& Berasategui, 2006). 
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2.1.2. Vagina 

 

 La vagina es el órgano copulatorio y el sitio de expulsión de orina durante la micción, 

y generalmente se encuentra entre el vestíbulo y la entrada al cérvix (Morel & Berasategui, 

2006). Además es un órgano tubular que se extiende horizontalmente entre 15 y 20 cm dentro 

de la cavidad pélvica, desde el orificio externo del cérvix hasta el pliegue transversal que 

recubre el orificio externo de la uretra (Brinsko et al., 2011),  cumple una actividad secretora 

de mucus que depende del estado endocrino de la hembra, siendo mayor frecuencia en el 

periodo de estro o celo durante la cual el epitelio escamoso estratificado que la conforma se 

engrosa notoriamente protegiendo el interior de la misma durante la cobertura y sirve de 

alojamiento para el órgano copulador masculino y previene la entrada de los microorganismos 

(Morel & Berasategui, 2006).  

 

2.1.3. Cérvix 

 

 En la hembra equina el tamaño del cérvix mide de 6 a 8 cm de largo aproximadamente 

y tiene la forma de semicono plano y no presenta anillos cervicales como en el bovino. El 

cérvix posee varios pliegues longitudinales donde su pared relativamente delgada con muy 

poco tejido conectivo (Morel & Berasategui, 2006). El cérvix es flácido durante el celo 

diferente a otras especies lo que permite que el pene del padrillo haga presión sobre el mismo 

en la cópula y el semen sea depositado con fuerte presión dentro del útero al momento de la 

eyaculación (Morel & Berasategui, 2006) y durante la preñez y el diestro, donde predomina la 

progesterona el cérvix permanece cerrado y rígido (Youngquist & Threlfall, 2007).  Además, 

es un órgano dinámico, cuyo epitelio refleja su función, presentando células ciliadas y células 
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productoras de mucus (Samper et al., 2007) el cual sirve como lubricante o sellante, 

dependiendo de la etapa del ciclo estral o preñez (Brinsko et al., 2011).  

 

2.1.4. Cuerpo del Útero 

 

 El cuerpo del útero de la yegua mide en promedio de 15 a 20 cm de longitud y su grosor 

en el extremo anterior es de 4 a 6 cm, estrechándose a medida que se acerca al cérvix, el cuerpo 

del útero es más desarrollado que los cuernos uterinos (Morel & Berasategui, 2006). La pared 

uterina está conformada por tres capas perimetrio, miometrio y endometrio. El perimetrio es la 

capa externa, el miometrio es la capa media, compuesta por fibras musculares dispuestas 

longitudinalmente, y el endometrio o capa más interna (mucosa). El endometrio o capa interna 

uterina es importante en la regulación de la función lúteal durante el ciclo estral y preñez de la 

hembra (Youngquist & Threlfall, 2007). El grosor de las capas de la pared uterina, y el tono 

del miometrio, varían considerablemente de acuerdo al estado reproductivo y la edad de la 

hembra (Allen, 1995). 

 

2.1.5. Cuernos Uterinos  

 

 Los cuernos uterinos en la hembra equina son convexos, con la curvatura mayor 

dirigida hacia el frente, hacia abajo y lateralmente. Tienen forma ligeramente cónica, y  

miden 10 a 16 cm de largo y 2 a 3 cm de ancho en su extremo ovárico, siendo más anchos en 

su unión con el cuerpo del útero, su consistencia varía dependiendo de la etapa reproductora y 

de la etapa del ciclo estral en la que se encuentre en animal, durante el estro los cuernos uterinos 

son flácidos y durante el diestro están rígidos. (Morel & Berasategui, 2006).  
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2.1.6. Oviductos 

 

 Los oviductos son órganos tubulares que se originan de los conductos de Müller y se 

divide en tres partes: el infundíbulo (porción más cercana al ovario), la ampolla (porción 

media), y por último el istmo (segmento que conecta la ampolla con la unión útero tubárica) 

(Brinsko et al., 2011). Estas estructuras son el segmento inicial del tracto tubular reproductivo 

de la yegua (Youngquist & Threlfall, 2007).  Como en todas las especies animales los 

oviductos se encuentran recubiertos por el mesosalpinx el cual sostiene los oviductos y sirve 

de bolsa y rodea al ovario. El infundíbulo tiene forma de embudo, su superficie está cubierta 

por un gran número de proyecciones aterciopeladas denominadas fimbrias (Morel & 

Berasategui, 2006). El ámpula se une con el istmo del oviducto tiene un diámetro 

relativamente grande, con su parte interna caracterizada por la presencia de pliegues de la 

mucosa con abundante epitelio ciliar y es el sitio de fertilización.  

 El istmo tiene un diámetro menor que el ámpula y su punto de unión con el útero se 

denomina unión útero-tubar (Morel & Berasategui, 2006). La porción proximal de las trompas 

de Falopio proporciona un conducto para el transporte del ovocito desde la fosa de ovulación, 

hacia el sitio de fecundación en la unión de la ampolla al istmo (Youngquist & Threlfall, 2007; 

Schnobrich, 2019). Una particularidad de la yegua, es que una vez que el ovocito fue 

fertilizado, y se convierte en un embrión, permanece en las trompas uterinas por 

aproximadamente 5 días y medio antes de entrar al lumen del útero (Weber et al., 1991; 

Schnobrich, 2019). 
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2.1.7. Ovarios 

 

 Los ovarios o gónadas, están contenidos en la parte anterior del ligamento ancho en la 

región sublumbar de 5 a 10 cm directamente anteriores al tercio superior de la espina ilíaca 

tienen una forma de riñón. Se reconocen como estructuras de forma ovalada irregular de 

consistencia firme. Sus dimensiones varían entre el derecho y el izquierdo y en cada animal, 

dependiendo del tamaño del cuerpo, edad, etapa del ciclo estral. En promedio su medida es de 

5 a 8 cm de longitud por 2 a 4 cm de diámetro, la amplitud con que se movilizan los ovarios 

está limitada por el mesovario y la posición del útero (Morel & Berasategui, 2006).  

 El ovario de la especie equina, en comparación con el de otros animales domésticos, 

tiene la zona vascular en la superficie del órgano. Esa zona rodea como una campana el ovario 

en el margen mesovarial. En la parte opuesta del ovario hay una zona libre de vasos sanguíneos 

mayores, la fosa ovárica (fossa ovarii), que está cubierta por un epitelio germinativo (Liebich, 

2010). En la fosa ovarii, el folículo maduro (folículo de Graaf) puede alcanzar la superficie del 

ovario. En este lugar se desarrolla el estigma, donde tiene lugar la ovulación y la formación del 

cuerpo lúteo (König et al. 2015). 

 

2.2. FISIOLOGÍA REPRODUCTIVA DE LA YEGUA  

 

 La actividad reproductora de la hembra equina comienza a los 12 a 24 meses, en este 

momento el tracto reproductor interactúa con otras zonas del cuerpo y provoca la primera 

ovulación del ciclo reproductivo cuya finalidad es garantizar que la hembra sea cubierta por el 

macho o inseminada artificialmente en el momento preciso para asegurar la preñez (Cíntora, 

2007). 
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 La yegua es considerada como poliéstrica estacional, necesita de mayor cantidad de 

horas luz para entrar en actividad reproductiva (Samper, 2000), y en actividad ovárica en la 

época primavera y verano estas dos estaciones están separadas por los períodos de transición 

(Sharp, 1986). La estacionalidad reproductiva de la hembra equina, está regulada por los 

cambios en la duración del fotoperiodo (periodo de luz de cada día), además está influenciada 

por la temperatura, la disponibilidad del alimento en estas épocas según el estudio de (Guerin 

& Wang, 1994; Fitzgerald y McManus, 2000; Nagy et al., 2000) y la raza (Samper, 2000).  

 La luz ejerce su efecto mediante la producción de melatonina atreves de la glándula 

pineal en los períodos de oscuridad, la cual bloquea la producción de hormona liberadora de 

gonadotropinas (GnRH) y por el hipotálamo (Ginther, 1992). Cuando se produce el incremento 

de horas de luz día se produce períodos cortos con altas concentraciones de melatonina, que 

permiten el incremento en la frecuencia y amplitud de la liberación de pulsos de gonadotropinas 

(Hughes et al., 1972; Palmer et al., 1982). 

 En general, existe un patrón de estacionalidad reproductiva marcada en la presencia o 

ausencia de la ovulación, en el cual la incidencia ovulatoria es mínima o ausente durante la 

época invernal presentando periodos anovulatorios y va en aumento durante la primavera, 

alcanzando el pico máximo durante el verano, y va disminuyendo en el otoño. También hay 

yeguas que presentan ciclos regulares durante todo el año sin excepciones (Ginther et al., 2004). 

 La actividad ovárica equina va aumentando conforme las horas luz van en incremento, 

en el hemisferio Sur, el patrón cíclico regular va desde octubre a marzo (temporada ovulatoria), 

y va en reducción, hasta llegar a finalizar durante la época mayo a julio (temporada 

anovulatoria) (Ginther 1992 & Nagy et al., 2000). Estas dos épocas están separadas entre sí por 

períodos de transición (Sharp, 1986).  En el hemisferio norte la temporada ovulatoria y de 
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anestro cambian debido a que la longitud del día es diferente y sigue un patrón opuesto al 

presentado por hemisferio Sur (Ginther 1992; Nagy et al., 2000). 

 

2.3. CICLO ESTRAL  

 

 El ciclo estral de la yegua, es el período en el cual se producen entre dos o más 

ovulaciones seguidas, acompañadas por la presencia de un estro, celo o calor y donde las 

concentraciones de progesterona (P4) están por debajo de 1 ng/ml, y este se suele dividir en 

dos fases: la fase folicular (proceso ovulatorio) y la fase lúteal (diestro), la duración del ciclo 

estral normal de la yegua es de veintiún o veintidós días (22 ± 3 días) (Andrade Souza et al., 

2011; Neely et al., 1989). 

 

 En el ciclo estral al hipotálamo se considera como el punto clave de control 

reproductivo ya que los gonadotropos secretan la hormona GnRH, y esta provoca la 

estimulación, la síntesis y la liberación de las gonadotropinas: hormona folículo-estimulante 

(FSH) y luteinizante (LH), las cuales son responsables de la dinámica folicular ovárica, la 

producción de estrógenos, la ovulación y la luteinización del cuerpo lúteo (Andrade Souza et 

al., 2011).  

 

 El estro o celo es el período en el cual la yegua exhibe signos de conducta receptiva 

sexual al padrillo, también conocida como fase folicular, varía de 4 a 7 días en la yegua (Neely 

et al., 1989). Está presidida por el crecimiento, selección, maduración del folículo dominante 

y posteriormente la ovulación, presentándose rápida disminución de las concentraciones 

plasmáticas de estrógenos (Andrade Souza et al., 2011). La ovulación se presenta generalmente 

entre las 24 a 48 horas antes de finalizar el estro, luego de la misma en la cavidad del folículo 
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colapsado se forma el cuerpo lúteo (Neely et al., 1989) y el incremento de las concentraciones 

de LH va de forma lenta, alcanzando el pico 24 horas pos ovulación (Andrade Souza et al., 

2011). 

 

 La fase lúteal se considera como el período restante del ciclo estral, esta fase dura 

alrededor de 14 a 15 días, variando de acuerdo a la duración del estro (Neely et al., 1989). Se 

inicia con la ovulación, la formación del cuerpo lúteo y posteriormente la secreción de 

progesterona (P4).  

 

2.4.  EJE HIPOTALAMO- HIPOFISIS-GÓNADA DE LA YEGUA 

 

2.4.1. El Hipotálamo y la Hormona Liberadora de Gonadotropinas (GnRH) 

 

 El hipotálamo es el órgano que se encuentra en la base del cerebro, y sus neuronas 

producen GnRH. La GnRH, en la eminencia media, difunde a los capilares del sistema porta-

hipofisiario y de aquí a las células de la adenohipófisis en donde su función es estimulación, 

la síntesis y la secreción de las hormonas hipofisarias FSH y LH (Morel & Berasategui, 2006). 

 

 La GnRH es activada debido a que la melatonina deja de ejercer su acción sobre el 

hipotálamo y al haber días de mayor horas luz, el eje hipotálamo-hipófisis se activa y esta 

hormona puede ser secretada de forma pulsátil, para así liberar FSH y LH (Morel & 

Berasategui, 2006). Una alta frecuencia pulsátil de GnRH causara liberación de LH, mientras 

que una baja frecuencia pulsátil de la primera causara liberación de FSH (Neely et al., 1989). 
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2.4.1.1.  Hipófisis y su actividad hormonal.  

 

 La hipófisis está dividida en adenohipófisis y neurohipófisis, desde el punto de vista 

reproductivo, es el lóbulo anterior, el cual secreta seis tipos de hormonas diferentes entre las 

cuales están la LH y la FSH las cuales son gonadotrofinas hipofisarias (Neely et al., 1989; 

Morel & Berasategui, 2006). 

 

 El trabajo de (Evans & Irvine, 1975), indica que durante la estación reproductiva de 

la yegua existen en cada ciclo dos picos de FSH separados por 10 a 11 días de intervalo. Esta 

liberación fue confirmada posteriormente por otros investigadores (W. Allen, 1980; Turner 

et al., 1979). La adenohipófisis libera FSH y LH, la FSH es la responsable del proceso de 

crecimiento y maduración folicular, y la LH interviene en el proceso de ovulación, formación 

y mantenimiento del cuerpo lúteo (Morel & Berasategui, 2006 & Knobile, 1980). La FSH es 

liberada por la hipófisis anterior o adenohipófisis, su órgano blanco son los ovarios donde 

tiene como función el desarrollo de los folículos que son reclutados; sus concentraciones 

básales surgieren una liberación bifásica del final del celo, estas concentraciones se encuentran 

entre los días 9 al 12 del ciclo estral, que se asocia teóricamente con la maduración final y la 

ovulación del folículo (Neely et al., 1989; Morel & Berasategui, 2006). Su principal pico se 

presenta cerca a la ovulación e inicia el día 15 con el pico de 4 ng/ml, incrementándose 

hasta q u e  alcanza los 9 ng/ml durante el estro (Morel & Berasategui, 2006). 

 

 La hormona LH es secretada por adenohipófisis, y  se libera de forma pulsátil o 

tónica, la frecuencia de dichos pulsos incrementa de 0,38 a 4,74 pulsos/día a medida que la 

yegua inicia el ciclo estral. Las concentraciones de LH que se presentan en concentraciones 

bajas en los días 6 y 15 del ciclo, comienzan a aumentar cerca del inicio del estro (día 17), 
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haciendo su pico máximo dos días después de ocurrida la ovulación y luego declina lentamente 

debido a que tiene una vida media prolongada, alcanzado sus concentraciones basales 

aproximadamente el día 5 o 6 del ciclo (Miller et al., 1980; Noden et al., 1975; Stabenfeldt et 

al., 1975).  Los estrógenos son los encargados de producir los signos característicos del estro 

en la hembra equina y su sincronía con la ovulación, los niveles estrogénicos van en aumento 

desde su nivel más bajo 1 ng/ml, con una frecuencia de 1,4 pulsos/ 24 horas por varios días 

antes del estro. 

 

 

 La gonadotropina FSH promueve el desarrollo y crecimiento folicular, la FSH 

(Bergfelt et al., 2001). Los folículos producen estradiol e inhibina. El estradiol ejerce la 

retroalimentación (+) sobre GnRH (Ginther et al., 2008) y la inhibina sobre FSH (Bergfelt & 

Ginther, 1985); además la LH ayuda a la ovulación (Ginther, 1992). En las yeguas cíclicas en 

la temporada reproductiva con presencia de mayor cantidad de horas luz, las ovulaciones se 

repiten cada 21 días en promedio para constituir el ciclo estral (Ginther & Pierson, 

1989; Ginther, 1992; Ginther et al., 2008). 

  

2.5. ENDOCRINOLOGÍA 

 

 La endocrinología del ciclo estral de la yegua, implica el equilibrio entre hormonas 

producidas por las glándulas: pineal, hipotalámica, pituitaria, los ovarios y el endometrio las 

cuales asociadas a su vez a cambios físicos y comportamentales, pero aun siendo más 

importante el fotoperiodo, el cual determina la presencia de estacionalidad y el ciclo estral 

equino (Ramírez et al., 2010); sin embargo el efecto del fotoperiodo sobre la dinámica 

folicular de la yegua , es más contundente cuando más lejos  se encuentre el animal de la línea 
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ecuatorial en latitudes relativamente cercanas al Ecuador hay una estacionalidad anovulatoria, 

la más común para zonas de clima tropical (Ramírez et al., 2010 ; Rodríguez G. et al., 2013). 

 

 Las funciones del organismo en particular se están sometidas al control hormonal y 

nervioso por ello la  reproducción equina no es la excepción, ya que generalmente está regida 

principalmente por hormonas, las cuales se incorporan a la sangre o a la linfa para ser 

transportadas a distintos órganos , en donde ejercen su función sobre el llamado órgano blanco 

(Morel & Berasategui, 2006), dentro de la reproducción existen hormonas que interactúan 

entre ellas para lograr controlar el ciclo estral propio de cada especie.  

A continuación, se indicará cuáles son las hormonas involucradas en la reproducción equina y 

cuál es su función. 

 

• Melatonina 

 

 Es la hormona que mayor importancia juega en el control endocrino del ciclo estral 

de la yegua, la cual es producida generalmente en las noches por la glándula pineal, que, bajo 

la influencia de días cortos, inhibe la actividad del eje central, a medida que los días se hacen 

más largos cesa la influencia de esta sobre el eje y permite la producción de la hormona GnRH, 

lo que estimula la producción de FSH Y LH (Malpaux et al., 2001; Malpaux, Thiéry, & 

Chemineau, 1999).  

 

 La secreción de melatonina aumenta al comienzo de la fase oscura y disminuye 

rápidamente al final de la noche. Una breve exposición a la luz durante la fase oscura resulta 

en una disminución inmediata de la concentración de melatonina seguida de un retorno a 
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concentraciones de melatonina en la fase oscura cuando finaliza la exposición a la luz 

(Guillaume & Palmer, 1991; Palmer & Guillaume, 1992). 

 

 La presencia o ausencia de la luz del día es percibida por la glándula pineal, por medio 

de mensajes neurales a partir de la percepción de la retina del ojo (Lucas et al., 1999; 

Simonneaux & Ribelayga, 2003). Aún no se conoce el mecanismo correcto por el cual la 

melatonina controla el hipotálamo, pero cree que probable que los opioides endógenos (β 

endorfina), y dopamina estén involucrados en su función (Morel & Berasategui, 2006). 

 

• Estrógenos (E2)  

 

 Los E2 son producidos por los folículos, este es luego transformado a P4, el cual 

depende de la enzima aromatasa que es la FSH dependiente, este 24 a 48 horas antes de la 

ovulación alcanza un pico de 10-15 pg/ml y cae inmediatamente después del estro a niveles 

básales. Los estrógenos son los responsables de los cambios comportamentales de la conducta 

sexual de la yegua cuando está en estro o celo, y están asociados a la receptividad sexual (Morel 

& Berasategui, 2006; Ginther et al., 2005; Relave et al., 2007 & Gary et al., 2007).  

 

 El estrógeno generalmente es producido por la simultanea colaboración de las células 

de la teca y la granulosa donde las células tecales convierten el colesterol en progesterona, que 

luego se difunde a las células de la granulosa y se transforman en 17β – estradiol, cuya 

conversión final dependerá de la acción de la enzima aromatasa (Ginther et al., 2005; Relave 

et al., 2007 & Gary et al., 2007). Durante la fase lútea, la concentración de estradiol baja y sufre 
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ligeras elevaciones repentinas producto de la formación de nuevos folículos dominantes en las 

continúas oleadas de crecimiento folicular en el ovario (Ginther et al., 2005). 

• Progesterona (P4) 

 

 Es producida por el cuerpo lúteo (CL), sus niveles básales empiezan a elevarse después 

de 24 horas que se ha producido la ovulación, alcanzando el nivel máximo a los 4-5 días 

después pos ovulación con 10 ng/ml hasta el día 15 del ciclo estral. Tiene un efecto de 

inhibición en la liberación de GnRH (Morel & Berasategui, 2006). La P4 está encargada de 

preparar al útero para el inicio de la preñez, al mismo tiempo esta inhibe la ovulación por parte 

de otros folículos y la aparición del estro. (Ginther et al., 2005; Ginther, 2012). 

 

• Prostaglandina (PGF2α) 

 

 La liberación de prostaglandina se da de forma pulsátil, y es producida por el 

endometrio de la pared uterina y es la causante de la caída de los niveles de P4 ya que causa 

la luteólisis (Morel & Berasategui, 2006). Esta luteólisis resulta de la disminución de las 

concentraciones de P4 circulante, que produce un descenso detectable dentro de las primeras 

4 horas, con concentraciones menores a 1ng/ml ocurriendo dentro de las 40 horas de la 

liberación inicial de PGF2𝛼 la cual elimina el bloqueo de secreción de LH (Morel, 2003; 

Brinsko et al., 2010).  

 

• Inhibina y Activina 

 

 La inhibina es producida por el o los folículos grandes, cercanos a la ovulación, ésta 

causa una retroalimentación negativa sobre la producción de FSH, lo que quiere decir que 
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inhibe a la hormona FSH. En cambió la Activina, la cual ha sido aislada del líquido folicular, 

causa una retroalimentación positiva sobre la secreción de FSH (Nambo et al., 2002; Ginther 

et al., 2005; Youngquist &Threfall, 2007; Donadeu & Watson, 2007), lo que quiere decir que 

estas moléculas son las moduladoras de la acción de la FSH (Morel & Berasategui, 2006). 

Las inhibinas, como las activinas actúan de forma paracrina, inhibiendo y estimulando el 

crecimiento de los folículos subordinados respectivamente, su acción es sistémica inhibiendo 

la secreción de FSH a nivel hipofisario (Gigli et al., 2006).  

 

 

2.6. DINAMICA FOLICULAR 

 

 El desarrollo folicular ovárico es un proceso dinámico y complejo, marcado por la 

proliferación y diferencia de células que conforman el folículo, proporcionando el medio 

ambiente óptimo para la maduración del ovulo y su preparación para la fertilización después 

de la ovulación (Armstrong & Webb, 1997). El desarrollo folicular incluye señales endocrinas, 

paracrinas y autocrinas, dentro del ovario y el intercambio de señales endocrinas entre los 

ovarios y la glándula hipófisis (Driancourt, 1991), y que manifiesta la asociación de interacción 

entre sí de hormonas, factores de crecimiento, sistemas de comunicación celular y genes 

(Roche & Boland, 1991). 

 

 En las yeguas, así como en caso de la mujer, el ciclo estral está caracterizado por 

presentar ondas de crecimiento folicular ovárico (Hughes et al., 1972; Ginther et ál., 2008) a 

diferencia de la especie bovina que puede llegar a presentar hasta 4 ondas foliculares (Ginther 

et al., 2008). Durante un ciclo estral de la yegua pueden ocurrir una o más oleadas (Lucy et al., 

1992), las ondas foliculares tienen dos patrones típicos: una onda folicular mayor, que posee 
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folículos dominantes y subordinados, pudiendo normalmente iniciar en la segunda mitad del 

ciclo estral donde el folículo dominante de la última oleada  del ciclo estral , está destinado a 

ovular (Ginther et al., 2008; Savio et al., 1990), y una onda folicular menor o secundaria, en la  

cual el folículo mayor no alcanza el diámetro necesario para iniciar su divergencia entre los 

folículos subordinados, iniciándose  mayormente al final del estro hasta el inicio del diestro 

(Ginther, 1979; Dinger & Noiles, 1984).  

 

 Las ondas foliculares ováricas que surgen a la segunda mitad del ciclo estral y que 

terminan en la ovulación son conocidas como ondas foliculares primarias, y las ondas que 

emergen entre el final de la fase estral y el inicio de la fase lúteal se conocen como ondas 

foliculares secundarias (Ginther, 1979; Gastal, 2000; Ginther et al., 2008). El comienzo de la 

onda de crecimiento folicular está influenciada por el incremento en las concentraciones de 

FSH según, Dinger & Noiles, (1984); Gastal, (2000); Ginther et ál., (2008), que en la especie 

equina y otras especies es responsable del reclutamiento y selección de los folículos con 

diámetro de promedio de 13 mm (equinos), y que a los cuatro a cinco días estas la alcanzan su 

valor máximo en la sangre y los folículos mayores alcanzan un tamaño promedio entre 19 a 22 

mm. En este momento, los folículos mayores inician la divergencia en diámetro, que se 

caracteriza por la selección y el crecimiento continuo de un folículo mayor, que estará 

considerado como dominante, reduciéndose el crecimiento de los folículos remanentes, 

tornándose como subordinados (Gastal, 2000).  

 

 La diferencia de diámetro y tamaño entre los folículos dominantes, al inicio de la 

selección, equivale al período de crecimiento de 24 horas, aparentemente, este es el momento 

el folículo de mayor tamaño es decir el dominante o Graaf establece un dominio en el proceso, 

antes que el folículo secundario pueda alcanzar un diámetro similar al dominante y es aquí  
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donde el folículo dominante (FD) ejecuta su papel primario en la suspensión de la 

concentración de FSH (Ginther et ál., 2003; Ginther, 2000).  

 

 El crecimiento del folículo dominante (FD), después del proceso de selección y 

reclutamiento, es depende menos de FSH, cuya concentración se mantiene debido a la 

producción de estrógeno (E2) e inhibina, las cuales generan una retroalimentación negativa en 

la hipófisis. Sin embargo, el mantenimiento de la concentración mínima de FSH es esencial 

para su supervivencia para evitar la atresia del folículo dominante (FD) (Mihm & Bleach, 

2003). Después del proceso de selección y reclutamiento, el crecimiento y la actividad 

estrogénica del folículo es controlado por la LH. El folículo seleccionado supera la dependencia 

de FSH, llegando a ser extremadamente sensible a la pulsatilidad de LH y adquiriendo 

receptores para esta hormona en las células de la granulosa. 

 

 La dependencia para mantener el crecimiento del folículo dominante con 

concentraciones menores de FSH, se relaciona con la elevación en la concentración de estradiol 

(Ginther, 2000), y a menores concentraciones de proteínas ligadoras al factor de crecimiento, 

permitiendo que se dispongan mayores concentraciones intrafoliculares de IGF-1(Granger, 

1989), induciendo los receptores para la LH y regulando la actividad de la enzima aromatasa 

(Fortune, 2003; Mihm & Bleach, 2003). Los IGF 1 y 2, estimulan las actividades mitogénicas 

y esteroidogénicas de las células tecales y de la granulosa reguladas por los mecanismos 

endocrinos, autocrinos y paracrinos (Voge et ál., 2004).  

 

 Se ha indicado que la selección de folicular dominante en la yegua depende de la 

asociación en cambios en las concentraciones de FSH, durante el crecimiento y el desarrollo 

folicular. La elevación de las concentraciones de LH circulante puede ejercer un papel 
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importante en el crecimiento continuo del folículo mayor (Ginther et ál., 2003).  No se conoce 

si la hormona LH es utilizada por el folículo dominante antes, durante o después del inicio de 

la selección folicular, aunque ciertos autores sugieren que la LH no interviene en el crecimiento 

del FD, hasta que se inicia su divergencia (Gastal, 2000; Ginther, 2000; Andrade Souza et al., 

2011). 

 

2.7. FOTOPERÍODO  

 

 Al fotoperiodo se lo conoce como la duración de las horas luz día, y es muy importante 

en las yeguas ya que sus ciclos estrales se rigen por la presencia de fotoperiodo y por la 

disponibilidad de alimento durante la época reproductiva. Las yeguas animales reproductores 

de días largos con mayor luminosidad, que completan el ciclo estral regular cuando la longitud 

del día es más larga (Ramírez. J, 2006). El fotoperiodo medio de luz día que las yeguas 

necesitan en la transición del anestro al estro es de 16 horas aproximadamente, entonces pasan 

a la fase de transición por cerca de 30 a 45 días, antes de la presencia del primer ciclo estral 

verdadero. Cada ciclo estral dura de 19 a 22 días generalmente hasta la presencia de gestación 

o anestro. Las yeguas no pueden detectar la diferencia entre la influencia luz artificial o natural, 

por lo que los criadores utilizan la iluminación artificial para estimular el estro antes de la 

estación reproductiva (Córdoba et al., 2017). Cuando las yeguas se mantienen en condiciones 

de iluminación constante, es decir días largos o cortos reanudan su ritmo anual a pesar 

influencia de la estimulación o inhibición de iluminación (Kooistra & Ginther, 1975; Scraba & 

Ginther, 1985). 
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• Acción del fotoperiodo en la reproducción equina 

 

 En la especie equina tanto macho y la hembra tiene su período reproductivo durante la 

estación de días largos. Este ritmo reproductivo anual está controlado por la longitud de luz del 

día. Cuando los ovarios están inactivos, el tratamiento con luz artificial durante 14,5 horas día, 

hace que ocurra la primera ovulación del año en forma anticipada. El mensaje luminoso es 

transformado en impulso nervioso por las células especializadas de la retina, estos impulsos se 

transmiten por el núcleo supraquiasmático y por el núcleo superior cervical a la glándula pineal. 

 

 La secreción de GnRH, está regulada por los neuromediadores tales como la dopamina, 

noradrenalina, serotonina y opioide como el naloxano que induce la secreción de GnRH 

seguida por liberación de FSH y LH durante el período de inactividad invernal así mismo la 

hormona producida por la glándula tiroides también parece actuar en la secreción de GnRH 

(Ureña, 2012). 

 

 El porcentaje de ovulación de las yeguas aumenta significativamente conforme se ve 

aumentado el fotoperiodo diario sobre las 12 horas del equinoccio primaveral que ocurre el (21 

de marzo) y disminuye cuando la luz del día disminuye por debajo de las 12 horas del 

equinoccio otoñal del (21 septiembre) en el hemisferio norte (Ramírez. J, 2006). Generalmente, 

hay mayor número de ovulaciones naturales en yeguas durante los períodos máximos de 

presencia de luz de los días de junio. En los equinos y otros animales domésticos originarios 

de las zonas templadas también se observa la presencia de la estacionalidad reproductiva que 

varía del fotoperiodo. Los otros factores del medio ambiente como: temperatura, alimentación, 

relaciones interindividuales y condiciones de cría son considerados como secundarios y 
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capaces de modificar en condiciones particulares, la actividad reproductiva de los animales 

domésticos.  

 

• Melatonina en el Fotoperiodo  

 

La melatonina indica al organismo la duración del día y la noche e indica período del 

año correspondiente (Rocha et al., 2011). La disminución de las concentraciones de melatonina 

aumenta la liberación de GnRH por parte hipotálamo y esta a su vez libere FSH y LH, haciendo 

posible el desarrollo folicular en los ovarios; por otro lado, en los días donde no ha presencia 

de luz, se vinculan a la caída en la secreción de GnRH y consecuente disminución en la 

actividad ovárica (Tomazella, 2013; Ferreira, et al., 2006). En este sentido, es posible 

establecer que, con el aumento del fotoperiodo y la baja en concentraciones de melatonina, no 

se afectan los parámetros fisiológicos como la reproducción y el control de la temperatura 

corporal, dado la actividad ovárica de la yegua (Días, 2018).  

 

• Período de Transición 

 

  A medida que la duración del fotoperiodo aumenta, las yeguas van entrando en el 

período de transición, donde los ovarios regresan a la actividad cíclica correspondiente 

produciendo folículos, que no siempre llegan a ovular debido a las bajas concentraciones en 

niveles de LH presentes; así los períodos de estro pueden prolongarse de 15 a 60 días y resultar 

en calores divididos (Cortés et al., 2018). 
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• Estacionalidad en Condiciones Ecuatoriales  

 

 El 75% de las yeguas del clima templado, responden al aumento normal de la luz día, 

el otro 25%, ciclan todo el año; de este modo, los equinos residentes cerca de la línea ecuatorial 

también presentan ciclos durante todo el año (Ramírez Gutiérrez, 2001). Por otro lado, durante 

el otoño e invierno, época del año en la cual disminuye el fotoperiodo, la yegua presenta un 

período de transición y anestro invernal, la yegua aumenta su eficiencia reproductiva a medida 

que hay aumento del fotoperiodo y, por el contrario, disminuye cuando se reduce el fotoperiodo 

(Brinsko et al., 2011a). 

 

2.8. FISIOLOGÍA DEL EDEMA UTERINO 

 

 El edema uterino es provocado por el incremento de los niveles de estrógeno y los E2 

son los responsables de aumentar el grado de edema en todo el tracto reproductor (Samper. J. 

C., 2009). Los estrógenos y la progesterona ejercen poderosas acciones sobre la estructura y 

función del endometrio. Durante la fase folicular (cuando los estrógenos están elevados), las 

glándulas endometriales son generalmente rectas con células con actividad mitótica. Hacia el 

final de la fase estral, estas glándulas incrementan su longitud, haciéndose más onduladas y 

acumulan glucógeno (Bacha & Bacha, 2001). El edema uterino es uno de los signos más 

importantes para la determinación de celo, esta se manifiesta como forma de una llanta de 

carro cuando se ecografía o a manera de naranja cortada por la mitad. Cuando el estrógeno 

alcanza su nivel máximo y la yegua se encuentra próxima a ovular, la intensidad del edema 

comienza a disminuir poco a poco, en algunos casos las yeguas llegan a ovular con un edema 

casi indetectable. (Samper. J. C., 2009), indica el puntaje numérico de los grados de edema 

uterino que podemos encontrar en una yegua y que significa cada uno:  
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a. Edema uterino 0. Se caracteriza por la homogeneidad de la pared del útero y la 

presencia de un cuerpo lúteo y la cérvix cerrada son característica en este grado.  

b. Edema uterino 1. Se forma cuando la yegua recién está entrando en celo y se 

caracteriza por tener una cérvix suave a palpación y un folículo de 25-35 mm 

dependiendo generalmente de la raza y tamaño de la yegua y los pliegues uterinos son 

complicados de detectar.  

c. Edema uterino 2. El primer signo de edema uterino será encontrado mayormente en el 

cérvix con una forma de esqueleto de pez a la ultrasonografía y los folículos están 

mayor de 35 mm y los pliegues uterinos ya se pueden distinguir.  

d. Edema uterino 3. Los folículos tendrán un tamaño de 38 mm y los pliegues uterinos 

son fáciles de reconocer ya que están más gruesos diferente a la clasificación anterior. 

Algunas veces se puede encontrar un edema de un grado mayor en este estadío. 

e. Edema uterino 4. Se espera la presencia de folículos >40 mm y el incremento en el 

ancho de los pliegues uterinos, teniendo bordes hiperecoicos y centro hipoecogénico. 

Aún se puede encontrar la forma de llanta. En una yegua cíclica, es aquí donde el 

edema comienza a disminuir, sin afectar el tamaño del folículo, el cual puede variar de 

forma en su migración a la fosa ovulatoria. 

f. Edema uterino 5 o hiperedema. En este grado de edema los pliegues del endometrio 

están anormalmente gruesos y van perdiendo su estructura de llanta del útero con 

edema, y es persistente después de la ovulación y generalmente es frecuente en 

presencia de folículos grandes y preovulatorios, también puede aparecer en presencia 

de folículos de cualquier tamaño. La presencia de este edema es evidente cuando 

aparece un edema prematuro con un folículo grande a los 14 a 15 días post ovulación. 
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2.9. OVULACIÓN 

 

 La ovulación se produce 36 a 48 antes de terminar el estro, es el proceso mediante el 

cual se desintegra la pared folicular para dejar en libertad al ovocito y al fluido folicular en la 

fosa de ovulación. El ovocito y la corona radiada se ubican en el oviducto y el líquido folicular 

es depositado en cavidad abdominal y las hormonas que se encuentran en el líquido folicular 

se absorben y luego actúan el tracto reproductivo de la hembra respectivamente (Bergfelt et al., 

1991). En las yeguas que presentan dos folículos dominantes y tienen doble ovulación, con 24 

horas de intervalo entre ellas, podría provocar doble gestación lo cual sucede generalmente en 

el 40% de los casos (Ginther et al., 2008d). 

 

 Para que ocurra la ovulación, hay presencia de luteólisis y la reducción de los niveles 

de progesterona (P4), así como el descenso en los niveles de estradiol en los días previos a la 

ovulación provocando una la retroalimentación negativa sobre el hipotálamo e incrementando 

la liberación de GnRH quien estimula la secreción de LH que ayuda en la ovulación (Gastal et 

al., 1999; Ginther et al., 2006). La concentración de LH aumenta lentamente en los últimos 

días del intervalo interovulatorio y posteriormente registra un aumento considerable entre las 

48 horas antes y 24 horas después de la ovulación, donde el máximo nivel de LH se presenta 

24 horas después de la ovulación (Ginther et al., 2005a; Jacob et al., 2009a; Ginther et al., 

2006).  

 La FSH, tiene un incremento leve que se relaciona con el aumento de LH, y la 

disminución del estradiol en los días previos a la ovulación (Jacob et al., 2009a), donde el  

estradiol ejerce una retroalimentación negativa sobre GnRH, con el aumentando de su 

concentración dos días antes de la ovulación, posteriormente existe reducción de estradiol e 
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incremento de la liberación de gonadotropinas (Miller et al., 1981; Donadeu & Ginther, 

2003; Gastal et al., 2006a; Ginther et al., 2007a; Ginther et al., 2008a; Ginther et al., 

2008c; Ginther et al., 2009b; Ginther et al., 2010).  

 

 La inhibina ejerce la retroalimentación negativa sobre FSH interrumpiendo el 

incremento el cual se realiza 12 horas antes y después de la ovulación (Ginther et al., 2008a 

Nambo et al., 2002), luego de esta ligera interrupción, la concentración de FSH continúa 

incrementando (Jacob et al., 2009a). El máximo nivel presente de inhibina coincide con la 

ovulación (Bergfelt et al., 1991; Rosser et al., 1994; Nambo et al. 2002; Ginther et al., 2008a). 

El estradiol e inhibina presentan un efecto simultáneo en la supresión FSH (Miller et al., 

1981; Donadeu y Ginther, 2003; Ginther et al., 2008a). 

 

 La progesterona comienza su incremento poco después de haber ocurrido  la ovulación 

y actúa con retroalimentación negativa sobre la LH (Ginther et al., 2006; Ginther et al., 

2007a; Ginther et al., 2007b; Gastal et al., 1999; ) y los niveles de LH se reducen después del 

día posterior a la ovulación (Jacob et al., 2009b), lo mismo sucede durante el desarrollo 

folicular, el tratamiento con progesterona (P4), durante la primera parte de la oleada de 

crecimiento folicular reduce la concentración circulante de LH (Gastal et al., 1999; Gastal et 

al., 2000; Bergfelt et al., 2001). La LH es encargada de la maduración folicular y la ovulación 

así mismo promueve el desarrollo y mantenimiento del cuerpo lúteo (Ginther et al., 

2004; Ginther et al., 2005b; Ginther et al., 2008e). 

 La yegua ovula generalmente entre las 24 a 48 h antes del finalizar el estro, con tamaño 

folicular entre 35 y 55 mm (Ginther, 1993; Ginther & Bergfelt, 1993), y el folículo con forma 

de pera (Kimura et al., 2005). Generalmente el folículo pre ovulatorio emigra hacia la fosa 
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ovulatoria, donde el ovario libera al ovocito, y el cambio de la forma del folículo dominante 

(Gastal et al., 1998) con reducción de su turgencia, se presenta de 24 a 12 horas antes de la 

ovulación (Gastal et al., 2006b). Informaciones referentes al proceso ovulatorio de la yegua 

indican que el incremento de los niveles de LH, activa la matriz de metaloproteinasas durante 

el pulso ovulatorio. (Li et al., 2006).  

• Formación del Cuerpo Lúteo 

 La secreción de LH, provoca la ruptura folicular, luteiniza las células de la granulosa 

para formación del cuerpo lúteo que se forma a partir de ellas constituido por grandes y 

pequeñas células lúteas (Van Niekerk et al., 1975), donde se realiza la ruptura folicular durante 

la ovulación. El cuerpo lúteo conserva la misma forma que tenía el folículo pre ovulatorio en 

forma de pera antes de la ovulación (Kimura et al., 2005). 

 

 Estas células lúteas mayores producen progesterona (P4), bajo la influencia de LH 

actuando a través de los receptores celulares específicos para la producción de P4 (Da Costa et 

al., 2005; Galvao et al., 2010). 

 

 La liberación de progesterona se inicia en el momento de la ovulación (Da Costa et al., 

2005) y aumentando poco a poco hasta alcanzar su concentración mayor (12,8 ng/ml) en la 

circulación sanguínea aproximadamente en el día 8, posteriormente comienza su disminución 

hasta la regresión del cuerpo lúteo, que ocurre alrededor del día 14 (Ginther et al., 2007c). 

 

 La ligera reducción de P4 entre los días 8 y 14 conocido como periodo pre luteolítico 

se debe a la reducción de LH (Ginther et al., 2007c) y a la secreción de PGF2α (Ginther et al., 
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2011b) que en el 67% de las yeguas se presentan de 2 a 3 pulsos de poca amplitud cada de 8 

horas de PGF2α en el período pre luteolítico (Ginther et al., 2011b).  

 

 La concentración de progesterona es muy variable, algunos estudios han publicado 

diferentes concentraciones, pero con nivel superior a 4 ng/ml (Evans e Irvine, 1975; Beules & 

Holdworth, 1978; Nagy et al., 2004; Honnens et al., 2011; Slough et al., 2011), valores 

considerados adecuados para mantener una gestación (Ginther, 1992) promoviendo la 

secreción endometrial la cual prepara el útero para la gestación e inhibiendo la contracciones 

del miometrio y provocando la retroalimentación negativa sobre GnRH (Irvine y Alexander, 

1993) e  inhibiendo el comportamiento del estro. El área del cuerpo lúteo y la concentración 

sanguínea de P4 se reducen paulatinamente en el día 8 del ciclo al inicio de la luteólisis 

(Ginther et al., 2007c). 

 

2.10. FALLA OVULATORIA 

 

 La anovulación ovárica es una de las causas principales de infertilidad en mujeres y 

hembras de muchas especies domésticas y principalmente de la especie equina. Una de las 

causas disfunción anovulatoria son folículos luteinizados no ovulados conocidos como 

folículos hemorrágicos anovulatorios que ocurren cuando el folículo pre ovulatorio no alcanza 

su ruptura u ovulación y el antro se llena con sangre (Bashir et al., 2016), siendo la forma más 

común de anovulación en hembras equinas. Esta condición ha sido denominada de diferentes 

maneras una con nombre de "folículos de otoño" con estructuras llenas de sangre con la 

presencia de tejido lúteal en la pared circundante y así denominado “Folículos hemorrágicos” 

(Morales & Agudelo, 2017). La falla ovulatoria con un diámetro y los folículos hemorrágicos 
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persistentes, pueden ser provocado por un estado fisiológico normal, o un evento patológico o 

ser el resultado de la pérdida de respuesta a un agente inductor de la ovulación (Ginther et al., 

2005b), períodos de transición otoño y primavera (Ginther et al., 2003b; Van Niekerk & Van 

Niekerk, 1997) y en algunas yeguas postparto (Van Niekerk & Van Niekerk, 1997). La 

incidencia de la falla ovulativa fisiológica % entre el inicio y el final de la temporada 

reproductiva va de del 3,1 al 8,2%, pudiendo oscilar entre 5 y 20 (Ginther et al., 2007d). 

 

 Los folículos anovulatorios pueden alcanzar tamaños grandes entre los 5 y 15 cm de 

diámetro y persistir hasta dos meses, lo que provoca el comportamiento anormal en el ciclo 

estral y la prolongación del período interovulatorio (Gastal et al., 2004). La falta de ovulación 

puede ser provocada por una etiología de carácter endocrino, ya sea por la falta adecuada de 

secreción de gonadotropinas para desencadenar la ovulación, o por insuficiente producción de 

estrógenos por parte de un folículo anovulatorio. La inducción hormonal inadecuada durante 

el la fase del estro y diestro temprano, aumenta las posibilidades de que las yeguas presenten 

folículos anovulatorios (Irvine et al., 2000). 

 

2.11. ALIMENTACIÓN Y NUTRICIÓN 

 

 La alimentación es uno de los factores esenciales para el desarrollo de la actividad 

ovárica, la fracción de nutrientes en cantidad y calidad aseguran la actividad reproductiva, el 

desempeño eficiente y la fertilidad de los animales (Hernández, 2009). De manera general la 

nutrición de la yegua reproductora debe estar enfocada en cubrir necesariamente los 

requerimientos de mantenimiento asegurado con alimentos de buena calidad.  
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 El éxito reproductivo, esta medido por el tiempo de la primera ovulación y la tasa de 

concepción relacionado con el consumo de energía y el mantenimiento de la condición 

corporal. Las yeguas que mantienen o mejoran la condición corporal durante la época 

reproductiva tienen mejores tasas de concepción, lo que se explica con la relación entre 

cantidad de tejido adiposo y la presencia de niveles circulantes de leptinas (Hernández, 2009). 

El consumo de energía está relacionado íntimamente con la actividad ovárica de hecho, un 

aporte excesivo de energía favorece las ovulaciones dobles lo cual es ideal en casos de colecta 

de embriones (Bour et al., 1985).  

 

 La ciclicidad ovárica se ve influida por la energía obtenida previo a la estación de 

crianza y las yeguas con condición corporal muy obesas o muy delgadas tienen menos 

probabilidades de éxito en la preñez (Ramírez. J, 2006). Una mala condición corporal no solo 

afecta el tiempo de la fase de transición y la primera ovulación espontánea, también disminuye 

la eficacia de la administración de extracto de pituitaria equina para la inducción de la 

ovulación (Bour et al., 1985).  

 

2.12. EXAMEN REPRODUCTIVO DE YEGUAS  

 

 Los exámenes reproductivos se clasifican generalmente en: palpación de los ovarios y 

del útero a través de la pared del recto, examen del cérvix y vagina incluyendo técnicas 

bacteriológicas y citológicas, examen ultrasonográfico y análisis hormonales (Rossdale, 1993; 

Neely et al., 1989).  

 El propósito del examen ginecológico es: confirmar los signos observados de 

comportamiento sexual, esto es, determinar si la yegua está en estro, diestro o está preñada, 

relacionar la actividad ovárica con el estro de forma que permita conocer el desarrollo folicular 
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y el momento de ovulación, para que pueda disponerse la cubrición en el momento óptimo y 

detectar infecciones u otras causas patológicas de infertilidad para que puedan ser tratadas 

(Rossdale, 1993). 

 

2.12.1.   Palpación Rectal 

 

 La palpación rectal de los órganos abdominales requiere la sujeción adecuada y segura 

de la yegua. La zona anal debe ser mantenida libre de pelos de la cola, mediante el uso de 

vendas, que previenen de laceraciones de la mucosa recto-anal durante el examen (Neely et al., 

1989).  Se utiliza generalmente un guante plástico lubrificado para proteger al operador y 

reducir lesiones fortuitas de la mucosa de revestimiento del recto (Rossdale, 1993; Neely et al., 

1989). Es relativamente fácil palpar los ovarios a través de la pared del recto y tomarlos entre 

el dedo pulgar y el dedo índice para registrar, comprobar el tamaño y posición de algún folículo, 

y obtener datos referentes al estado y actividad de los ovarios.  Es necesario diferenciar entre 

folículos y quistes (cavidad hueca conteniendo líquido) que pueden encontrarse en la 

membrana que soporta el ovario. Además, distinguir entre un folículo hemorrágico (distendido 

por un líquido sanguinolento) de un folículo verdadero (esto es, destinado a ovular). Al palpar 

los ovarios, se debe también palpar el útero y cérvix esto ayuda a determinar la consistencia de 

la pared uterina y los cambios que sufre durante las diferentes fases del ciclo estral y poder 

distinguir entre estro, diestro y gestación. Por palpación rectal se logra determinar la fase de 

estro en la que se encuentra el animal, donde uno o los dos ovarios tienen un determinado 

número de pequeños folículos presentes, su tamaño varía desde unos mm a varios cm de 

diámetro, donde los folículos de mayor diámetro se palpan y se distinguen inmediatamente por 

debajo de la superficie ovárica (Rossdale, 1993). 
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2.12.2.   Técnica de Palpación Rectal.  

 

 En primer lugar, hay que retirar las bolas fecales del ano, la mano se desliza por todo el 

suelo de la pelvis y hacia arriba hasta los bordes del ilion y sacro para detectar cualquier lesión 

que pueda provocar una distocia en la yegua. El recto de especie equina, se desgarra con mayor 

facilidad que el de la vaca. Si el recto se llena de aire, los dedos se mantienen en una onda 

peristáltica y se retiran suavemente así se permite la salida del aire y se facilita la palpación. 

No se empuja nunca la mano contra una onda peristáltica se espera que hay un relajamiento 

por parte del animal (Taylor & Hillyer, 1999). 

 

 El cuello del útero o cérvix, se palpa deslizando la mano de un lado al otro del suelo de 

la pelvis cerca del borde. Se identifica, como un cordón grueso, que puede palparse con mayor 

detalle presionando con la punta de los dedos suavemente, no suele sujetarse o tomarse, como 

sucede en la vaca.  El cuerpo del útero puede tomarse con la mano suavemente formando una 

copa justo por delante y a menudo un poco más abajo del borde craneal de la pelvis (Taylor & 

Hillyer, 1999). La presencia de una cérvix ancha y suave está presente en el estro mientras que 

una cérvix firme y fina se presenta durante diestro, con tono creciente durante la preñez 

(McKinnon et al., 1988). 

 

 El útero se palpa plano, rígido, liso y a menudo flácido, para confirmar que se trata del 

útero, el tejido uterino se desliza entre los dedos y el pulgar para palpar los pliegues 

endometriales longitudinales. La localización de los ovarios puede ser bastante variable 

depende de la anatomía del aparato reproductor, con frecuencia están localizados en forma 

craneal y lateral a la mitad del borde del íleon “a las 3 y a las 9” o “a las 2 y a las 10” (Taylor 

& Hillyer, 1999) aproximadamente los ovarios tienen una medida de 5 a 8 cm de largo por 2 a 



 

33 
 

4 cm de ancho. El grado de movilidad de los ovarios depende siempre de la longitud del 

mesovario. Los ovarios tienen forma de riñón o arriñonada y están orientados 

longitudinalmente en el borde libre cóncavo, los ovarios son considerablemente menos móviles 

que los bovinos y suele ser necesario dejarlos donde están y mejor palpar a su alrededor. 

Cuando hay la maduración del folículo preovulatorio este sobresale de la superficie ovárica 

creando un abultamiento y alcanza un tamaño de unos 45 mm el día antes de la ovulación, pero 

todo depende de la raza, nivel hormonal, etc. y suelen ablandarse dos días antes de ovular. Tras 

la ovulación el cráter se llena de sangre y forma el folículo hemorrágico (FH) que se asemeja 

a una ciruela. El folículo hemorrágico generalmente se palpa esponjoso y no lleno de líquido. 

El cuerpo lúteo se forma 4 o 5 días después de la ovulación y se mezcla con el estroma del 

ovario, siendo difícil de palpar a diferencia de la vaca cuyo cuerpo lúteo es palpable. Las 

características palpables del cuello, útero y ovarios, puede variar según la fase del ciclo estral 

en el que se encuentre en animal (Taylor & Hillyer, 1999). 

 

2.13. ULTRASONOGRFÍA 

 

 La ultrasonografía transrectal es un método de diagnóstico, para evaluar el tracto genital 

de la hembra equina y tiene una gran importancia en la exactitud de la detección de las 

estructuras del ovario, las patologías uterinas y ha facilitado el diagnóstico precoz de la 

gestación. Es una herramienta que permite evaluar de manera temprana de la presencia de 

cuerpos lúteos, la ausencia o presencia del edema uterino para evaluar el grado, la viabilidad 

de la preñez y la detección de la pérdida del embrión (Ramírez, et., al 1999; Cuervo & 

Newcombe, 2012); así también el monitoreo del ciclo reproductivo (Cuervo & Newcombe, 

2012), la detección de alteraciones ováricas (Ramírez, et., al 1999) y en el útero (Cross & 

Ginther, 1988; Ousey et al., 2012). 
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 La mayoría de los escáneres ultrasonográfico transrectal de ciertos animales son 

lineales con recubierta tipo B. Estos transductores tienen múltiples cristales piezoeléctricos 

rectangulares dispuestos a lo largo de ambos lados. Habitualmente se emplean tres frecuencias 

de transducción diferentes: 3,5, 5 y 7,5 (mHz) (Taylor & Hillyer, 1999). 

El transductor envía los sonidos a través de los tejidos. Una parte de esas ondas se reflejan 

volviendo al transductor, siempre dependiendo del tejido que se explore. El transductor 

convierte las ondas sonoras en impulsos eléctricos que generan una imagen en la pantalla del 

ecógrafo (Taylor & Hillyer, 1999). De acuerdo presencia de los tejidos y la habilidad reflejar 

el haz de ultrasonido, la terminología para interpretar una imagen ecográfica es la siguiente: 

Hiperecogénico: indica aquellas imágenes producidas por órganos que reflejan todo o casi 

todo el haz incide sobre ellos en el ultrasonido generalmente de color blanco en la pantalla del 

monitor. Ej. Huesos, cálculos, calcificaciones. 

Hipoecogénico: son imágenes proyectadas por la ecotextura de tejidos blandos que reflejan 

parcialmente el haz de ultrasonido produciendo poca intensidad, lo que origina puntos menos 

brillantes para mostrando una escala de grises en la pantalla. Ej. Tejidos parenquimatosos.  

Anecogénico o anecoico: son imágenes producidas por estructuras que contienen líquido en 

su interior y no reflejan ningún haz, sino que solo transmiten ondas que se ven negras en la 

pantalla Ej. Vejiga, quistes, folículos ováricos (Sánchez, 2000). 

La ultrasonografía permite detectar de forma pronta la actividad folicular de los ovarios, 

mediante el uso del ecógrafo donde el transductor (lineal) el cual se introduce por vía 

transrectal, permite observar las estructuras anatómicas del aparato reproductor como ovarios, 

cuernos, útero y lo más importante, permite medir el folículo. Durante la fase folicular los 

ovarios muestran la presencia de varios folículos o de un folículo dominante y redondo por las 

estructuras llenas de líquido (negro en ultrasonido) o de la presencia de un cuerpo lúteo durante 



 

35 
 

el diestro (estructura homogénea blanca) (Rossdale, 1993). La palpación rectal y el uso del 

ultrasonido lineal permiten simultáneamente permite realizar un examen completo del útero y 

de los ovarios. Esto ayuda a verificar la presencia de ovarios pequeños con poco o nada de 

actividad folicular con aspecto enquistado pueden estar relacionados con la transición, 

hematomas o neoplasias. Mediante el uso de ultrasonido se puede determinar con seguridad el 

tamaño y número de los múltiples folículos presentes en los ovarios y verificar la fase del ciclo 

estral de dicho animal.  

 

 El uso ultrasonido desempeña un papel importante en el diagnóstico reproductivo del 

equino y debe ser usado de manera rutinaria en cada examen ginecológico que se realice a una 

yegua. El ultrasonido no es invasor y puede utilizarse con confianza para exámenes repetidos 

del tracto reproductivo (Woods, et., al 1990). 

 

2.13.1.  Preparación Técnica del Paciente y la Proyección de Imagen.  

 

 Una vez realizada la palpación rectal, se debe lubricar la sonda protegida con el guante 

por razones de higiene, e introducirla por el recto y, entre 25 a 35 cm adelante, se procede 

realizar los cortes ecográficos (Schönbom et al., 2015). El gel en el acoplador debe utilizarse 

obligatoriamente para sacar el aire entre el transductor y la cubierta protectora, usando 

cantidades copiosas, que actúa como medio acoplador para asegurar el buen contacto y para 

prevenir interferencia del aire, el transductor y la mano se inserta suavemente en el recto con 

delicadeza evitando laceraciones. Si la yegua se contrae, el examen debe detenerse y se debe 

esperar a que el recto y el animal se relajen.  

 Es adecuado examinar el tracto reproductivo en forma sistemática y explorar el útero 

entero y ambos ovarios por lo menos dos veces para verificar las estructuras. El transductor se 
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sostiene dentro cavidad rectal de manera longitudinal ya que útero de la yegua tiene forma de 

T, el cuerpo del útero aparece como una imagen rectangular a circular en el plano longitudinal. 

Al explorar el cuerpo del útero, es importante realizar movimientos con el transductor de lado 

a lado para que no falte visualizar ninguna característica, el transductor debe rotarse lentamente 

a la derecha y luego al lado izquierdo (Allen & Goddard, 1984). Al inicio de debe localizar el 

útero con un corte transversal y la sonda debe moverse desde la base de útero hasta el cuerno 

derecho y posteriormente, realizar el mismo procedimiento con el cuerno izquierdo, los cuernos 

uterinos aparecen como imágenes circulares en el monitor (Kotoyori et al., 2012). La sonda 

debe estar sostenida en un ángulo < 30 a 45 º durante las primeras vistas (Hendriks et al., 2009). 

Después de la evaluación del útero y de los cuernos uterinos, desplazamiento de la sonda lineal 

debe permitir la visualización del ovario que se encuentra en lateralmente y se recomienda que, 

una vez evaluado un ovario, se siga la anatomía del cuerno uterino correspondiente hasta la 

bifurcación uterina, para después ascender por el cuerno contrario hasta ubicar el otro ovario 

para su examen (Hendriks et al., 2009). Los tejidos finos suaves y el líquido uterino reflejan 

ondas acústicas para reflejar una imagen de varias cortinas grises llamadas hipoecóicas, durante 

el estro o celo, las yeguas tienen el útero edematoso y con una pequeña cantidad de líquido 

libre presente dentro del lumen uterino (Samper, 2009). Este líquido uterino es reconocido con 

mayor facilidad en un corte transversal del órgano y un indicador de la actividad hormonal de 

la yegua y el POC se debe enmarcar en la forma del edema uterino. Esto indica que la 

concentración de estrógenos está elevada en presencia de bajos niveles de progesterona 

(Pycock, et., al 2006), la imagen se visualiza o se asemeja como una naranja cortada por la 

mitad.  

 Las características ecográficas del ovario dependen del estado reproductivo en el que 

se encuentre la yegua, generalmente se presentan ovarios con folículos de diferente tamaño, 

ovulaciones recientes, cuerpos hemorrágicos, formación de cuerpos lúteos y regresión de 
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cuerpos albicans son estructuras que se deben asociar respectivamente a los días del ciclo estral, 

para interpretar la fisiología reproductiva normal de la yegua (Pycock, et., al 2006; Vogelsang 

et al., 1989; Maclellan et al., 2002). Los folículos ováricos son estructuras que están llenas de 

líquido folicular con característica anecogénica, con un borde ecogénico de diferente estructura 

del ovario (Gastal et al., 1995); Raggio, 2008). 

 La ovulación se detecta principalmente por la ausencia del folículo dominante, que está 

presente durante el período del estro. Después de la ovulación, el folículo ovulado se llena de 

sangre, dando origen al cuerpo hemorrágico y su estructura se detecta como una imagen difusa 

y homogénea, cuando se compara con la ecogenicidad de los ovarios (Weber et al., 2001). 

 Mediante la ultrasonografía se diagnostica con facilidad la presencia de ovulación, al 

desaparecer el folículo de gran tamaño que antes se había observado y aparecer un cuerpo lúteo 

de reciente formación, que en la mayoría de yeguas es muy ecogénico es decir blanco brillante. 

A veces la fosa de ovulación se llena de sangre, formando un folículo hemorrágico (FH), que 

se refleja como una zona moteada con manchas hipoecóicas de suero, entremezclado con 

bandas fibrinosas ecogénicas (Weber et al., 2001; Mari et al., 2004). El cuerpo hemorrágico 

toma de 2 a 5 días para madurar y convertirse en un cuerpo lúteo, y que en ocasiones puede 

crear sombra acústica (Weber et al., 2001). Los cuerpos lúteos se pueden distinguir del estroma 

ovárico por su borde distinto y por la ecogenicidad más intensa y densa se muestran como 

estructuras blancas (Taylor & Hillyer, 1999). 

 

 La presencia de los folículos hemorrágicos anovulatorios es de fácil reconocimiento 

debido a que generan numerosas hebras en la cavidad folicular de la cual no ovularon, y algunas 

veces pueden estar llenos de material hiperecogénico difuso a la imagen (Diel de Amorim et 

al., 2016).  Otras alteraciones ováricas encontradas con frecuencia en el tracto reproductivo son 

los tumores ováricos (Ramírez, et., al 1999) los cuales se reconocen ecográficamente como 
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grandes estructuras multiquísticas acompañadas por un ovario pequeño e inactivo en la 

localización contralateral (Samper, 2009). 

 

2.13.1.1. Diagnóstico de Gestación 

 La ultrasonografía permite el diagnostico de forma temprana de la gestación. Se ha 

usado generalmente en equinos, bovinos, caprinos, ovinos, caninos, felinos, porcinos, 

camélidos, primates, animales marinos y especies de laboratorio. En general el diagnóstico 

preciso de preñez puede realizarse dentro del primer mes de la gestación, donde además de 

observar las vesículas gestacionales también se puede visualizar el latido cardiaco del embrión. 

El diagnóstico temprano de preñez adquiere especial importancia en la especie equina por la 

necesidad de detectar gestaciones dobles e intervenir para eliminar una de las vesículas 

gestacionales (Taylor & Hillyer, 1999). Una vesícula embrionaria o gestacional se puede 

detectar rápidamente por una evaluación rutinaria de la preñez entre los doce a dieciséis días 

post-ovulación (Cuervo & Newcombe, 2012). 

 

2.14. TERAPIA HORMONAL PARA LA INDUCCIÓN DE LA OVULACIÓN 

 

 Los protocolos hormonales en yeguas aplicados en el manejo reproductivo, permiten 

inducir la ovulación programada mejorando el manejo óptimo de la reproducción. Al respecto, 

se han reportado numerosos estudios sobre la eficacia del uso de prostaglandinas (Zamudio, 

2005; Fragoso, 2007), de GnRH, análogos de GnRH (Barrier-Battut et al., 2001; Camillo et 

al., 2004), y uso de hCG para inducir la ovulación en la yegua (Yoon, 2012). Se ha indicado 

que algunos datos como el diámetro folicular, la forma y fluctuación del folículo dominante y 

el plegamiento endometrial, pueden ser tomado en cuenta para estimar el momento de la 
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ovulación; sin embargo, no son lo suficientemente precisos ni son informaciones estándar 

(Ramírez et al., 2010). Por ello es importante la inducción de la ovulación de manera hormonal, 

la cual favorece la determinación del momento propicio para realizar la inseminación artificial 

u la monta natural. La administración hormonal con gonadotropina coriónica humana (hCG), 

es el método más utilizado para inducir la ovulación resultando eficaz (Dolezel et al., 2012). 

 

 Por el contrario, la anovulación folicular es una actividad fisiológica normal de la yegua 

durante el periodo de transición de la primavera al otoño; sin embargo, el desarrollo folicular 

anovulatorio ocurre ocasionalmente en la época reproductiva e interferir en la misma. Lo 

anterior, puede ser explicado debido a que los folículos anovulatorios alcanzan tamaños entre 

5 y 15 cm de diámetro y persisten hasta dos meses. Estos folículos anovulatorios un estro 

anormal y prolongan el período entre las ovulaciones (Ángel & Bran, 2010). 

 

2.14.1.  Gonadotropina Coriónica Humana (hCG) 

 

 Es la hormona más utilizada en el manejo reproductivo de las yeguas ya que tiene 

actividad LH siendo de un bajo costo, y de rápido acceso en el mercado. La hCG es luteinizante 

y luteotrópica con poca actividad FSH, debido a su acción similar a la LH, resultado eficaz 

para inducir la ovulación en yeguas, ya que reduce la duración del celo y el intervalo hasta la 

ovulación (dentro de las 48 h post administración), reduciendo el número de inseminaciones y 

coberturas requeridas durante el estro (Bergfelt, 2000; Ley, 2006). Además, la hCG 

administrada en yeguas con más de un folículo preovulatorio aumenta la posibilidad de 

provocar ovulaciones dobles (Woods & Ginther, 1983). La dosis de hCG varía de 1500 a 4000 

UI (en promedio de 2500 a 3000 UI), por vía intramuscular (IM) o intravenosa (IV) (McKinnon 

& Voss, 1992), y los requisitos básicos para su aplicación de esta hormona son la presencia de 
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un folículo ≥ 35 mm de diámetro en el ovario (Bergfelt, 2000; Ley, 2006), y edema uterino 

evaluado en 2 o 3 (escala de 0 a 3, (Ley, 2006).) 

Esta hormona está formada por dos cadenas peptídicas que difiere químicamente de la hormona 

luteinizante (LH), posee actividad luteinizante en equinos (Mc Cue et al., 2007). Se ha 

reportado que su uso es efectivo en dosis entre 1000 a 5000 UI por (vía endovenosa, 

intramuscular o subcutánea). El uso de hCG ha tenido ciertas limitantes, ya que en algunos 

estudios mencionan la formación de anticuerpos luego de su uso repetido y prolongado, pese a 

que en el uso diario no es común que se presenten alteraciones (Berezowski et al., 2004). 

También se cuestiona su habilidad de acortar el intervalo ovulatorio en yeguas viejas o con 

complicaciones reproductivas (Squires, 2008). 

 

 Estudios reportan  que la administración de hCG en  yeguas mayores a 16 años de edad 

tienen  una menor respuesta frente a esta y que las yeguas a las que se les administró hCG en 

los meses de agosto, septiembre y octubre (principio de temporada) presentaron menor 

porcentaje en la tasa ovulatoria en menos de 24 horas post administración, de que aquellas 

yeguas a las que se les administró la hCG entre Noviembre, Diciembre y Enero (final de 

temporada), además también indicaron que el uso reiterado de hCG no disminuye la respuesta 

de la inducción de ovulación (Barbacini et al., 2010). 

 

2.14.2.  Hormona Liberadora de Gonadotropina (GnRH) 

 

 Se puede usar para iniciar el crecimiento folicular o para inducir la secreción de FSH 

en yeguas en el anestro o que no desarrollen folículos preovulatorios durante la temporada de 

reproducción (McKinnon & Voss, 1992), y como una alternativa no antigénica al uso de hCG 

en inducción de la ovulación en yeguas preovulatorias (Fleury et al., 2007).  
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 Los Agonistas de la GnRH, como el acetato de buserelina (Barrier-Battut et al., 2001), 

el acetato de deslorelina en forma de implantes a corto plazo (Hemberg et al., 2006) o en la 

forma BioRelease (Fleury, et al., 2003) y, más recientemente, el acetato de fertirelina son 

eficientes para causar un aumento en las concentraciones de LH e inducir la ovulación en 

yeguas cíclicas y en el período de transición. Los análogos de GnRH, acetato de deslorelina y 

acetato de buserelina no muestran diferencias en la liberación de LH o la inducción de la 

ovulación con dosis de 1,5, 1,0, 0,5 mg la cual se produce dentro de las 48 horas (Lindholm, A 

et al., 2010). Sin embargo, la diferencia en el tiempo de ovulación varía según el fármaco 

utilizado, siendo, en promedio, de 24 a 48 horas para el acetato de buserelina, de 36 a 48 horas 

para deslorelina (Samper. et al., 2002; Fleury, et al., 2003) y 12 a 48 horas para el acetato de 

fertirelina (Santos, R. et al., 2008). 

 

  La eficacia de la deslorelina para reducir el número de recubrimientos, así como el 

número de visitas del veterinario para llevar a cabo el control folicular, lo convierte en una gran 

ayuda para la transferencia de embriones y los programas de inseminación artificial, 

especialmente para el semen refrigerado y congelado (Samper, et al., 2002), similar al   acetato 

de buserelina, que administrado dos veces al día durante 4 días,  ha demostrado que induce la 

ovulación de manera constante en la yegua (Barrier-Battut et al. 2001; Camillo et al. 2004), sin 

embargo  inyecciones intravenosas repetidas cada 12 horas no son prácticas en condiciones de 

campo. 
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  Tabla 1. Efecto de uso de acetato de buserelina como inductor de la ovulación en yeguas en diferentes estudios. 

 

Protocolo 

% De 

ovulaciones 

≤48 horas 

 

N.º 

Yeguas 

Estado 

fisiológico 
HAF 

Nubosidad 

Local 

% 

h 

 

luz/día  
Raza Alimentación Autor 

40 µg (IM) 

 

100 

 

31/31 Cíclicas 

 

- 

 

<50 13 Tiro Pesado 

 

- 

 

Miki et al., (2016) 

 

40 µg (IV) 

 

90 

(<72h) 

18/20 Cíclicas - <70 9 Mangalarga Machador Pastoreo semi-extensivo, sal mineral 

ad libitum, 4kg de concentrado, heno 

de Cynodon spp y alfalfa 

Ferreira-Silva et al., (2018) 

 

 

4 dosis de 

40 µg/12h 

(IV) 

 

61 22/36 Cíclicas 

 

2/36 

(5,5%) 

 

<60 9 Pony y líneas de hipismo 

 

- Barrier-Battut et al., (2001) 

 

22,7 5/22 Cíclicas - <30 11,6 Tracción Haflinger Heno ad libitum 

 

Camillo et al., (2004) 

 

66 10/15 Cíclicas - <70 11,6 Livianas Heno de alfalfa, y sales minerales ad 

libitum 

 

Harrison, L et al., (1991) 

6,3 mg (SC) 94,7 53/56 Cíclicas 2/56 

(3,6%) 

<65 9 Trotador - Levy, I & Duchamp, G (2007) 

1mg (SC) 37,9 11/29 Transición - <30 <13 Standardbred, Pura 

Sangre Ingles y otras 

Heno mixto ad libitum y concentrado Fanelli, D et al., (2021) 

1mg (SC) 68,2 11/29 Cíclicas - <30 >13 Fanelli, D et al., (2021) 

200 µg (IM) 97,61 82/84 Cíclicas - <50 9 Líneas de hipismo - Immonen & Cuervo-Arango 

(2019) 

1mg (SC) 94,1 32/34 Cíclicas - <50 9 Pura Sangre Ingles - Newcombe & Cuervo-Arango 

(2016) 

0,5mg (SC) 92,3 12/13 Cíclicas - <50 9  - Newcombe & Cuervo-Arango 

(2016) 

0,25mg (SC) 82,6 19/23 Cíclicas - <50 9  - Newcombe & Cuervo-Arango 

(2016) 
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2.14.3.  Prostaglandinas (PGF2α) 

 

 En animales de laboratorio se demostró que las prostaglandinas tienen importancia en 

la ovulación y que su concentración aumenta en el líquido folicular en los momentos previos a 

la ovulación. (Neely, D et al., 1996). 

 

 Las prostaglandinas naturales (5 mg. de Dinaprost) o las sintéticas (250 a 500 ug. de 

Cloprostenol, o 0,150 mg. de Tiaprost) son altamente efectivas para causar la luteólisis en 

yeguas acíclicas como consecuencia de la persistencia de un cuerpo lúteo. Aquellas yeguas que 

poseen concentraciones plasmáticas de progesterona superiores a 1 ng /ml es decir las más 

confiables son las que poseen más de 4 ng. /ml y las que poseen un cuerpo lúteo maduro mayor 

de 5 días son las que responden con más seguridad al tratamiento con prostaglandina (Cíntora, 

I. 2011).  

 

2.15. SITUACIÓN CLIMATICA DE LA CIUDAD DE LOJA 

 

2.15.1. Clima 

 

 El clima de la ciudad de Loja es templado–ecuatorial subhúmedo, es caracterizado por 

una temperatura media del aire de 16 ºC y una lluvia anual de 1453 mm (1453 litros por metro 

cuadrado). Los factores originan el clima de la ciudad de Loja son similares a los factores que 

afectan a la región andina o sierra con respecto al relieve y a la latitud, y en términos más 

generales, la zona de convergencia intertropical (ZCIT), en el efecto de la interacción del 

Océano Pacífico–Atmósfera, (Fenómeno del Niño, la Oscilación del Sur y la Corriente Fría de 

Humboldt) y de la cubierta vegetal (Geo Loja, 2007). El clima de esta ciudad está vinculado a 
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la oscilación de los frentes atmosféricos del Pacífico y de la Amazonía y los fenómenos 

térmicos (efecto de abrigo o Fon) y pluviométricos ligados a este relieve (INAMHI, 2020). 

 

 

 El período con menor temperatura media se extiende de junio a septiembre, y debido a 

esto julio es el mes más frío (<10 ºC); en cambio, en el último trimestre del año se presentan 

mayores temperaturas medias y, por contraste, también las temperaturas mínimas absolutas 

(INAMHI, 2020). 

 

 En las últimas cuatro décadas los datos obtenidos por la estación meteorológica La 

Argelia–Loja, a una altitud fluctuante entre 2,135 y 2,160 m.s.n.m, se observa de forma clara 

el ascenso sostenido de la temperatura media y de las temperaturas máximas absolutas que, en 

los años 2003 - 2004, ha llegado en dos ocasiones a la cifra récord de 28 ºC de temperatura. 

Este cambio climático que se produce en 40 años provoca una elevación de la temperatura 

media de 0,7 ºC, cifra realmente elevada (INAMHI, 2020). La humedad relativa de la ciudad 

es de 75 %, hay una mayor humedad en diciembre a junio, febrero, marzo y abril con el 78 % 

y menor humedad relativa de julio a noviembre, con el 71 % (INAMHI, 2020). 

 

 Las horas de sol/día del valle de Loja en noviembre detectan la mayor cifra promedio 

de 5,3 horas sol/día sin interferencia de nubes. Diferente del primer semestre del año, que 

corresponde al período más húmedo del valle, con una insolación que oscila entre 4,5 horas 

sol/día, que representa una cifra media pero estable a lo largo del año (INAMHI, 2020). Sin 

embargo, un análisis más detallado indica que llueve más en el período comprendido entre 

enero–abril (49 %, con 15 % de lluvia en marzo) y menos de la mitad en el período junio-

septiembre (22 %) siendo septiembre el mes más seco (4,6 %) (Geo Loja, 2007). 



 

45 
 

 

 Algunos autores realizaron estudios utilizando acetato de buserelina como inductor de 

la ovulación en lugares como Limoeiro, Brasil con clima cálido y húmedo,  Pisa, Italia con 

clima húmedo, Colorado EEUU clima frío y templado,  Beaucouze, Francia clima templado y 

cálido donde la temperatura  vario entre de 11-19ºC y la nubosidad entre <30 y <70% y con 8 

- 11,6 horas luz/día (Ferreira-Silva et al., 2018, Camillo et al., 2004, Fanelli, D et., 2021, 

Harrison, L et al., 1991 & Barrier-Battut et al., 2001 ), quienes obtuvieron ovulaciones entre 

22,7 y 66 % hasta las 48 horas en hasta las 72 horas (Ferreira-Silva et al., 2018). Aplicando 

dosis de únicas 40 µg de AB IM (Ferreira-Silva et al., 2018), 4 dosis de 40 µg IV cada 12 horas, 

(Harrison, L et al., 1991 & Barrier-Battut et al., 2001), 40 µg IV 2 veces al día cada 12h hasta 

la ovulación (Camillo et al., 2004) y 1mg SC (Fanelli, D et., 2021). 
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3. METODOLOGÍA 

3.1. MATERIALES 

 

3.1.1. Materiales de Campo 

• 8 yeguas cíclicas 

•  Termohigrómetro (Modelo SH-110, Marca Boeco327®, Alemania). 

• Software Satelital Meteorológico Worldweatheronline. 

• Ultrasonido (Modelo DP-6600Vet, marca Mindray®, China) 

• Extensión 

• Estabilizador 

• Acetato de Buserelina (Conceptal®, Intervet, Unterschleissheim, Alemania) 

• hCG (Fertivet ®, Chalver de Colombia, Bogotá, Colombia) 

• Cloprostenol sódico (Lutaprost®250, Agrovet Market, Lima, Perú) 

• Jeringuillas -5ml 

• Agujas -21G 

• Carboximetilcelulosa 

• Guantes ginecológicos 

3.1.2. Materiales de Oficina 

• Computador 

• Memoria USB 

• Impresora 

• Cartuchos de tinta de impresión 

• Hojas de papel bond 

• Libreta de apuntes 

• Esferos 
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• Lápiz 

• Corrector 

• Borrador 

• Cámara digital 

3.2. MÉTODOS 

 

3.2.1.  Ubicación 

 

 El presente estudio se realizó en la “Caballería Cazadores de los Ríos” ubicada al 

sureste de la ciudad de Loja, con coordenadas 4°00'36.6"S 79°11'13.9"W a una altitud 

promedio de 2101 msnm, con temperatura media 16,1°C, la humedad relativa 

76,7%, precipitación 0,07 mm y nubosidad de 70%. Esta investigación fue realizada entre 

agosto 2020 y abril 2021.  

 

3.2.2. Descripción de la Investigación 

 

 En el presente estudio se utilizaron 8 yeguas cíclicas sin raza definida, con edad entre   

4 -15 años, con condición corporal entre 5- 7,5 de acuerdo a la escala (1 - 9, Henneke, 1983). 

Las yeguas fueron seleccionadas por medio de su historial reproductivo y el examen 

ginecológico, el cual incluyó la palpación rectal y el examen ultrasonográfico.  

 

 Los animales durante el día tuvieron una alimentación comprendida en libre pastoreo, 

más 4kg de concentrado dividido en tres raciones al día, y con heno de avena dos veces al día 

y recibieron suplemento de sal mineral dos veces a la semana y agua ad libitum.     

 Durante el desarrollo del experimento fue evaluada la dinámica folicular de 4 ciclos 

estrales por medio de palpación rectal y ultrasonografía. Durante el estro, al observarse la 
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presencia de edema uterino y un folículo ≥35mm de diámetro las yeguas fueron sometidas de 

forma aleatoria a uno de los cuatro tratamientos (AB, Control, hCG o hCG + AB); donde se 

evaluó la presencia o ausencia de la ovulación y se verifico el tamaño del folículo dominante a 

las 36, 42, 48 y 60 horas. Cinco días después de la ovulación o en la confirmación de la 

presencia de un cuerpo lúteo, se administró 0,263 mg de Cloprostenol sódico, con el objetivo 

de acortar el ciclo estral para una siguiente evaluación folicular. Todas las unidades 

experimentales se sometieron a los 4 tratamientos de forma aleatoria.  

 

3.2.3. Descripción e Identificación de los Grupos 

 

 Los animales fueron incluidos en el experimento en presencia de tamaño folicular ≥ 35 

de diámetro y edema uterino grado 2-3 visible en la ultrasonografía. 

 Los tratamientos aplicados para la inducción de la ovulación a las unidades 

experimentales fueron los siguientes: 

AB (Acetato de Buserelina): se administró una sola dosis de 42µg de Acetato de Buserelina 

por vía intramuscular (IM) 

CONTROL (sin inducción de la ovulación): no se administraron hormonas inductoras de la 

ovulación. 

hCG (Gonadotropina Coriónica Humana): se administró una sola dosis de 2,500 UI de hCG 

por vía intravenosa (IV).  

Combinación hCG + AB: se administró la combinación de 2,500 UI de hCG por vía IV y 

42µg de Acetato de Buserelina por vía IM.  
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Tabla 2. Orden de aplicación de los tratamientos distribuidos aleatoriamente a cada yegua en los diferentes ciclos 

estrales. 

 

Unidades 

Experimentales 

Tratamientos 

 

CONTROL 

 

hCG AB hCG+AB 

1 2° 3° 4° 1° 
2 3° 4° 1° 2° 
3 4° 1° 2° 3° 
4 1° 2° 3° 4° 
5 2° 3° 4° 1° 

6 3° 4° 1° 2° 
7 4° 1° 2° 3° 
8 1° 2° 3° 4° 

 

 Después de la aplicación de cada tratamiento se midió el diámetro del folículo 

dominante a las 36, 42, 48 y 60 horas y se verificó la presencia de ovulación. Para determinar 

el tamaño pre-ovulatorio del folículo y el crecimiento folicular se utilizó la fórmula: (diámetro 

folicular final - diámetro folicular inicial) / número de horas de evaluación o número de días; 

el diámetro folicular final fue considerado el último tamaño folicular antes de ovulación. En 

ausencia de la ovulación los animales fueron evaluados hasta 204 horas para identificar la 

presencia de un folículo anovulatorio. 

 

 Se registraron la temperatura y humedad relativa, por medio de un termohigrómetro al 

momento de la inducción y 36 horas post tratamiento. La precipitación y nubosidad, fueron 

obtenidas a través del Software Satelital Meteorológico Worldweatheronline, al momento de 

la inducción, a las 36h post-inducción y finalmente se obtuvo un promedio desde la inducción 

hasta la ovulación. 

3.2.4. Técnica 
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• Por medio de palpación rectal fue verificado el tono uterino (1 – 4) y tono de cérvix (1 

- 3). A través de la ultrasonografía vía transrectal fue determinado el tamaño folicular 

por medio de dos medidas (longitudinal y transversal) y la presencia de cuerpo lúteo 

tanto del ovario derecho como del izquierdo, fueron registrados los datos en la ficha de 

seguimiento de desarrollo folicular. 

• Para la administración hormonal, después de verificar la presencia de edema uterino 2-

3 y un folículo ≥35mm se aplicó hCG, AB, hCG+AB respectivamente mediante la 

utilización de jeringa de 5-10ml y aguja 21G la hormona correspondiente. 

• Por medio de ultrasonografía transrectal se determinó el crecimiento folicular, tamaño 

pre ovulatorio del folículo y la presencia o no de la ovulación. 

• Cinco días después de la ovulación o en la confirmación de la presencia de un cuerpo 

lúteo, se administró 0,263 mg de Cloprostenol sódico por vía IM en todos los 

tratamientos, con el objetivo de acortar el ciclo estral para una siguiente evaluación 

folicular. 

• Al momento de medir el diámetro del folículo dominante a las 36, 42, 48 y 60 horas, 

para determinar el tamaño pre-ovulatorio del folículo y el crecimiento folicular, se 

registraron las condiciones climáticas cuyos datos fueron obtenidos por el termo 

higrómetro (temperatura y humedad relativa), así mismo la precipitación y nubosidad 

del Software Satelital Meteorológico Worldweatheronline. 
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3.2.5. Variables de Estudio 
 

Tabla 3. Caracterización de las variables  

VARIABLE DEFINICIÓN CATEGORÍAS UNIDADES INSTRUMENTO 

Tamaño 

folicular pre-

ovulatorio 

Es el aumento del tamaño 

de folículo dominante en 

mm, durante la fase 

folicular. 

  

 

- 

 

    mm 

Ultrasonido 

Ovulación Es el proceso mediante el 

cual se desintegra la pared 

folicular para dejar en 

libertad al ovocito y al 

fluido folicular en la fosa 

de ovulación. 

SI/NO  

 

- 

Ultrasonido 

(Observación 

Indirecta) 

Tiempo de 

ovulación 

Es el tiempo en que se 

produce la ovulación que 

generalmente va de 36 a 

48 antes de terminar el 

estro. 

 

 

 

- 

Horas y días  Observación 

indirecta 

Temperatura Es una magnitud física que 

refleja la cantidad de 

calor, ya sea de un cuerpo, 

de un objeto o del 

ambiente. Dicha magnitud 

está vinculada a la noción 

de frío (menor 

temperatura) y caliente 

(mayor temperatura). 

 

 

- 

°C Termohigrómetro 

Humedad Cantidad de agua, vapor 

de agua o cualquier otro 

líquido que está presente 

en la superficie o el 

interior de un cuerpo o en 

el aire 

 

 

- 

 

% 

Termohigrómetro  

Precipitación Es cualquier forma de 

hidrometeoro que cae de la 

atmósfera y llega a la 

superficie terrestre.  

 

 

 

- 

 

mm 

 

Estación satelital  

Nubosidad  Es la fracción de cielo 

cubierto con nubes, en un 

lugar en particular. 

- %  

Estación satelital 

Aplicación del 

Tratamiento 

(hormonas) 

Consiste en administrar 

sustancias hormonales con 

el fin de inducir la 

ovulación. 

hCG 

Acetato de 

buserelina 

hCG +Acetato 

de buserelina 

 

 Observación 

directa 

3.2.6. Análisis de la Información 

 



 

52 
 

Para realizar los análisis estadísticos se emplearon hojas de cálculo Excel 2013 y el 

programa estadístico R” versión 3.6.2 de libre acceso. 

Se utilizó la prueba exacta de Fisher para la variable de presencia-ausencia de 

ovulación. 

Se utilizó ANOVA paramétrico para el supuesto cumplimiento de homogeneidad y 

normalidad para el análisis de las variables, tiempo de ovulación, tratamientos, aplicación de 

productos hormonales, Temperatura, humedad, precipitación, nubosidad. 

La probabilidad de p ≤ 0,05 indica que hubo diferencia significativa, y la probabilidad 

de 0,05 ≤ p ≤ 0,1 indica que la diferencia se aproximó de ser significativa (hubo tendencia). 

Los resultados obtenidos fueron analizados a través de ANOVA no paramétrico para K 

muestras independientes (Kruskal-Wallis) para las variables tamaño folicular pre-ovulatorio, 

crecimiento folicular por día y hora. 
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4. RESULTADOS 

 

4.1. EVALUACIÓN DE LA PRESENCIA/ AUSENCIA DE LA OVULACIÓN EN 

YEGUAS  

 Utilizando el test exacto de Fisher se observó diferencia estadística (p=0,00026) en el 

porcentaje de ovulación entre los diferentes  tratamientos experimentales como se observa en 

la (Figura 1), donde hCG y la combinación de hCG + AB presentaron el 100% de ovulaciones, 

mientras que el  tratamiento  control y AB obtuvieron 37,5% y 25% respectivamente. 

 

Figura 1. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo de presencia de ovulación de yeguas en los 

diferentes tratamientos: AB (42 µg de Acetato de Buserelina); Control (sin inducción hormonal); hCG 

(2,500 UI de Gonadotropina Coriónica Humana); y hCG + AB. 

*a, b Letras sobrescritas minúsculas muestran diferencia estadística (p ≤ 0,05) 

 

 

 

 

4.2. TIEMPO MEDIO DE OVULACIÓN EN YEGUAS 
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 A través de la prueba Kruskal-Wallis se realizó la comparación del momento de 

ovulación, donde se pudo notar el efecto de tratamiento sobre las horas de ovulación (Figura 

2). Según el análisis en los  tratamientos hCG y combinación hCG+AB, el tiempo promedio 

hasta la ovulación fue de 39 ±3,21h desde la inducción, diferente (p=0,029) del  tratamiento  

control el cual presentó un tiempo promedio hasta la ovulación de 99,43 ± 56,16 h y del  

tratamiento  AB de 115,71 ± 54,41h.  

 

Figura 2. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo de tiempo de ovulación (horas) de yeguas 

cíclicas en los tratamientos: AB (42 µg de Acetato de Buserelina); Control (sin inducción hormonal); 

hCG (2,500 UI de Gonadotropina Coriónica Humana); y hCG + AB. 

*a, b Letras sobrescritas minúsculas muestran diferencia estadística (p ≤ 0,05). 
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4.3. MOMENTO   DE LA OVULACIÒN DESPUES DE LA INDUCCIÓN 

HORMONAL 

 

 Los  tratamientos hCG y hCG + AB presentaron el 100% de ovulaciones antes de 48 

horas pos inducción (Tabla 3) y no presentaron folículo hemorrágico anovulatorio (HAF); ya 

en el  tratamiento AB 25% de las yeguas ovularon dentro de las 48 horas y el 62,5% entre las 

120 y 168 horas y en el  tratamiento  Control el 12,5% de las yeguas ovulo dentro de las 48 

horas y el 75% ovularon entre 60 y 204 h.  En estos dos últimos  tratamientos dos yeguas 

presentaron un HAF de 44 y 47,5 mm respectivamente.  

Tabla 4. Distribución de las ovulaciones después de la inducción con los tratamientos: AB (42 µg de Acetato de 

Buserelina); Control (sin inducción hormonal); hCG (2,500 UI de Gonadotropina Coriónica Humana); y hCG + 

AB. 

 

 
HAF: folículos hemorrágicos anovulatorios. 

  

 
TRATAMIENTO 

 

 Horas AB 

n (%) 

Control 

n (%) 

hCG 

n (%) 

hCG + AB 

n (%) 

 

24 - 48 

48 - 72 

2/8 (25%) 

- 

1/8 (12,5%) 

2/8 (25%) 

8/8 (100%) 

- 

8/8 (100%) 

- 

 

≥72 5/8 (62,5%) 4/8 (50%) - -  

HAF  1/8 (12,5%) 1/8 (12,5) - -  
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4.4. TEMPERATURA AMBIENTAL AL MOMENTO DE LA INDUCCIÓN, 36H POS 

INDUCCIÓN Y PROMEDIO INDUCCIÓN-OVULACIÒN 

 

Los valores de temperatura (o C) obtenidos al momento de la inducción de los tratamientos, 36 

H y promedio inducción-ovulación se representan en la (Figura 3). Donde no se observó efecto 

de la temperatura ambiental sobre la ovulación (p>0,05). Esta fue similar entre los  

tratamientos, manteniéndose entre 18,14 y 18,8 o C al momento de la inducción; entre 14,15 y 

14,71 ºC alas 36H pos inducción y entre 12,95 y 13,2 ºC desde el momento de la inducción 

hasta la ovulación.  
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Figura 3. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo de la temperatura ambiental (ºC) al momento 

de la inducción, 36h pos inducción y promedio inducción-ovulación de yeguas cíclicas con los 

tratamientos: AB (42 µg de Acetato de Buserelina); Control (sin inducción hormonal); hCG (2,500 UI 

de Gonadotropina Coriónica Humana); y hCG + AB  

*No se observó diferencia estadística entre los  tratamientos (p>0,05). 

  

4.5. HUMEDAD AMBIENTAL AL MOMENTO DE LA INDUCCIÓN, 36H POS 

INDUCCIÓN Y PROMEDIO INDUCCIÓN-OVULACIÒN 

 

 Los valores de humedad (%) obtenidos al momento de la inducción de los tratamientos, 

36 H y promedio inducción-ovulación se representan en la (Figura 4). Donde no se observó 

efecto de la humedad ambiental sobre la ovulación (p>0,05). Esta fue similar entre los  

tratamientos, manteniéndose entre 69,12 y 62,88 % al momento de la inducción; entre 71,38 y 

83,25 % a las 36H pos inducción y entre 79,61 y 83,99 % desde el momento de la inducción 

hasta la ovulación. 
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Figura 4. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo de la humedad ambiental (%) al momento de la 

inducción, 36h pos inducción y promedio inducción-ovulación de yeguas cíclicas con los 

tratamientos: AB (42 µg de Acetato de Buserelina); Control (sin inducción hormonal); hCG (2,500 UI 

de Gonadotropina Coriónica Humana); y hCG + AB 

*No se observó diferencia estadística entre los  tratamientos (p>0,05). 
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4.6.  PRECIPITACIÒN AMBIENTAL AL MOMENTO DE LA INDUCCIÓN, 36H 

POS INDUCCIÓN Y PROMEDIO INDUCCIÓN-OVULACIÒN 

 

 Los valores de precipitación (mm) obtenidos al momento de la inducción de los 

tratamientos, 36 H y promedio inducción-ovulación se representan en la (Figura 5). Donde no 

se observó efecto de la humedad ambiental sobre la ovulación (p>0,05). Esta fue similar entre 

los  tratamientos, manteniéndose entre 0,31 y 0,76 mm al momento de la inducción; entre 0,1 

y 0,75 mm a las 36H post-inducción y entre 0,86 y 1,72 mm desde el momento de la inducción 

hasta la ovulación.  
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Figura 5.  Media ± desvió estándar, mínimo y máximo de la precipitación ambiental (mm) al 

momento de la inducción, 36h pos inducción y promedio inducción-ovulación de yeguas cíclicas con 

los tratamientos: AB (42 µg de Acetato de Buserelina); Control (sin inducción hormonal); hCG 

(2,500 UI de Gonadotropina Coriónica Humana); y hCG + AB). 

*No se observó diferencia estadística entre los  tratamientos (p>0,05). 

 

4.7. NUBOSIDAD AMBIENTAL AL MOMENTO DE LA INDUCCIÓN, 36H POS 

INDUCCIÓN Y PROMEDIO INDUCCIÓN-OVULACIÒN 

 

 Los valores de nubosidad (%) obtenidos al momento de la inducción de los 

tratamientos, 36 H y promedio inducción-ovulación se representan en la (Figura 6). Donde no 

se observó efecto de la nubosidad ambiental sobre la ovulación (p>0,05). Esta fue similar entre 

los  tratamientos, manteniéndose entre 62,75 y 76,38 % al momento de la inducción; entre 47,5 

y 68,75 % a las 36H pos inducción y entre 62,47 y 71,7 % desde el momento de la inducción 

hasta la ovulación. 
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Figura 6. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo de la nubosidad ambiental (%) al momento de 

la inducción, 36h pos inducción y promedio inducción-ovulación de yeguas cíclicas con los 

tratamientos: AB (42 µg de Acetato de Buserelina); Control (sin inducción hormonal); hCG (2,500 UI 

de Gonadotropina Coriónica Humana); y hCG + AB siendo la nubosidad promedio en la ciudad de 

Loja >60%. 

*No se observó diferencia estadística entre los tratamientos (p>0,05). 

4.8.  TAMAÑO DEL FOLICULO AL MOMENTO DE LA INDUCCIÓN 

 



 

62 
 

 Se realizó la comparación entre  tratamientos experimentales del tamaño del folículo 

pre-ovulatorio al momento de la inducción de cada uno de los tratamientos (Figura 7).  En 

análisis refleja que el tamaño del folículo pre-ovulatorio no es estadísticamente significativo 

(p= 0,384). De este modo, el tamaño folicular promedio al momento de la inducción es de 39,3 

±2,45 mm siendo igual entre los tratamientos. 

 

Figura 7. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo de tamaño del folículo pre-ovulatorio (mm) de 

yeguas en los tratamientos: AB (Acetato de Buserelina); Control (sin inducción hormonal); hCG 

(Gonadotropina Coriónica Humana) y hCG + AB (combinación de Gonadotropina Coriónica Humana 

+ Acetato de Buserelina). 

*No se observó diferencia estadística entre los tratamientos (p>0,05). 
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4.9. TAMAÑO DEL FOLÍCULO PRE-OVULATORIO HASTA LAS 48 HORAS POS 

INDUCCIÓN 

 

 Se realizó la comparación del tamaño del folículo pre-ovulatorio hasta las 48 horas 

posteriores a la inducción, donde se pudo notar el efecto del tratamiento, habiendo diferencia 

(p=0,0059) entre los  tratamientos (Figura 8). Según el análisis el  tratamiento  control 

(44,31±1,16) mm, fue mayor (p<0,05) que el  tratamiento  hCG (41,5±3,52) mm y combinación 

hCG+AB (39,56 ±2,01) mm. El  tratamiento  AB (43,75±3,79) tuvo tendencia (p=0,06) de ser 

mayor que el  tratamiento hCG+AB. El  tratamiento  hCG y hCG+AB presentaron tamaño 

folicular pre-ovulatorio semejante, al igual que el  tratamiento  AB tuvo semejanza al  

tratamiento  Control y hCG. 

 

Figura 8. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo de tamaño del folículo pre ovulatorio (mm) 

hasta las 48h pos inducción de yeguas en los tratamientos: AB (Acetato de Buserelina); Control (sin 

inducción hormonal); hCG (Gonadotropina Coriónica Humana) y hCG + AB (combinación de 

Gonadotropina Coriónica Humana + Acetato de Buserelina). 

*a, b Letras sobrescritas minúsculas muestran diferencia estadística (p ≤ 0,05). 

 

 

 

* 
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4.10. TAMAÑO DE FOLÍCULO PRE OVULATORIO HASTA LA OVULACIÓN 

 

 Se realizó la comparación del tamaño del folículo pre-ovulatorio independientemente 

del tiempo de ovulación, el cual difiere (p=0,00209) entre los tratamientos (Figura 9). Según 

el análisis el  tratamiento  control (45,19±1,41) mm, fue mayor (p<0,05) que el  tratamiento  

hCG (41,5±3,52) mm y combinación hCG+AB (39,56±2,01) mm. El  tratamiento  AB 

(45,12±4,53) fue mayor (p=0,027) que el  tratamiento  hCG+AB. El  tratamiento  hCG y 

hCG+AB presentaron tamaño folicular pre-ovulatorio semejante, y el  tratamiento  AB tuvo 

semejanza al  tratamiento  Control y hCG. 

 

Figura 9. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo de tamaño del folículo pre-ovulatorio (mm) pos 

inducción hasta la ovulación de yeguas en los tratamientos: AB (Acetato de Buserelina); Control (sin 

inducción hormonal); hCG (Gonadotropina Coriónica Humana) y hCG + AB (combinación de 

Gonadotropina Coriónica Humana + Acetato de Buserelina) 

*a, b, c Letras sobrescritas minúsculas muestran diferencia estadística (p ≤ 0,05) 
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4.11. CRECIMIENTO FOLICULAR INDUCCIÒN-OVULACIÓN  

 

 Realizada la comparación del crecimiento del folículo pre-ovulatorio (mm) desde la 

inducción hasta la ovulación, se observó efecto de tratamiento (p=0,0121) (Figura 10). El  

tratamiento control (7,21±2,97) mm, presento una tendencia de ser mayor (p<0,1) que el  

tratamiento hCG (2,25±0,29) mm y hCG+AB (2,5±1,08) mm. El  tratamiento  AB (6,07±3,62) 

presenta una tendencia (p=0,067) que los  tratamientos hCG y hCG+AB. El  tratamiento  hCG 

y hCG+AB presentaron crecimiento folicular semejante, y el  tratamiento  AB tuvo semejanza 

con  tratamiento  Control. 

 

Figura 10. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo del crecimiento del folículo pre-ovulatorio 

(mm) hasta la ovulación post-inducción de yeguas en los tratamientos: AB (Acetato de Buserelina); 

Control (sin inducción hormonal); hCG (Gonadotropina Coriónica Humana) y hCG + AB 

(combinación de Gonadotropina Coriónica Humana + Acetato de Buserelina) 

*a, b, Letras sobrescritas minúsculas muestran tendencia estadística (p ≤ 0,1) 
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4.12. CRECIMIENTO FOLICULAR EN DÍAS 

 

 Se realizó la comparación entre  tratamientos experimentales del crecimiento del 

folículo pre-ovulatorio (mm) por día, desde la inducción hasta la ovulación de cada uno de los 

tratamientos (Figura 11). El factor tratamiento no fue estadísticamente significativo (p=0,977). 

De este modo, el crecimiento folicular diario es similar entre los tratamientos variando entre 

1,19 a 1,43mm /día. 

 

Figura 11.  Media ± desvió estándar, mínimo y máximo del crecimiento folicular diario pre-

ovulatorio (mm) de yeguas en los tratamientos: AB (Acetato de Buserelina); Control (sin inducción 

hormonal); hCG (Gonadotropina Coriónica Humana) y hCG + AB (combinación de Gonadotropina 

Coriónica Humana + Acetato de Buserelina). 

*No se observó diferencia estadística entre los tratamientos (p>0,05). 

 

 

 

 

4.13. CRECIMIENTO FOLICULAR EN HORAS 
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 Se realizó la comparación entre  tratamientos experimentales del crecimiento del 

folículo pre-ovulatorio (mm) por hora, desde la inducción hasta la ovulación de cada uno de 

los tratamientos (Figura 12). El factor tratamiento no fue estadísticamente significativo 

(p=0,947). De este modo, el crecimiento folicular por hora es similar entre los tratamientos 

variando entre 0,05 a 0,06 mm /hora. 

 

Figura 12. Media ± desvió estándar, mínimo y máximo del crecimiento folicular pre-ovulatorio (mm) 

hora de yeguas en los tratamientos: AB (Acetato de Buserelina); Control (sin inducción hormonal); 

hCG (Gonadotropina Coriónica Humana) y hCG + AB (combinación de Gonadotropina Coriónica 

Humana + Acetato de Buserelina). 

*No se observó diferencia estadística entre los tratamientos (p>0,05). 

 

 

 

 

5. DISCUSIÓN 
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 La yegua fisiológicamente ovula de 24 a 48 h antes del finalizar el celo, con variación 

en el diámetro folicular entre 35 y 55 mm (Ginther, 1993; Ginther & Bergfelt, 1993), 

generalmente en la presencia de un folículo ≥35mm y edema uterino la ovulación ocurre entre 

41 y 132h (Gastal et al., 2006a). La inducción de la ovulación en yeguas ayuda a garantizar a 

que está ocurra entre 36 a 48 h facilitando el uso de biotecnologías reproductivas y reduciendo 

el número de inseminaciones y montas requeridas durante el estro (Bergfelt, 2000; Ley, 2006; 

McKinnon et al., 1993).  Posterior a la inducción hormonal el tiempo promedio de ovulación 

es de 24 a 48 horas para acetato de buserelina (Barrier-Battut, 2001; Fleury, et al., 2003) y 36 

a 48h para hCG (Bergfelt, 2000; Ley, 2006).  

 

 A través de ecografía transrectal en el presente trabajo con nubosidad >60% se pudo 

observar que, las yeguas del  tratamiento  Control el tiempo promedio hasta la ovulación fue 

de 99,4 ± 56,16 h, solamente 1/8 (12,5%) ovularon dentro de 48 h a partir de la detección de 

un folículo dominante ≥35mm y edema uterino 2-3º; mientras que 6/8 (75%) ovularon entre 60 

y 204 horas, además 1/8 (12,3%) yegua presentó HAF. Chávez et al., (2018) presentan datos 

similares, mostrando que 3/8 (37,5%) yeguas evaluadas del  tratamiento  Control ovularon 

dentro de las 48 h a partir de la detección de un folículo dominante, en tanto que 5/8 (62,5) 

ovularon entre 72 y 120 h después y Harrison, L et al., (1991) manifiestan que 3/15 (20%) 

yeguas de su trabajo ovularon dentro de las 48 horas. La falta de horas de luz al día y la 

presencia de nubosidad, puede provocar el aumento de melatonina e inhibición de la liberación 

de GnRH (Rocha et al., 2011) responsable de la liberación de FSH y LH asociadas al desarrollo 

folicular, la maduración oocitaria, la ovulación y la función lúteal (Ginther et al., 2008f), por 

lo tanto, bajos niveles de LH retrasan la ovulación o generan HAF. 
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 Para ambos  tratamientos hCG y combinación hCG + AB, 8/8 (100%) de las yeguas 

ovularon antes de las 48h, en promedio de 39 ± 3,21h desde la administración hormonal, siendo 

similar al trabajo de Segabinazzi, L et al., (2021) que con dosis de 1,500 UI (IV) el tiempo de 

ovulación fue en promedio de 39,4 ±2,7 horas y con la combinación de 1,500 UI (IV) de hCG 

+ Acetato de deslorelina (otro análogo de GnRH) 1mg (IM) el tiempo de ovulación fue de 40,2 

±3,3 horas. Así también, Fernández, F. et al., (2008) obtuvieron 10/10 (100%) de ovulaciones 

antes de las 48h después de la aplicación de 2,000 UI de hCG (IM) y Fanelli, D et al., (2021) 

obtuvieron 23/23 (100%) de ovulaciones con dosis de 2,500 UI de hCG dentro de las 48h.  

 

 Por otro lado, Samper et al., (2002), obtuvieron 10/12 (83,3%) de ovulación dentro de 

48 horas usando dosis de 2,500 UI (IV) de hCG y Harrison, L et al., (1991) indican que 12/15 

(80%) de las yeguas ovularon dentro de las 48 horas con dosis de 3,300 UI de hCG (IV). La 

hCG se utiliza muy a menudo en las hembras equinas para lograr ciclos estrales continuos sin 

embargo, la administración repetida puede afectar la fertilidad de la yegua (Duchamp et al., 

1986; Harrison, L et al., 1991 y McCue et., al 2007), causado  por la formación  de anticuerpos 

disminuyendo la respuesta a hCG (Roser et al., 1979; Duchamp et al., 1986 y McCue et., al 

2007) aunque otros autores indican que en la práctica  no es común que se presenten 

alteraciones  (Berezowski et al., 2004 y Barbacini, et al., 2010), así como estas no se 

evidenciaron en este trabajo.  

 De acuerdo Lindholm, A et al., (2010) indican que los análogos de GnRH, acetato de 

deslorelina y acetato de buserelina no muestran diferencias en la síntesis y liberación de LH 

(Ferreira-Silva et al., 2018) o la inducción de la ovulación con dosis de 1,5, 1,0, 0,5 mg la cual 

se produce dentro de las 48 horas. No se encontraron publicaciones utilizando la combinación 
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de acetato de buserelina con hCG, pero si combinaciones de otros análogos de GnRH, así este 

es el primer estudio demostrando la eficiencia de esta combinación.   

 

 El uso de la combinación de hCG + AB resultó eficaz debido a que hCG reduce el 

estradiol y aumenta las concentraciones de LH, induciendo así la ovulación después de 48 h 

del tratamiento similar a la acción del acetato de buserelina que estimula la síntesis y la 

liberación de LH, lo que indica que la combinación de estas hormonas provoca el aumento de 

las concentraciones de LH, haciendo que el folículo dominante madure rápidamente y se 

produzca la ovulación. Esta alternativa para inducir la ovulación, de hCG + AB, puede 

potencializar el efecto de hCG y provocar las ovulaciones en casos donde exista resistencia a 

esta hormona (Duchamp et al., 1986; Harrison, L et al., 1991 y McCue et., al 2007). 

 

 Por otro lado,  las yeguas sometidas al tratamiento con 42 µg de AB (dosis única) 

ovularon en tiempo promedio de 115,7±54,41 horas , 2/8 yeguas (25%), ovularon dentro de 

48h, mientras que 5/8 (62,5%) ovularon entre 120 y 168 horas después de la inducción 

hormonal; estos resultados son diferentes de autores que utilizaron dosis  única de 40 µg de AB 

(IM) quienes obtuvieron  100% de ovulaciones dentro de 48 horas pos inducción  (Miki et al., 

2016) y 90% antes de las 72 horas (Ferreira-Silva et al., 2018); además Immonen & Cuervo-

Arango, (2019) obtuvieron 100% de ovulaciones con dosis de 200 µg (IM).  Es importante 

resaltar que Miki et al., (2016) indujo la ovulación cuando el folículo tenía un tamaño ≥45mm 

y disminución de edema uterino, así es posible que el momento de la inducción interfiera en 

los índices de ovulación. Un estudio menciona que una sola dosis de AB resulta en bajos índices 

de preñez probablemente por el retraso de la ovulación (Michel et al., 1986) con posible 

inviabilidad del ovocito (Carnevale, & Ginther, 1995). 



 

71 
 

 

  Sin embargo, otros estudios aplicando diversos protocolos y diferentes dosis han 

obtenido tasa de ovulación del 22,7% (Camillo et al., 2004); 37,9% (Fanelli, D et al., 2021); 

61% (Barrier-Battut et al., 2001); y 66% (Harrison, L et al., 1991). Ya con dosis altas de 0,25- 

6,3 mg (SC) autores obtuvieron porcentajes de entre 82,6 – 94,7 (Newcombe & Cuervo-

Arango, 2016 & Levy, I & Duchamp, G 2007), dentro de las 48h.  Se puede evidenciar una 

considerable variabilidad de la eficacia del uso de acetato de buserelina como inductor de la 

ovulación en yeguas, lo cual puede estar influenciada por una serie de factores como el clima, 

el estado nutricional, la raza entre otros. 

 

 La presencia o ausencia de la ovulación en yeguas está ligada a la nutrición y a la parte 

climática.  Para que una hembra equina ovule necesita de dos factores: la luminosidad (horas 

luz) y alimentación (Samper, 2000, Guerin y Wang, 1994; Fitzgerald y McManus, 2000; Nagy 

et al., 2000), por ello cuando existe menor cantidad y calidad de alimento y hay en épocas frías 

lluviosas los equinos es posible que haya falla reproductiva. 

 

 El fotoperiodo influye en la liberación de las hormonas de la reproducción mediante la 

estimulo o inhibición hipotalámica (Kooistra & Ginther, 1975; Scraba & Ginther, 1985). 

Algunos autores realizaron estudios utilizando buserelina como inductor de la ovulación en 

lugares como Pisa, Italia (húmedo), Colorado EEUU (frío y templado),  Beaucouze, Francia 

(templado y cálido) donde la temperatura  vario entre de 11-19ºC y la nubosidad entre <30 y 

<70% y con 8 - 11,6 horas luz/día (Camillo et al., 2004, Fanelli, D et., 2021, Harrison, L et al., 

1991 & Barrier-Battut et al., 2001 ), quienes obtuvieron ovulaciones entre 22,7 y 66 % hasta 

las 48 horas; nuestro estudio fue realizado en la ciudad de Loja, Ecuador entre agosto 2020 y 
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abril 2021, donde el clima es templado–ecuatorial subhúmedo, la temperatura y nubosidad 

promedio son  13 ºC y  >60% con 12 horas luz/día  todo el año, donde la mayor parte del día y 

meses permanecen nublados y con precipitaciones constantes inclusive en los días más 

despejados del año, esto es posible que pueda  interferir en la dinámica folicular de la yegua, 

por ello el índice de ovulación fue del 25% dentro de las 48 horas, lo cual indica que bajas 

dosis de AB asociado a poca luminosidad provoca bajos índices de ovulación y la probabilidad 

de HAF. 

 

 En este estudio en yeguas cíclicas y en el de Fanelli, D et al., (2021), se encontró que la 

hCG es más efectiva que GnRH (acetato de buserelina) para inducir la ovulación en yeguas en 

cíclicas y en transición. Se sabe que la glándula pituitaria en yeguas en transición (Hart et al., 

1984) tiene un menor contenido de LH y, por tanto, la GnRH puede ser menos eficaz para 

inducir la liberación de LH y la ovulación en estas yeguas.  Aunque nuestro estudio fue 

realizado en la zona ecuatorial (no existe disminución de horas luz/día por la latitud), la 

temperatura, humedad, precipitación y nubosidad obtenidas al momento de la inducción de la 

ovulación, 36 horas pos inducción y promedio inducción-ovulación entre agosto (2020)-abril 

(2021) no presentaron diferencias estadísticas, por lo tanto, no fueron factores ambientales 

locales que interfirieron en la ovulación entre los  tratamientos. Sin embargo, el porcentaje de 

nubosidad se conoce que aumenta entre 70 a 90% en los meses de octubre a mayo posiblemente 

ocasionando un retraso en la fisiología reproductiva de todas las yeguas. 

 

 El estado nutricional de la yegua es uno de los factores ligados a la ovulación siendo la 

alimentación parte esencial para que se produzca la misma mediante suministración  de 

nutrientes en cantidad y calidad tales que aseguren la función reproductiva de la yegua 

(Hernández, 2009), En el estudio de Ferreira-Silva et al., (2018) las yeguas fueron sometidas a 
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pastoreo semi extensivo, adicionalmente administraban heno de (Cynodon spp.), alfalfa y 4 kg 

de balanceado y sal mineral ad libitum obteniendo el 90% de ovulaciones con AB, diferente a 

dietas con heno ad libitum (Camillo et al., 2004); heno mixto ad libitum y concentrado (Fanelli, 

D et., 2021) y heno de alfalfa ad libitum (Harrison, L et., al 1991) y sal mineralizada diaria en 

todos los casos obteniendo índices de ovulación entre 22,7 a 66%. En nuestro estudio con dieta 

alimentaria en libre pastoreo con pastos rasos, heno de avena dos veces al día, 4kg de 

concentrado y suplemento de sal mineral dos veces a la semana se obtuvieron bajos índices 

ovulatorios (25%) Esto posiblemente fue debido a la deficiencia de macrominerales y 

oligoelementos que pueden ocasionar trastornos reproductivos y la suplementación de sal 

mineral diaria permite mejorar la fertilidad aumentando los índices de ovulación y concepción 

(Islam et al., 2012), ya que el magnesio, zinc, cobre, hierro, cobalto y selenio estimulan el 

crecimiento del folículo dominante y subordinado en la fase estral (Amal et al., 2013).  

 

 Se conoce que fisiológicamente el crecimiento folicular diario de la yegua en promedio 

es 2,19 y 2,4 (Newcombe & Cuervo-Arango, 2013 & Ginther, 1992) con utilización de hCG 

estudios reportan un crecimiento 2 a 3 mm diarios (Kilicarslan et al., 1996 & Ramírez et al., 

2010), sin embargo, Rodríguez G. et al., (2013) con hCG obtuvieron un crecimiento folicular 

total de 1,4 mm siendo el crecimiento folicular diario de 1,0 ± 1,5 mm en 50,4 ± 13,6 horas. 

Con los datos de Harrison, L et al., (1991) en los diferentes  tratamientos Control, 40 µg/12h 

de AB y hCG se observó un crecimiento folicular total desde la inducción hasta la ovulación 

de 6,0, 1,0 y 2,4 mm y un crecimiento folicular diario 1,67, 0,52 y 0,24 mm evaluados en un 

tiempo promedio de 76,0±29,9, 45,6±15,2 y 52,0±23,9 horas respectivamente. En nuestro 

estudio el crecimiento total del folículo desde la inducción hasta la ovulación de los  

tratamientos Control, AB, hCG y hCG+AB fue de 7,21±2,97, 6,07 ±3,62, 2,25±0,29 y 2,5±1,08 

mm y un crecimiento folicular diario de 1,19±0,22, 1,28±0,50, 1,28±0,16 y 1,43±0,62 mm 
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durante una evaluación promedio de 99, 115,7, 39 y 39 horas respectivamente. Aunque no se 

observó diferencia en el crecimiento folicular diario entre los  tratamientos, si se observó 

diferencia en el crecimiento total del folículo desde la inducción hasta la ovulación 

demostrando que la inducción asociada a hCG aparte de disminuir el tiempo de la ovulación 

disminuye el crecimiento del folículo pre ovulatorio como lo menciona Gastal et al., (2006a). 

La inducción con buserelina en nuestro estudio se comportó similar al  tratamiento Control con 

mayor crecimiento folicular hasta la ovulación, diferente al experimento de Harrison, L. et al., 

(1991) donde acetato de buserelina redujo el crecimiento folicular aplicando 40 µg/12h y 

aumentó los porcentajes de ovulación. Así es posible destacar que una sola aplicación de 42µg 

AB no es efectiva para inducir la ovulación.  

 

 El tamaño del folículo pre-ovulatorio al momento de la inducción de los tratamientos 

fue en promedio entre 39,3± 2,45 mm similar a Rodríguez G. et al., (2013) cuyo tamaño fue 

41,1 ± 2,8 mm; y de Barrier-Battut et al., (2001) de 37 ± 3 mm, diferente de Miki et al., (2016) 

que realizo la inducción en ≥45 mm en razas pesadas de tracción, cabe recalcar que no existió 

diferencia estadística entre los  tratamientos  ya que todas la yeguas tuvieron un 

comportamiento fisiológico igual hasta entrar al experimento.  

 

 El tamaño del folículo pre ovulatorio hasta las 48 horas posteriores a la inducción fue 

de 44,31±1,16 mm para el  tratamiento  Control similar a Barrier-Battut et al., (2001) de 43 ± 

4 mm y Harrison, L et al., (1991) quienes obtuvieron un tamaño de 42,3 ±4,6, diferente al  

tratamiento  hCG donde el tamaño del folículo pre ovulatorio fue de  41,5±3,52 siendo similar 

a otros estudios que obtuvieron   42,5 ± 2,4 mm (Rodríguez G. et al., 2013);  41,3 ± 1,9 mm 

(Suárez et al. 2005) y 41,34 ± 2,14 mm (Ramírez et al., 2010) y 39,7±4,8 (Harrison, L et al., 

1991), así mismo con combinación hCG+AB el tamaño del folículo a las 48 horas pos 
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inducción fue de 39,56 ±2,01 mm similar a Segabinazzi, L et al., (2021) quienes combinaron 

hCG+AD obteniendo un tamaño de folículo de 37,7±1,14 mm, destacando que el uso de hCG 

y también asociación con AB induce la rápida maduración hasta alcanzar la ovulación pero 

disminuye el crecimiento folicular. 

 

 Para el  tratamiento  AB el tamaño del folículo a las 48h posteriores a la inducción fue 

de 43,75±3,79, similar a los resultados obtenidos por Miki et al., (2016) de 52,1 ± 1,9 mm, 

donde la dosis única de AB provoca crecimiento folicular, diferente a Barrier-Battut et al., 

(2001) con folículo pre ovulatorio de 42 ± 5 mm y 37,7±4,6mm (Harrison, L et al., 1991) 

quienes con múltiples dosis causan disminución en el crecimiento folicular.   

 

 El tamaño folicular pre ovulatorio desde la inducción hasta la ovulación entre los 

tratamientos presento diferencia estadística entre el  tratamiento  control (45,19±1,41) mm, y 

los  tratamientos hCG (41,5±3,52) mm y combinación hCG+AB (39,56±2,01) mm. Y el  

tratamiento AB (42,12±4,53) fue diferente del  tratamiento  hCG+AB, nuevamente 

demostrando que la asociación de hCG + AB incrementan los niveles LH induciendo la 

ovulación mediante la rápida maduración folicular sin aumento del tamaño del folículo lo que 

no es observado con una sola dosis de AB. 

 

 Estudios indican que el uso repetido de baja dosis de acetato buserelina hasta la 

ovulación provocan múltiples ovulaciones 2/15 (13,3%) (Harrison, L et al., 1991) y 12/13 

(92,3%) (Newcombe, J.R. & Cuervo-Arango, 2016), sin embargo, el uso de dosis únicas como 

nuestro estudio no inducen múltiples ovulaciones y generan bajos índices de ovulación, así 

como el estudio de Fanelli, D et al., (2021). Además, autores muestran que hay posibles 
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folículos hemorrágicos anovulatorios (HAF) entre 3,6-5,5% de yeguas (Levy, I & Duchamp, 

G 2007 & Barrier-Battut et al., 2001) similar a lo obtenido en nuestro trabajo 12,5%.  

 

 Es evidente que existen respuestas variadas de la utilización de acetato de buserelina 

como inductor de la ovulación en los diferentes estudios, debido a que en algunos de ellos las 

dosis únicas y múltiples resultaron eficaces para inducir la ovulación, diferente a la 

administración de dosis únicas que no resultaron efectivas para inducción ovulatoria como es 

el caso de nuestro estudio. 

  



 

77 
 

6. CONCLUSIONES 

 

 El acetato de buserelina en dosis única de 42µg IM, no es eficiente en la inducción de 

la ovulación en yeguas de regiones de clima mayormente nublado.  

 

 El acetato de buserelina no promueve el proceso de ovulación sobrepasando las 96h pos 

inducción inviabilizando el uso de biotécnicas de la reproducción 

 

 La utilización de hCG y la combinación hCG+AB, demostraron el 100% de ovulaciones 

dentro de las 48h, siendo la utilización de estas, efectivas para inducir la ovulación en yeguas 

las cuales están sometidas a climas donde la temperatura, humedad, precipitaciones frecuentes 

y nubosidad interfieren en el desarrollo folicular retrasando el crecimiento del mismo, como es 

el caso del clima de la ciudad de Loja.  

  

 La dinámica y el tamaño del folículo pre ovulatorio de yeguas cíclicas en la zona 

ecuatorial con y sin inducción de la ovulación se comportó similar en los tratamientos AB y 

Control con mayor crecimiento folicular y bajos índices ovulatorios, diferente a los 

tratamientos hCG y la combinación hCG+AB donde el folículo dominante no obtuvo un 

crecimiento mayor, pero si altos índices de ovulación. 
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7. RECOMENDACIONES 

 

  Utilizar hCG y la combinación de hCG + AB para la inducción de la ovulación con el 

fin de precisar el momento ideal para el uso de las biotecnologías reproductivas y así asegurar 

ovocitos viables con aumento de las tasas de preñez. 

 

 No utilizar AB debido a que retrasa la ovulación con posible inviabilidad del ovocito, 

además el costo de este producto es de mayor valor económico que hCG lo que significa que 

la opción idónea para inducir la ovulación en es la utilización de esta hormona, y en casos 

donde la utilización de la misma no resulte eficaz asociar con acetato de buserelina para 

incrementar los índices ovulatorios. 

 

 Realizar más estudios sobre el uso de AB en zonas donde el clima sea templado para 

corroborar que el uso de AB no es eficiente para inducir la ovulación. 
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ANEXOS 

 

         

 

Figura 13. Reconocimiento de las instalaciones e identificación de los animales. 

 

      

 

Figura 14. Reconocimientos de las características fanerópticas de cada una de la yegua para 

su identificación al momento de aplicar cada uno de los tratamientos. 
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Figura 15.  Ecógrafo utilizado 

           

Figura 16.  Fichas de examen ginecológico y de seguimiento de desarrollo folicular. 

 

 

 

Figura 17.  Examen Ginecológico Completo 
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Figura 18. Distribución aleatoria de las yeguas en los diferentes tratamientos 
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Figura 19. Folículo ≥35mm y edema uterino 2-3º 

 

                  

 

Figura 20. Administración hormonal de cada uno de los tratamientos por vía IV y IM. 
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Figura 21. Control diario de las yeguas 

 

 

 

 

Figura 22. Control de la aplicación de los tratamientos. 
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Figura 23. Verificación de la presencia o no de ovulación y la hora en la que esta se produjo. 

 

 

 

 

Figura 24. Toma de constantes ambientales durante la inducción de los tratamientos y 

evaluación de la ovulación 


