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RESUMEN 

En la década del 70, Barbara Weir describió las características del sistema 

reproductor de la hembra de Lagostomus maximus, vizcacha de llanura, como así 

también ciertos eventos reproductivos y gestacionales como la poliovulación de 

200-800 ovocitos/estro y la muerte embrionaria de múltiples implantaciones (las 

ubicadas en los segmentos craneales y medias de los cuernos uterinos) a partir de 

los 26 dpc. Esta autora concluyó que la muerte embrionaria no se debía a factores 

endógenos (diferencias morfológicas, vasculares, y superfetación) o exógenos 

(agentes etiológicos). A partir del año 2000 se realizaron estudios morfológicos y 

endocrinológicos con la finalidad de comprender con mayor profundidad dicho 

evento. A partir de los resultados preexistentes, se desarrolló esta tesis doctoral con 

el fin de investigar el origen de la muerte embrionaria espontánea en L. maximus. 

Para ello, se diseñó un estudio cuya hipótesis fue “existen diferencias morfológicas 

y moleculares en las distintas porciones de los cuernos uterinos de la vizcacha que 

determinan la supervivencia de aquellas implantaciones más próximas al cuello 

uterino”. Los resultados obtenidos a partir de la metodología planteada corroboran 

la hipótesis. Las similitudes en la morfología microscópica de los segmentos 

uterinos sin preñez en aspectos como la expresión de los glicoconjugados, los 

residuos glicosídicos, los marcadores de renovación celular y los receptores 

hormonales demuestran la capacidad del órgano en permitir la implantación en 

toda su extensión. Sin embargo, se observan diferencias significativas en cuanto al 

espesor de la pared uterina y sus túnicas, y en las áreas glandular y vascular a lo 

largo del eje craneocaudal que podrían relacionarse con las diferencias regionales 

uterinas en la posibilidad de permitir la continuidad de la preñez. Estas similitudes 

y diferencias se mantienen en las hembras con implantaciones tempranas, en 

donde además se encuentra que el sitio de implantación caudal de cada cuerno 
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tiene un aspecto viable, lo que no ocurre en el craneal y el medio que se caracterizan 

por la presencia de infiltración leucocitaria, hemorragia y depósito de fibrina. Por 

su parte, en las hembras con gestación intermedia se observaron mayores 

diferencias en el estado de las implantaciones. Algunas de estas características, 

como la desorganización y la desintegración tisular, actuarían como DAMPs, 

promoviendo una respuesta inflamatoria esteril en la que hay infiltración 

neutrofílica, mastocitos, macrófagos, células gigantes de cuerpo extraño y fibrosis. 

Por otro lado, los estudios amplian las características del desarrollo prenatal de la 

vizcacha, siendo algunas de ellas exclusivas para los histricomorfos. Por otro lado, 

se describen nuevas estructuras como la mesoplacenta. 

De esta manera, se concluye que los cuernos uterinos de L. maximus 

presentan aspectos heterogéneos en su sentido craneocaudal a diferentes niveles 

de organización, y que estas diferencias son, al menos parcialmente, las causantes 

del origen de la muerte embrionaria espontánea y sectorizada de la especie. Si bien 

la muerte embrionaria espontánea en un evento reproductivo conservado entre los 

diferentes taxones de mamíferos, en ninguno de ellos se observa la masividad y la 

sectorización presente en L. maximus. En consecuencia, esta especie representa un 

modelo no convencional de muerte embrionaria espontánea, cuyas características 

permiten el diseño de múltiples estudios para comprender la biología reproductiva 

de otras especies con este tipo de muerte, como así también enfermedades 

relacionadas con la preñez, principalmente, durante periodos tempranos.  

Palabras claves: Mamíferos, Roedores, Reproducción, Muerte embrionaria 

espontánea. 
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ABSTRACT 

In the 1970s, Barbara Weir described the characteristics of the female 

reproductive system of Lagostomus maximus, plains viscacha, as well as certain 

reproductive and gestational events such as poliovulation of 200-800 oocytes / 

estrus and embryonic death from multiple implantations (those located in the 

cranial and middle segments of the uterine horns) from 26 dpc. At that time and 

with fewer techniques than the current ones, this author concluded that this 

embryonic death was not due to endogenous factors (morphological and vascular 

differences, and superfetation) or exogenous (etiological agents). Since 2000, 

morphological and endocrinological studies have been carried out in order to 

understand this event in greater depth. Consequently, and starting from the pre-

existing results, this doctoral thesis was developed in order to investigate the origin 

of spontaneous embryonic death in L. maximus. So, a study was designed whose 

hypothesis was “there are morphological and molecular differences in the different 

portions of the uterine horns of the viscacha that determine the survival of those 

implantations closest to the cervix”. The results obtained from the proposed 

methodology corroborate the hypothesis. The similarities in the microscopic 

morphology of the uterine segments without pregnancy in aspects such as the 

expression of glycoconjugates, glycosidic residues, cell renewal markers, and 

hormone receptors demonstrate the organ's ability to allow implantation to its full 

extent. However, significant differences are observed in terms of the thickness of 

the uterine wall and its tunics, and in the glandular and vascular areas along the 

craniocaudal axis that could be related to regional uterine differences in the 

possibility of allowing pregnancy to continue. These similarities and differences are 

maintained in females with early implantations, where it is also found that the 

caudal implantation site of each horn has a viable appearance, which does not 
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occur in the cranial and the middle, which are characterized by the presence of 

infiltration leukocyte, hemorrhage, and fibrin deposition. On the other hand, in 

females with intermediate gestation, greater differences were observed in 

implantation status. Some of these characteristics, such as tissue disorganization 

and disintegration, would act as DAMPs, promoting a sterile inflammatory 

response in which there is neutrophilic infiltration, mast cells, macrophages, 

foreign body giant cells, and fibrosis. On the other hand, the studies broaden the 

characteristics of the prenatal development of the viscacha, some of them being 

exclusive for histricomorphs. On the other hand, new structures such as the 

mesoplacenta are described. 

In this way, it is concluded that the uterine horns of L. maximus present 

heterogeneous aspects in their craniocaudal axis at different levels of organization, 

and that these differences are, at least partially, the cause of the origin of the 

spontaneous and sectorized embryonic death of the species. Although spontaneous 

embryonic death is a conserved reproductive event among the different 

mammalian taxa, the massiveness and sectorization present in L. maximus is not 

observed in any of them. Consequently, this species represents an unconventional 

model of spontaneous embryonic death, whose characteristics allow the design of 

multiple studies to understand the reproductive biology of other species with this 

type of death, as well as diseases related to pregnancy, mainly during periods early. 

Keywords: Mammals, Rodents, Reproduction, Spontaneous embryonic death. 
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CAPÍTULO I 

Introducción 

a. Reproducción en mamíferos 

La clase Mammalia comprende a un grupo diverso de organismos en cuanto 

a su morfología, fisiología y reproducción (Behringer y col., 2006), como 

consecuencia de una historia evolutiva extensa y compleja. Es así, que los 

mamíferos presentan diferentes estrategias en la reproducción de la hembra 

necesarias para la continuidad de la vida, la preservación de la especie y la 

transmisión de variaciones de una generación a la siguiente (Hayssen y Orr, 2017; 

Flaws y Spencer, 2018; William y Johnston, 2018). Los mamíferos se clasifican en 

dos grupos: Prototheria (monotremas) y Theria. A su vez, los Theria se subdividen 

en Metatheria (marsupiales) y Eutheria (euterios). Por lo tanto, los mamíferos 

comprenden a: Prototheria (monotremas), Metatheria (marsupiales) y Eutheria 

(euterios) (Behringer y col., 2006; Ferner y col., 2017) (Figura 1). Esta clasificación 

se basa en las diferencias del desarrollo pre y postnatal, las características y la 

duración de la preñez, el parto, la lactancia, y las características morfológicas y 

fisiológicas del sistema reproductor de la hembra (Renfree y Shaw, 2001; Murphy, 

2012; Guernsey y col., 2017; Renfree y Fenelon, 2017; Frankenberg, 2018).  
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Figura 1. Los tres linajes de Mammalia: Prototheria, Metatheria y Eutheria. 

Imagen extraída y modificado de Graphodatsky, y col., 2011. 

Los monotremas tienen una gestación corta de 15 a 21 días después de la 

ovulación (Griffith y col., 2017), son ovíparos, y el huevo contiene un embrión en 

estadio somítico (neurulación) que se nutre a partir de las grandes cantidades de 

vitelo que posee (Behringer y col., 2006). La hembra ovipone en un lugar propicio 

e incuba a los huevos durante el último tercio del desarrollo embrionario (Ferner y 

col., 2017). Posteriormente, en la post-eclosión, las crías altriciales1 continúan su 

desarrollo a expensa de los nutrientes que incorporan de la leche (Grant 1989; 

Griffith 1989; Mate y col., 2000; Ferner y col., 2017). En cuanto al sistema 

reproductor de la hembra, este consta de dos cuernos uterinos que se abren 

directamente al seno urogenital. En proximidad a estas aberturas se encuentran 

las correspondientes a los uréteres. Otra característica exclusiva del sistema 

                                                           
1  Altricial: en mamíferos, neonato que al momento del parto se encuentra desnudo, con ojos cerrados, 

estado relativamente indefenso y, a menudo, permanece en el mismo sitio del parto para el cuidado 

de sus progenitores durante un período posnatal especie-específico (Ferner y col., 2017).  
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reproductor de la hembra de este clado es la ausencia de una vagina (Griffith 1968, 

1978; Taggart y col., 1998; Temple-Smit y Grant, 2001).  

Los marsupiales y euterios son vivíparos. Los embriones tienen un 

desarrollo intrauterino que depende de las placentas coriovitelina y 

corioalantoidea. Los marsupiales al igual que los monotremas tienen una 

descendencia con una altricialidad extrema, cuya morfología externa recuerda, en 

algunas características, al de los embriones de los euterios, por lo que requieren de 

una gran protección en las primeras fases de la etapa posnatal (Ferner y col., 2017). 

La gestación en los marsupiales ocurre en el útero, pero el desarrollo de los 

neonatos se continua en el interior del marsupio (Edwards y Deakin, 2012) y su 

nutrición es mediante una lactación muy característica (Behringer y col., 2006). 

Luego de la unión entre el pezón de la hembra y la región bucal del neonato, ambos 

se fusionan. Esta fusión se produce como consecuencia de que el pezón se hincha 

dentro de la cavidad bucal y, posteriormente, se fusiona con la región oral mediante 

una membrana queratinizada, el epitricum, que también cubre los ojos y oídos 

para protegerlos. El epitricum desaparece al avanzar el desarrollo. Para que el 

neonato pueda succionar y respirar simultáneamente, tanto la cavidad nasal como 

la lengua están muy diferenciadas. El desarrollo del cráneo de los marsupiales en 

los primeros años de vida está influenciado por los requisitos funcionales que 

surgen de esta lactación particular. Algunos estudios sobre el desarrollo han 

demostrado que, como adaptación a la succión, se acelera el ritmo relativo del 

desarrollo de los huesos y la musculatura de las regiones oral y facial. El desarrollo 

anterior de la región oral y el complejo comportamiento de amamantamiento 

llevaron a considerar que esta región está particularmente restringida en los 

marsupiales (Spiekman y Werneburg, 2017). Goswami y col., (2016) cuantificaron 

la ontogenia craneal utilizando un análisis de trayectoria fenotípica para comparar 

la disparidad en el desarrollo craneal entre marsupiales y euterios con una 
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profundización especial en la región oral. Demostraron que el desarrollo de los 

huesos de esta región está restringido en los marsupiales en comparación con los 

euterios, y que guarda relación con el amamantamiento. La composición química 

de la leche varía entre los marsupiales e incluso durante la lactancia de cada 

especie. Esta secreción no solo aporta nutrientes sino también factores humorales 

y celulares, estos últimos resultan relevantes ya que en los neonatos no se genera 

respuesta inmune hasta un tiempo después del nacimiento (Stannard y col., 2020). 

Además, los metaterios presentan un complejo vaginal que está dividido en tres 

sectores, dos laterales y uno medio. Los laterales se abren al seno urogenital, y en 

este también se vierte la orina desde la uretra, ya que a diferencia de lo que ocurre 

en monotremas los uréteres desembocan en una vejiga desde la que sale la uretra. 

Los sectores laterales están relacionadas con el pene bífido del macho y, por lo 

tanto, con el proceso de cópula; en cambio, la vagina media es parte del canal de 

parto (Tyndale-Biscoe y Renfree, 1987; Wick y Kress, 2002; Schimming y col., 

2018). En los euterios, al igual que en los marsupiales, la gestación ocurre en el 

útero, e implica una mayor interacción entre este órgano y el embrión durante la 

placentación (Wagner, 2018). El desarrollo temprano de los euterios implica una 

fijación e implantación más temprana del blastocisto, a diferencia de lo que ocurre 

en monotremas y marsupiales. Por otro lado, el útero de los euterios es el sitio del 

desarrollo prenatal. Luego del tiempo de gestación especie-específico, nacen crías 

altriciales o precociales2 (Ferner y col., 2017), cuyo desarrollo posnatal es mayor en 

comparación con las crías de los marsupiales. Las crías de los euterios también 

dependen de la lactación, pero no del mismo modo que las de los marsupiales 

                                                           
2 Precocial: en mamíferos, neonato que al momento del parto presenta pelaje, ojos abiertos, 

desarrollo avanzado y capacidad de alcanzar una rápida maduración locomotora, logrando así la 

independencia de sus progenitores en un periodo relativamente temprano (Ferner y col., 2017). 
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(Guernsey y col., 20117). Incluso entre los euterios que viven en entornos similares, 

existen diferencias muy marcadas en los períodos de lactancia que reflejan diversas 

alimentaciones y ecologías reproductivas. Por ejemplo, en los pinnípedos 

(Carnivora), los períodos de lactancia son muy cortos en Phocidae (con un extremo 

de 4 días en la foca encapuchada) y prolongados en Otariidae (4 a 24 meses en 

lobos y leones marinos) y Odobenidae (1 a 2 años en morsas) (Griffiths y col., 2015). 

Estas diferencias guardan relación con el modo de vida y también el número de 

crías. 

Estas variaciones muestran los diferentes modos de reproducción que 

existen entre monotremas, marsupiales y euterios como resultado de la evolución, 

y, en todos los casos, evidencian el rol fundamental de la hembra en el éxito de la 

gestación, independientemente si el desarrollo es intra o extrauterino (Figura 2).  

 

Figura 2. Comparación anatómica de los sistemas genital y urinario de la 

hembra entre los tres linajes de Mammalia, Prototheria, Metatheria y 

Eutheria. Imagen extraída y modificada de Taggart, y col., 1998. 

b. Ontogenia prenatal del sistema reproductor de la hembra 

 El sistema reproductor de la hembra tiene funciones esenciales, entre ellas, 

ser el sitio donde ocurre la formación de las gametas femeninas, la fertilización, la 

implantación del embrión y el desarrollo del embrión/feto (Mullen y Behringer, 

2014). El sistema reproductor se relaciona estrechamente con el sistema urinario 
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en su desarrollo y aspectos anatómicos. Ambos sistemas se originan a partir de los 

gononefrotomos, estructuras pares que se forman en el mesodermo intermedio, a 

ambos lados de la línea media del embrión en desarrollo. El mesodermo 

intermedio origina las crestas urogenitales, las que luego se diferencian y se dividen 

en crestas gonadales (mediales) y crestas urinarias (laterales). Durante el periodo 

indiferenciado del desarrollo, las crestas genitales (esbozos de las gónadas) son 

bipotenciales, es decir, pueden dar origen a testículos u ovarios según la 

constitución genética del individuo. En posición paralela a cada gononefrotomo, 

una invaginación del epitelio celómico en el borde lateral de cada cresta urogenital 

origina al conducto paramesonéfrico o de Müller (Gilbert y Barresi, 2018). A partir 

de la diferenciación de este conducto se originan las trompas uterinas, el útero 

(cuernos uterinos, cuerpo y cuello) y la porción craneal de la vagina. En cambio, la 

porción caudal de la vagina junto con la vulva y el clítoris derivan de la cloaca y la 

membrana cloacal (Mullen y Behringer, 2014; Gilbert y Barresi, 2018) (Figura 3).  

La morfogénesis y la diferenciación de los conductos de Müller son 

procesos dinámicos, ya que involucran a diferentes eventos moleculares y tisulares 

con algunas características comunes y otras específicas entre los mamíferos (Roly 

y col., 2018). Por ejemplo, se requiere la expresión de factores de transcripción 

(Pax2, RAR α, β,γ, β-catenina, Dlgh1, Emx2 y Lim1) e inductores (Wnt4) tal como 

se ha observado en ratones (Mendelsohn, 1994; Arango, 2005; Yin y Ma, 2005; 

Deutscher y Hung-Chang Yao, 2007; Iizuka-Kogo y col., 2007). Además, durante 

la organogénesis de los mamíferos también se expresan los genes Hox bajo un 

patrón espacial y temporal específico, proveyendo información posicional a lo 

largo del eje corporal del embrión (Kmita y Duboule, 2003; Major et al., 2021). Es 

así como se observó la expresión de los genes AbdominalB Hox a lo largo del eje 

antero-posterior del conducto de Müller en desarrollo. La expresión del gen Hoxa9 

se detectó en la región futura de las trompas uterinas, mientras que la de Hoxa10 
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en la unión útero-tubárica. Por otro lado, Hoxa11 se expresó fuerte y levemente en 

el útero y cérvix, respectivamente. En cambio, Hoxa13, se expresó únicamente en 

el cérvix y la parte superior de la vagina (Taylor y col., 1997; Lynch y col., 2004). 

Estas variaciones en la expresión de los genes durante la diferenciación del 

conducto de Müller requieren la interacción tisular entre el epitelio del conducto y 

el mesénquima circundante, como así también de la acción de las hormonas 

esteroideas (Massé y col., 2009). Esto último guarda relación con la determinación 

primaria o cromosómica del sexo. Al presentar las células embrionarias dos 

cromosomas X, los primordios gonadales se diferencian a ovarios y, por lo tanto, 

no hay secreción de las hormonas testosterona y anti-Mülleriana (AMH). La AMH, 

también conocida como sustancia inhibidora de Müller (SIM), es una glicoproteína 

dimérica que pertenece a la familia del factor de crecimiento transformante beta 

(TGF-β), que juega un rol en la diferenciación sexual del feto debido a que 

desencadena la regresión de los conductos de Müller por inducir la apoptosis de 

sus células (Edelsztein y col., 2016). Por otra parte, los ovarios secretan estrógenos 

que inducen la diferenciación del conducto a trompas uterinas, útero, cérvix y 

región craneal de la vagina (MacLaughlin y col., 2001).  
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Figura 3. Secuencia del desarrollo del sistema reproductor de la hembra. a. 

Cresta urogenital en un corte transversal del embrión; b. Diferenciación de la cresta 

urogenital en cresta urinaria (lateral) y cresta genital (medial); c. Periodo indiferenciado; 

d. Diferenciación de las gónadas bipotenciales y del conducto de Müller. Abreviaturas: 

CGP, células germinales primordiales. Imagen extraída y modificada de Woudwyk, y col., 

2021. 

c. Morfología del sistema reproductor de la hembra en 

mamíferos euterios 

En los mamíferos euterios, la preñez es un evento reproductivo complejo 

que involucra a la fertilización, la implantación, la placentación, el desarrollo del 

conceptus3 y el parto (Spencer y col., 2016). Estas funciones, al igual que otras, las 

realizan los órganos que constituyen al sistema reproductor de la hembra: los 

ovarios, las trompas uterinas, el útero, la vagina y los genitales externos (Hafez y 

Hafez, 2016) (Figura 4). Tal como se dijo al inicio de este capítulo, entre los 

mamíferos existen diferentes estrategias reproductivas (Hayssen y Orr, 2017; Holt 

                                                           
3 Conceptus: embrión/feto y sus membranas extraembrionarias (Spencer y col., 2016). 
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y Johnston, 2018), y estas se deben, en parte, a las características morfológicas del 

sistema reproductor de la hembra.  

 

Figura 4. Sistema reproductor de la hembra de Mus musculus. Imagen extraída 

y modificada de McGeady y col., 2017. 

Los ovarios, son las gónadas de la hembra y entre sus funciones se 

encuentran la generación de las gametas (ovocitos) y la síntesis de hormonas que 

regulan las funciones reproductivas (Bahr, 2018). Estas gónadas son variables en 

cuanto a tamaño, pero su estructura morfológica es similar entre los mamíferos. 

Estos órganos son pares, macizos y constan, en la mayoría de las especies, de una 

corteza periférica o zona parenquimatosa y una médula central o zona vascular. 

Externamente están tapizados por tejido epitelial simple que puede ser plano, 

cúbico o cilíndrico, según la especie, y que se denomina epitelio superficial. Este 
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epitelio es un mesotelio y se continúa con el mesovario (pliegue de peritoneo que 

sostiene al órgano en la cavidad abdominal). Adyacente al epitelio, se encuentra la 

túnica albugínea, rica en tejido conectivo denso. El estroma ovárico está compuesto 

por tejido conectivo predominantemente laxo, vasos sanguíneos y linfáticos, y 

nervios, que se distribuyen tanto en la corteza como en la médula. El parénquima 

está formado por los folículos ováricos y sus derivados, como el cuerpo lúteo 

(Geneser, 2000; Köning y Liebich, 2011) que se encuentran en la corteza. Algunas 

variaciones en la morfología ovárica se pueden observar entre mamíferos de 

distintos órdenes e inclusive, en algunos casos, entre las especies de un mismo 

orden. Entre los Xenarthra, los ovarios de Chaetophractus vellerosus (piche 

llorón) y Zaedyus pichiy (pichi) son cilíndricos y con extremos redondeados. 

Presentan dos zonas, parenquimatosa ventral "corteza" y vascular dorsal "médula", 

con estructura típica. En cambio, en Dasypus hybridus (mulita) son reniformes, 

correspondiendo la concavidad a la zona parenquimatosa y la convexidad a la 

vascular (Codón y Casenave, 2000). Por su parte, los ovarios del perisodáctilo 

Equus ferus caballus (equino) poseen un borde libre denominado fosa de 

ovulación, que es el único sitio donde los folículos se acercan hacia la superficie 

ovárica y se produce la ovulación4 (Alves y col., 2018). 

Otro componente del sistema reproductor de la hembra son las trompas 

uterinas u oviductos5. Estos órganos son pares, huecos y con un recorrido tortuoso 

que se extiende desde el ovario hasta los cuernos uterinos. Las trompas uterinas 

constan de tres segmentos, que en sentido craneocaudal son: el infundíbulo, la 

                                                           
4 El concepto adecuado sería ovocitación, ya que en la mayoría de las especies es un ovocito lo que 

se libera desde el ovario. Para este trabajo, ovocitación y ovulación se tomarán como palabras 

equivalentes. 

5 A lo largo de esta tesis se utilizará el término trompa uterina, para evitar confusiones, ya que 

oviducto en vertebrados no mamíferos refiere a toda la porción tubular del sistema reproductor de 

la hembra. 
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ampolla y el istmo. El infundíbulo tiene forma de embudo y en su borde libre 

presenta proyecciones digitiformes, largas y delgadas denominadas fimbrias. Una 

de las funciones del infundíbulo es recibir a los ovocitos que son expulsados del 

ovario en la ovulación. El segmento siguiente al infundíbulo es la ampolla, y su 

función es ser el sitio donde ocurren la fecundación, primer evento del desarrollo 

embrionario. Por último, se encuentra el istmo, que funciona como reservorio de 

espermatozoides tras la cópula. Este segmento se une al útero mediante la unión 

útero-tubárica (Brüssow y col., 2008; Köning y Liebich, 2011; Hafez y Hafez, 2016). 

Esta unión no está presente en todas las especies. Las trompas uterinas, además de 

transportar a las gametas y los cigotos, en una eventual preñez, son el sitio de 

capacitación espermática, proceso en el que el espermatozoide maduro adquiere la 

capacidad fecundante mediante cambios estructurales y funcionales que le 

permiten llegar hasta el ovocito y unirse a él (Leemans y col., 2019). Internamente, 

las trompas uterinas se organizan, desde la luz al exterior, en tres túnicas: mucosa, 

muscular y serosa. La túnica mucosa presenta pliegues finos, denominados 

primarios, secundarios y terciarios, según su origen, que se proyectan hacia la luz 

del órgano, generando que esta sea irregular. Estos pliegues de la mucosa decrecen 

en número desde el infundíbulo hasta el istmo, además disminuye su complejidad 

y su altura. El epitelio de la mucosa es cilíndrico simple, compuesto por células 

ciliadas y no ciliadas secretoras. La actividad ciliar y, en algunas especies, la 

contracción de las fibras musculares lisas facilitan el transporte de las gametas de 

la hembra y, en caso de ocurrir cópula, también de las del macho. Además, si ocurre 

la fecundación, estos movimientos dirigen al cigoto hacia el útero. Por otro lado, 

las células secretoras proveen nutrientes al ovocito y el cigoto. Además, la túnica 

mucosa carece de glándulas y muscular de la mucosa. La lámina propia es de tejido 

conectivo laxo con abundantes células plasmáticas, mastocitos y eosinófilos. La 

túnica muscular está constituida por fibras musculares lisas y se encuentra 
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organizada en una capa circular interna y una capa longitudinal externa. La túnica 

serosa consiste en un mesotelio y una capa delgada de tejido conectivo laxo muy 

vascularizado (Geneser, 2000; Pawlina, 2015). El tamaño y la disposición de estas 

tres túnicas es diferente según la región de la trompa uterina, la especie y la fase 

del ciclo estral debido a la influencia de las hormonas sexuales (Leese y col., 2001; 

Guérin y Ménézo, 2011; Coy y Yanagimachi, 2015; Mouguelar y col., 2015; Coy 

Fuster y col., 2018). 

El útero es el órgano de la preñez ya que está involucrado en la 

implantación, la placentación, el desarrollo y el crecimiento del conceptus, y el 

parto (Cook y col., 2018). La anatomía uterina varía entre las especies mamalianas. 

Esta variabilidad depende, especialmente, del grado de fusión que han alcanzado 

los conductos de Müller durante el desarrollo (Massé y col., 2009). El útero dúplex 

carece de cuerpo, por lo tanto, está compuesto por dos cuernos uterinos que se 

abren independientemente en dos cérvix. Esta variedad se encuentra en roedores 

y lagomorfos. Por su parte, el útero bipartido presente, por ejemplo, en equinos y 

carnívoros, consta de dos cuernos uterinos, un cuerpo prominente y un cérvix. En 

cambio, la variedad uterina bicorne está conformada por dos cuernos uterinos que 

se continúan con un cuerpo pequeño y este a un único cérvix, se encuenta en 

porcinos, rumiantes y cetáceos. El útero simple presente en primates y quirópteros 

está caracterizado por la ausencia de cuernos uterinos y la presencia de un cuerpo 

prominente y un único cérvix (Kobayashi y Behringer, 2003; Chavette-Palmer y 

Tarrade, 2016). 

Aunque la morfología macroscópica uterina varía entre los diferentes 

grupos de mamíferos, la microscópica está altamente conservada (Cook y col., 

2018). La pared uterina consta de las mismas túnicas que la de las trompas 

uterinas, pero en el útero presentan nombres específicos: endometrio (mucosa), 
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miometrio (muscular) y perimetrio (serosa). El endometrio está conformado por 

tejido epitelial de revestimiento cúbico o cilíndrico simple, con células ciliadas y no 

ciliadas secretoras. El batido de las células ciliadas está dirigido hacia la vagina. A 

partir de este epitelio, se originan las glándulas uterinas como invaginaciones hacia 

la lámina propia de tejido conectivo laxo. Las glándulas uterinas pueden ser 

tubulares simples o ramificadas (Woudwyk y col., 2021). La localización de las 

glándulas es variable. Por ejemplo, en Mus musculus (ratón), las glándulas uterinas 

están dispuestas en las regiones laterales a anti-mesometrial del útero como 

producto de las diferencias regionales en la expresión de los miembros de la vía de 

señalización Wnt. Como consecuencia de estas variaciones, la implantación en en 

el ratón es siempre anti-mesometrial (Goad y col., 2017). En las glándulas también 

existen células con cilias que mueven la secreción hacia la luz uterina; en cambio, 

las cilias de las células superficiales lo hacen hacia la vagina. En la lámina propia 

se encuentran diferentes tipos celulares del tejido conectivo, células residentes y 

transitorias (Woudwyk y col., 2021).  Estas últimas, intervienen en la inmunidad 

innata y la inmunidad adaptativa. En mujeres, por ejemplo, existen cambios en el 

perfil inmunológico de macrófagos, neutrófilos, células T y células natural killer 

uterinas (uNK) relacionados con la menstruación, el embarazo y, en menor 

medida, con la regeneración endometrial saludable después del parto o la 

menstruación (Flynn y col., 2000). En las especies domésticas podemos observar 

variaciones en cuanto al tiempo en que las uNK participan durante la gestación. En 

rumiantes, la actividad de las células uNK se demostró en el endometrio uterino 

durante la gestación media y tardía (Segerson y Beetham, 2000; Tekin y Hansen, 

2002). Particularmente en los bovinos, los datos sobre la presencia de células uNK 

en el endometrio son limitados (Oliveira y col., 2013). No así los que refieren a la 

presencia de macrófagos, linfocitos T CD4+ y CD8+ en el útero durante el ciclo 

estral y la preñez (Cobb y Watson, 1995; Oliveira y Hansen, 2009; Kamat y col., 
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2016). En el endometrio ovino también se encontraron linfocitos de las 

subpoblaciones T citotóxicas CD8+ y γδ+ durante la gestación media y tardía, con 

aumento de las Tγδ+ cerca del momento del parto (Meeusen y col., 1993). A 

diferencia de los ovinos, en el útero porcino se observaron estas células en la 

primera etapa de la preñez (Croy y col., 1988). Las uNK y los linfocitos T son los 

tipos celulares predominante durante determinados momentos del ciclo estral y en 

la gestación. Estas células tienen funciones especializadas en el crecimiento del 

conceptus, el establecimiento y el mantenimiento de una gestación normal, la 

remodelación de los vasos uterinos durante la placentación y la regulación de la 

invasión trofoblástica del endometrio, entre otros procesos (Meeusen y col., 2001; 

Leonard y col., 2006; Vasudevan y col., 2017). El tejido conectivo de la lámina 

propia, próximo al miometrio, es denso y el fibroblasto es el tipo celular 

predominante. Aunque la estructura microscópica del endometrio es similar entre 

las diferentes especies, podemos encontrar algunas variaciones. El endometrio de 

los rumiantes presenta protuberancias denominadas carúnculas, estas son 

aglandulares y altamente vascularizadas, y constituyen el componente materno de 

la placenta junto a los cotiledones embrionarios. En Equus ferus caballus y Sus 

scrofa domestica (cerda) el endometrio está muy plegado en comparación con 

otras especies. En los primates, el endometrio está dividido en las capas funcional 

y basal (Cook y col., 2018). La capa funcional se desprende durante la 

menstruación. Previamente a la mestruación, la capa endometrial tiene afluencia 

de células inmunitarias innatas y actividad enzimática por parte de las 

metaloproteinasas que degradan la matriz extracelular, especialmente a las fibras 

colágenas (Critchley y col., 2020). Hacia la superficie externa del endometrio está 

el miometrio. Este está conformado por dos capas de tejido muscular liso, una 

interna y otra externa, en las que las fibras musculares se disponen, en la mayoría 

de las especies, en sentido circular y longitudinal, respectivamente. Entre ambas 
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capas hay tejido conectivo laxo y vasos sanguíneos de diferentes calibres, que en su 

conjunto conforman al estrato vascular. Por último, en el exterior del órgano, se 

localiza el perimetrio, formado por tejido conectivo laxo y un epitelio plano simple 

(mesotelio) (Woudwyk y col., 2021).  

La diferenciación de los tejidos que forman el útero no es completa en todas 

las especies al momento del parto. Por ejemplo, en roedores de laboratorio Mus 

musculus y Rattus norvegicus, animales domésticos y mujeres, se completa en la 

vida posnatal (Spencer y col., 2005; Lopez Merlo y col., 2017). Estas variaciones 

son consecuencia del tiempo en que se producen ciertos eventos vinculados al 

desarrollo uterino, entre ellos, la organización y la estratificación del estroma 

endometrial, la diferenciación y el crecimiento del miometrio, y el crecimiento 

coordinado de las glándulas uterinas. Independientemente de las variaciones 

uterinas interespecíficas, la capacidad funcional de este órgano en la hembra 

adulta queda definida, en gran medida, por los eventos del desarrollo asociados a 

la programación de los tejidos uterinos durante las etapas pre y posnatal 

(Kobayashi y Behringer, 2003).  

Estas características histológicas del útero son variables durante el ciclo 

menstrual o estral, la preñez y el parto, por lo cual, es un órgano dinámico. El 

remodelado del útero en los eventos reproductivos es posible por la existencia de 

células madres propias del órgano (Teixeira y col., 2008) o extrauterinas. Con 

respecto a este último caso, se demostró la existencia de una fuente extrauterina 

de células madre adultas que presumiblemente se reclutan en el útero con cada 

ciclo menstrual o estral, y que son las responsables de la reparación del útero 

después de la menstruación o el parto. Una fuente posible podrían ser las células 

madre mesenquimales derivadas de la médula ósea (Bruscia y col., 2006).  
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En la mayoría de las especies domésticas, con excepción de lagomorfos y 

roedores, el útero se encuentra conformado por dos cuernos uterinos, un cuerpo y 

un cuello o cérvix (Köning y Liebich, 2011). La estructura microscópica del cuerpo 

uterino no difiere de la descripta para los cuernos uterinos. El otro componente 

uterino es el cérvix o cuello. Este consta de dos zonas, endocérvix y exocérvix. En 

relación a su estructura histológica, la mucosa del endocérvix es similar a la de los 

cuernos uterinos, mientras que la del exocérvix se asemeja a la de la vagina. El 

cuello regula el ingreso de los espermatozoides. Por otro lado, algunas células de 

su mucosa son secretoras de moco en cantidades abundantes durante el estro. Este 

moco, en caso de cópula y posterior gestación, forma un tapón mucoso que impide 

el ingreso de microorganismos que pudieran afectar el normal desarrollo del 

conceptus (Adnane y col., 2018). 

Además, el sistema reproductor de la hembra de los mamíferos euterios 

consta de una vagina, un órgano hueco que se extiende desde el cérvix hasta el 

vestíbulo vaginal. La vagina es el órgano copulador de la hembra y forma parte del 

canal de parto. La pared vaginal presenta pliegues longitudinales de la túnica 

mucosa. La mucosa vaginal consta de un tejido epitelial plano estratificado que 

puede ser cornificado o no, según la especie. La lámina propia está constituida por 

tejido conectivo laxo muy vascularizado, con abundantes leucocitos, en particular, 

linfocitos; y tiene una gran vascularización. Esta variedad de tejido conectivo no es 

homogénea en toda la extensión de la lámina propia, ya que en su parte más 

profunda el tejido conectivo es denso. Por otra parte, la mucosa vaginal no presenta 

muscular de la mucosa. En cuanto a las otras túnicas, la muscular es muy gruesa y 

consta de dos o tres capas de tejido muscular liso, cuya disposición y espesor son 

variables según la especie. Cranealmente, la túnica más externa es la túnica serosa, 

mientras que en la porción caudal de la vagina se observa una túnica adventicia 
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con un gran plexo venoso, nervios simpáticos y ganglios nerviosos (Geneser, 2000; 

Köning y Liebich, 2011; Pawlina, 2015). 

Otros componentes del sistema reproductor de la hembra son los genitales 

externos. El vestíbulo vaginal se extiende desde la desembocadura de la uretra, 

caudalmente, hasta los labios vulvares. En las cerdas y las rumiantes, ventral al 

orificio uretral externo se encuentra el divertículo suburetral. La estructura 

histológica del vestíbulo es similar a la de la porción caudal de la vagina. En la perra 

y la yegua, la mucosa vestibular posee tejido eréctil y plexos venosos que se 

congestionan durante el estro. En la luz del vestíbulo vaginal desembocan 

glándulas cuyo tamaño y estructura varían de acuerdo con la especie. Una de sus 

funciones es la lubricación del canal durante el coito y la secreción de feromonas 

durante el estro. La túnica muscular del vestíbulo es una continuación del tejido 

muscular liso de la vagina. Externamente a esta túnica se encuentra el músculo 

constrictor del vestíbulo, que es de tipo estriado esquelético. Por su parte, la vulva 

está formada por dos labios que se unen en las comisuras dorsal y ventral. La piel 

que recubre los labios vulvares posee abundantes glándulas sebáceas y glándulas 

sudoríparas apocrinas. En la hipodermis, se encuentran fibras musculares 

estriadas esqueléticas que corresponden al músculo constrictor de la vulva. El 

clítoris se encuentra en la comisura ventral de la vulva, ubicado en una depresión 

denominada fosa del clítoris. Este órgano está formado por dos pilares que se 

originan en el arco isquiático, el cuerpo del clítoris y el glande. Este último es la 

porción visible, está formado por tejido funcionalmente eréctil en la yegua y la 

perra, y por tejido fibroelástico no eréctil en ovejas, gatas y cerdas. El prepucio del 

clítoris es un pliegue cutáneo que rodea al glande. El clítoris está muy inervado, 

mediante nervios autónomos y sensitivos (Hafez y Hafez, 2016; Woudwyk y col., 

2021). Además de estos órganos, en la hembra posee glándulas mamarias que, si 

bien son glándulas apocrinas modificadas del sistema tegumentario, están 
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relacionadas funcionalmente con el sistema reproductor. Estas glándulas son 

exclusivas de los mamíferos y su producto de secreción es la leche, destinada a la 

alimentación de las crías. La estructura y las funciones de las glándulas mamarias 

son muy dinámicas, varían según la edad, el estado del ciclo estral y, 

eventualmente, la gestación (Woudwyk y col., 2021). 

Además de los órganos permanentes del sistema reproductor de la hembra, 

existe otro, la placenta, cuyo desarrollo ocurre, en parte, a partir del útero (Roberts 

y col., 2016). La placenta es un órgano transitorio debido a que solo se desarrolla 

durante la gestación y también mixto porque resulta de la interacción de los tejidos 

maternos y fetales (Mossman, 1937, 1991; Barbeito, 2008; Chavette-Palmer y 

Tarrade, 2016). La placentación, formación de la placenta, representa uno de los 

hitos evolutivos de la transición oviparidad-viviparidad, e involucró cambio 

morfofisiológicos en el sistema reproductor de la hembra (Van Dyke y col., 2014; 

Blackburn, 2015), como así también la pérdida de genes relacionados con la 

provisión de vitelo a los ovocitos (Brawand y col., 2008). El conocimiento de estas 

y otras características permiten reconstruir la historia evolutiva de la placenta de 

los vertebrados, y en relación con esta tesis, en la clase Mammalia (Roberts y col., 

2016; Griffith, 2021).  

Entre los euterios, la placenta es el órgano más variable (Wagner, 2018), y 

como consecuencia de ello, se han establecido diferentes sistemas de clasificación. 

A continuación, se describe una modificación de los criterios de clasificación 

propuestos por Chavette-Palmer y Tarrade (2016). Clasificación según la: 

1. Distribución de las vellosidades coriales sobre el saco fetal: placenta difusa 

(porcinos, equinos, camélidos y cetáceos), cotiledonaria (rumiantes), zonal 

(carnívoros) y discoide (insectívoros, lagomorfos, roedores, monos y 

humanos). 
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2. Por la interdigitación de los componentes: placenta plegada (cerdos), vellosa 

(rumiantes, equinos, primates y mujeres) y laberíntica (roedores, 

lagomorfos, carnívoros y murciélagos). 

3. Las capas celulares que separan la circulación fetal de la materna y el grado 

de invasión del endometrio: placentas epiteliocorial (cerdos y equinos), 

sinepiteliocorial (rumiantes), endoteliocorial (carnívoros) y hemocorial 

(roedores, lagomorfos, monos y humanos) (Figura 5).  

 

Figura 5. Variedades de interfase materno-fetal según el criterio de 

clasificación 3. a. Epiteliocorial; b. Sinepiteliocorial; c. Endoteliocorial; d. Hemocorial. 

Abreviaturas: CF, capilar sanguíneo fetal; CM, capilar sanguíneo materno; CSM, cámara 

sanguínea materna; CT, citotrofoblasto; EN, endotelio materno; ST, sincitiotrofoblasto; 

Flechas, células bi-trinucleadas.  Imagen extraída y modificada de Carter, 2018. 
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Diferentes estudios, en cuyos análisis se utilizaron estos criterios de 

clasificación, han permitido generar hipótesis con respecto al estado placentario 

basal de los euterios. Por ejemplo, mediante estudios que combinan filogenia 

molecular y reconstrucción del estado del carácter ancestral se determinó que el 

ancestro común a los euterios presentó una placenta invasiva, siendo este el 

carácter plesiomórfico o basal (Wildman y col., 2006; Mess y Carter, 2007; Martin, 

2008; Elliot y Crespi, 2009; Capellini, 2012); mientras que las placentas con menos 

y nulo grado de invasividad los caracteres derivados (Wagner, 2018). Este sentido 

de aparición en la historia evolutiva guarda relación con la invasividad del 

trofoblasto sobre el endometrio y esto último con el grado de desarrollo con que 

nacen las crías (altriciales o precociales, y sus espectros) y también con los cuidados 

de la hembra sobre las mismas. Por ejemplo, es frecuente que las placentas con 

menor grado de invasión se relacionen con crías precociales y dependientes de la 

nutrición histotrófica durante su desarrollo embrionario temprano. En cambio, en 

las especies con placentas altamente invasivas las crías son, generalmente, 

altriciales (Smith, 2014).  

Independientemente del tipo de placenta que posea cada especie, este 

órgano permitirá al desarrollo, el crecimiento y la supervivencia del conceptus a 

través de sus múltiples funciones (Wooding y Burton, 2008). Conforme avanza la 

gestación en los mamíferos, el conceptus tendrá mayores demandas hacia la madre 

y será la placenta quien medie esas necesidades (Chavette-Palmer y Tarrade, 

2016). De esta manera, la placenta contribuye al éxito de la preñez, es decir, el parto 

de crías que aseguran la continuidad de la especie.  

d. Fisiología del sistema reproductor de la hembra en 
mamíferos euterios 

Los eventos reproductivos en la hembra, tales como, la pubertad, la 

ciclicidad ovárica, la inactividad sexual, la preñez y la lactancia, son coordinados 
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por el eje hipotálamo-hipofisiario-gonadal (HHG) (Padmanabhan, Puttabyatappa 

y Cardoso, 2018). Cada uno de los órganos del eje HHG secreta diferentes 

hormonas; el hipotálamo a la hormona liberadora de gonadotrofinas (GnRH), la 

hipófisis a las hormonas folículoestimulante (FSH) y luteinizante (LH), y los 

ovarios a las hormonas sexuales estrógenos, progesterona y andrógenos. Este 

sistema actúa en cascada debido a que la GnRH promueve la secreción de FSH y 

LH. La FSH estimula la foliculogénesis y la esteroidogénesis, mientras que la LH 

induce la esteroidogénesis, la ovulación y el desarrollo de los cuerpos lúteos 

(Levine y Hadley, 2007).  

La funcionalidad del eje HHG no es continua ya que existe un delicado y 

preciso equilibrio de señales estimulantes e inhibidoras entre sus componentes; 

por lo tanto, está regulada por ciclos de retroalimentación hormonal positivos y 

negativos. Así, las hormonas secretadas por los ovarios, específicamente la 

progesterona (P4) y el estradiol (E2), retroalimentan el hipotálamo y la hipófisis e 

inhiben la secreción de GnRH o la FSH y LH, respectivamente. Sin la estimulación 

de las hormonas GnRH, FSH o LH, las hormonas ováricas no se secretan y generan 

retroalimentación negativa en el hipotálamo y la hipófisis (Flaws y Spencer, 2018) 

(Figura 6). Además de esta regulación hormonal, hay otros factores que influyen 

en el funcionamiento del sistema reproductor de la hembra, entre ellos, la nutrición 

(Cardoso y col., 2020), el estado metabólico (Navarro y Kaiser, 2013) y la 

estacionalidad (Li y col., 2012). 
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Figura 6. Eje hipotálamo-hipofisiario-ovárico en mamíferos euterios. 

Abreviaturas:  E2, estrógeno; FSH, hormona foliculoestimulante; GnRH, hormona 

liberadora de gonadotrofinas; LH, hormona luteinizante; P4, progesterona. Imagen 

extraída y modificada de Woudwyk y col., 2021. 

El eje HHG está relacionado con la pubertad, periodo del desarrollo en que 

se alcanza la capacidad reproductiva, es decir, la producción de gametas (Parent, 
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2003). Una vez que la hembra alcanza la pubertad se da inicio al primer ciclo estral. 

Este ciclo se define como el conjunto de cambios morfológicos en los órganos 

reproductivos inducidos por las variaciones en los niveles séricos de las hormonas 

reproductivas (Goldman y col., 2007). Los ciclos estrales son discontinuos, porque 

están interrumpidos por periodos de anestro (inactividad sexual) y preñez 

(Woudwyk y col., 2021). En algunos grupos de mamíferos, entre ellos, los primates, 

el insectívoro Elephantulus myurus y ciertas familias de murciélagos, las hembras 

tienen ciclos menstruales (Emera y col., 2012; Catalini y Fedder, 2020). El ciclo 

menstrual ocurre cada mes, y los cambios morfológicos inducidos por las 

hormonas ováricas implican el desprendimiento del endometrio, la menstruación 

(Woudwyk y col., 2021). La menstruación está conformada, principalmente, por 

restos de endometrio y sangre (Maybin y Critchley, 2015).  

El ciclo estral se divide en las fases folicular y luteal dependiendo cual sea 

la estructura dominante en el ovario. A su vez, cada una de estas se subdivide en 

estados. De esta forma, la fase folicular incluye a los estados proestro y estro, 

mientras que la fase luteal al metaestro y diestro (Paccola y col., 2013; Gobello, 

2019). La fase folicular se caracteriza por la luteólisis (destrucción del cuerpo lúteo) 

y el consecuente descenso de los niveles de P4. Este descenso sérico de P4 genera 

retroalimentación negativa sobre el hipotálamo. En consecuencia, el hipotálamo 

secreta GnRH que induce la secreción hipotalámica de FSH y LH. También en esta 

fase se incrementa la concentración sérica de E2 debido a su secreción desde los 

folículos ováricos en desarrollo, estructuras ováricas predominantes en esta fase. 

El E2 estimula a los órganos del sistema reproductor de la hembra, tales como, las 

trompas uterinas, el útero y la vagina, siendo, además, el responsable de la 

conducta de celo en la mayoría de las especies. En el útero promueve cambios para 

preparar al órgano frente a una eventual gestación. Entre ellos se encuentran, el 

incremento del espesor del endometrio, el aumento de la vascularización y el 
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mayor desarrollo de las glándulas uterinas (Losordo y Isner, 2001; Dobrzycka y 

col., 2009; Cook y col., 2013; Sugiura y col., 2018). En cambio, en el miometrio 

induce un incremento del tono muscular (Mueller y col., 2006; Zhang y col., 2019). 

La fase luteal comienza una vez que ha ocurrido la ovulación e incluye la formación, 

la actividad y la regresión del cuerpo lúteo. Esta estructura, predominante en esta 

fase, secreta a la P4 que induce el acondicionamiento del sistema reproductor de la 

hembra, particularmente del útero, para la preñez. En el endometrio promueve la 

ramificación de las glándulas uterinas y la secreción de histotrofo por parte de las 

mismas (Kelleher y col., 2019), y en el miometrio una disminución del tono 

muscular (Yin y col., 2018). Además, inhibe la receptividad sexual. Estas dos fases 

no solo se diferencian por la estructura dominante en el ovario y la hormona 

secretada, sino también por su duración. La fase luteal es más extensa, en la 

mayoría de los mamíferos, que la folicular y ocupa alrededor del 80% del ciclo 

estral (Gobello, 2019).  

La frecuencia anual de ciclos estrales permite clasificar a las hembras en 

monoéstricas y poliéstricas. Las hembras monoéstricas, tales como, las zorras, 

lobas y osas, tiene un único ciclo estral en donde el estro es prolongando, por lo 

que se incrementa la probabilidad de ocurrencia de la cópula y eventual preñez. En 

cambio, las hembras poliéstricas tienen ciclos estrales sucesivos durante todo el 

año (poliéstricas continuas), entre ellas, vacas, cerdas y roedores, o en cierta 

estación del año (poliéstricas estacionales) como ocurre en la oveja, cabra, yegua, 

perra6 y gata (Cook y col., 2018).   

En relación con el útero, sus funciones durante el ciclo menstrual o estral y la 

preñez no dependen exclusivamente de los cambios que promueven las hormonas 

ováricas. En los últimos años se ha demostrado que este órgano tiene una 

                                                           
6 Como consecuencia de la domesticación. 
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microbiota asociada y que ciertas variaciones en esta se relacionan con fallas 

durante la implantación como así también con la pérdida de la preñez (Moreno y 

Franasiak, 2017).  

e.  Generalidades del desarrollo embrionario en 
mamíferos euterios  

Tal como se mencionó en la sección anterior, la preñez de los mamíferos 

euterios es un evento reproductivo complejo que involucra a la fertilización, la 

implantación, la placentación, el desarrollo del conceptus y el parto (Spencer y col., 

2016).  

La fertilización requiere de una adecuada interacción entre diferentes 

moléculas de las gametas. Algunas de estas moléculas están conservadas en los 

vertebrados, mientras que otras varían entre las especies. Algunas de las sustancias 

involucradas en este reconocimiento son, la progesterona, la fertilina (Blobel y col., 

1992), el CD46 (Taylor y col., 1994), la IZUMO1 (Inoue y col., 2005), la 

zonadhesina (Tardif y col., 2010), la CRISP1, los péptidos natriuréticos (Armon y 

Eisenbach, 2011) y las glicoproteínas ZP (Gupta y col., 2012). Las interacciones 

ocurren durante las etapas sucesivas que conforman a la fertilización: la 

penetración del cúmulo oóforo, la unión del espermatozoide a la zona pelúcida, la 

penetración de la zona pelúcida y la fusión del espermatozoide con la membrana 

plasmática del ovocito (Okabe, 2013). En los euterios, la fertilización ocurre en la 

ampolla de las trompas uterina y, además, allí se inicia del desarrollo embrionario 

(Coy y col., 2012) ya que el ambiente de este órgano cuenta con condiciones 

estables de pH, temperatura y composición química (Li y Winuthayanon, 2017) 

(Figura 7 a). Otras condiciones son variables, por ejemplo, las fuentes nutricias a 

partir de las cuales los embriones pre-implantatorios obtienen energía mediante el 

metabolismo oxidativo. En el caso de los cerdos, la fuente son los ácidos grasos 

(Sturmey y col., 2009) mientras que, en conejos, ratones y en el humano pueden 



26 

 

 

 

ser el lactato, el piruvato y los aminoácidos (Absalón-Medina y col., 2014). Además 

de nutrientes, también hay otras moléculas involucradas, entre ellas, los factores 

de crecimiento. Por ejemplo, el factor embriotrófico-3 de células de las trompas 

uterinas humanas promueve la proliferación e inhibe la apoptosis en el embrión 

pre-implantatorio (Xu y col., 2004). El fluido de las trompas uterinas también 

presenta moléculas que evitan la pérdida de la calidad del embrión por efecto del 

estrés oxidativo (Hansen y Harris, 2015) o la baja concentración de oxígeno (Catt 

y Henman, 2000), entre otros factores.  

El resultado de la fertilización es el cigoto, embrión conformado por una 

única célula con el material genético del macho y la hembra, rodeado por la zona 

pelúcida y con totipotencialidad para dar origen a un nuevo individuo (Gilbert y 

Barresi, 2018; Boiani y col., 2019). Este cigoto, tras sucesivas divisiones mitóticas 

en diferentes planos (Gumus y col., 2010) da origen a las blastómeras, etapa 

denominada segmentación (Figura 7 b). Las blastómeras conforman al siguiente 

estado embrionario, la mórula. Este evento se denomina morulación (Figura 7 c). 

En primeras instancias las blastómeras no están unidas estrechamente, por lo que, 

se habla de mórula laxa. Tras un proceso de compactación, la mórula laxa origina 

a la mórula compacta (Ducibella y Anderson, 1975). La compactación depende de 

la expresión de moléculas de adhesión celular como la cadherina-E (Fleming y col., 

2001). Estos eventos se producen en las trompas uterinas en la mayoría de las 

especies. El tiempo de formación de la mórula varía entre los mamíferos (Ducibella 

y col., 1975; Edwards y col., 1981; Reima y col., 1993). Posteriormente, las 

secreciones uterinas inducen a que las blastómeras de la mórula compacta se 

diferencien en centrales y periféricas. Las células periféricas se diferencian a 

epiteliales cúbicas bajas o planas que en conjunto forman una estructura en forma 

de anillo en la cara interna de la zona pelúcida, el trofoectodermo o trofoblasto (Tr). 

Las células centrales son cúbicas y constituyen el embrioblasto. Las células del Tr 
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a través de la bomba ATP Na+/K+ ATPasa y las acuaporinas realizan un intercambio 

activo de iones y pasivo de agua, respectivamente, generando un gradiente 

osmótico hacia el interior de la mórula. Como consecuencia de la entrada de líquido 

ocurre la cavitación y se origina una cavidad, el blastocele. Además, la formación 

del blastocele genera que las células del embrioblasto se localicen en el polo animal 

del embrión y conformen al macizo celular interno (MCI). Este estado embrionario 

que consta de Tr, MCI y blastocele se conoce como blastocisto7, y al proceso se lo 

denomina blastulación (Oback y McLean, 2018) (Figura 7 d). A partir de estudios 

en roedores múridos, mujeres y animales de producción, se ha observado que en 

los procesos de compactación, polarización, cavitación y diferenciación participan 

vías de señalización, entre ellas, Hippo y WNT, como así también diferentes 

factores de transcripción como OCT4, NANOG, CDX2, GATA6 y SOX17 que 

intervienen en momentos específicos de estos eventos tempranos del desarrollo 

(Nishioka y col., 2008, 2009; Madeja y col., 2013; Anani y col., 2014; Posfai y col., 

2017; Frum y col., 2018, 2019).  

Estos eventos morfogénicos del desarrollo están altamente conservados en 

los Animalia, ya que conducen a la formación de las tres capas germinales que 

originan a los tejidos definitivos del organismo. Aunque en los mamíferos euterios 

es diferente, ya que la primera diferenciación origina al Tr y el MCI (Marikawa y 

Alarcón, 2009). Además, las características de adaptación a la gestación y la 

consecuente reducción secundaria del vitelo originaron que los mamíferos terios 

presenten peculiaridades en el desarrollo dentro de Animalia (Arendt y Nübler-

Jung, 1999; Brawand y col., 2008; Abbot y Rokas, 2017). Por otro lado, la secuencia 

                                                           
7 El blastocisto de los mamíferos no guarda equivalencia completa con la blástula de otros taxa de 

animales. En otros grupos, la totalidad de las células embrionarias de este estadio formarán parte del 

cuerpo del organismo; en cambio, en los mamíferos, el trofoblasto no forma componentes del futuro 

animal sino células placentarias. 
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cronológica de los principales eventos morfogenéticos del desarrollo embrionario 

temprano de los euterios (compactación, morulación, cavitación, formación del 

MCI y separación de hipo-epiblasto) es similar entre los grupos en que han sido 

estudiados con profundidad: roedores (marmota, ratón y rata), primates (humano 

y macaco), artiodáctilos (vaca, oveja, cerda y cierva) y carnívoros (gata y perra). Sin 

embargo, el tiempo que requieren la segmentación, compactación, blastulación y 

especificación de los linajes celulares es diferente entre los distintos euterios 

(Oback y McLean, 2018). La nutrición y la supervivencia del cigoto, la mórula y el 

blastocisto, como así también el desplazamiento hasta el útero se ven facilitados 

por las trompas uterinas como se mencionó anteriormente. Una vez que el 

blastocisto llega al útero, este se libera de su matriz extracelular circundante, la 

zona pelúcida, poniendo fin a la embriogénesis preimplantacional (Oback y 

McLean, 2018). El útero es el órgano de la preñez y debe ser competente para 

aceptar la implantación del blastocisto. Esto ocurre durante un periodo de tiempo 

conocido como ventana de implantación (Psychoyos, 1973) (Figura 7 e). En las 

ratonas, la sensibilidad del útero al blastocisto se clasifica en tres estados: 

prereceptivo, receptivo y fase refractaria. Durante el estado prereceptivo, el útero 

presenta condiciones para el desarrollo del embrión, pero no adecuadas para la 

implantación. En cambio, durante el estado receptivo (ventana de implantación) 

está preparado para la implantación. Por último, en la fase refractaria, el 

blastocisto competente no puede implantarse y el ambiente uterino se vuelve 

desfavorable para la supervivencia y el desarrollo del embrión. Estas etapas 

demuestran que la continuidad del desarrollo depende del útero, y para ello se 

requiere de cambios morfológicos y funcionales del órgano promovidos por las 

hormonas esteroideas estrógenos y progesterona (Wang y Dey, 2006). La fase de 

receptividad puede evidenciarse a través de la presencia de los pinópodos 

(protrusiones apicales de las células epiteliales de revestimiento del endometrio) 
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que se han observado en la mujer, rata y ratona (Quinn y Casper, 2009), y también 

mediante la retracción de microvellosidades apicales (Murphy, 2004). 

 

Figura 7. Eventos del desarrollo embrionario temprano en Mus musculus. 

Abreviaturas: B, blastocele; MCI, macizo celular interno; Tr, trofoblasto. Imagen extraída 

y modificada de Werneburg y Spiekman, 2018. 

En la etapa receptiva ocurre la implantación, un proceso que involucra 

interacciones moleculares y celulares desencadenadas por la inducción de E2 y P4 

(Zhang y col., 2013). La implantación es variable entre las especies, y en algunas 

involucra a las siguientes etapas: aposición, adhesión e invasión. En la aposición 

ocurren uniones lábiles entre las células del Tr y el epitelio de revestimiento 

endometrial, en la que intervienen glicoproteínas como la mucina MUC-1, 

encontrada, por ejemplo, en mujeres y conejos (Hey y col., 1994; Hoffman, y col., 

1998; Meseguer y col., 2001). Mientras que, en la adhesión, las uniones son fuertes 

y en ellas intervienen diferentes moléculas de adhesión celular (CAM), como las 

integrinas, las selectinas, las cadherinas y las de la superfamilia de las 

inmunoglobulinas (Kim y Kim, 2017). Por ejemplo, en la oveja participan las 
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proteínas endometriales GlyCAM-1, Galectina-15, integrinas y osteopontina 

(Spencer y col., 2004a). Además, durante la adhesión hay un marcado incremento 

de la permeabilidad vascular en el sitio de unión blastocisto-epitelio luminal, 

mediado por prostaglandinas derivadas de la acción catalítica de las 

ciclooxigenasas. Esta característica, entre otras, permite considerar a la 

implantación como una reacción pro-inflamatoria (Griffith y col., 2017; Kim y Kim, 

2017). Luego de la adhesión, en algunas especies, ocurre la invasión. En esta etapa 

también se observan signos de inflamación. Entre ellos, infiltración de neutrófilos, 

reclutamiento de células inmunes regulatorias y remodelado vascular (Chavan y 

col., 2021). Las características de la inflamación durante la implantación son de 

importancia para el estudio evolutivo de este proceso reproductivo en los 

vertebrados gnatostomados. Las etapas iniciales en la evolución de la implantación 

de los embriones implicaron cambios evolutivos en la fisiología materna, que se 

modificaron a partir de una inflamación mucosa genérica ancestral en respuesta a 

la presencia del embrión (Stadtmauer y Wagner, 2020). 

La invasión implica una gran participación del Tr que utiliza los mismos 

mediadores bioquímicos para facilitar la invasión que las células de los tumores 

malignos. Estos incluyen a colagenasas como las metaloproteasas (MMP) que 

degradan la matriz extracelular (Zhu y col., 2012). Las MMP-2 y MMP-9 son 

algunas de las MMP involucradas en la remodelación del endometrio por corrosión 

de sustratos tales como, colágenos de diferentes tipos, fibronectina, laminina, 

elastina, para que el blastocisto se introduzca en la pared uterina mientras ocurre 

la remodelación de la misma (Diessler y col., 2017). Este tipo de invasión se 

denomina intramural o intersticial y se observa, generalmente, en aquellas 

especies con placentas invasivas. Sin embargo, hay especies con este tipo de 

placenta, como la rata y la ratona, en donde el blastocisto no se aloja en la pared 

endometrial sino en cavidad específicas y, por lo tanto, la implantación es 
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excéntrica (Lee y DeMayo, 2004; Zhang y col., 2018). Por otro lado, en aquellas 

especies con placentas no invasivas, epiteliocorial y sinepiteliocorial, la 

implantación involucra a la aposición y la adhesión, en tal caso, la implantación se 

denomina central ya que ocurre en la luz de los cuernos uterinos (Spencer y 

Hansen, 2015). En un contexto evolutivo de estos tres tipos de implantación, la 

central es considerada como el carácter plesiomórfico o basal, mientras las 

implantaciones intersticial y excéntrica se consideran como caracteres derivados 

(McGowen y col., 2014; Paulson y Comizzoli, 2021). La implantación requiere de 

procesos celulares como la apoptosis para la invasión del trofoblasto, tal como se 

ha observado en la mujer (Carson y col., 2000). En los distintos mamíferos existen 

diversas sustancias específicas que son necesarias para la implantación. Por 

ejemplo, en los múridos ratón y rata se requiere la participación del factor 

inhibitorio de la leucemia LIF (por sus siglas en inglés, leukemia inhibitory factor) 

(Kobayashi y col., 2014) y las hormonas lactogénicas (Soares, 2004), en los 

rumiantes del INF-tau (Forde y Lonergan, 2017; Basavaraja y col., 2019), en cerdos 

de los estrógenos (Meyer y col., 2019) y en primates, tal como Papio anubis 

(babuino de Anubis), de la gonadotrofina coriónica (Cameo y col., 2004). Estos 

antecedentes, junto con muchos otros, demuestran la gran variabilidad de la 

implantación entre los euterios (Wimsatt, 1975). Esto ha motivado la realización 

de diferentes estudios para conocer los aspectos evolutivos de la implantación en 

la transición ovoparidad-viviparidad dentro de este clado (McGowen y col., 2014; 

Chavan y col., 2021; Stadtmauer y Wagner, 2020). 

En muchas especies en las que se desarrolla una placenta invasiva, como 

rata, ratona, mujer, y en las zonas invasivas de la placenta de la yegua (copas 

endometriales), el tejido conectivo del endometrio reacciona en respuesta a la 

implantación y los fibroblastos se diferencian a células deciduales. Este proceso se 

conoce como reacción decidual o decidualización. En la gata, esta reacción no 
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ocurre, pero sí se diferencian células deciduales en el tejido conectivo uterino. Las 

células deciduales regulan la invasión del trofoblasto en el endometrio, controlan 

la respuesta inmune local uterina y, junto a otros tipos celulares, participan del 

mantenimiento de la gestación (Woudwyk y col., 2021). La decidualización puede 

desencadenarse con independencia de la existencia de un embrión implantado, por 

lo tanto, ocurre por interacción molécula-célula como respuesta a los cambios 

hormonales durante el ciclo. A esta decidualización se la ha denominado 

“espontánea” y se observa en primates Platyrrhinis (monos del Nuevo Mundo) y 

Catarrhini (monos del Viejo Mundo + Hominoidea), murciélagos de los clados 

Microchiropthera (Carollia perspicillata, Glossophaga soricina, Molossus ater y 

Myotis ricketti) y Megachiropthera (Rousettus leschenaultia), la musaraña 

elefante y el ratón espinoso de la familia Muridae Acomys cahirinus (Emera y col., 

2012; Bellofiore y col., 2017; Catalini y Fedder, 2020). Este proceso que conduce a 

la formación de una decidua involucra a mecanismos de señalización complejos en 

los que participan factores de transcripción, citoquinas, factores de crecimiento, 

mediadores lipídicos y otras moléculas reguladoras (Lee y col., 2007; Das, 2010; 

Gao y col., 2015). En la implantación, las células deciduales están asociadas con la 

modulación de genes relacionados con la respuesta inmune innata (Kin y col., 

2016), el tráfico de leucocitos hacia el útero (Erlebacher, 2013), la producción de 

hormonas como la prolactina, la invasión del trofoblasto y su regulación, también 

con la comunicación intercelular de los tejidos embrionarios/fetales y maternos 

(Pavličev y col., 2017; Stadtmauer y Wagner, 2020). A partir de estudios realizados 

con las especies Dasypus novemcinctus (armadillo), Procavia capensis (hyrax), 

Oryctolagus cuniculus (coneja) y Monodelphis domestica (comadreja), se ha 

propuesto que, en el linaje euterio, la respuesta inflamatoria ancestral asociada a 

la implantación suprimió uno de sus módulos perjudiciales a la preñez, el 

reclutamiento de neutrófilos por la citocina IL-17A. Además, se demostró que esta 
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supresión fue mediada por células estromales deciduales, un nuevo tipo de célula 

que surgió durante la evolución de los mamíferos euterios. Estos resultados 

proporcionar una comprensión mecanicista de las primeras etapas de la evolución 

de la gestación de los euterios (Chavan y col., 2021).  

A medida que avanza la implantación, los componentes del blastocisto se 

diferencian. En el caso del Tr puede originar distintas poblaciones celulares con 

funciones diferentes. En la cabra y la oveja se diferencia a células gigantes mono, 

bi o trinucleadas con funciones endocrinas. Mientras que, en los roedores múridos 

y humanos, a sincitiotrofoblasto, trofoblasto invasivo intersticial y trofoblasto 

invasivo endovascular, con funciones endocrinas, de transporte, de intercambio y 

de remodelación tisular. Además, en los roedores múridos también puede dar 

origen a las células trofoblásticas glucogénicas con funciones de reserva energética. 

La diferenciación del Tr en las distintas poblaciones requiere de ciertos factores de 

transcripción (Knott y Paul, 2014). Por ejemplo, estudios en ratones knockout 

demostraron que factores como GCM1 (Anson-Cartwright y col., 2000), HIF 

(Cowden Dahl y col., 2005), PPARγ (Parast y col., 2009) son esenciales para la 

diferenciación del Tr.  

Además de las funciones anteriores, el Tr tiene funciones de defensa ya que 

participa en mecanismos celulares de protección fetal. El Tr modula el sistema 

inmunológico materno evadiendo y reduciendo los factores desencadenantes del 

rechazo inmunológico (Erlebacher, 2013) y proporciona una función de barrera 

esencial (Burton y col., 2016). A su vez, las células del Tr especializadas previenen 

exposiciones adversas a través de la biotransformación de agentes potencialmente 

dañinos y facilitan su éxodo a través de transportadores de salida (Joshi y col., 

2016). Independientemente de la gran variabilidad interespecífica, las variedades 

del trofoblasto facilitan la adaptación del conceptus a la vida intrauterina, y al 
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constituir una parte fundamental de la placenta le proporcionan la funcionalidad 

que garantiza la supervivencia y el crecimiento exitoso del embrión o el feto (Soares 

y Varberg, 2018).  

Por su parte, el MCI origina dos capas, el hipoblasto y el epiblasto (Figura 

8 a). El hipoblasto, o endodermo primitivo, se forma a partir de las células del MCI 

que están en contacto con el blastocele. Este origen implica la participación de 

diferentes factores de transcripción, por ejemplo, en el MCI del blastocisto medio 

y en el epiblasto de blastocisto tardío de ratones se ha encontrado la presencia de 

los factores OCT4, SOX2, NANOG, SALL4, KLF2, KLF4, ESRRB, GBX2 y TFCP2L 

(Ralston y Rossant, 2008; Pfeffer, 2018). Las células restantes del MCI conforman 

al epiblasto que, tras un ordenamiento regular, formará al disco embrionario. Así, 

se origina un embrión bilaminar con un hipoblasto que dará origen al saco vitelino 

y un epiblasto del cual se desarrollarán las capas u hojas germinales embrionarias. 

La descripción previa se basa en estudios realizados en el ratón, el modelo de 

mamífero más utilizado en estudios de biología del desarrollo. Sin embargo, 

pueden existir algunas variaciones entre los diferentes grupos de mamíferos. Luego 

de la diferenciación en dos capas, se inicia la gastrulación, evento que da origen a 

la gástrula (Figura 8 b). La gástrula presentará al precursor de la cavidad digestiva 

y las tres capas germinales, endodermo, mesodermo y ectodermo, a partir de 

diferentes movimientos celulares. Dependiendo del tiempo especie-específico, 

alrededor de los primeros 15 días del desarrollo de algunas especies, se genera un 

engrosamiento del disco embrionario en lo que será el extremo caudal del embrión. 

Dicho engrosamiento se debe, inicialmente, a que las células se vuelven más altas 

y, posteriormente, a la convergencia de las células migrantes del epiblasto en la 

línea media. De esta forma se establece la línea primitiva, como respuesta a la 

inducción del hipoblasto sobre el epiblasto. Como consecuencia de la convergencia 

se forma un surco primitivo en el interior de la línea primitiva que posee sus bordes 
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engrosados. Estos últimos reciben el nombre de crestas primitivas. Por otro lado, 

en el extremo craneal de la línea primitiva hay un engrosamiento redondo, el nodo 

primitivo (Figura 8 c). Este tiene una fosa primitiva central a partir de la cual 

ingresan células desde el epiblasto hasta el blastocele (Gilbert y Barresi, 2018). 

Como se mencionó anteriormente, la gastrulación involucra movimientos 

celulares. Las primeras células epiblásticas en invaginarse en la línea primitiva son 

aquellas que desplazan a las células del hipoblasto hacia los laterales y forman al 

endodermo embrionario definitivo (Gilbert y Barresi, 2018) (Figura 8 d). Las 

células del hipoblasto al igual que las trofoblásticas también contribuyen a la 

formación de la placenta (Frankenberg y col., 2016). El desplazamiento se facilita 

porque las células epiblásticas dejan de expresar moléculas de adhesión 

intercelular, pero expresan moléculas de adhesión con la matriz extracelular. Un 

segundo desplazamiento de las células epiblásticas es hacia el espacio existente 

entre el epiblasto y el endodermo primitivo. Estas células dan origen a otra de las 

hojas embrionarias, el mesodermo. Las células que ingresan en la fosita forman el 

proceso cefálico (que originará el endodermo cefálico y la placa precordal 

mesodérmica) y la notocorda. La notocorda se constituye en el eje del embrión. A 

medida que la notocorda se alarga hacia el extremo craneal, la línea primitiva y el 

nodo primitivo regresionan hacia el extremo caudal. Las restantes células del 

epiblasto, que no migran, originan al ectodermo. La presencia de un embrión 

tridérmico marca la finalización de la gastrulación. Además, durante la 

gastrulación se establecen los ejes craneocaudal e izquierda-derecha del embrión 

como respuesta a diferentes morfógenos y a los consecuentes cambios en su forma. 

Algunos morfógenos involucrados en el establecimiento de estos genes en los 

embriones de vertebrados son los que se agrupan dentro de las familias de las BMP, 

TGF-ꞵ, FGF y el AR (Takebayashi-Suzuki y Suzuki, 2020). Adicionalmente, 
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durante la gastrulación se modifica el aspecto del embrión que al inicio presenta 

forma discoidea, mientras que al final es piriforme (Gilbert y Barresi, 2018).   

La etapa siguiente a la gastrulación es la neurulación. Si bien el nombre de 

neurulación refiere a uno de los hechos más evidentes que es la formación del 

sistema nervioso, pero también se forman los esbozos de los restantes sistemas, se 

produce la metamerización (evidenciable en las estructuras conocidas como 

somitas) y la formación del celoma (celomación). La neurulación se inicia con el 

engrosamiento del ectodermo situado por encima de la notocorda, que recibe el 

nombre de placa neural. Esto es consecuencia del efecto inductor de la notocorda 

sobre el ectodermo. Los bordes de la placa neural reciben el nombre de crestas 

neurales. Estas, luego de converger y fusionarse dorsalmente, dan origen al tubo 

neural (Gilbert y Barresi, 2018). Las crestas neurales están conformadas por 

células que tienen la particularidad de migrar lejos de su fuente de origen.  Para 

esto deben reconocer y responder a señales que las guían a lo largo de las rutas 

migratorias específicas hasta sus destinos finales (Cambiaggi y Terminello Correa, 

2020). En estos dan origen a diferentes linajes celulares, tejidos y estructuras 

corporales (Krmpotic y col., 2021) (Figura 8 e).  

La formación del tubo neural no implica su cierre completo, ya que sus 

extremos craneal y caudal permanecen abiertos y se denominan neuroporos 

craneal y caudal, respectivamente. En la neurulación también se produce la 

diferenciación del mesodermo en axial, paraxial, intermedio y lateral. El 

mesodermo axial formará la notocorda, mientras que el paraxial y el intermedio a 

las somitas y el sistema urogenital, respectivamente (Gilbert y Barresi, 2018). En 

esta diferenciación participan ciertas vías de señalización como la de las proteínas 

Hedgehog y la de los FGFs (Guzzetta y col., 2020). Las somitas son estructuras 

pares, segmentadas y continuas que se disponen a ambos laterales de la notocorda 

(Gilbert y Barresi, 2018) y cuya formación involucra la expresión de múltiples 
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genes que pertenecen a distintas vías de señalización como Notch, WNT y FGFs 

(Dequéant y col., 2006; Ferjentsik y col., 2009). Cada somita se diferencia en tres 

partes que son el dermatomo, el miotomo y el esclerotomo; de cada una de ellas 

derivarán diferentes estructuras (Figura 8 f). Del dermatomo deriva la dermis. El 

miotomo, dará origen a los músculos esqueléticos, mientras que del esclerotomo 

se formarán estructuras cartilaginosas y óseas, tales como, vértebras, costillas y 

esternón. Estas diferenciaciones regionales ocurren como respuesta a los efectos 

inductores provenientes, principalmente, de la notocorda y la placa neural. Por su 

parte, el mesodermo lateral, que no es segmentado, se divide en dos hojas, parietal 

o somática y visceral o esplácnica. La somática se fusiona al ectodermo y constituye 

a la somatopleura de la que se originan la pared corporal ventral y lateral, y 

también los huesos de los miembros. En cambio, la hoja esplácnica junto con el 

endodermo forma a la esplacnopleura de la cual deriva la hoja visceral del 

peritoneo y la pared de las vísceras. Entre la somatopleura y la esplacnopleura se 

origina una cavidad, el celoma, este proceso es conocido como celomación. En la 

neurulación, como en la gastrulación, el embrión cambia de forma, pero en este 

caso adopta una forma tubular debido a plegamientos. Luego de esta etapa que 

involucra cambios de forma, tamaño, diferenciación y metamerización, se inicia la 

organogénesis. Durante ella prosigue el desarrollo de los esbozos de los diferentes 

órganos, pero, aunque estos adquieran el aspecto que tendrán en el animal adulto 

aún no presentan las características histológicas definitivas. Por lo tanto, la etapa 

siguiente es la histogénesis. En esta los esbozos de los órganos adquieren sus 

características microscópicas propias (Gilbert y Barresi, 2018). Por ejemplo, la 

organogénesis del sistema reproductor de hembra de los roedores de laboratorio, 

los animales domésticos y la humana está completa al momento del parto, pero su 

estructura histológica definitiva, solo se alcanza durante el desarrollo posnatal 

(Spencer y col., 2005). 
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La embriogénesis va acompañada del desarrollo de los anexos 

extraembrionarios y posteriormente de la placenta, debido a que estos son 

esenciales para la ontogenia prenatal. En los mamíferos, como en todos los 

amniotas, los anexos embrionarios son el saco vitelino, el amnios, el alantoides y 

el corion. En principio, el embrión y estos anexos conforman a la vesícula germinal. 

Luego, se denomina saco embrionario (Figura 8 g). Finalmente, cuando culmina la 

organogénesis y el embrión se transforma en feto, la estructura conjunta se 

denomina saco fetal (Barbeito y col., 2020).  

 

Figura 8. Eventos del desarrollo embrionario temprano en mamíferos 

euterios. a. Blastocisto; b. Gástrula; c. Establecimiento de la línea primitiva y el nodo 

primitivo; d. Migración de células epiblásticas a través de la línea primitiva; e. Neúrula; f. 

Diferenciación de las somitas en dermatomo, miotomo y esclerotomo; g. Saco embrionario 

conformado por el embrión y las membranas extraembrionarias. Imagen extraída y 

modificada de: https://veteriankey.com  (a-f) y Carter y Mess, 2014 (g). 

https://veteriankey.com/
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El saco vitelino se encuentra delimitado por una pared que está constituída 

por el hipoblasto y la hoja esplácnica del mesodermo extraembrionario. En estados 

tempranos del desarrollo, tanto el saco vitelino como el intestino embrionario 

conforman al intestino primitivo. Posteriormente, y debido al plegamiento del 

embrión que ocurre en la neurulación, ambas estructuras quedan separadas pero 

comunicadas mediante el pedículo vitelino. Así, el intestino queda restringido al 

interior del cuerpo embrionario, mientras que el saco vitelino forma parte de las 

estructuras extraembrionarias. Este saco tiene varias funciones. Entre ellas, la 

nutricia y la de originar a linajes celulares o tejidos. Por un lado, las células 

epiblásticas que llegan hasta este anexo originan a las células germinales primitivas 

a partir de las cuales se formarán las futuras gametas. Por otro lado, del 

mesodermo del saco vitelino se forman los islotes hemangiógenos de los que 

surgirán las primeras células y vasos sanguíneos. En algunas especies, el saco 

vitelino involuciona conforme avanza el desarrollo, aunque en otras se mantiene 

siempre presente.  

El mesodermo extraembrionario y los amnioblastos derivados del 

trofoblasto originan el amnios. Este proceso se conoce como amniogénesis y puede 

darse por dos mecanismos, cavitación o plegamiento. En el primero, el amnios se 

origina a partir de una cavidad formada por encima del embrioblasto, esto se 

observa en los órdenes quiróptera, insectivora y primates. En cambio, en la 

amniogénesis por plegamiento hay formación de pliegues del trofoblasto y la 

somatopleura desde las regiones laterales, craneal y caudal, que confluyen por 

encima y hasta el centro del embrión. La fusión de los pliegues da como resultado 

la formación de dos cavidades. Una corresponde a la cavidad amniótica y la otra al 

celoma extraembrionario. Las células epiteliales que conforman al amnios 

(amnioblastos) secretan los componentes del líquido amniótico que está contenido 

en la cavidad amniótica, dentro de la cual también se encuentra el embrión. El 
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líquido amniótico mantiene humectado al embrión, recoge los productos de 

desechos del metabolismo y amortigua potenciales golpes que podrían dañar al 

individuo en desarrollo.  

Otros anexos extraembrionarios son el alantoides y el corion. El alantoides 

se conforma por el endodermo y la hoja visceral del mesodermo extraembrionario. 

Este anexo constituye la pared de la vesícula alantoidea, estructura alargada, llena 

de líquido, y que se mantiene unida al intestino del embrión mediante el tallo 

alantoideo. La función del alantoides es la acumulación de desechos metabólicos 

que posteriormente son excretados por la placenta (Carlson, 2014; Gilbert y 

Barresi, 2018). La forma y la función del alantoides no es homogénea entre los 

mamíferos. En los roedores y muchos primates, el alantoides es pequeño y macizo, 

y no recoge desechos. El alantoides se introduce en el celoma extraembrionario y 

une al corion para formar la membrana corioalantoidea, porción fetal de la 

placenta. También forma parte del cordón umbilical, y origina a los vasos 

sanguíneos que lo conforman (Barbeito y col., 2020).  

El corion, es el anexo extraembrionario más externo de la vesícula 

embrionaria/fetal y se origina a partir de la unión del trofoblasto con la hoja 

somática del mesodermo extraembrionario. Este anexo forma vellosidades que 

aumentan la superficie de contacto con los tejidos del endometrio. Inicialmente, 

todo el corion presenta vellosidades, corion difuso, pero luego conforme avanza el 

desarrollo estas quedan restringidas a zonas particulares, corion frondoso. Otras 

zonas quedan desprovistas de vellosidades, en ellas, el corion es liso. Las 

vellosidades no son homogéneas. Cuando están recién formadas son macizas y se 

componen exclusivamente de células epiteliales (trofoblasto), esta variedad de 

vellosidades se denomina primaria. Posteriormente, también poseen un eje de 

tejido conectivo, en este caso son las vellosidades secundarias. Al momento que 
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están vascularizadas por vasos sanguíneos derivados del saco vitelino o el 

alantoides se denominan terciarias. El corion cumple numerosas funciones, entre 

ellas, el intercambio de desechos, nutrientes y gases con la madre. Como se 

mencionó en la descripción de la placenta, también participa en la producción de 

hormonas y enzimas, en el almacenamiento de sustancias, etc. (McGeady, 2006; 

Carlson, 2014; Gilbert y Barresi, 2018). 

f. Lagostomus maximus, sistemática y ecología 

Entre los mamíferos, el orden Rodentia constituye un grupo monofilético, 

según evidencias moleculares y morfológicas (Luckett y Hartenberger, 1993). El 

mismo se encuentra constituido por especies nativas de todos los continentes, 

excepto la Antártida (Musser y Carleton, 2005). Tanto su expansión como la 

colonización de nuevos ambientes dieron lugar a adaptaciones morfológicas que se 

reflejan en la gran diversidad que existe en el orden (Steppan y col., 2004; Fabre, 

y col., 2012). En 1855, Brandt se basó en la morfología de la mandíbula y el cráneo 

y la posición del músculo masetero para clasificar a los roedores en tres grandes 

grupos: Sciuromorpha, Myomorpha y Hystricomorpha. Actualmente hay 2277 

especies divididas en 33 familias (Wilson y Reeder, 2005), cuyo agrupamiento es 

muy variable según cuál sea el carácter molecular utilizado para construir la 

filogenia. Para esta tesis se tomó como base el estudio filogenético realizado por 

Veniaminova y col., (2007), quienes a partir del análisis estructural del retroposón 

corto B1 agruparon a las familias en los clados I, II y III. Este trabajo se centró 

específicamente en el clado II. Dentro del mismo, con excepción de la familia 

Ctenodactylidae, se encuentran los Hystricognathi8 (Huchon y Douzery, 2001; 

Hautier y col., 2011). Los histricomorfos son los roedores de las familias 

                                                           
8  A lo largo de este trabajo se utilizará la palabra histricomorfos para hacer referencia a los 

Hystricognathi sudamericanos, también denominados caviomorfos.   
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Hystricidae, Thryonomyidae, Dasyproctidae, Hydrochoeridae, Caviidae, 

Octodontidae, Myocastoridae y Chinchillidae (Veniaminova y col., 2007) (Figura 

9).  

 

Figura 9. Filogenia del orden Rodentia inferida del análisis estructural del 

retroposón corto B1. Clado II, Ctenohystrica: Ctenodactylidae + Hystricognathi, cabeza 

de flecha verde. Familia Chinchillidae, cabeza de flecha lila.  Extraído y modificado de 

Veniaminova y col., 2007.  

La familia Chinchillidae incluye a las subfamilias Chinchillinae que incluye 

a los géneros Chinchilla y Lagidium, y Lagostominae con el género Lagostomus 

(Rasia y col., 2021). El género Lagostomus está representado por una especie, 

Lagostomus maximus (Desmarest, 1817). Este roedor habita las llanuras de 

Bolivia, Paraguay y Argentina (Jackson y col., 1996), por este motivo su nombre 

vulgar es vizcacha de llanura9 (Figura 10). L. maximus es una especie nocturna, 

gregaria, semi-fosorial y de vida subterránea ya que habita, casi todo el del tiempo, 

                                                           
9 A lo largo esta tesis se usará el término “vizcacha” para referirse a Lagostomus maximus, ya que 

existen otros tipos de vizcachas. 
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dentro de cuevas extensas con galerías intrincadas, denominadas vizcacheras, que 

le otorgan un sitio propicio para la reproducción, la alimentación y la protección 

(Llanos y Crespo, 1952; Branch y col., 1993; Jackson y col., 1996; 

https://cma.sarem.org.ar/es/especie-nativa/lagostomus-maximus).  

 

Figura 10. Lagostomus maximus, vizcacha.  

La vizcacha es uno de los roedores histricomorfos con mayor tamaño, y 

junto a las especies Dinomys branickii (pacarana), Cuniculus paca (paca), 

Myocastor coypus (coipo) e Hydrochoerus hydrochaeris (carpincho) superan a 

los restantes integrantes del orden Rodentia (Vucetich y col., 2015; Álvarez y col., 

2017). La vizcacha presenta un cuerpo robusto con miembros torácicos cortos y 

pélvicos largos. El pelaje es variable según el sexo, la edad y la época del año. Este 

es corto, de textura sedosa y color gris jaspeado, aunque ciertas partes son blancas 

como los flancos y el vientre. El pelaje de la cabeza contiene tres franjas. La primera 

es de color negro y se extiende entre los ojos. Una segunda franja blanca se ubica 

por debajo de la primera y se proyecta desde una oreja a la otra. Por último, se 

encuentra otra franja negra que se extiende desde una articulación mandibular 

hasta la otra. Esta última está formada por cerdas gruesas y resulta más notable en 

https://cma.sarem.org.ar/es/especie-nativa/lagostomus-maximus
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los machos que en las hembras. Si bien esta característica establece dimorfismo 

sexual, el mismo resulta más evidente por la longitud total del cuerpo y el peso. Las 

hembras miden y pesan entre 55-70 cm y 3,4-5 kg, respectivamente. En cambio, 

los machos entre 70-80 cm y 5-8,8 kg (Llanos y Crespo, 1952; 

https://cma.sarem.org.ar/es/especie-nativa/lagostomus-maximus).  

En la República Argentina, L. maximus habita las provincias de Buenos Aires, 

Catamarca, Chaco, Córdoba, Corrientes, Entre Ríos, Formosa, La Pampa, La Rioja, 

Mendoza, Neuquén, Río Negro, Salta, San Juan, Santa Fe, San Luis, Santiago del 

Estero y Tucumán (Jackson y col., 1996; https://cma.sarem.org.ar/es/especie-

nativa/lagostomus-maximus). Esta ha sido objeto de estudios diversos, entre ellos, 

ecológicos, endocrinológicos, nutricionales, morfológicos y reproductivos desde el 

1900 a la actualidad (Llanos y Crespo, 1952; Weir 1971a, b; Domínguez y col., 1987; 

Villarrreal y col., 2008; Godoy Pieri y col., 2014; Hedrick y col., 2017; Abba y col., 

2018; Flamini y col., 2021; Tano de la Hoz y col., 2016, 2017, 2019).  

g. Reproducción en Lagostomus maximus 

 Las características morfológicas y fisiológicas del sistema reproductor de la 

hembra se conocieron a partir de los estudios realizados en la década de 1970 por 

Barbara Weir, una investigadora del Institute of Comparative Physiology de la 

Zoological Society of London, a partir de una colonia conformada por ejemplares 

de ambos sexos que transportó desde la Argentina a Inglaterra. En esos estudios se 

determinó que el sistema reproductor de la hembra consta de ovarios, trompas 

uterinas, útero bicorne y vagina (Weir, 1971b). La forma de los ovarios de L. 

maximus es atípica dentro de los mamíferos en general e inclusive dentro de los 

histricomorfos; ya que, además de ser planos, son irregulares debido a que poseen 

múltiples pliegues. Esta estructura guarda relación con la capacidad poliovulatoria, 

cuya tasa ovulatoria es de unos 200-800 ovocitos por estro (Weir, 1971b). En el año 

https://cma.sarem.org.ar/es/especie-nativa/lagostomus-maximus
https://cma.sarem.org.ar/es/especie-nativa/lagostomus-maximus
https://cma.sarem.org.ar/es/especie-nativa/lagostomus-maximus
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2009, Flamini y col., realizaron una descripción detallada de la morfología 

microscópica de los ovarios en los estados anestro, fase folicular, hembras con 

preñez temprana y a término. En el anestro observaron folículos ováricos en 

crecimiento, cuerpos lúteos escasos y folículos atrésicos. En cambio, las hembras 

en fase folicular presentaron un número mayor de folículos ováricos en desarrollo, 

con respecto a las hembras en anestro, y predominancia de folículos ováricos 

terciarios. También se evidenció la presencia de cuerpos lúteos primarios y 

secundarios. Por su parte, en las hembras con preñez temprana se observó el 

predominio de cuerpos lúteos primarios y escasos folículos ováricos en 

crecimiento, mientras que en las hembras con preñez a término predominaron los 

cuerpos lúteos. Estas estructuras ováricas observadas en los cuatro estados 

reproductivos se asemejan parcialmente con las presentes en las fases folicular y 

luteal del ciclo estral de otros mamíferos. Por otro lado, el tamaño de estas 

estructuras también es menor con respecto al de otras especies, esto podría deberse 

a que en la vizcacha se encuentran en mayor cantidad. Los ovarios en los cuatro 

estados estudiados por Flamini y col., (2009) presentaron folículos calcificados. Si 

bien la presencia de depósitos de calcio en los ovarios es rara entre los mamíferos, 

se ha observado en la corteza ovárica de mandriles (Ishmael, 1975) y en el estroma 

ovárico de la mujer (Clement y Coney, 1992).  

Diversos estudios intentaron dilucidar el origen de la poliovulación en la 

vizcacha. A través de técnicas de inmunohistoquímica y Western Blot se determinó 

una expresión sostenida e incrementada del gen BCL2 inhibidor de la apoptosis en 

las células foliculares/granulosas de todos los folículos ováricos y una baja 

expresión del gen BAX inductor de la apoptosis en las células de la granulosa de los 

folículos ováricos preantrales y antrales. Estas expresiones diferenciales de ambas 

proteínas podrían ser responsables de suprimir la atresia folicular en el ovario de 

la hembra adulta (Jensen y col., 2008). Estos resultados son indicativos de una 
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inversión en la relación entre la expresión de BCL-2 / BAX en el ovario de la 

vizcacha, con respecto a lo que ocurre en otros mamíferos euterios, con una 

expresión aumentada de BCL-2 frente a una expresión restringida de BAX. Se ha 

encontrado, en general, que la proteína BAX proapoptótica tiene una expresión 

mejorada en el ovario de mamífero, mientras que el antiapoptótico BCL-2 se 

expresa a niveles constitutivos (Rodger y col., 1995; Tilly y col., 1995; Rueda y col., 

1997). Además, la elevada expresión del RE-α respalda la hipótesis de una mayor 

supervivencia folicular y una foliculogénesis continua en esta especie (Jensen y 

col., 2006). En un estudio posterior se determinó que el número de células 

germinales aumenta continuamente desde el desarrollo temprano hasta las etapas 

prepúberes, a través de un patrón de desarrollo basado en la falta de eliminación 

intraovárica masiva de células germinales y la generación de una gran cantidad de 

nuevas ovogonias. Esto difiere del patrón encontrado en otros euterios, en los que 

la formación de nuevas ovogonias es escasa o nula luego del nacimiento y, en 

cambio, se pierden muchas de estas células por apoptosis. La persistencia de un 

número considerable de ovogonias y ovocitos primarios en los ovarios 

prepuberales proporciona apoyo a la hipótesis de que exista un mecanismo de 

renovación folicular a través de la ovogénesis de novo en la vida adulta (Inserra y 

col., 2013).  

Esta ovulación masiva requiere de una remodelación de la arquitectura 

ovárica para mantener la disponibilidad de folículos primordiales inactivos a lo 

largo de la vida reproductiva de la hembra. A través de marcadores de autofagia, 

BECN1, LAMP1 y LC3B-I / II, y de apoptosis, BCL2 y Caspasa-3, se observaron 

comportamientos interactivos entre ambos procesos. Los autores proponen que la 

autofagia podría promover la supervivencia o la muerte celular programada 

dependiendo de la estructura ovárica analizada. Los marcadores de autofagia se 

observaron en folículos atrésicos y cuerpos lúteos en regresión que también 
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expresaban Caspasa-3. Los folículos sanos mostraron una expresión baja de 

marcadores de autofagia, una expresión fuerte de BCL2 y nula de Caspasa-3 

(Leopardo y col., 2020). El análisis a nivel ultraestructural reveló una elevada 

formación de autofagosomas, autolisosomas y lisosomas en folículos atrésicos y 

cuerpos lúteos en regresión y un bajo número de vesículas autofágicas en folículos 

normales. Por su parte, la coexpresión de LC3B-BECN1, LC3B-LAMP1 y LC3B-

Caspasa-3 se determinó por inmunofluorescencia en folículos atrésicos y cuerpos 

lúteos en regresión, mientras que la coexpresión de BCL2-BECN1 se encontró en 

folículos normales. A partir de estos resultados, se postuló que la autofagia podría 

actuar como un mecanismo para eliminar los folículos alterados y los cuerpos 

lúteos remanentes, proporcionando el espacio necesario para la maduración de los 

folículos primordiales que ingresan continuamente al conjunto de folículos en 

crecimiento necesarios para mantener una ovulación masiva (Leopardo y col., 

2020). 

Otra característica de la biología ovárica de la especie es la persistencia de 

los cuerpos lúteos (CL) durante toda la gestación. Estos CL son abundantes y no 

presentan signos luteólisis, incluso al final de la gestación. Estos resultados, junto 

a los obtenidos durante el estudio de la inhibición de la atresia folicular, 

determinan que el ambiente ovárico de L. maximus es inusual ya que la proteína 

antiapoptótica BCL2 no solo evita la muerte de las células germinales, sino que 

también preserva la integridad estructural y la funcionalidad de los cuerpos lúteos 

en la gestación. La sobreexpresión del gen BCL2 antiapoptótico puede representar 

una estrategia en la funcionalidad del ovario y los cuerpos lúteos para mantener la 

preñez hasta el parto (Jensen y col., 2006, 2008). 

En la gestación intermedia de L. maximus hay decrecimiento en los niveles 

séricos de P4, esto ocasiona la reactivación del eje HHG que activa el desarrollo 

folicular y la seudoovulación a mitad de la gestación (Jensen y col., 2006; 



48 

 

 

 

Fraunhoffer y col., 2017). En consecuencia, hay formación de cuerpos lúteos 

secundarios o accesorios (que mantienen el ovocito en su interior) y un nuevo 

incremento de los valores de P4 (Dorfman y col., 2013). El decrecimiento en el nivel 

sérico de P4 en la gestación intermedia se ha relacionado con la muerte 

embrionaria diferencial de la especie (Fraunhoffer y col., 2017).  

Recientemente se realizó un estudio sobre proliferación, pluripotencialidad 

y angiogénesis en los ovarios de L. maximus durante momentos diferentes de su 

ontogenia (feto y adulto). Mediante estos estudios se determinó que los pliegues 

que aumentan la superficie y facilitan la poliovulación ya se observan en la vida 

prenatal. Además, se determinó la alta proliferación y la potencialidad de las 

ovogonias con los marcadores PCNA y OCT-4. Además, se detectó a VEGF, 

marcador de angiogénesis, en el tejido intersticial que rodea a las ovogonias de los 

ovarios fetales y en el endotelio de los vasos sanguíneos próximos a los folículos 

ováricos secundarios y los cuerpos lúteos de los ovarios de la hembra adulta. Esto 

demuestra el rol fundamental de la angiogénesis tanto en el desarrollo prenatal 

como durante toda la la vida reproductiva de la hembra (Flamini y col., 2020). 

Todos estos estudios intentan comprender las bases biológicas de la poliovulación 

en la especie, ya que si bien es un proceso que ocurre en muchos mamíferos 

(McNatty y col., 2005), en ninguna especie alcanza la magnitud observada en la 

vizcacha. La corteza ovárica en L. maximus presenta células intersticiales que 

forman agrupamientos denominados tejido intersticial (Gil y col., 2007) rodeando 

a los folículos y en el caso de las hembras preñadas también a los cuerpos lúteos. 

La distribución y la morfología del tejido intersticial ovárico son variables entre los 

diferentes mamíferos (Guraya y Greenwald, 1964). En algunos roedores, como 

Cavia porcellus (Caviidae) y Myoprocta acouchi (Dasyproctidae), el tejido 

intersticial es escaso (Rood y Weir, 1970; Weir, 1971d; Weir y Rowlands, 1974). En 

cambio, en Dasyprocta leporina (Dasyproctidae, Weir, 1971c) y Myocastor coypus 



49 

 

 

 

(Myocastoridae, Hillemann y col., 1958; Felipe y col., 1999) es abundante. Estas 

células del tejido intersticial se generan por diferenciación de las células tecales de 

folículos atrésicos (Guraya y Greenwald, 1964; Weir y Rowlands, 1974). En la 

vizcacha, las células son eosinófilas y con núcleos hipercromáticos (Flamini y col., 

2009). La eosinofilia también fue observada en las células intersticiales ováricas 

durante la preñez del Octodon degus (Octodontidae), y se postuló que podrían 

estar involucradas en la síntesis de esteroides (Weir, 1974).  

En cuanto a las trompas uterinas, estos órganos tubulares presentan un 

recorrido muy tortuoso y se unen al ovario mediante el mesovario (Weir, 1971b). 

Flamini y col., (2009) describieron las características específicas del órgano en 

distintos estados reproductivos. En las trompas uterinas de las hembras en anestro 

hay una gran cantidad de células mucosas en el epitelio luminal, mientras que en 

las hembras en fase folicular predominan las células ciliadas. En cambio, en las 

hembras preñadas se observan células ciliadas y secretoras en proporciones 

variables según la gestación sea temprana o a término (Flamini y col., 2014). En 

este órgano la presencia de células mucosas y cilias se relaciona con la producción 

de fluido oviductal y el movimiento del mismo como así también de los ovocitos y 

blastocistos, funciones idénticas a las que poseen en otros mamíferos.  

El útero es bicorne, y su estructura histológica es similar a la del útero de 

otros euterios. Sin embargo, existen algunas variaciones relacionadas con el estado 

reproductivo. Las hembras en anestro presentan un epitelio luminal con células 

casi exclusivamente secretoras, mientras que el de los otros estados también 

contiene células ciliadas. En relación a las glándulas uterinas, en el anestro son 

escasas, mientras que son abundantes durante la fase folicular. En el útero de 

hembras con gestación temprana, las glándulas son profundas y tortuosas, y 

particularmente en hembras con preñez a término hay decrecimiento en el número 

de estas (Flamini y col., 2019). Esta observación se relaciona con el importante rol 
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de las glándulas uterinas durante el periodo pre-implantacional y las primeras 

etapas del desarrollo (Kelleher y col., 2018, 2019). Por su parte, la lámina propia 

endometrial también presenta variaciones según el estado fisiológico de la hembra. 

En el anestro, se observaron muchos fibroblastos, como así también células 

migrantes, principalmente linfocitos. Por su parte, las fibras de colágeno son 

delgadas y escasas. En las hembras preñadas, el tejido conjuntivo también es laxo, 

aunque con menos células. Los vasos sanguíneos son pequeños, congestivos y muy 

cercanos al epitelio superficial. Flamini y col., (2009) no solo detallaron las 

características histológicas del útero de hembras en anestro, fase folicular y con 

preñeces temprana y a término, también incorporaron datos histoquímicos, 

lectinhistoquímicos y morfométricos del órgano para cada estado. El uso de las 

técnicas histoquímicas y lectinhistioquímicas, PAS, AB a diferentes pHs y lectinas 

biotiniladas, mostró un patrón de marcación para glicoconjugados de los epitelios 

luminal y glandular variable según el estado fisiológico. Por su parte, el estudio 

morfométrico mostró variaciones significativas entre los úteros de las hembras de 

los cuatro estados. Por ejemplo, el espesor del miometrio fue mayor en las no 

preñadas que en aquellas con gestación avanzada. En este último caso, las fibras 

musculares forman una túnica delgada, como consecuencia de la dilatación que 

tiene el útero durante la gestación. En cuanto a la túnica más externa del útero, el 

perimetrio, este no presentó diferencias morfológicas e histoquímicas entre los 

estados analizados. 

En la vizcacha, el útero carece de cuerpo uterino y, por lo tanto, está 

conformado por los cuernos uterinos y el cuello o cérvix. Este último no se 

evidencia externamente, e internamente es doble debido a la presencia de un 

tabique intermedio que se proyecta desde la bifurcación de los cuernos uterinos 

hasta el tercio medio de la vagina. Este cérvix doble no es exclusivo de la vizcacha 

debido a que está presente en otros histricomorfos como la chinchilla, el coipo 
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(Hafez, 1970) y el agutí negro (Mayor y col., 2011). En otros histricomorfos como 

Cavia porcellus (Breazile y Brown, 1976; dos Santos y col., 2016), Galea spixii (dos 

Santos y col., 2014) y Atherurus africanus (Mayor y col., 2003) el cuello uterino es 

único. Este tipo de cérvix también se observa en roedores miomorfos como la rata 

y el ratón (da Costa Ferreira Junior, 1995; Graham, 1966). Por lo tanto, el tipo de 

cuello uterino no parece tener valor taxonómico entre los roedores (Flamini y col., 

2019). Como ocurre en otros histricomorfos (Felipe y col., 1998), el cuello uterino 

se divide en un endocérvix y un exocérvix según las características de su mucosa. 

La mucosa del endocérvix tiene una estructura similar a la del cuerno uterino, pero 

su inicio se reconoce por la ausencia de glándulas (Flamini y col., 2019), como 

también se observa en el coipo (Felipe y col., 2002) y el agutí negro (Mayor y col., 

2011). En algunos momentos del ciclo reproductivo, el endocérvix tiene un epitelio 

bistratificado con células mucosas superficiales, en la bibliografía consultada no se 

ha encontrado que ninguna especie posea este tipo de epitelio en el endocérvix. A 

diferencia del endocérvix, el exocérvix posee un epitelio estratificado. La transición 

entre ambos epitelios es similar a la encontrada en la rata, el ratón (da Costa 

Ferreira Junior, 1995; Graham, 1966) y el coipo (Felipe y col., 2001). El exocérvix 

carece de glándulas, a diferencia de lo que ocurre en otro histricomorfo, Galea 

spixii, donde estas persisten (dos Santos y col., 2014). El tejido conectivo del cuello 

uterino es muy celular, como en Notomys mitchellii; mientras que, en el ratón de 

las llanuras australianas, Pseudomys australis, hay abundantes fibras de colágeno 

(Breed, 1985). Otras características como la abundancia y la distribución de fibras 

elásticas no resultaron diferentes entre el exocérvix y el endocérvix de la vizcacha, 

a diferencia de los observado en la rata (Battlehner y col., 2003). Estas fibras 

influyen en la dilatación del canal del parto (Flamini y col., 2019), que debe ser 

mayor en hembras que paren crías proporcionalmente más grandes como los 

histricomorfos. En la descripción preliminar del cuello uterino de la vizcacha, Weir 
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(1971a) argumentó que este órgano no es musculoso. Sin embargo, Flamini y col., 

(2019) observaron la presencia de haces de fibras musculares, separados por 

abundante tejido conectivo, que no forman una capa muscular continua como se 

observa en otras especies de histricomorfos, entre ellos, el puercoespín (Mayor y 

col., 2002) y el agutí negro (Mayor y col., 2011). 

La vizcacha hembra tiene una próstata, también denominada glándula 

parauretral o de Skene. Esta próstata es homóloga a la del macho, y su estructura 

fue descripta por Flamini y col., (2002). Recientemente otros aspectos, entre ellos, 

ultraestructurales, histoquímicos y lectinhistoquímicos fueron detallados en 

hembras sin y con gestación. La ausencia de diferencias mediante los estudios 

realizados entre los dos grupos fisiológicos parece indicar que el órgano no se 

modifica por variaciones de las hormonas sexuales (Flamini y col., 2021). La 

presencia de esta glándula no es homogénea entre las hembras de los mamíferos. 

En los Rodentia se halló en Rattus rattus (Shehata, 1972), Arvicantihis niloticus y 

Meriones lybicus (Shehata, 1975), Rattus norvegicus (Shehata, 1980), Praomys 

natalensis (Gross y Didio, 1987) y Meriones unguiculatus (Inomata y col., 1992). 

También se encontró en mujeres, y algunas especies de lagomorfos, carnívoros y 

quirópteros. La función de esta glándula aun es desconocida, por lo tanto, se 

requieren de futuros estudios tanto embriológicos como funcionales y evolutivos 

(Biancardi y col., 2017) para determinar su rol durante el proceso reproductivo. 

El ciclo estral de la vizcacha dura 45 días. Durante el estro, la membrana de 

cierre vaginal está perforada, la vulva se tumefacta y secreta un moco amarillento. 

La vagina permanece abierta durante 7 días y el apareamiento, generalmente, 

ocurre hacia el final de este período. El coito puede determinarse por la presencia 

de sangre en la abertura vaginal y confirmarse por el hallazgo de tapones 

copuladores o espermatozoides en un frotis vaginal (Weir, 1971a). Los primeros 

aspectos relacionados con la gestación temprana de la vizcacha provienen de los 
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estudios de Roberts y Weir (1973). Muchos de estos resultados son similares a los 

encontrados para otros roedores histricomorfos (Roberts y Perry, 1974). Estudios 

recientes han actualizado la denominación de diferentes estructuras embrionarias, 

como así también nuevos datos relacionados al desarrollo ovárico y las células 

germinales primordiales (Leopardo y Vitullo, 2017).  

La fertilización en la vizcacha ocurre en las trompas uterinas y solo un 10% 

de los ovocitos son fecundados (Figura 11 a). La tasa de segmentación de los cigotos 

de la vizcacha parece ser lenta ya que estos no ingresan al útero hasta el día 6 en la 

etapa de cuatro células. A los 10 días post coito (dpc), el útero presenta hiperemia 

postestro y carece de indicios macroscópicos de implantación. A los 13 dpc, se 

observa una pequeña cantidad de mórulas de aspecto normal flotando en la luz 

uterina (Roberts y Weir, 1973). Los blastocistos de todos los histricomorfos son 

similares en apariencia. Presentan una cavidad prominente, el blastocele, y un 

estrecho espacio perivitelino entre el trofoblasto y la zona pelúcida. Además, se 

observa un macizo celular interno rodeado por un delgado trofoblasto, en cambio 

el trofoblasto abembrionario10 es engrosado y miden entre 95-100 µm de diámetro. 

El tiempo de implantación es variable entre los roedores histricomorfos. En 

Chinchilla lanígera (chinchilla) ocurre a los 5,5 dpc, en Proechimys guairae 

(casiragua) entre los 6-6,5 dpc, mientras que en Octodon degus (degú) y Cavia 

porcellus (cobayo) entre los 6-7 dpc. En cambio, en la vizcacha a los 18 dpc. El 

intervalo entre la ovulación y la implantación en la vizcacha es el más largo 

registrado para cualquier roedor. En la pre-implantación, el blastocisto se localiza 

en el extremo antimesometrial de la luz uterina, y el trofoblasto abembrionario se 

orienta hacia el epitelio uterino (Roberts y Perry, 1974). En el cobayo, la zona 

pelúcida permanece intacta hasta justo antes de la implantación. En la pérdida de 

                                                           
10  Abembrionario: denominación del polo opuesto al ocupado por el macizo celular interno. 
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esta zona y en la unión del blastocisto al epitelio uterino intervienen los procesos 

pseudopodiales que se desarrollan en el trofoblasto del polo abembrionario del 

blastocisto. Estos hallazgos fueron confirmados por Blandau (1949), quien mostró 

que a medida que los procesos trofoblásticos se hacen más numerosos, penetran a 

la zona pelúcida, quien va desapareciendo gradualmente en esa región, y forman 

un "cono de unión" que penetra en el epitelio uterino. Tal como se menciona más 

adelante, los histricomorfos tienen similitudes en su patrón de desarrollo (Roberts 

y Perry, 1974) y, por lo tanto, estos procesos pseudopodiales podrían existir en la 

vizcacha.  

Las observaciones realizadas en el casiragua, el coipo, el degu, la chinchilla 

y la vizcacha en el momento de la implantación sugirieron que el espaciamiento de 

los embriones a lo largo de los cuernos uterinos no es aleatorio. En la vizcacha, la 

mayoría de los blastocistos se encontraron en los extremos ováricos de los cuernos 

uterinos, lo que sugiere que el espaciamiento de los blastocistos ocurre cerca del 

momento de la implantación (Figura 11 b) (Roberts y Weir, 1973). La implantación 

en la vizcacha es intersticial y antimesometrial, al igual que en el coipo, el 

casiragua, el degu y la chinchilla, y podría iniciarse en respuesta al incremento 

gradual de E2 como sucede en los roedores múridos, pero no en otros 

histricomorfos como el cobayo (Roberts y Weir, 1973). En la vizcacha, los 

blastocistos próximos al cuello de cada cuerno uterino son los primeros en 

implantarse a los 18 dpc. En ellos se observó aposición, adhesión e invasión del 

endometrio (Figura 11 c-e), acompañados de una gran infiltración linfocitaria 

(Roberts y Weir, 1973). En úteros con un periodo de gestación de 18,5 dpc, los 

blastocistos de ambos cuernos uterinos se encontraron en tres situaciones espacio-

temporales diferentes. Los caudales inmediatamente por debajo del epitelio 

luminal uterino (Figura 11 f), mientras que los de la región media penetrando el 

epitelio luminal, y los craneales flotando en la luz del órgano. Roberts (1973) 
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describió el desarrollo post-implantacional de diferentes roedores histricomorfos, 

entre ellos, el casiragua, el degu, la chinchilla, el coipo y la vizcacha, y concluyó que 

el patrón básico de desarrollo es similar al del cobayo, aunque existen algunas 

diferencias interespecíficas (Duval, 1892; Sansom y Hill, 1931; Harman y Prickett, 

1932; Amoroso, 1952). En relación con el periodo implantatorio, en la vizcacha y 

otros histricomorfos  existe una reacción de las células deciduales en la zona donde 

los blastocistos estaban simplemente en contacto, sin que existiese alteración de 

las células epiteliales (Roberts y Weir, 1973).  

Una de las características destacadas del desarrollo temprano post-

implantación en los histricomorfos es el alargamiento del blastocisto en una 

estructura cilíndrica, huevo cilindro, debido a la expansión del endodermo hacia el 

polo antimesometrial. Al mismo tiempo, es evidente la desintegración del 

trofoblasto parietal, de modo que el endodermo visceral del saco vitelino se 

posiciona directamente sobre el tejido uterino. El polo abembrionario del 

blastocisto está compuesto por trofoblasto ectoplacentario que encierra una 

cavidad ectoplacentaria. En la chinchilla, el coipo y la vizcacha, esta cavidad se 

llena con frecuencia con sangre materna extravasada (Figura 11 g, h). La lámina 

exterior de la cavidad suele tener solo una célula de espesor, mientras que su capa 

interior es más gruesa. El alargamiento continuo del endodermo separa el 

trofoblasto ectoplacentario de la masa celular interna, y se origina entre ambos la 

cavidad pro-exocelómica. Además, en la región antimesometrial se forma una 

cavidad decidual que, conforme avanza el tiempo, aumenta de tamaño, se expande 

y adquiere forma de campana. En el polo ectoplacentario del blastocisto, el 

trofoblasto forma extensiones tubulares que invaden la decidua y perforan la pared 

del endodermo unilaminar del blastocisto (Figura 11 i). Estas ramas trofoblásticas 

anclan el blastocisto a la decidua y establecen el sitio donde se desarrollará la futura 

placenta corioalantoidea. Las características de la placenta y el saco vitelino de L. 
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maximus fueron descriptas por Flamini y col., (2011) mediante estudios realizados 

a diferentes niveles de observación. Al igual que en otros histrocomorfos, la 

placenta corioalantoidea es discoidea y monohemocorial, y también se desarrolla 

una placenta vitelina invertida. Entre los roedores histricomorfos, la placenta del 

cobayo fue la primera en describirse por Creighton (1878). Amoroso (1952) 

distingue cuatro regiones principales en esta placenta: placenta principal, 

subplacenta, zona de unión y decidua basalis. El desarrollo de la placenta de L. 

maximus es similar a lo observado en otros roedores del mismo grupo, entre ellos, 

el agutí y la paca (Strahl, 1905), la chinchilla (Tibbitts y Hilleman, 1959) y el coipo 

(Hillemann y Gaynor, 1961). Muchas características de la placentación de estas 

especies fueron ampliadas por estudios realizados en el siglo XXI (Miglino y col., 

2002, 2004; Bonatelli y col., 2005; Oliveira y col., 2006; Mess, 2007; Bezerra y 

col., 2018). Estudios posteriores informaron otras características de la 

placentación (Giacchino y col., 2018), siendo algunas son similares a las presentes 

en especies de su mismo clado, mientras que otras no (Barbeito y col., 2021). La 

gestación de los histrocomorfos es larga en comparación con la de otros roedores, 

y se hipotetiza que esto guarda relación con la lenta tasa de crecimiento de los 

embriones, particularmente en la gestación temprana en donde el desarrollo está 

más concentrado en el establecimiento de la placenta que en la formación del 

embrión (Roberts y Perry, 1974). La placentación de L. maximus se inicia a los 35 

dpc, periodo que coincide parcialmente con el inicio de la resorción embrionaria 

(Weir, 1971a; Roberts y Weir, 1973; Roberts y Perry, 1974). 

 Un estudio reciente durante el desarrollo embrionario temprano de la 

vizcacha fue realizado por Leopardo y Vitullo (2017). En este, además de 

incorporar aspectos no analizados previamente como la diferenciación a nivel del 

blastocisto a partir de sitios de implantación de unos 22-26 días de gestación, se 

actualiza la nomenclatura de algunas estructuras y tejidos embrionarios y 
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extraembrioanrios. Además, se incluyen datos morfométricos que permiten 

precisar el tiempo gestacional. Por otro lado, investigaron la localización espacio-

temporal de proteínas que resultan de la expresión de genes que están involucrados 

en controlar la especificación de las células germinales primordiales (PGC). En la 

etapa donde se forma la línea primitiva, las células OCT4 positivas se detectan en 

el polo posterior del disco embrionario en el mesodermo del epiblasto proximal. 

En la etapa de placa neural, una población celular reducida (8-12 células) OCT4 

positivas expresa transitoriamente FRAGILIS, STELLA y SOX17 en la línea 

posterior. Luego de la translocación al intestino posterior, las células OCT4 

pluripotentes comienzan a expresar VASA, y luego, STELLA y FRAGILIS se activan 

durante la migración hacia las crestas genitales. L. maximus muestra un patrón 

espacio-temporal de marcadores asociados a PGC divergente del modelo de 

restricción de PGC temprano visto en ratones. Este patrón se ajusta a modelos 

alternativos que se basan en una población pluripotente en el eje embrionario, 

donde las CGP se especifican posteriormente durante el desarrollo. 

Como se describió anteriormente en las generalidades del desarrollo 

embrionario temprano en mamíferos euterios, luego de la diferenciación del 

blastocisto se inicia la cavitación y la gastrulación (Figura 11 j). Según una revisión 

de la embriología de los histricomorfos, la amniogénesis es por cavitación (Roberts 

y Perry, 1974). Aproximadamente al mismo tiempo que aparece la cavidad 

amniótica, el cilindro endodérmico del blastocisto se recubre con una fina capa de 

mesodermo que luego se vasculariza. La decidua se forma por la formación de 

hendiduras en el endometrio que al reunirse generan una nueva luz uterina. El 

lumen original se borra por la expansión de la decidua y el nuevo lumen establece 

su división en decidua parietal en la periferia y decidua capsular en la region 

antimesometrial. La cavidad ectoplacentaria desaparece gradualmente a medida 

que el ectodermo coriónico se engrosa y se dobla más. Los espacios entre las 
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estrechas trabéculas del trofoblasto sincitial que atraviesan el cono ectoplacentario 

están frecuentemente llenos de sangre. Las células gigantes primarias surgen de 

las regiones periféricas del trofoblasto ectoplacentario en la unión de los tejidos 

materno y fetal (Figura 11 k). Las células serían fagocíticas, son especialmente 

prominentes en el cuis, la chinchilla y el coipo (Roberts y Perry, 1974). En L. 

maximus se observaron en la placentación a los 40-60 y 80-120 días de gestación, 

y se las asoció con la función mencionada previamente, también se les atribuyó un 

rol en la invasividad (Flamini y col., 2011). Otros detalles de la cavitación y la 

gastrulación fueron descriptos por Leopardo y Vitullo (2017) a partir de embriones 

con 32-39 días de gestación. En este momento gestacional los autores observaron 

un disco embrionario trilaminar con las tres hojas embrionarias, endodermo, 

mesodermo y ectodermo, como así también la presencia de la notocorda, el tubo 

neural y el alantoides en formación (Figura 11 l).  
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Figura 11. Desarrollo embronario temprano en L. maximus. a. Blastocistos 

flotando en la luz de las trompas uterinas; b. Blastocistos en el fluido oviductal y próximos 

al extremo craneal del útero; c. Aposión; d. Adhesión; e y f. Invasión; g. Blastocisto 

elongado (22 dpc); h. Blastocisto con cavidad ectoplacental con sangre materna 

extravasada; i. Implantación intersticial y antimesometrial; j. Cavitación; k. Desarrollo de 

la cavidad amniótica; l. Alantoides y notocorda (32-39 días post fertilización). 

Abreviaturas: A, anterior; Al, alantoides; Am, amnios; AmC, cavidad amniótica; AME, 

aantimesometrial Ar, arquenterón; De, decidua; ED, disco embrionario; EcTr, trofoblasto 

ectoplacental; EmEc; ectodermo embrionario; EpaC; cavida epamniótica; EPCG, células 

gigantes ectoplacentales; ExC, cavidad exocelómica; ExE, ectodermo extraembrionarioHp, 
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bolsillo del intestino; IC, cámara de implantación; ICM; macizo celular interno; Me, 

mesometrial; No, notocorda; P, posterior; PS, línea primitiva; Trd, células derivadas del 

trofoblasto; VEn, endodermo visceral. Imágenes extraídas y modificadas de Weir, 1971a, b 

(a-g) y Leopardo y Vitullo, 2017 (h-l). 

Durante este desarrollo embrionario temprano de la vizcacha ocurre un 

evento que es parte de la biología reproductiva de la especie, el inicio de la muerte 

embrionaria. En L. maximus a los 26-35 dpc se inicia la resorción embrionaria de 

las implantaciones craneales y medias, y culmina a los 70 dpc. En cambio, las 

implantaciones caudales continúan su desarrollo hasta originar dos crías 

precociales (Weir, 1971a, b; Roberts y Weir, 1973; Flamini y col., 2019). La 

resorción embrionaria ocurre, con cierta frecuencia, pero en menor medida que en 

la vizcacha, en otras especies de histricomorfos como la chinchilla (Weir, 1967) y el 

coipo (Newson, 1966); en cambio, en el casiragua es ocasional (Roberts, 1973). La 

resorción no es exclusiva de los roedores histricomorfos, también se observa en 

roedores múridos como la ratona y la rata (Flores y col., 2014; Fonseca y col., 2014) 

y en especies de los órdenes Chiroptera (Bouchard y col., 2001), Carnivora (Ortega-

Pacheco y col., 2007) y Lagomorpha (Schröeder y col., 2013), entre otros. Por lo 

tanto, la resorción embrionaria es un proceso reproductivo conservado entre los 

euterios (Drews y col., 2020), aunque en ningún caso se observa una pérdida tan 

numerosa ni sectorizada como ocurre en L. maximus.  

Los primeros estudios sobre la reproducción en la vizcacha intentaron 

dilucidar las causas de esta muerte embrionaria, pero no se encontraron 

diferencias histológicas entre los extremos uterinos craneales y caudales como así 

tampoco en la vascularización de cada implantación que pudieran explicar este 

evento (Roberts y Weir, 1973). En años posteriores se publicaron trabajos sobre la 

endocrinología reproductiva de L. maximus con la finalidad de comprender la 

poliovulación, la poliembrionía y la muerte embrionaria temprana mediante el 

estudio de su eje HHG (Dorfman y col., 2011, 2013). La fisiología de su eje guarda 
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similitudes con la de otros mamíferos, aunque en esta especie se observaron ciertas 

variaciones durante la preñez intermedia. A mitad de gestación hay un incremento 

significativo en la expresión hipotalámica de las hormonas GnRH, LH y P4, 

respecto a hembras en ovulación y con preñez a término, demostrando la 

reactivación del eje. Esta expresión se correlacionó con la presencia de folículos 

preovulatorios, antrales y no luteinizados, y sugiere un posible papel del eje HHG 

en la modulación de la seudo-ovulación que ocurre durante la gestación en L. 

maximus (Fraunhoffer y col., 2017). También guarda relación con la persistencia 

de los cuerpos lúteos primarios durante la gestación intermedia y aún en la 

avanzada (Jensen y col., 2008; Flamini y col., 2009, 2020). La reactivación del eje, 

podría relacionarse con la muerte embrionaria temprana que se observa en algunas 

de las implantaciones; tal vez, la placenta de esas implantaciones produzca niveles 

insuficientes de P4, hormona que resulta ser esencial para el mantenimiento de la 

preñez. Recientemente, se demostró cuáles son las causas de la reactivación del eje. 

A mitad de gestación, el nivel sérico de P4 disminuye y ocasiona la reactivación del 

eje por su retroalimentación sobre el hipotálamo. Este órgano al secretar GnRH 

estimula a la pars distalis de la hipófisis para que secrete las hormonas FSH y LH. 

La FSH induce el crecimiento folicular y este a su vez, el incremento de los niveles 

séricos de E2. En cambio, la LH genera la seudo-ovulación y la luteinización de los 

folículos ováricos no ovulados. La luteinización de las células de la granulosa y de 

la teca interna conduce a la formación de los cuerpos lúteos accesorios que 

producen el segundo pico de P4 (Fraunhoffer y col., 2017). En adición a estos 

resultados, Flamini y col., (2009) ya habían observado el incremento significativo 

de cuerpos lúteos accesorios hacia la gestación a término. Por otro lado, también 

se demostró la sensibilidad del hipotálamo a E2 mediante la expresión del receptor 

de estrógeno alfa (RE-α) (Inserra y col., 2017). Según datos más recientes, E2 

también regula al eje HHG mediante una acción directa sobre la hipófisis. La 
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expresión de GnRHR en la pars distalis disminuyó significativamente en la preñez 

intermedia, en comparación con las hembras con gestación temprana y a término. 

Además, la expresión del RE-α en la pars distalis se incrementó significativamente 

desde mitad de gestación; mientras que el RE-β no varió durante la preñez. La 

expresión de LH en la pars distalis mostró un aumento significativo a mediados de 

la gestación, en concordancia con la LH sérica. Estos resultados sugieren que el 

aumento de la pulsatilidad de la LH a mediados de la preñez se debería a el 

aumento de E2, que actúa a través de RE-α (Proietto y col., 2019). Otra hormona 

relacionada al eje HHG es la prolactina (PRL) hipofisaria. Esta es esencial para el 

mantenimiento de los CL y la producción de la P4 durante la gestación (Risk y 

Gibori, 2001). Los niveles séricos de esta hormona aumentan constantemente 

durante la preñez; en cambio, su receptor ovárico (PRLR) alcanza su máxima 

expresión en la mitad de la preñez y disminuye drásticamente en la preñez a 

término. La expresión del receptor de la hormona luteinizante (LHR) resultó 

similar al del PRLR. A su vez, los niveles séricos de P4 y LH también se registraron 

a mitad de la preñez. Tanto el PRLR como el LHR ovárico participarían en el éxito 

de la gestación en vizcachas por modular los niveles de 20α-HSD y 3ß-HSD (dos 

enzimas que participan en la formación y la degradación de la P4), moléculas que 

influyen en la concentración de P4 sérica durante la gestación (Proietto y col., 

2018). Un trabajo con experimentos tanto in vivo como ex vivo demostró que las 

dosis fisiológicas de P4 y E2 producen un efecto diferencial en la frecuencia de 

liberación pulsátil o expresión genómica de GnRH, mientras que dosis superiores 

producen inhibición en la expresión de GnRH hipotalámica. Estos datos en 

conjunto, demuestran la retroalimentación positiva de E2 y P4 que ocurren en la 

actividad hipotalámica durante la preñez de L. maximus (Inserra y col., 2020).  

Flamini y col., (2019) observaron variaciones en la tonalidad, el tamaño y 

la consistencia entre las implantaciones en resorción (craneales y medias) y las 
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viables de una gestación temprana. Las primeras son pardas-negruzcas, de tamaño 

menor y consistencia blanda; en cambio, las restantes son blancas-amarillentas, 

grandes y de consistencia firme (Figura 12 a, b). Otros autores coincidieron en la 

observación, pero además incorporaron otros datos de la gestación temprana. Las 

implantaciones craneales y medias presentan alteraciones en su organización 

histológica, remanentes del saco vitelino, infiltración de células inflamatorias y 

foco necrótico fibrinoide (Figura 12 c-h). En cambio, en las implantaciones 

caudales se encuentran estructuras embrionarias y extraembrionarias definidas y 

organizadas (Figura 12 i-k). Además, informaron que las vesículas embrionarias 

necróticas tienen forma de gancho debido a la presencia de pseudoseptos entre los 

embriones, con un pequeño espacio que comunica las vesículas adyacentes. Según 

estos autores, la presencia de pseudoseptos entre las vesículas embrionarias 

durante la preñez crea compartimentos casi cerrados que se aíslan entre sí 

permitiendo que la reabsorción ocurra de manera casi independiente entre ellos 

(Giacchino y col., 2020). Estudios durante la gestación intermedia también 

aportaron datos sobre estados avanzados de la resorción. Flamini y col., (2020) 

detallaron las características de tres sitios de implantación, craneales, medios y 

caudales, en hembras con 50-90 días de gestación. Los sitios de implantación (SI) 

craneales presentaron una pared uterina sin signos de diferenciación, pero con 

signos de resorción y ausencia de contacto íntimo con el epitelio uterino luminal 

(Figura 13 a-c). En los SI medios se observó una decidua, signos de necrosis que 

indican resorción, ausencia de estructuras embrionarias, un contacto más estrecho 

con el útero respecto a los SI craneales, y escaso desarrollo de la vasculatura uterina 

(Figura 13 d-f). En cambio, los SI caudales incluían una región decidualizada 

extensa, ricamente vascularizada y con abundantes glándulas endometriales. 

Además, cada SI caudal presentó una placentación corioalantoidea que incluía una 

zona laberíntica irrigada por vasos sanguíneos fetales (Figura 13 g-i). Giacchino y 
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col., (2020) también observaron infiltración inflamatoria, zonas hemorrágicas y 

necróticas en las implantaciones en resorción de la gestación intermedia. A su vez, 

determinaron la presencia de apoptosis mediante TUNEL en la decidua basal y 

subplacenta en la implantación caudal, la única que sobrevivirá (Figura 13 j-k). 

Coincidentemente, estas estructuras de la misma implantación también 

presentaron depósitos de calcio (Figura 13 l-m). Los autores concluyen que se 

requieren de mayores estudios de la apoptosis en las implantaciones en resorción 

para determinar si la apoptosis es causa o consecuencia de la resorción.  

 

Figura 12. Gestación temprana en L.  maximus. a-b. Resorciones tempranas (R o 

E2-5) y embrión viable (Em o E1); c y d. E2 en resorción, trofoblasto desorganizado y gran 

cantidad de fibroblastos, y, remanentes del saco vitelino e infiltrado inflamatorio; e. E2 y 

E3 separados por un seudosepto; f. E3, pliegues del epitelio uterino y remanentes 
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necróticos; h. Flaps uterinos ocupando parte de la luz y entre remanentes de embriones 

necróticos; i. E1, embrión caudal recientemente implantado; j. 1, laguna materna y 2, saco 

vitelino; k. E1, trofoblasto organizado. Imágenes extraídas y modificadas de Flamini y col 

2019 (a) y Giacchino y col 2020 (b-k). 

 

 

Figura 13. Gestación intermedia en L. maximus. a-c. Resorciones craneales, 

ausencia de contacto materno-embrionario, zonas uterinas indiferenciadas, y con escaza 

vascularización; d-f. Resorciones medias, ausencia de estructuras embrionarias, zonas 

hemorrágicas y necróticas, y escaso desarrollo de la vasculatura uterina; g-i. Placentación 

corioalantoidea, región decidualizada extensa, vascularizada y con abundantes glándulas 

endometriales; j-k. Apoptosis en la subplacenta de las implantaciones caudales, técnica 

TUNEL; l y m. Calcificación en la subplacenta. Abreviaturas: Cc, conceptus; De, decidua; 
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Eg, epitelio glandular; Pl, placenta; Ue, epitelio uterino; V, vasos sanguíneos. Imágenes 

extraídas y modificadas de Flamini y col 2020 (a-i) y Giacchino y col 2020 (j-m). 

Además, mediante los estudios de Flamini y col., (2020) se evidenció que 

los cuernos uterinos son heterogéneos, en sentido craneocaudal, en cuanto a su 

vascularización debido a diferencias en la ramificación de las arterias uterinas. Los 

resultados de este estudio difieren de los mencionados previamente, realizados en 

la década de 1970, en los que no se habían encontrado diferencias regionales en la 

vascularización uterina. La diferencia entre los resultados puede deberse a la 

aplicación de otras técnicas en el el estudio de Flamini y col., (2020). Las 

diferencias se encontraron en fetos de hembras de entre 50 y 90 días de gestación, 

lo que demuestra que la diferencia se genera durante la organogénesis uterina. 

También se demostró que se mantienen en hembras con gestación intermedia 

(Figura 14 a-c). Por lo tanto, los SI caudales tendrían un aporte vascular mayor que 

los SI craneales y medios. Los resultados de Giacchino y col., (2020) reafirman la 

hipótesis de una vascularización diferencial a lo largo de los cuernos uterinos en 

hembras sin preñez y con preñeces temprana e intermedia. Estos últimos autores 

realizaron un estudio angiográfico, y encontraron una circulación uterina 

ascendente desde el cuello del útero hasta el ovario, y también un mayor calibre en 

las ramas de las arterias que irrigan las implantaciones caudales con respecto al 

presente en las ramificaciones próximas al ovario (Figura 14 d-f). 
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Figura 14. Vascularización uterina en L. maximus en diferentes momentos 

reproductivos y gestacionales. a-c. Morfología vascular en los segmentos uterinos 

craneal y caudal en hembras con gestación intermedia; d-f. Angiografía uterina en hembras 
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sin preñez, con preñez temprana e intermedia. Abreviaturas: Im, implantación viable; Oa, 

arteria ovárica; Ov, vena ovárica; Ua, arteria uterina; Uv, vena uterina. Imágenes extraídas 

y modificadas de Flamini y col., 2020 (a-c) y Giacchino y col., 2020 (d-f). 

 

El grado de desarrollo con el que nacen las crías de la vizcacha, similar al 

de otros histricomorfos tales como Cuniculus paca, Dasyprocta prymnolopha y 

Dasyprocta leporina, es muy diferente al de otros roedores, por ejemplo, los 

múridos (Sousa y col., 2012; Fortes y col., 2013; de Oliveira y col., 2017; El Bizri y 

col., 2017). Pero sin dudas la poliovulación, la poliembrionía y la elevada muerte 

embrionaria en L. maximus son eventos reproductivos que resultan sorprendentes 

entre los euterios y aún dentro del orden Rodentia.  

El conocimiento sobre los datos concernientes al parto de L. maximus es 

prácticamente nulo porque ocurre en el interior de las vizcacheras. Estudios 

comportamentales han determinado que las hembras preñadas se aíslan de los 

demás miembros del harén. Tras 5 meses de gestación, dos crías (ocasionalmente 

una o tres) son paridas con un grado alto de precocialidad ya que nacen con un 

pelaje denso y similar al del adulto, ojos abiertos, dientes incisivos bien 

desarrollados, e incluso, según algunos autores, con cierto grado de agresividad 

(Weir, 1971a; Jackson, 1989). Estas características no difieren a las observadas en 

otros roedores histricomorfos como Cuniculus paca (El Bizri y col., 2017). Los 

largos periodos de gestación involucran grandes demandas energéticas de la 

hembra para el desarrollo de las crías, quienes al momento del nacimiento tienen 

una gran independencia. Esta independencia de la madre y los cortos periodos de 

lactancia se relacionan con la compensación del gasto energético de la hembra 

durante la gestación (Martin y col., 2008). En un estudio de las mamas de L. 

maximus se observó la variación morfológica causada por efecto de las 

hormonas, en hembras ciclando, preñadas, en lactancia y post-lactación. En 

hembras no preñadas, las variantes α y β del RE no se expresaron en el sistema 
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de ductos de las glándulas; esta situación cambió durante la gestación, en esa 

etapa tanto los RE-α y β, como el RP, se expresaron tanto en los ductos como 

en los alvéolos mamarios. Esto demuestra la importancia de la inducción 

hormonal generada por E2 y P4, que tiene como consecuencia el incremento en 

la ramificación de los ductos y en la proliferación celular ene los alvéolos 

(Halperin et al., 2013). Durante la gestación media de la vizcacha de llanura hay 

un incremento en los niveles séricos de P4 secretada por los cuerpos lúteos 

accesorios, debido a una reactivación del eje HHG y a la seudo-ovulación 

(Dorfman et al., 2013). Este segundo incremento de P4 guarda relación con el 

desarrollo exponencial de las glándulas mamarias hacia la segunda mitad de la 

preñez. Además, se observó una expresión intensa del receptor de prolactina 

(PRLR) en el epitelio alveolar de las glándulas mamarias de hembras preñadas 

y en lactación (Halperin et al., 2013). La lactancia de las crías precociales dura, 

aproximadamente, 55 días (Weir, 1971a). El peso de las crías al nacimiento es 

variable según el sexo, las hembras pesan 185 g mientras que los machos 207 g. 

Esta diferencia entre los sexos se incrementa durante la pubertad y se mantiene en 

la adultez (Weir, 1971a) tal como se mencionó en las generalidades de la especie. 

Además, estas crías, aunque obtengan nutrientes de la leche, pueden alimentarse 

por sí solas, datos que se han obtenido luego de inspeccionar el contenido 

estomacal de los neonatos y haber encontrado material herbáceo (Llanos y Crespo, 

1952; Weir, 1967).  
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Hipótesis 

A partir de los antecedentes en la sección “g” de este capítulo se propone la 

siguiente hipótesis: 

“Existen diferencias morfológicas y moleculares en las distintas porciones 

del cuerno uterino de la vizcacha que determinan la supervivencia de 

aquellas implantaciones más próximas al cuello uterino”. 

Objetivos  

Con la finalidad de contrastar la hipótesis anterior, se propusieron los 

siguientes objetivos:  

OBJETIVO GENERAL 

Establecer las bases morfológicas y moleculares de la muerte embrionaria 

masiva en L. maximus, para utilizar a esta especie como un modelo animal, en el 

que ésta se produce espontáneamente.  

OBJETIVOS ESPECÍFICOS 

En hembras no preñadas y con preñez temprana se propone realizar: 

- Describir las características del útero en distintos niveles de observación: 

ultrasonográfico, macroscópico y microscópico. 

- Evaluar variaciones morfométricas a lo largo de los cuernos uterinos. 

- Determinar mediante lectinhistoquímica el patrón de glicosilación 

asociado al periodo pre- y post-implantación. 

- Establecer mediante inmunohistoquímica las características de los 

siguientes procesos: angiogénesis, decidualización, implantación, invasión 

y diferenciación trofoblástica, renovación celular y expresión de receptores 

hormonales.  

 

 



71 

 

 

 

En las hembras con preñez intermedia se propone realizar: 

- Describir las características ultrasonográficas, macroscópicas y 

microscópicas de cada sitio de implantación 
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CAPÍTULO II 

Materiales y métodos  

a. CICUAL 

El protocolo de trabajo con las hembras sin y con preñez de L. maximus fue 

previamente aprobado por el Comité Institucional para el Cuidado y Uso de los 

Animales de Experimentación de la Facultad de Ciencias Veterinarias de la 

Universidad Nacional de La Plata (CICUAL-FCV-UNLP), código: 68-3-17T. Este 

protocolo incluyó el número de animales (n) a utilizar, el método de captura, el 

transporte desde el sitio de muestreo hasta la FCV-UNLP, la necropsia de las 

hembras, la obtención de las muestras y el descarte de material. Este último fue 

recolectado en cada necropsia por la Dirección de Gestión en Seguridad e Higiene 

y Calidad de la FCV-UNLP. 

b. Toma de muestras 

Las hembras utilizadas en esta tesis doctoral provinieron de la Estación de 

Cría de Animales Silvestres (ECAS) del Ministerio de Agroindustria de la Provincia 

de Buenos Aires (S34° 50.900 O58° 06.900) (Figura 15). Las mismas fueron 

capturadas por los integrantes del staff de la ECAS mediante jaulas trampas 

colocadas al mediodía en la boca de las vizcacheras y retiradas por la mañana del 

día siguiente. Las hembras sin preñez fueron capturadas en el periodo diciembre-

enero, mientras que aquellas con gestación temprana en marzo-abril. Algunas 

capturas se realizaron en agosto-septiembre ya que algunas hembras tienen estro 

posparto y, por lo tanto, se pueden obtener ejemplares con preñez. Por su parte, 

las hembras con gestación intermedia fueron capturadas en los meses junio-julio.  

La elección de los periodos se basó en un trabajo de la biología ovárica de la especie 

(Flamini y col., 2009).  
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Para este estudio se planteó un N=20, entre hembras sin preñez (n=10) y 

con gestación temprana (n=10). Si bien se llegó al número total de hembras sin 

preñez, no ocurrió lo mismo para aquellas con gestación temprana. Esto se debió 

al ASPO (Aislamiento Social Preventivo y Obligatorio) dispuesto por el Gobierno 

Nacional como consecuencia de la pandemia por COVID-19 (Decreto 297/2020). 

En consecuencia, se utilizó un n= 5 de hembras con gestación temprana. Por tal 

motivo, se incorporó material incluido en parafina y con excelente estado de 

conservación perteneciente a hembras capturadas en el marco de la tesis doctoral 

de la Dra. Mirta. A Flamini. En cuanto a las hembras con gestación intermedia, el 

n fue de 3 hembras. 

 

Figura 15. Vista general del predio de la Estación de Cría de Animales 

Silvestres (ECAS) del Ministerio de Agroindustria de la Provincia de Buenos 

Aires. Los círculos de línea incompleta delimitan las bocas de las vizcacheras.  

c. Analgesia y anestesia 

Luego de las capturas, las hembras fueron trasladadas en las mismas jaulas 

de captura a la FCV-UNLP. Seguidamente, cada hembra fue anestesiada con una 

dosis de xilacina (8 mg/kg de peso corporal) y otra de clorhidrato de ketamina (50 

mg/kg de peso corporal) (Ketanest, Laboratorio Scott Cassara). Se utilizó la vía 
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intramuscular para la administración de ambas dosis. Este procedimiento se basó 

en trabajos previos y fue realizado por médicos veterinarios (Flamini y col., 2009). 

Una vez alcanzado el plano profundo de anestesia se procedió a la observación del 

estado reproductivo de cada ejemplar mediante ultrasonido.  

d. Ultrasonido 

Para la observación por ultrasonido, las hembras sin preñez se dispusieron 

en posición decúbito dorsal para depilar su abdomen y observar ambos cuernos 

uterinos con el equipo Mindray Z5 (7, 5–10 mHz). Este procedimiento fue realizado 

por la Especialista en Dopller MV Guadalupe Ranea. Además de observar las 

características del órgano, se midió el diámetro de los cuernos uterinos en las 

regiones craneal, media y caudal. Esto no se realizó para las hembras con gestación 

temprana debido a la no disponibilidad del equipo para ese periodo. En cambio, en 

las hembras con gestación intermedia se observó, caracterizó, y determinó la 

frecuencia cardiaca en cada una de los sacos fetales. 

e. Necropsia 

Luego de la observación por ultrasonido, se realizó la perfusión de cada 

ejemplar con paraformaldehído. Este procedimiento fue realizado por médicos 

veterinarios en la cátedra de Anatomía de la FCV-UNLP. Luego de la apertura de 

la piel del abdomen en el sentido craneocaudal del animal se desplazaron las 

vísceras hacia uno de los flancos para extraer el sistema reproductor completo de 

ambos estados reproductivos. Algunos órganos no reproductivos (piel, lengua, 

glándulas salivares, estómago, intestinos, hígado, pulmones) fueron extraídos para 

estudios de otras líneas de investigación, mientras que el material restante se 

descartó en bolsa roja de residuos patológicos. 
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f. Observación macroscópica 

Los cuernos uterinos de las hembras sin y con preñez fueron observados 

externamente, medidos y fotografiados. En las hembras sin preñez se midió el largo 

de cada cuerno uterino como así también su diámetro en las regiones craneal, 

media y caudal. En cambio, en las hembras con gestación temprana se midió el 

largo y el ancho de los segmentos uterinos craneal y caudal, como así también de 

cada SI. Cada medida se obtuvo con el calibre digital (Stronger, Argentina) (error 

0,001 mm), mientras que las fotografías con la cámara digital Canon (EOS Rebel 

T3i). En las hembras con gestación intermedia solo se midió al SI caudal. Mediante 

la extrapolación de las medidas de los sitios de implantación caudales se obtuvo el 

tiempo gestacional de las hembras con gestación temprana e intermedia (Leopardo 

y Vitullo, 2017) (Tabla 1). 
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Tabla 1. Datos morfométricos de los sitios de implantación, embriones y fetos 

de L. maximus (Extraído y modificado de Leopardo y Vitullo, 2017). 

 

 

g. Procesamiento histológico 

 Los cuernos uterinos (CU) de las hembras sin preñez se seccionaron en 

sentido transversal al eje craneocaudal de los cuernos uterinos en 7 segmentos 

denominados a, b, c, d, e, f y g, cada uno de 1 cm de largo (Figura 16). En las 

hembras con preñez temprana e intermedia se realizaron las secciones en el mismo 

sentido, pero en este caso los cortes se hicieron en los intersitios entre los distintos 

SI para separalos. Cada SI se denominó SI 1-n, siendo “n” el número final de SI de 

cada CU (Figura 17). En las hembras con gestación temprana, también tomaron 

muestras de los extremos uterinos craneal (comprendido entre la unión útero-
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tubárica y el primer sitio de implantación) y caudal (comprendido entre el último 

sitio de implantación y la unión útero-cérvix). 

 

Figura 16. Sistema reproductor de L. maximus de hembras sin preñez. Las 

letras “a, b, c, d, e, f y g” corresponden a los siete segmentos uterinos analizados. 

Abreviaturas: Cau, caudal; Cra, craneal; De, derecha; Iz, izquierda. Barra de escala: 1 cm. 
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Figura 17. Observación in situ del sistema reproductor de L. maximus durante 

la gestación temprana. Los SI-1-5 corresponden a los cinco sitios de implantación 

analizados. Abreviaturas: Cau, caudal; Cra, craneal; De, derecha; Iz, izquierda. Barra de 

escala: 1 cm. 

 

 Todas las muestras (CU y SI) fueron procesadas para su inclusión en 

parafina a partir del protocolo estandarizado del Laboratorio de Histología y 

Embriología Descriptiva, Experimental y Comparada de la FCV-UNLP (Flamini y 

col., 2012) (Figura 18 a-c). Este protocolo solo fue modificado en la fijación, ya que 

se descartó el uso de formol 10% por haberse demostrado mediante pruebas al 

inicio de esta tesis que para el material a utilizar la fijación con solución de Bouin 
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permitía la obtención de cortes de mayor calidad. En consecuencia, las muestras a 

utilizar fueron sumergidas en la mezcla fijadora Bouin (750 cc de solución saturada 

de ácido pícrico, 200 cc de formol puro y 50 cc de ácido acético) durante 3 horas y, 

posteriormente, deshidratadas con una secuencia de etanol con gradación 

creciente (70°-96°-96°-100°-100°) por 1 hora en cada uno. Seguidamente fueron 

aclaradas con xilol (xilol-I, xilol-II y xilol-III) durante un periodo de 20-30 minutos 

en cada uno. Luego, se infiltró en parafina dentro de una estufa a 55°C. Para ello se 

utilizaron tres parafinas (parafina-I, parafina-II y parafina-III) en las que se 

sumergieron las muestras durante un periodo de 20, 30 y 45 minutos, 

respectivamente. Finalmente, cada muestra se incluyó en parafina pura. Una vez 

obtenido cada uno de los tacos, se realizaron cortes de 3-5 µm de espesor con un 

micrótomo de deslizamiento.  

 

Figura 18. Procesamiento histológico. a-b. Obtención y rotulado de las muestras; c. 

Fijación con mezcla fijadora de Bouin.  

h. Coloraciones histológicas clásicas y especiales 

La descripción histológica de cada CU y SI se realizó a partir de cortes 

coloreados con hematoxilina y eosina, tricrómico de Gomori o Masson, reticulina 

de Gomori y orceína de Partner (Suvarna y col, 2018).  

▪ Hematoxilina y eosina (H-E) 

Esta coloración se utiliza en estudios histológicos topográficos. Ambos 

colorantes, la hematoxilina y la eosina, permiten reconocer en forma clara a los 
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distintos componentes tisulares. Además, proporciona detalles nucleares bien 

definidos por el excelente contraste. 

Los cortes de cada muestra fueron desparafinados con xilol durante 30 

minutos en estufa a 55°C, hidratados mediante su pasaje por una secuencia de 

etanol en concentraciones decrecientes (100°-96°-96°-70°) y agua destilada. Luego 

se realizó contraste nuclear con hematoxilina de Harris por 1 minuto y viraje con 

agua corriente por el mismo tiempo. La coloración con eosina alcohólica fue 

durante 11 segundos. Por último, los cortes fueron deshidratados mediante su 

pasaje por una secuencia de etanol en concentraciones crecientes (70°-96°-96°-

100°), aclarados con xilol y montados con bálsamo de Canadá. Resultados: núcleos 

y otras estructuras basófilas se observan de color azul/violeta, mientras que rosa 

las fibras y la mayor parte de los citoplasmas se colorean con diferentes gamas de 

rosa. 

▪ Tricrómico de Gomori o Masson 

Las coloraciones tricrómicas son coloraciones policrómicas en las que se 

emplean tres colorantes que permiten la diferenciación tisular debido a la 

coloración de los tejidos, epitelial y conectivo (particularmente las fibras 

colágenas), fibras musculares y eritrocitos.  

Para realizar estas coloraciones, los cortes fueron desparafinados con xilol 

por 30 minutos en estufa a 55°C e hidratados mediante su pasaje por una secuencia 

de etanol en concentraciones decrecientes (100°-96°-96°-70°) y agua destilada. 

Luego se realizó contraste nuclear con hematoxilina de Harris durante 1 minuto y 

viraje con agua corriente por el mismo tiempo. Se lavó con agua destilada y aplicó 

la solución de Gomori durante 15 minutos. En cambio, para el tricrómico de 

Masson se realizó contraste nuclear con hematoxilina y viraje con agua corriente. 

Seguidamente se aplicó la solución de Masson durante 5 minutos. Tras el lavado 
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con agua corriente, se aplicó el mordiente ácido fosmolíbdico durante 2 minutos. 

Luego de este periodo, se lavó con agua destilada y coloreó con azul de anilina 

durante 30 segundos. Seguidamente se retiró el exceso de colorante con agua 

destilada. Por último, los cortes fueron lavados, deshidratados mediante su pasaje 

por una secuencia de etanol en concentraciones crecientes (70°-96°-96°-100°), 

aclarados con xilol y montados con bálsamo de Canadá. Los resultados de la 

aplicación de esta técnica fueron los siguientes: núcleos con color azul/vioeta, 

citoplasmas, fibras musculares y eritrocitos en rojo, y fibras colágenas color verde 

(Gomori) o azul (Masson). 

▪ Reticulina de Gomori 

Las sales de plata evidencian a las fibras reticulares que conforman, junto 

a las fibras colágenas y elásticas, el componente fibrilar de la matriz extracelular 

tisular.  

Los cortes fueron desparafinados en un recipiente con xilol durante 30 

minutos en estufa a 55°C e hidratados mediante su pasaje por una secuencia de 

etanol en concentraciones decrecientes (100°-96°-96°-70°) y agua destilada. Luego 

se sometieron al mordiente permanganato de potasio (KMnO4) durante 1 minuto 

y seguidamente se lavaron con agua corriente. Se utilizó una solución de ácido 

oxálico al 5% como decolorante durante 1 minuto y agua destilada para el lavado 

posterior. Seguidamente, los cortes fueron cubiertos con una solución de alumbre 

de hierro (FeAl2(SO4)4.22H2O), mordiente, durante 1 minuto y posteriormente 

lavados con agua destilada. A continuación, fueron sumergidos durante 8 minutos 

en una solución de plata amoniacal (AgNO3NH3) al 5% y lavados con agua 

destilada. Se utilizó formol al 1% como reductor durante 1 minuto y a continuación 

se lavó con agua destilada. Para incrementar el contraste se empleó la solución de 

cloruro de oro (AuCl) al 5% en agua destilada durante 5 minutos. Posteriormente, 
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los cortes se cubrieron con hiposulfito de sodio (Na2S2O3.5H2O) al 5% durante 5 

minutos. Por último, los cortes fueron lavados, deshidratados mediante su pasaje 

por una secuencia de etanol en concentraciones crecientes (70°-96°-96°-100°), 

aclarados con xilol y montados con bálsamo de Canadá.  Como resultado las fibras 

reticulares se visualizan negras. 

▪ Orceína de Partner 

Para evidenciar fibras elásticas, otro componente fibrilar de la matriz 

extracelular tisular, se utilizó la solución de orceína de Partner que marca en forma 

selectiva dichas fibras.  

Los cortes fueron desparafinados en xilol durante 30 minutos en una estufa 

a 55°C, hidratados en una secuencia de etanol en concentraciones decrecientes 

(100°-96°-96°-70°) y agua destilada. Posteriormente, se sumergieron en una 

solución de orceína al 1% en alcohol y ácido nítrico (HNO3) durante 30 minutos. 

Luego fueron lavados con agua destilada, deshidratados con concentraciones 

crecientes de etanol (70°-96°-96°-100°), aclarados con xilol y montados con 

bálsamo de Canadá. Como resultados se reconocen las fibras elásticas por su 

tonalidad parda rojiza.  

i. Histoquímica 

Los carbohidratos forman con las proteínas o los lípidos a los 

glicoconjugados (GCs) que se encuentran en todas las células, ya sea en la 

superficie de las membranas plasmáticas o bien en los gránulos citoplasmáticos. 

Existen diferentes técnicas histoquímicas que permiten diferenciar grupos de GCs 

(Suvarna y col, 2018). La determinación de GCs neutros y/o ácidos se realizó a 

partir de la aplicación de diferentes técnicas histoquímicas, entre ellas, PAS 

(Peryodic Acid of Schiff), y AB (Alcian Blue), éste último a tres pH 0,5, 1 y 2,5. 
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▪ PAS  

Esta técnica permite la identificación de GCs neutros y/o glucógeno. Se 

basa en una reacción en la que los enlaces que mantienen unidos a los grupos 1:2 

glicol son oxidados con ácido periódico y generan grupos aldehídos libres. Estos 

últimos reaccionan con el reactivo de Schiff (H2SO4-fucsina) y forman un 

compuesto que adquiere color magenta. La presencia de este color indica reacción 

positiva.  

Los cortes fueron desparafinados con xilol durante 30 minutos en estufa a 

55°C e hidratados mediante su pasaje por una secuencia de etanol en 

concentraciones decrecientes (100-96-96-70) y agua destilada. Luego, tratados con 

una solución de ácido peryódico (HIO4) al 1% durante 15 minutos. Seguidamente 

se lavó con agua destilada y se aplicó el reactivo de Schiff hasta que se observó 

tonalidad rosada en los cortes. Finalmente, los cortes fueron lavados con agua 

corriente y destilada, deshidratados en una secuencia de etanol en concentraciones 

crecientes (70-96-96-100), aclarados con xilol y montados con bálsamo de Canadá. 

Resultado: GCs neutros y/o glucógeno en color magenta (McManus, 1948). 

▪ AB 

La presencia de grupos carboxilados y/o sulfatados en los polisacáridos 

origina que los GCs sean ácidos (carga negativa). Mediante el uso de colorantes 

básicos (carga positiva), como el azul alcian, se evidencia a los GCs ácidos 

carboxilados y/o sulfatados como consecuencia del resultado de las uniones 

electrostáticas entre el colorante-GCs.  

Los cortes fueron desparafinados con xilol por 30 minutos en estufa a 55°C, 

hidratados mediante su pasaje por una secuencia de etanol en concentraciones 

decrecientes (100-96-96-70) y agua destilada. Luego, se aplicaron, de manera 

separada, tres soluciones de azul alcian utilizando diferentes pH: 0, 5, 1 y 2, 5 por 



84 

 

 

 

30 minutos para la identificación de GCs muy sulfatados, sulfatos y sulfatos y/o 

carboxilados, respectivamente (Lev y Spicer, 1964). Para los controles negativos y 

positivos se utilizaron cortes de ovarios de L. maximus incubados con PBS y con 

cada una de las técnicas empleadas (Figura 19 a, b), respectivamente (Acuña y col, 

2018). 

j. Lectinhistoquímica 

La determinación de azúcares específicos (AEs) fue realizada mediante el 

uso de lectinas biotiniladas, técnica denominada lectinhistoquímica (Goldstein y 

Hayes, 1978). Las lectinas son proteínas con capacidad de unirse a los glúcidos en 

forma semejante a las inmunoglobulinas, pero sin que medie para ello una reacción 

antígeno-anticuerpo. Si bien las lectinas pueden ser glicoproteínas, la porción que 

se une al carbohidrato es siempre la peptídica (Barbeito y col., 2020).  

En esta técnica, los cortes fueron montados sobre portaobjetos positivados, 

desparafinados con xilol en estufa a 55°C y sumergidos en alcohol 100° y 96°. 

Luego, se sumergieron en metanol al 3% activado con agua oxigenada (H2O2) de 

100 volúmenes durante 30 minutos a temperatura ambiente, para inhibir la 

actividad de la peroxidasa endógena. Posteriormente, fueron hidratados mediante 

su pasaje por una secuencia de etanol (96°-96°-70°), lavados con PBS e incubados 

con albúmina sérica bovina al 1% en PBS durante 30 min en el interior de una 

cámara húmeda, para bloquear las posibles uniones inespecíficas. Se utilizó una 

batería de 7 lectinas biotiniladas (Lectin Kit BK 1000, Vector Laboratories, Inc., 

Burlingame, CA, USA) (Tabla 2). La dilución óptima de cada lectina fue 30 lg/ml 

excepto para PNA (10 lg/ml). La incubación con cada lectina se realizó en una 

cámara húmeda durante 1 h a 37°C. Por último, los cortes se lavaron por separado 

e incubaron con estreptavidina-peroxidasa SA-5704 (Vector Laboratories, Inc., 

Burlingame, CA, USA) a 37°C durante 30 minutos. Luego del lavado con PBS, se 
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reveló con diaminobencidina (DakoCytomation, Carpinteria, CA, USA) (DAB). 

Todos los cortes fueron contrastados con hematoxilina de Mayer durante 5 

segundos, deshidratados mediante su pasaje por una secuencia de etanol en 

concentración creciente y aclarados con xilol. Por último, el montaje se realizó con 

bálsamo de Canadá natural (Álwik, Ind. Arg.). Para los controles negativos y 

positivos, cortes de ovarios de L. maximus se incubaron, respectivamente, con PBS 

y con cada una de las lectinas empleadas (Figura 19 a, b) (Acuña y col, 2018). 

Tabla 2. Lectinas usadas, acrónimos y afinidades glicosídicas. 

 

 

aGlc, glucosa; Man, manasa; Gal, galactosa; GalNAc, N-acetilgalactosmina; GlcNAc, 

acetilglucosamina; NeuNAc, ácido N-acetilneuramínico (ácido siálico); L-Fuc, L-fucosa. 

k. Inmunohistoquímica 

 Se utilizó el método indirecto para determinar la inmunomarcación de 

diferentes antígenos en hembras sin, con preñez temprana y preñez intermedia.  

 Cada corte de los CU y SI se montó sobre vidrios positivados. El protocolo 

para inmunohistoquímica fue similar al empleado en otros trabajos realizados en 

la especie (Flamini y col., 2011). Los cortes provenientes de los siete segmentos 
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uterinos fueron desparafinados con xilol en estufa a 55°C e hidratados mediante 

una secuencia de etanol (100°-96°-70°). Luego, se sumergieron en metanol al 3% 

activado con agua oxigenada (H2O2) de 100 volúmenes durante 45 minutos y a 

temperatura ambiente para inhibir la actividad de la peroxidasa endógena. 

Transcurrido este periodo se lavaron con PBS. La recuperación antigénica se 

realizó con una solución 0,01M de tampón de citrato, pH 6, en un microondas a 

potencia media durante 3 minutos. Una vez fríos, fueron lavados con PBS para el 

bloqueo de uniones inespecíficas con 1% BSA durante 30 minutos. Luego, se 

lavaron con PBS. Los cortes fueron incubados con los anticuerpos primarios: 

receptor de progesterona (RP), estrógeno alfa (RE-α), caspasa-3 (Cas-3), antígeno 

nuclear de proliferación celular (PCNA), CD-31 (PECAM-1) y pancitoqueratina 

(PK) en una cámara húmeda, durante un periodo de 20 hs y a una temperatura 

4°C. Posteriormente a un lavado con PBS, se incubaron con anticuerpo secundario 

monoclonal o policlonal biotinilado (anti-Ig de ratón, anti-Ig de rata, anti-Ig de 

cobayo y anti-conejo) en cámara húmeda durante 20 minutos a temperatura 

ambiente. Para el anticuerpo secundario se realizó amplificación con el complejo 

estreptavidina-peroxidasa durante 30 minutos (LSBA, BioGenex, San Ramon, CA 

94683, USA) tras un lavado con PBS. Finalmente, y tras un último lavado con PBS, 

los cortes fueron revelados con DAB, contrastados con hematoxilina de Mayer 

durante 5-10 segundos, virados en agua corriente y lavados en agua destilada. El 

tiempo utilizado del contraste nuclear varió según la localización de la positividad 

para cada anticuerpo primario. Para anticuerpos con marcación nuclear el tiempo 

fue de 5 segundos, mientras que 10 segundos para aquellos con marcación 

citoplasmática. Posteriormente, los cortes fueron deshidratados mediante una 

secuencia de etanol en concentracióncreciente, aclarados con xilol y montados con 

bálsamo de Canadá.  
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 En los cortes provenientes de los SI de hembras con gestación temprana, 

además de los anticuerpos anteriores, excepto el RE-α, se utilizó el anticuerpo 

primario anti-vimentina (VIM). En las hembras con gestación intermedia solo se 

utilizaron los anticuerpos anti- PCNA, Cas-3, PK, VIM.  

 Como control negativo se utilizaron cortes de ovario de L. maximus 

incubados con PBS. En cambio, para control positivo se utilizaron cortes de 

placenta (VIM, PK, PCNA, Cas-3) y ovario (RE-α y PR) de L. maximus y sarcomas 

felinos (CD-31) (Jensen y col., 2008; Flamini y col., 2011; Santelises Iglesias, 2019) 

(Figura 19 a, b). En las tablas 3 a y b se especifican las variaciones en el protocolo 

y las diluciones para cada anticuerpo primario en cada grupo de hembra estudiado.  

Tabla 3a. Detalles de las variaciones en el protocolo de inmunohistoquímica y 

los anticuerpos empleados en las hembras sin preñez. 
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Tabla 3b. Detalles de las variaciones en el protocolo de inmunohistoquímica y 

los anticuerpos empleados en las hembras con preñez temprana e intermedia. 

 

 

 

Figura 19 a. Órganos utilizados como controles para las técnicas histoquímica, 

lectinhistoquímica e inmunohistoquímica. a, c y e. Ovario y placenta de vizcacha, 
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y piel de gato. Hematoxilina y eosina; b, d y f. Controles negativos. Abreviaturas: Barras 

de escala:  

 

Figura 19 b. Controles positivos para las técnicas histoquímica y 

lectinhistoquímica. Las cabezas de flecha indican la marcación en la zona pelúcida de 

los folículos ováricos. g. PAS+; h. AB pH 0,5+; i. AB pH 1+; j. AB pH 2,5+; k. Sin 

marcación; l. Marcación leve (RCA-I+); m. Marcación moderada (WGA+); n. Marcación 

intensa (WGA+).  
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Figura 19 c. Controles positivos para la técnica inmunohistoquímica. o. 

Trofoblasto PCNA+; p. Trofoblásto Cas-3+; q. Trofoblasto PK+; r. Vaso sanguíneo Vim+; 

s. Folículo ovárico y cuerpo lúteo RE-α+; t. Células luteales RP+; u. Vaso sanguíneo CD-

31+; v. uNK DBA+.  
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l. Morfometría 

 Se evaluaron diferentes parámetros morfológicos tanto en las hembras sin 

preñez como en aquellas con gestación temprana.  

En las hembras sin preñez se cuantificaron los siguientes parámetros 

morfológicos: espesor total de la pared uterina, EU; espesor del endometrio, EE; 

altura del epitelio luminal, hEL; altura del epitelio glandular, hEG; EL; espesor del 

miometrio, EM; espesor de la capa muscular interna, EMI; espesor del estrato 

vascular, EES; espesor de la capa muscular externa, EME; área glandular, AG; área 

vascular endometrial, AVE y del estrato vascular del miometrio, AVM (Figura 20). 

Para el espesor y el área de cada uno de los 7 segmentos de los CU se obtuvieron 

fotografías de cuatro campos mediante aumento de 4x, mientras que se utilizaron 

fotografías realizadas a 10x para establecer las alturas. La altura, el espesor y el 

área se cuantificaron a partir de los cortes coloreados con la coloración tricrómica 

de Masson debido a que esta coloración permite establecer límites más precisos 

como consecuencia de la diferenciación que genera entre los tejidos, en este caso, 

epitelial y conectivo. En cambio, para el área vascular, la cuantificación se realizó 

con los cortes tratados con el anticuerpo primario para endotelio vascular CD-31.  
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Figura 20. Representación esquemática de los parámetros morfológicos 

cuantificados en L. maximus. Abreviaturas: espesor total de la pared uterina, EU; 

espesor del endometrio, EE; altura del epitelio luminal, hEL; altura del epitelio glandular, 

hEG; espesor del miometrio, EM; espesor de la capa muscular interna, EMI; espesor del 

estrato vascular, EES; espesor de la capa muscular externa, EME; área glandular, AG; área 

vascular endometrial, AVE y del estrato vascular del miometrio, AVM. 

Con excepción del área, los restantes parámetros son lineales, y cada 

medida se correspondió con el eje mayor de la célula, la pared uterina o la túnica 

del órgano. En cambio, para AG y AV se realizó el siguiente procedimiento: luego 

de establecer su calibración espacial, se aplicó un ROI11 a las áreas de tejido a 

                                                           
11ROI: región de interés, es la herramienta que permite delimitar de manera manual el objeto de 

interés (Portiansky, 2013). 
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cuantificar. Para las glándulas, ese ROI se estableció en el endometrio. Mientras 

que para los vasos sanguíneos en el endometrio y el estrato vascular del miometrio. 

Se consideró como imagen completa al área total de referencia (área unitaria) 

(Figura 21 a-e). De esta forma, el área obtenida dentro del ROI, el área ocupada por 

las glándulas o los vasos, se dividió por el área unitaria. Las cuantificaciones de los 

distintos parámetros se realizaron con el software ImageJ (v. 1.53) (Rueden y col., 

2017). 
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Figura 21. Metodología utilizada parala cuantificación realizada con el 

software ImageJ. a. Calibrado de un corte 4x y coloreado con tricrómico de Masson para 

la determinación del área glandular; b. Delimitación de un ROI circular; c y d. 

Segmentación; e. Cuantificación. 

Por su parte, en las hembras con preñez tempranas solo se cuantificaron las 

AG y AV del mismo modo con la diferencia que la AV se determinó únicamente en 

el estrato vascular del miometrio, y para cada SI.  
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El estudio morfométrico también incluyó el cálculo de la tasa de resorción 

en las hembras con preñez temprana. Para ello se contabilizó la cantidad de sitios 

de implantación y, a continuación, la tasa de resorción embrionaria se determinó 

del siguiente modo: %RE= (SI-r/SI-t)*100, donde: RE, tasa de resorción 

embrionaria, SI-r, número de SI en resorción y SI-t, número de SI totales. 

m. Microscopía óptica 

Todas las imágenes, con excepción de las ultrasonográficas y 

macroscópicas, fueron capturadas con una cámara digital (Olympus DP-71, Japón) 

montada sobre un microscopio de investigación (Olympus BX53, Japón) y 

almacenadas en formato TIF para su posterior análisis. Para la determinación de 

la marcación obtenida con las técnicas histoquímicas y lectinhistoquímica se 

empleó la siguiente escala semicuantitativa: 0, sin marcación; 1, marcación leve; 2, 

marcación moderada, y 3, marcación intensa. Esta escala ha sido utilizada en 

trabajos previos realizados en esta especie (Acuña y col., 2018; Tano de la Hoz y 

col., 2017). 

n. Microscopía óptica de alta resolución 

Esta variedad de microscopía óptica se realizó en el Área de Microscopía 

Electrónica, Facultad de Agronomía y Veterinaria, Universidad Nacional de Río 

Cuarto, por la Dra. Andrea Cristofolini. A partir del material no utilizado para 

microscopia óptica, se tomaron muestras de 1 mm3 que, posteriormente, se fijaron 

con glutaraldehído 2,5% en solución tamponada de fosfato (0,2 M, pH 7,2-7,4) 

durante 24 horas a 4ºC. Luego, se sometieron a una segunda fijación con tetróxido 

de osmio 1%, durante 2 a 4 h, a temperatura ambiente. La deshidratación se realizó 

mediante una secuencia de acetona en concentraciones crecientes (50%, 70%, 90% 

y 100%). Posteriormente, las muestras fueron incluidas en EMbed 812 a 60 ºC 
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durante 24 horas. Una vez obtenidos los tacos, se realizaron cortes semifinos de 

0,25 µm de espesor. Estos cortes fueron coloreados con azul de toluidina/azur II 

sobre platina termostatizada durante 20 segundos. Luego, fueron lavados con agua 

destilada y montados sobre portaobjetos en DPX (Merk®) para ser observados a 

través de un microscopio óptico Axiophot (Carl Zeiss, Alemania). La adquisición y 

almacenamiento de las imágenes en formato TIF se realizó mediante una cámara 

digital (Powershot G6, 7.1 MPx, Canon INC, Japón) montada sobre el microscopio 

óptico trinocular. El procesamiento de las imágenes se realizó por medio del 

programa AxioVision Release 4.6.3 (Zeiss, Alemania). 

o. Microscopía electrónica de barrido 

Para la obtención de las imágenes de los CU y SI con el microscopio 

electrónico de barrido (MEB) se utilizó el servicio de Microscopia Electrónica de 

Barrido y Microanálisis (SeMFI) del Laboratorio de Investigaciones de Metalurgia 

Física "Ing. Gregorio Cusminsky" (LIMF), Facultad de Ingeniería, Universidad 

Nacional de La Plata (UNLP). Las muestras se fijaron en formol 10% y se 

conservaron en etanol 96°. Posteriormente, al momento de entregar las muestras 

al servicio, se pasaron a alcohol 100°. Las muestras fueron secadas por punto 

crítico (CO2) con el equipo Marca Emitech modelo K850 (Quorum Technologies, 

Reino Unido) y metalizadas con el método de pulverización catódica que permitió 

el depósito de capas de oro de 15 a 20 nm para proporcionar conductividad térmica 

y eléctrica (Oerlikon Balzers, Suecia). Por último, las muestras se secaron y 

observaron con el MEB Philips SEM 505 (Philips, Paises Bajos) conectado a un 

software para capturar y procesar imágenes digitales (ADDA II, Sistema de 

imágenes blandas - SIS). 
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p. Análisis estadístico 

Para cada parámetro morfológico (espesor, altura, área, largo y diámetro), 

obtenido por ultrasonido, calibre o con el software ImageJ, se obtuvo el valor 

medio y el desvío estándar a partir del uso del software Infostat (InfoStat, 

http://www.infostat.com.ar/?lang=en). Con los datos de cada parámetro se 

construyeron gráficos de barras para su mejor análisis. Además, con este software 

se realizaron las pruebas estadísticas Análisis de la Varianza (ANOVA) y test de 

Duncan ya que cada grupo de hembras involucró más de una muestra (7 segmentos 

uterinos y 5 sitios de implantación). Para ambas pruebas se consideró como 

diferencia significativa a p ≤ 0, 05. 
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CAPÍTULO III 

Estudios en úteros de hembras no preñadas 

Introducción 

Entre otras funciones, el útero proporciona un entorno embriotrópico para 

la supervivencia y el desarrollo del conceptus, y el parto de la descendencia (Bartol 

y col., 1999; Spencer, 2014). El éxito de estos procesos depende de la correcta 

interacción entre el blastocisto competente y el endometrio uterino durante el 

período de peri-implantación (Dey y col., 2004; Red-Horse y col., 2004; Wang y 

Dey, 2006; Zhang y col., 2013). Durante este período, en el útero ocurre una 

secuencia de eventos, entre ellos, crecimiento, diferenciación y regresión de sus 

componentes debido a la señalización de varias moléculas con actividad local (Bell, 

1983; Kane y col., 1997; Correia-da-Silva y col., 2004; Öner y col., 2010). Estas 

moléculas son factores de crecimiento, citocinas, y mediadores lipídicos (Raheem, 

2018; Wooding y Burton, 2008) que actúan como factores autocrinos, paracrinos 

y yuxtacrinos que, en conjunto con las hormonas ováricas, facilitan la implantación 

(Dey y col., 2004; Wang y Dey, 2006). 

Los cambios uterinos varían entre las diferentes especies (Bazer, 2011), por 

ejemplo, antes de la implantación de los blastocitos de la rata hay un balance entre 

la proliferación y muerte celular en el epitelio luminal uterino y las células 

estromales de la lámina propia endometrial (Öner y col., 2010). La implantación 

también requiere de la participación de glicoconjugados del glicocáliz luminal 

uterino para el reconocimiento, la adhesión y la supervivencia de los embriones 

como se observa en Canis familiaris (Leitner y col., 2003), Vicugna pacos (Barraza 

y col., 2018), y Aepyceros melampus (Jones y col., 2019). La supervivencia y la 

nutrición del conceptus durante la preñez temprana dependen de la secreción 
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úterina: histotrofo, tal como se ha demostrado para especies con placenta no 

invasivas (Carson y col., 2000; Stewart y col., 2000; Gray y col., 2001) e invasivas 

(Burton y col., 2007; Burton y col., 2011; Salamonsen y col., 2013; Spencer, 2014; 

Moser y Huppertz, 2017; Bastos y col., 2019; Kelleher y col., 2018, 2019). En 

períodos gestacionales posteriores, esta nutrición es reemplazada por la nutrición 

hemotrópica, para lo que se requiere del desarrollo simultáneo de los vasos 

placentarios maternos y embrionarios/fetales. Los vasos sanguíneos maternos son 

relevantes incluso antes de la implantación. Por ejemplo, en hembras no gestantes 

de Vicugna pacos se observó una vascularización mayor en el cuerno uterino 

izquierdo, en comparación con el derecho. Esta particularidad parece estar 

relacionada con la implantación única que ocurre exclusivamente en ese sitio. Esta 

vascularización diferencial de los cuernos uterinos de alpaca ya se observa durante 

su desarrollo prenatal (Mendoza y col., 2013). 

Dentro del período de peri-implantación ocurre la mayoría de las muertes 

embrionarias debido a deficiencias de las funciones uterinas, como las 

mencionadas anteriormente, a fallas en el desarrollo adecuado del conceptus, el 

reconocimiento del embarazo o a la progresión de la implantación y la placentación 

(Bazer y col., 2009). La muerte prenatal temprana implica la degeneración y la 

reasorción completa del conceptus. Esta puede deberse a procesos patológicos 

(Givens y Marley, 2008) o fisiológicos, como ocurre en la vizcacha (Weir, 1971a; 

Hautier y col., 2011). En L. maximus se implantan alrededor de 6 a 8 blastocistos 

por cuerno uterino (Weir, 1971b; Roberts y Weir, 1973), aunque sólo los caudales 

crecen y se desarrollan. Luego de 154 ± 0,5 días de gestación, solo dos crías 

precociales son paridas (Weir, 1971a, 1971b; Jackson, 1989). Las restantes 

implantaciones (craneales y medias) se resorben (Flamini y col., 2011, 2019; Weir, 

1971a) a partir de los 26 a 35 dpc (Weir, 1971b; Roberts y Perry, 1974). Estudios 

morfológicos convencionales en los cuernos uterinos de vizcachas sin y con preñez 
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no mostraron diferencias a partir de las cuales se pudiera infererir el origen de la 

supervivencia diferencial entre las implantaciones (Roberts y Weir, 1973). 

Posteriormente no se realizaron otros estudios para determinar las causas de esta 

muerte embrionaria temprana. Recientemente, se hallaron diferencias anatómicas 

en la vascularización de los cuernos uterinos de los fetos hembra. En estos, las 

regiones uterinas próximas al cérvix presentan vasos más grandes. Estas regiones 

se corresponden con los sitios que continuan con su crecimiento y desarrollo las 

implantaciones caudales (Flamini y col., 2020). Otros resultados obtenidos 

mediantes estudios angiográficos a partir de hembras sin preñez confirman la 

existencia de este patrón vascular (Giacchino y col., 2020). 

El estudio de la muerte embrionaria bajo condiciones experimentales 

condujo al desarrollo de un modelo murino generado por cruzamiento entre dos 

cepas de ratón en el que se produce un porcentaje elevado de muertes embrionarias 

(Blois y col., 2005). Dado que la muerte embrionaria temprana en L. maximus es 

espontánea, fisiológica, sectorizada y alcanza un porcentaje muy superior al 

encontrado en el modelo murino mencionado, esta especie podría ser un excelente 

modelo para estudiar el mismo proceso en humanos (Macklon y col., 2002), 

mamíferos de interés productivo (Vanroose y col., 2000) o incluso en aquellas 

especies consideradas parte de los programas de conservación (Andrabi y Maxwell, 

2007). 

Materiales y métodos 

Esta sección se encuentra detallada en el CAPÍTULO II 

Resultados 

▪ Descripciones macroscópicas y ecográficas 



101 

 

 

 

Externamente, ambos cuernos uterinos fueron semejantes entre sí y 

presentaron una forma tubular (Figura 22). Mediante el estudio por ultrasonido, 

los cuernos uterinos se observaron en la región caudal del abdomen, presentaron 

una pared ecogénica y una luz de contenido normal. En secciones longitudinales, 

el diámetro de ambos cuernos aumentó en dirección craneocaudal, siendo el valor 

0,33 ± 0,08, 0,41 ± 0,08, y 0,66 ± 0,01 cm en las regiones craneal, media y caudal, 

respectivamente. En sección transversal se corroboró la forma tubular de cada 

cuerno uterino debido a sus contornos circulares (Figura 23 a, b). También se 

observó el incremento del espesor de la pared uterina en la misma dirección. 

 

Figura 22. Observación macroscópica de los cuernos uterinos de L. maximus 

sin preñez. Inserto: detalle de los vasos sanguíneos mesometriales (cabeza de flecha). 

Abreviatura: Me, mesometrio. Barra de escala: 1 cm. 
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Figura 23. Observación ultrasonográfica de los cuernos uterinos de L. 

maximus sin preñez. a. Sección longitudinal, las barras indican el espesor en los 

segmentos craneal, media y caudal. La flecha indica el sentido craneocaudal; b. Sección 

transversal de los cuernos uterinos derecho (CU-d) e izquierdo (CU-I). Abreviaturas: Cau, 

caudal; Cra, Craneal; De, derecha; Iz, izquierda. Barras de escala: 1 cm. 

▪ Descripción microscópica 

La observación al microscopio óptico de los cortes coloreados con 

hematoxilina-eosina de los siete segmentos uterinos reveló la organización del 

órgano en tres túnicas: endometrio (mucosa), miometrio (muscular) y perimetrio 

(serosa) (Figura 24 a, b). La característica histológica del endometrio, miometrio y 
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perimetrio fueron similares entre los siete segmentos uterinos. El revestimiento 

endometrial constó de un epitelio simple cilíndrico, asociado con una membrana 

basal, y una lámina propia de tejido conectivo laxo. En esta última predominaron 

los fibroblastos, los linfocitos y las células plasmáticas. Esta celularidad presentó 

una tendencia de decrecimiento hacia el miometrio. Mediante la coloración 

tricrómica de Gomori, la reticulina de Gomori y la orceína de Partner se 

identificaron y visualizaron fibras colágenas (Figura 24 c, d), reticulares (Figura 24 

e, f) y elásticas (Figura 24 g, h). Por otro lado, la lámina propia presentó glándulas 

uterinas tubulares con un epitelio similar al superficial. El miometrio consistió en 

tejido muscular liso dispuesto en dos capas, una interna y otra externa.  Entre 

ambas capas, se observó un estrato vascular conformado por vasos sanguíneos con 

diámetro variable, y entre ellos, fibras de colágeno en una mayor proporción en 

comparación con la cantidad de fibras reticulares y elásticas. La capa más externa 

del órgano, el perimetrio, presentó tejido conectivo laxo y un mesotelio con células 

planas.  
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Figura 24. Morfología general uterina de los segmentos uterinos “a” (craneal) 

y “g” (caudal) de L. maximus sin preñez. a y b. Organización histológica. 

Hematoxilina y eosina. c y d. Fibras colágenas. Tricrómico de Gomori; e y f. Fibras 

reticulares. Reticulina de Gomori; g y h. Fibras elásticas. Orceína de Partner.  Las puntas 

de flecha negra indican cada tipo de fibra. Abreviaturas: En, endometrio; Gu, glándulas 

uterinas; Lu, lumen Lp, lámina propia; Mi, miometrio. Barras de escala: 500 μm (a, b); 50 

µm (c-h). 

 



105 

 

 

 

▪ Microscopía Óptica de Alta Resolución (MOAR) 

Con la utilización de la MOAR se observaron las mismas características 

morfológicas descriptas anteriormente, aunque se pudieron analizar más detalles 

de los tipos celulares y componentes de la matriz extracelular. Las células 

epiteliales poseen forma cilíndrica, núcleo oval localizado en el tercio basal y con 

1-2 nucleolos. El tejido conectivo presentó abundantes fibroblastos, con núcleos 

alargados y eucromáticos, y una matriz extracelular en la que predominaron las 

fibras colágenas como componente fibrilar. Las fibras musculares lisas de las capas 

del miometrio presentaron forma fusiforme, núcleos alargados y provistos de más 

de un nucleolo. Los vasos sanguíneos delimitados por células endoteliales variaron 

en tamaño, característica que confirman los estudios morfométricos, entre los 

segmentos uterinos (Figura 25 a, b).  

 

Figura 25. MOAR de los segmentos uterinos de L. maximus sin preñez. a y b. 

Segmentos uterinos “a” (craneal) y “g” (caudal). Se observa la diferencia de tamaño de los 

vasos sanguíneos entre ambos segmentos. Abreviatura: Vs, vasos sanguíneos. Barra de 

escala: 20 µm. 
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▪ Microscopía electrónica de barrido (MEB) 

La observación de los segmentos uterinos a baja magnificación del MEB 

mostró la organización del útero en tres túnicas, endometrio, miometrio y 

perimetrio, también la tendencia a que el espesor de las túnicas endometrio y 

miometrio se incrementen entre los segmentos, en sentido craneocaudal (Figura 

26 a, b). A mayores magnificaciones se observaron características morfológicas 

semejantes a las observadas mediante el estudio histológico de cada túnica. Estas 

características no difieron en su organización entre los segmentos uterinos 

analizados. El endometrio se observó tapizado por tejido epitelial de revestimiento, 

como así también tejido conectivo de la lámina propia. Además, se reconocieron, 

leucocitos (Figura 26 c, d) y glándulas endometriales de tamaño y recorrido 

variable (Figura 26 e, f). En el miometrio se observó la disposición del tejido 

muscular liso que conforma a las capas circular y longitudinal, también vasos 

sanguíneos de diámetro variable que forman parte del estrato vascular localizado 

entre ambas capas. El perimetrio se observó formado por una capa de tejido 

conectivo laxo y un epitelio simple plano. Estas magnificaciones también 

permitieron observar diferencias en cuanto a las glándulas y los vasos sanguíneos 

(Figura 26 g, h).  
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Figura 26. Observación al MEB de los segmentos uterinos “a” (craneal) y “g” 

(caudal) de L. maximus sin preñez. a y b. Secciones trasversales; c y d. Detalle del 

epitelio luminal y la lámina propia; e y f. Glándulas uterinas; g y h. Detalle de las túnicas 

musculares y estrato vascular del miometrio. Referencias: Amarillo, endometrio; azul, 

miometrio; cian, epitelios luminal y glandular; lila, linfocitos; naranja, tejido conectivo; 

naranja flúor, perimetrio; rosa, estrato vascular verde, lámina propia; violeta, túnicas 

musculares. Barras de escala: 1 mm (a), 2 mm (b), 50 µm (c), 100 (d) y 300 µm (e-h). 
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▪ Histoquímica 

Los resultados del patrón histoquímico fueron similares entre los siete 

segmentos uterinos. La técnica histoquímica PAS marcó intensamente a los 

glicocálix luminal y glandular, como así también a los gránulos citoplasmáticos 

localizados en el tercio superior de las células epiteliales (Figura 27 a, b). Esto 

indica la presencia de GCs neutros. Mediante la técnica de AB, el patrón de 

glicosilación fue diferente en ambos glicocálices dependiendo del pH utilizado, sin 

embargo, fue idéntico entre los siete segmentos uterinos. A pH 2,5 la marcación 

fue moderada (Figura 27 c, d) mientras que a pH 1 y pH 0,5 se observó débil (Figura 

27 e, f). Estos resultados indican que ambos glicocálices contienen GCs con grupos 

carboxílicos y/o con ésteres O-sulfatados y ésteres altamente sulfatados. Las 

intensidades de marca se reúnen en la tabla 4. 

 



109 

 

 

 

Figura 27. Histoquímica de los glicocálix luminal y glandular de los segmentos 

uterinos "a" (craneal) y "g" (caudal) de L. maximus sin preñez. a y b. PAS; c y 

d. AB pH 2,5; e y f. AB pH 0,5–1. Las puntas de flecha en cada imagen indican la marcación 

positiva para cada técnica. Abreviaturas: Ge, epitelio glandular; Le, epitelio luminal; Lu, 

lumen; Lp, lámina propia. Barra de escala: 50 µm. 

Tabla 4. Marcación de cada técnica histoquímica en los glicocálix luminal (Gl) 

y glandular (Gg) de vizcachas sin preñez.  

 

 

▪ Lectinhistoquímica 

La técnica lectinhistoquímica permitió establecer un patrón de residuos de 

azúcares de los GCs presentes en el glicocálix luminal y glandular. Si bien estos 

residuos son de varios tipos, su presencia fue similar entre los siete segmentos 

uterinos. La marcación para las lectinas PNA y CON-A fue moderada (Figura 28 a, 

b); sin embargo, para las lectinas WGA, SBA, DBA, UEA-I y RCA-I fue intensa 

(Figura 28 c, d). Las intensidades de marca se reúnen en la tabla 5. 
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Figura 28. Histoquímica de los glicocálix luminal y glandular de los segmentos 

uterinos "a" (craneal) y "g" (caudal) de L. maximus sin preñez. a y b. Lectina 

CON-A representa la marcación moderada para CON-A y PNA; c y d. Lectina SBA 

representa la marcación intensa para SBA, WGA, DBA, RCA-I y UEA-I. Las puntas de flecha 

en cada imagen indican la marca positiva. Abreviaturas: Ge, glandular epitelio; Le, epitelio 

luminal; Lu, lumen Lp, lámina propia. Barra de escala: 50 μm. 

 

Tabla 5. Marcación de cada técnica histoquímica en los glicocálix luminal (Gl) 

y glandular (Gg) de vizcachas sin preñez.  
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▪ Receptores hormonales, y marcadores de proliferación celular y apoptosis 

Se observó inmunomarcación similar para cada uno de los anticuerpos 

utilizados en los siete segmentos uterinos. Sin embargo, el sitio de marcación fue 

variable.  

Cuando se emplearon los anticuerpos anti- receptores de estrógeno (RE-α) y 

progesterona (PR), y el anticuerpo para proliferación celular (PCNA), se observó 

que los núcleos tanto del epitelio luminal como glandular expresaron positividad 

frente a ellos, como así también, fueron positivos los nucleos de los fibroblastos de 

la lámina propia, de las fibras musculares lisas y del endotelio vascular (Figura 29 

a-f). En cambio, cuando se utilizó Cas-3 para evidenciar apoptosis, la 

inmunomarcación fue citoplasmática en los mismos tipos celulares (Figura 29 g, 

h).  
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Figura 29. Inmunohistoquímica para los receptores hormonales (RE-α y RP) 

proliferación (PCNA), apoptosis (Cas-3) y células endoteliales (CD-31) para los 

segmentos uterinos "a" (craneal) y "g" (caudal) de L. maximus sin preñez. a y 

b, c y d. Inmunomarcación nuclear para RE-α y RP en las células de músculo liso y las 

glándulas uterinas; e y f. Inmunomarcación nuclear positiva para PCNA en los epitelios 
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luminal y glandular, y la lámina propia; g y h. Inmunomarcación citoplasmática positiva 

para Cas-3 en las glándulas uterinas; i y j. Células endoteliales de los vasos sanguíneos 

endometriales inmunomarcados con CD-31. Las puntas de flechas en cada imagen indican 

las células positivas para cada anticuerpo primario. Abreviaturas: Eg, epitelio glandular; 

El, epitelio luminal; Gu, glándulas uterinas; Lp, lámina propia; Lu, lumen; Me, capa 

muscular externa del miometrio; Pe, perimetrio; Vs, vasos sanguíneos. Barras de escala: 50 

μm (a-d; g-j), 200 μm (e y f). 

▪ Morfometria 

El estudio morfométrico permitió determinar el aumento significativo del 

espesor de la pared uterina, el endometrio y el miometrio en sentido craneocaudal; 

es decir, desde el segmento uterino "a" hasta el "g" (Figura 30 a). En el endometrio, 

no se hallaron variaciones significativas en la altura de los epitelios luminal y 

glandular entre los siete segmentos uterinos (Figura 30 b). Sin embargo, el espesor 

de cada uno de los tres componentes del miometrio, las capas externa e interna y 

el estrato vascular, aumentó significativamente desde el extremo craneal al caudal 

(Figura 30 c). Por otro lado, el porcentaje de área ocupado por las glándulas 

uterinas en el endometrio aumentó significativamente desde el segmento "a" hasta 

"g" (Figura 30 c). 

La inmunomarcación del endotelio vascular con el anticuerpo CD-31 

permitió delimitar con mejor precisión a los vasos sanguíneos. En el endometrio y 

el estrato vascular, el porcentaje de área ocupada por los vasos sanguíneos 

aumentó significativamente en el mismo sentido que para los otros parámetros 

mencionados (Figura 30 d).  
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Figura 30. Parámetros morfométricos medidos en los cuernos uterinos de L. 

maximus sin preñez. Todos los valores morfométricos se expresan en μm, excepto para 

GA, VEA y VMA que se expresan como porcentaje (%). “a-b-c-d-e-f-g” corresponden a los 
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segmentos uterinos analizados. a. Espesor total de la pared uterina (EU), endometrio (EE) 

y miometrio (EM); b. Altura de los epitelios luminal (hEL) y glandular (hEG); c. Espesor 

de la capa muscular interna (EMI), la capa muscular externa (EME) y el estrato vascular 

(EES); d. Áreas glandular (AG), vascular endometrial (AVE) y vascular miometrial (AVM). 

Diferentes signos indican diferencias significativas para cada parámetro entre los siete 

segmentos del útero (p≤ 0,05). 

Discusión 

Los histricomorfos, entre ellos, Hydrochaerus hydrochaeris, Octodon 

degus, Agouti paca, Cavia porcellus y L. maximus, son modelos animales que 

pueden resultar útiles para extrapolar estudios sobre la implantación y la 

placentación, ya que comparten con el humano algunas características, como la 

implantación intersticial y la placenta de tipo monohemocorial. (Bonatelli y col., 

2005; Flamini y col., 2011; Kanashiro y col., 2009; Mess, 2003; Miglino y col., 

2002). Dentro de este grupo, L. maximus es una especie con características 

reproductivas poco comunes, incluida la tasa poliovulatoria más alta conocida 

hasta ahora en los mamíferos, la alta proporción de muerte embrionaria/embrión 

implantado (5-6 blastocistos resorbidos por cada 6 implantaciones/cuerno 

uterino) y la persistencia de cuerpos lúteos hasta el final de la preñez (Weir, 1971a, 

1971b; Jensen y col., 2008; Flamini y col., 2009; Dorfman y col., 2016; Flamini y 

col., 2019). Las implantaciones, excepto las localizadas cerca de ambos cérvix 

uterinos, mueren entre los 26-35 dpc, debido a la reasorción completa del 

conceptus. En los estudios realizados hace varias décadas no se encontraron 

diferencias ni en la estructura ni en la vascularización por lo que no consideraron 

las diferencias regionales en la irrigación y en la morfología uerina entre las causas 

potenciales de este esta muerte (Roberts y Weir, 1973). La muerte embrionaria 

fisiológica es un proceso que ocurre en algunas especies de mamíferos, como 

Elephantulus myurus (Van der Horst y Gillman, 1941) y dentro de los animales 

domésticos en la cerda, en la que este proceso se relacionó con la selección de 
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hembras que ovulan muchos ovocitos para aumentar el número de crías 

(Stenhouse y col., 2019a, 2019b). Sin embargo, no se informó en otras especies de 

roedores histricomorfos la poliovulación masiva.  

Anatómicamente, la vizcacha tiene un útero doble, conformado por dos 

cuernos uterinos que se abren en la vagina a través de dos cérvix independientes 

(Weir, 1971a; Flamini y col., 2012, 2019). Los resultados por ultrasonido mostraron 

que ambos cuernos uterinos son órganos tubulares que no difieren de los presentes 

en otros mamíferos euterios filogenéticamente distantes (Davidson y Baker, 2009), 

aunque varían en el diámetro y espesor de su pared. El mayor diámetro y espesor 

de la región caudal corresponde al área donde los dos embriones implantados 

sobrevivientes se desarrollarán, alcanzando el estado precocial al parto (Weir, 

1971a; Jackson, 1989; Flamini y col., 2011). 

Histológicamente, ambos cuernos uterinos fueron semejantes en cuanto a 

las características de las tres túnicas típicas del útero: endometrio, miometrio y 

perimetrio, que coinciden con las descriptas en todos los mamíferos euterios 

(Hayssen y Orr, 2017). Además, las características histológicas de los siete 

segmentos uterinos no difirieron de las descriptas previamente para la región 

media del útero de L. maximus (Flamini y col., 2019). El espesor de la pared uterina 

aumentó significativamente en el sentido craneocaudal del órgano. En cambio, la 

altura de los epitelios luminal y glandular del endometrio no varió 

significativamente entre los siete segmentos. En otras especies, como el cérvido 

Aepycerus melampus, la altura de ambos epitelios es mayor en el cuerno derecho 

que en el izquierdo; siendo el cuerno derecho el sitio donde ocurre la implantación 

y posterior placentación (Jones y col., 2019). De manera similar, los segmentos 

caudales de los cuernos uterinos del insectivoro Elephantulus presentan una 

mayor expansión de las glándulas uterinas; estos segmentos se corresponden con 
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los únicos sitios de implantación en la especie. En relación a nuestros resultados, 

hipotetizamos que en los segmentos uterinos de la vizcacha habría una mayor 

producción de histotrofo, en comparación con los otros segmentos (medios y 

craneal). El histotrofo es una mezcla de iones y moléculas heterogéneas 

(incluyendo enzimas, citocinas, factores de crecimiento, hormonas, glucosa, 

proteínas de transporte) secretada por las glándulas uterinas (Bazer, 1975). Esta 

secreción resulta de suma importancia para la implantación, la supervivencia y el 

desarrollo del conceptus, la señalización del reconocimiento de la preñez, como así 

también para el crecimiento fetal y placentario en mamíferos como la oveja (Bazer 

y col., 1979), la cerda (Simmen y Simmen, 1990), la mujer (Hempstock y col., 

2004), los roedores rata y ratón (Kelleher y col., 2018, 2019), la yegua (Bastos y 

col., 2019), la babuina (Fazleabas y col., 1994), entre otros (Gray y col., 2001; Bazer 

y col., 2010, 2015; Spencer y col., 2019). En L. maximus, la nutrición histotrófica 

podría tener un rol importante durante la preñez temprana, y la mayor superficie 

glandular podría relacionarse con que esta nutrición favorezca desde un momento 

muy temprano la supervivencia de las implantaciones caudales. En especies con 

placentas invasivas, como la hemocorial del humano, los productos de secreción 

de las glándulas uterinas llenan el espacio intercelular de la placenta durante el 

primer trimestre del embarazo. Esto facilitaría la nutrición histotrófica del 

embrión antes de que se establezca el flujo sanguíneo materno dentro de la 

placenta (Burton y col., 2020). Estudios recientes en la especie de estudio en esta 

tesis, demostraron una disminución en el tamaño de las glándulas uterinas durante 

la preñez intermedia (Flamini y col., 2019). Esto podría reforzar nuestra hipótesis 

sobre el rol del histotrofo durante la preñez temprana de L. maximus y la 

supervivencia diferencial de las implantaciones a lo largo de los cuernos uterinos. 

Las glándulas uterinas no solo participarían en la nutrición y supervivencia de los 

conceptus, también permitirían la invasión del trofoblasto, tal como se ha 
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observado en humanos (Moser y col., 2010, 2011, 2015, 2017; Moser y Huppertz, 

2017).  

Los resultados de la morfometría en el miometrio demostraron que las 

capas musculares internas y externas tienen un grosor significativamente mayor 

en las regiones caudales de ambos cuernos uterinos. En los primeros estudios 

embriológicos en la vizcacha, se observó que la mayoría de los blastocistos se 

ubicaron en el extremo craneal de los cuernos, pero que en el momento de la 

implantación se generaba un espaciado no aleatorio entre los blastocistos a lo largo 

de los cuernos uterinos. Esto sugeriría que el espaciamiento ocurriría cerca del 

momento de la implantación (Roberts y Weir, 1973). Originalmente, para explicar 

el espaciamiento de los blastocistos en mamíferas multíparas se propuso que el 

primero en ingresar al útero se implantaría cerca del oviducto y produciría un área 

refractaria. De este modo, la interación entre el blastocisto y el endometrio influiría 

establecería una zona con determinadas condiciones fisológicas que se 

desvanecería hacia otras regiones del útero, favoreciendo, de este modo, la 

implantación de otros blastocistos (Mossman, 1937). Posteriormente, se demostró 

que esta teoría no es aplicable en ratones, y que el mecanismo de distribución 

deriva de la actividad muscular (McLaren y Michie, 1959). Para L. maximus, se 

postuló que este último modelo también es factible. Por tanto, los blastocistos de 

esta especie podrían distribuirse por la actividad muscular del miometrio (Roberts 

y Weir, 1973), aunque éste tendría que estar en pausa durante los primeros 15 días 

de la preñez. En otras especies, como la cerda (Rexroad y Guthrie, 1983), la rata 

(Kaulenas y col., 1991) y la liebre europea (Drews y col., 2013) se demostró que la 

actividad del miometrio es responsable de dicha distribución. Teniendo en cuenta 

nuestros resultados, podríamos asumir que el aumento en el grosor del miometrio 

desde el extremo craneal hasta el caudal del órgano apoyaría la hipótesis del 

espaciamiento de blastocisto por actividad del miometrio. Recientemente, Flamini 
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y col., (2020) postularon que las variaciones en el mecanismo de contracción de la 

musculatura del miometrio podrían afectar a la vasculatura uterina y, por lo tanto, 

limitaría el suministro vascular a los embriones. 

El éxito de la preñez también requiere varios procesos vasculares. En 

principio, es necesaria una adecuada vascularización uterina en el momento de la 

implantación para obtener un óptimo suministro sanguíneo a nivel del endometrio 

y poco después de la implantación, el desarrollo y la expansión de la vasculatura 

vellosa placentaria es impresicindible para facilitar el transporte de nutrientes y 

oxígeno al embrión (Torry y Rongish, 1992; Torry y col., 2007). En el examen 

macroscópico de vizcachas con 90 días de gestación se observó una vascularización 

diferencial entre todas las implantaciones de ambos cuernos uterinos, siendo las 

que se encuentran en las proximidades del cérvix uterino las que recibieron un 

mayor aporte vascular. Esta diferencia en el flujo vascular ya se había encontrado 

en fetos femeninos de 50 días (Flamini y col., 2020). A partir de los análisis 

realizados durante esta tesis, se observó una vascularización diferencial en el 

sentido craneocaudal del útero sin preñez de la vizcacha debido a un aumento 

significativo en el área vascular endometrial y miometrial, como del espesor del 

estrato vascular. Esta observación fue respaldada por los estudios con MOAR y 

MEB. Estos resultados en úteros de hembras adultas sin preñez y sumados a los 

encontrados en fetos de hembras de vizcacha (Flamini et al., 2020), permiten 

postular que estas variaciones vasculares son independientes de los cambios 

endocrinos que ocurren durante la preñez. Estudios recientes realizados con 

métodos angiográficos refuerzan nuestra hipótesis de la vascularización diferencial 

en los cuernos uterinos de vizcachas sin preñez (Giacchino y col., 2020). 

Los largos períodos de gestación de los histricomorfos (Pearson, 1949; 

Burge, 1966; Ehrlich, 1966; Collins y Eisenberg, 1972; Weir, 1971c; Zara, 1973; 
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Weir, 1974) se relacionan con la tasa de crecimiento extremadamente lenta de los 

embriones, particularmente en las primeras etapas de la preñez, cuando el 

desarrollo del conceptus está más específicamente relacionado con el 

establecimiento de la placenta que con la formación del embrión (Roberts y Perry, 

1974). Aunque esta vascularización diferencial se observa en un modelo de muerte 

natural, como el de L. maximus, en modelos experimentales de restricción del 

crecimiento intrauterino realizados en ratas, ratones, ovejas y monos, se demostró 

que la alteración en el flujo sanguíneo uterino mediante una ligadura bilateral de 

la arteria uterina causa resorción embrionaria y alteraciones en el desarrollo 

placentario (Wigglesworth, 1964; Vuguin, 2007; Neitzke y col., 2008; Janot y col., 

2014). En los cerdos también se demostró que una mala vascularización puede 

provocar pérdida embrionaria (Tayade y col., 2006, 2007; Linton y col., 2010; 

Wright y col., 2016). Sin embargo, en especies que tienen un alto nivel de muerte 

embrionaria, como los cerdos, no existen diferencias entre la ubicación de la 

implantación en el útero y las posibilidades de supervivencia fetal (Bidarimath y 

Tayade, 2017; Stenhouse y col., 2018, 2019a, 2019b). En L. maximus, los 

resultados obtenidos mediante los estudios macroscópicos, microscópicos y 

morfométricos indican que los cuernos uterinos varían en su sentido craneocaudal 

y, por tanto, esa heterogeneidad influiría en el éxito del desarrollo de embriones 

implantados.  

En los mamíferos, es conocido el rol de los residuos de azúcares del 

glicocálix del epitelio uterino durante la adhesión de los blastocistos (De Paz y col., 

1994; Niklaus y col., 1999; Bai y col., 2000; Fouladi-Nashta y col., 2005; Khoza y 

Hosie, 2008). El patrón de azucares hallados en el glicocálix luminal y glandular 

de vizcachas sin preñez es similar al detectado en células endometriales durante la 

pre-implantación e implantación de otras especies. En todos los casos, se concluyó 

que estos estarían participando del proceso de adhesión de los blastocistos (Jones 
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y col., 2001; Guo y col., 2013; Jones y col., 2014; Clark, 2015; Aliabadi, y col., 2017). 

Por lo tanto, es factible especular que los residuos de azúcares expresados a lo largo 

de los cuernos uterinos de vizcachas sin preñez también podrían participar durante 

la adhesión de los múltiples blastocistos. Por otro lado, resulta importante 

remarcar que al ser homogénea la expresión de estos azúcares, la interacción 

endometrio-trofoblasto sería también similar entre las distintas implantaciones y, 

de este modo, la muerte embrionaria de la especie no se desencadenaría por fallas 

durante la implantación.  

Cuando se estudio la proliferación celular y la apoptosis utilizando los 

anticuerpos primarios PCNA y Cas-3, respectivamente, se observó un patrón 

constante a lo largo de los cuernos uterinos de las vizcachas. Durante la preñez 

temprana de algunos roedores, por ejemplo, rata, ratón y hámster, se observaron 

variaciones en la expresión de estos marcadores en diferentes componentes del 

útero conforme avanzaba el tiempo gestacional (Sandow y col., 1979; Sato y col., 

1997; Lai y col., 2000; Dharma y col., 2001; Öner y col., 2010; Annie y col., 2019). 

La ausencia de variación en la proliferación celular y apoptosis entre los siete 

segmentos uterinos de vizcachas sin preñez indicaría que ambos procesos ocurren 

de manera homogénea a lo largo de todo el órgano. Por esta razón, la poli-

implantación no se vería afectada. Para confirmar esta hipótesis se requieren 

estudios más profundos durante la implantación de esta especie.  

Durante el ciclo reproductivo y la preñez, el sistema reproductor de la 

hembra cambia debido a las inducciones que generan las hormonas esteroideas 

estrógeno y progesterona (Słomczyńska y Woźniak, 2000; Saunders, 2005; 

Brodowska y col., 2007; Knapczyk y col., 2008; Knapczyk y col., 2011). Esta 

comunicación intercelular uterina no solo requiere la integración de las señales 

hormonales del ovario y el feto, sino también de la expresión específica de los 
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receptores de esteroides en los tejidos (Bartol y col., 1999). Las inducciones 

generadas por los estrógenos están mediadas por los receptores de estrógenos alfa 

(RE-α) y beta (RE-β), siendo RE-α el predominante en el útero maduro 

(Sukjumlong y col., 2004). La inmunomarcación de RE-α y RP en diferentes 

componentes del útero de vizcacha sin preñez resultó ser homogénea entre los siete 

segmentos analizados; por lo tanto, la sensibilidad del órgano al estrógeno y la 

progesterona sería similar a lo largo de su extensión. Como consecuencia de estos 

resultados, se postula que las hormonas esteroideas no estarían involucradas en el 

origen de la supervivencia diferencial de los embriones.  
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CAPÍTULO IV 

Estudios en úteros de hembras con preñez temprana 

Introducción 

La muerte embrionaria seguida de resorción es un proceso conservado 

entre los mamíferos (Drews y col., 2020). Entre las especies poliovulares, este 

proceso se observó en Lasirius cinereus (Bouchard y col., 2001), Canis familiaris 

(Ortega-Pacheco y col., 2007), Sus scrofa, Ovies aries, Capra aegagrus (Bolet, 

1986), Lepus europaeus (Schröeder y col., 2013), Mus musculus (Flores y col., 

2014) y Rattus norvegicus (Fonseca y col., 2014). En cada una de estas especies, la 

muerte ocurre de manera independiente de la localización del embrión y en un 

porcentaje mucho menor de lo que ocurre en el roedor histricomorfo L. maximus. 

Regularmente, en esta especie, 8-10 implantaciones de un total de 10-12 (5-6 por 

cuerno uterino) son resorbidos entre los 26 y 70 dpc de una gestación de 154 ± 0,4 

días (Weir, 1971a, 1971b; Roberts y Weir, 1973). Solo las dos implantaciones 

ubicadas en los segmentos caudales de ambos cuernos uterinos sobrevivirán 

(Flamini y col., 2019). De este modo, L. maximus constituye un modelo mamaliano 

no convencional y fisiológico para el estudio de la muerte embrionaria temprana. 

Los primeros estudios realizados en esta especie no encontraron relación 

entre la muerte embrionaria y la existencia de variaciones morfológicas sectoriales, 

detectable tanto macro como microscópicamente en los cuernos uterinos (Weir, 

1971b); ni con enfermedades específicas o el evento de superfetación (Roberts y 

Perry, 1974). Sin embargo, recientemente, estudios morfológicos más exhaustivos, 

informaron que existe una mayor vascularización en la zona caudal del órgano. 

Estos cambios en la vasculatura se establecen en la vida prenatal y se corresponden 

a los sitios donde durante la preñez se ubican los conceptus que continuarán con 
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su desarrollo (Flamini y col., 2020). Estudios angiográficos apoyan nuestra 

hipótesis de una circulación uterina ascendente desde el cuello uterino hasta el 

ovario. Además, un mayor calibre en las ramas de las arterias que irrigan a los 

embriones caudales, con respecto a los cercanos al ovario (Giacchino y col., 2020).  

El éxito reproductivo de los mamíferos depende de las inversiones 

energéticas en las hembras antes y después del parto (Curley y col., 2005). En este 

sentido, la inversión energética en L. maximus está relacionada con la 

poliovulación de 200-800 ovocitos por estro, la poliimplantación y la gestación 

(Weir, 1971a, 1971b). La gestación larga de los histricomorfos está relacionada con 

la lenta tasa de crecimiento de los embriones, particularmente en la gestación 

temprana, donde el desarrollo de los conceptus se centra más en el establecimiento 

de la placenta que sobre la formación del embrión (Roberts y Perry, 1974). Por otro 

lado, esta especie pare crías precociales al igual que otras especies de 

histricomorfos (El Bizri y col., 2017), por lo cual la inversión energética podría 

resultar mayor en comparación con la de roedores que paren crías altriciales.  

Las implantaciones embrionarias (en resorción y viables) correspondientes 

a una gestación intermedia (50-90 días) se describieron anatomica e 

histológicamente (Flamini y col., 2020). Sin embargo, se desconocen muchos 

aspectos de las características de la implantación durante la gestación temprana, 

período en el que comienza la muerte embrionaria (Roberts y Weir, 1973). La 

muerte embrionaria durante la gestación temprana de L. maximus fue 

recientemente estudiada, aunque no se explicita el momento gestacional 

(Giacchino y col., 2020). En consecuencia, resulta difícil establecer una 

correspondencia entre las características observadas y el tiempo gestacional de las 

resorciones embrionarias. 
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Materiales y métodos 

Esta sección se encuentra detallada en el CAPÍTULO II 

Resultados 

▪ Descripción macroscópica y morfometría 

El periodo de gestación de las hembras analizadas fue de 26 a 32 dfp. Esto 

se estimó a partir de los datos morfométricos obtenidos de embriones y fetos a lo 

largo de la gestación de la especie (Leopardo y Vitullo, 2017). Se contaron cinco 

sitios de implantación por cada cuerno uterino en todas las hembras. Estos se 

denominaron SI-1, SI-2, SI-3, SI-4 e SI-5, siguiendo el eje craneocaudal del órgano. 

Todos mostraron un color blanco homogéneo. Además, se observó hiperemia en 

las arterias uterinas izquierda y derecha y sus ramificaciones en el mesometrio 

(Figura 31).  
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Figura 31. Observación macroscópica del sistema reproductor durante la 

gestación temprana de L. maximus. Se observan los cinco sitios de implantación (SI-

1, SI-2, SI-3, SI-4 y SI-5) comprendidos entre los segmentos uterinos craneal y caudal. Las 

puntas de flecha indican los vasos sanguíneos mesometriales. Abreviaturas: Cau, caudal; 

Cra, Craneal; De, derecha; Iz, izquierda. Barra de escala: 1 cm. 

  

La longitud y el ancho de los sitios de implantación aumentaron 

significativamente siguiendo el eje craneocaudal del órgano. Estos parámetros 

morfométricos difieren significativamente entre el segmento uterino craneal y 

caudal, lo que resulta en una mayor este último (Figura 32). 
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Figura 32. Largo y ancho (mm) de los cinco sitios de implantación y los dos 

segmentos uterinos durante la gestación temprana de L. maximus. 

Abreviaturas: A, ancho; L, largo. Para cada parámetro morfológico las letras diferentes 

indican diferencias significativas entre los segmentos uterinos (craneal y caudal) y los SI 

(p≤0, 05).  

▪ Tasa de reabsorción embrionaria 

Los sitios de implantación en resorción se correspondieron con los 

ubicados en las regiones craneales y medias de los cuernos uterinos. En este 

estudio, hubo 8 SI (4 SI / cuerno uterino) en comparación con un total de 10 SI (5 

SI / cuerno uterino). Por lo tanto, la TR fue del 80%. 

▪ Descripción microscópica e inmunohistoquímica de los segmentos uterinos 

craneal y caudal 

En estos segmentos, la organización típica del útero fue en tres túnicas, 

endometrio, miometrio y perimetrio (Figura 33 a, b). El endometrio del segmento 

uterino caudal mostró una mayor cantidad de adenómeros correspondientes a las 

glándulas uterinas en comparación con el segmento uterino craneal. También se 

observaron diferencias entre ambos sectores en el miometrio, debido a la gran 
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cantidad de vasos sanguíneos de diferentes calibres rodeados por tejido conectivo 

laxo, formando el estrato vascular. Estas variaciones entre ambos segmentos 

fueron corroboradas por las diferencias significativas en los valores medios de las 

áreas glandular y vascular. Además, en ambos segmentos, se observó 

inmunomarcación nuclear para los anticuerpos primarios anti-PCNA y PR en la 

mayoría de las células del epitelio luminal y glandular, fibroblastos de la lámina 

propia, células endoteliales de los vasos sanguíneos del endometrio y miometrio, y 

fibras musculares lisas del miometrio (Figura 33 c-f). Por otro lado, las células de 

ambos epitelios, luminal y glandular, también fueron positivas para la 

inmunomarcación con los anticuerpos primarios anti-pancitoqueratina y anti-Cas-

3 (Figura 33 g, h). 
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Figura 33. Descripción histológica e inmunohistoquímica de los segmentos 

uterinos durante la gestación temprana de L. maximus a. Organización 

histológica; b-j. Las cabezas de flechan indican la inmunomarcación para PCNA, RP, PK, y 

Cas-3, respectivamente. Abreviaturas: En, endometrio; El, epitelio luminal; Lp, lámina 

propia; Lu, lumen Mi: miometrio; Gu, glándulas uterinas. Las puntas de flecha amarillas y 

verdes marcan a las glándulas uterinas y los vasos sanguíneos, respectivamente. Barra de 

escala: 200 μm. 

▪ Sitios de implantación 

Todas las implantaciones observadas en los sitios de implantación fueron 

de tipo intersticial y con localización antimesometrial. Su forma fue esférica y la 

luz uterina estuvo restringida a una media luna revestida por un epitelio columnar 

simple. Se reconocieron restos celulares y fibrina en la luz del órgano (Figura 34 

a). El polo mesometrial poseía un epitelio de revestimiento y una lámina propia de 

tejido conectivo laxo, con glándulas uterinas localizadas en las proximidades del 

miometrio (Figura 34 b). Entre las capas de músculo liso del miometrio se observó 

un estrato vascular formado por vasos sanguíneos congestivos de diferente calibre 

(Figura 34 c). En todos los SI se observó un estroma decidualizado con células 

deciduales poligonales y grandes, y con núcleo central; la mayoría de las células 

fueron positivas para VIM y PAS (Figura 34 d y e). Estas células estaban localizadas 

en las regiones basal y lateral de cada SI, formando la decidua basalis y parietalis. 

Al igual que el epitelio glandular, la mayoría de las células de la decidua fueron 

positivas para PCNA y PR (Figura 34 f y g). En cuanto a Cas-3, se localizó en la 

decidua, los vasos sanguíneos y el epitelio glandular. 

En el centro de cada sitio de implantación, se observó un blastocisto 

alargado hacia el polo mesometrial (“embrión cilíndrico”) (Figura 34 k y l). En el 

que se reconocieron el macizo celular interno (MCI) y los tejidos extraembrionarios 

(TEx): endodermo visceral (EnVi), trofoblasto ectoplacentario (TrEc) y células 

gigantes ectoplacentarias (CGEP). El EnVi delimitó la cavidad exocelómica en la 
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que se encontró el MCI, mientras que el TrEc delimitó a una cavidad 

ectoplacentaria que contenía sangre materna extravasada y células trofoblásticas 

extraplacentarias. En el polo mesometrial, se observaron extensiones tubulares del 

trofoblasto hacia la decidua. Tanto el MCI como los TEx fueron positivos a PCNA, 

PK y RP (Figura 34 h-j). También se identificaron células uNK a partir de la 

marcación positiva de sus gránulos con la técnica histoquímica PAS y la 

lectinhistoquímica con la lectina DBA (Figura 34 m y n). En los SI-1, SI-2, SI-3 y 

SI-4 se observaron algunas zonas necróticas e infiltración de leucocitos con 

predominio de linfocitos (Figura 34 o), como así también fibroblastos y fibrina 

entre las células trofoblásticas y deciduales (Figura 34 p). 
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Figura 34. Descripción histológica e inmunohistoquímica de los sitios de 

implantación durante la gestación temprana de L. maximus. a. Reconstrucción 

de SI-1 como modelo para todos los sitios de implantación. En el centro se observa una 

implantación intersticial y antimesometrial, con un blastocisto alargado (línea discontinua 

ovalada). Tricrómico de Masson; b y c. Detalle de las glándulas uterinas (puntas de flecha 

verdes; tricrómico de Masson) y vasos sanguíneos (puntas de flecha negras; identificación 

con CD-31) en SI-2, respectivamente; d-g. Decidua, identificada con PAS e 

inmunomarcación positiva para VIM, PCNA y RP en SI -3, respectivamente; h-j. 

Inmunomarcación positiva del MCI y los tejidos extraembrionarios con PCNA, PK y RP en 

SI -4, respectivamente. Barra de escala: 500 μm (a, h-j), 200 μm (b y c) y 50 μm (d-g). 

 

Figura 34-continuación. k. Reconstrucción de la implantación caudal (SI-5). l. Detalle 

del blastocisto alargado del SI-5 y representación esquemática de sus tejidos embrionarios 

y extraembrionarios; m. Identificación de las uNK (puntas de flecha) en la luz de un vaso 
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sanguíneo. El inserto muestra el contenido granular de estas células (técnica de PAS). Barra 

de escala: 20 μm; n. Identificación lectinhistoquímica con DBA de las uNK en la pared de 

un vaso sanguíneo (puntas de flecha); o. Células conn signos de necrosis (cabezas de flecha 

negro), hemorragia (cabezas de flecha naranja) e infiltración de leucocitos (círculos) en SI 

-1. Hematoxilina y eosina; p. Fibrina (puntas de flecha) entre el trofoblasto y la decidua de 

SI -3. Tricrómico de Masson. Abreviaturas: A, antimesometrial; An, antimesometrial; Co, 

conceptus; De, decidua; EcEx, ectodermo extraembrionario; En, endometrio; Lu, lumen; 

MCI, macizo celular interno; Mi, miometrio; Trf, trofoblasto; TrEc, trofoblasto 

ectoplacentario; EnVi, endodermo visceral. Barras de escala: 500 μm (k, l), 50 μm (m, o), 

20 μm (n, p). 

▪ Microscopía óptica de alta resolución (MOAR) 

A partir de los cortes para MOAR de los sitios de implantación craneal (SI-

1), medio (SI-3) y caudal (SI-5) se observaron células trofoblásticas con un tamaño 

mayor a otros tipos celulares presentes. Además, en el SI-1 se identificaron (Figura 

35).  
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Figura 35. Microscopía óptica de alta resolución en los sitios de implantación 

durante la gestación temprana de L. maximus. a. Craneal (SI-1); b. medio (SI-3); 

c. caudal (SI-5) Abreviaturas: L, linfocitos; Tr, células trofoblásticas. Barras de escala: 100 

µm. 
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▪ Microscopía electrónica de barrido (MEB) 

La observación de los sitios de implantación craneal (SI-1), medio (SI-3) y 

caudal (SI-5) al MEB demostró la presencia de vasos sanguíneos que carecían de 

endotelio (Figura 36 a-c). Con magnificaciones mayores, tanto el SI-1 como el SI-3 

tenían zonas oscuras, a diferencia del SI-5 que careció de las mismas y, por lo tanto, 

las células trofoblásticas se observaron individualmente (Figura 36 d-f). Además, 

las células trofoblásticas en el SI-5 se encontraron en íntima contacto con las 

glándulas uterinas (Figura 36 g-i).  

 

Figura 36. Microscopía electrónica de barrido de los sitios de implantación 

craneal (SI-1), medio (SI-3) y caudal (SI-5) durante la gestación temprana de 

L. maximus. Abreviaturas: Gu, glándulas uterinas; Tr, células trofoblásticas; Vs, vasos 

sanguíneos; *, compactación. Barra de escala: 500 µm (a y g), 400 µm (d), 300 µm (b, e y 

h), 100 µm (i) y 50 µm (c y f). 
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▪ Expresión de glucoconjugados 

La identificación de GCs en los glicocálices de los epitelios luminal y 

glandular mediante las técnicas histoquímica y lectinhistoquímicas fue similar 

entre los segmentos uterinos craneal y caudal, y los sitios de implantación. 

Utilizando PAS y AB a tres pH diferentes se demostró que el glicocálix de ambos 

epitelios presenta glicoconjugados neutros, altamente sulfatados, con ésteres O-

sulfatados, y con grupos carboxílicos y/o con ésteres O-sulfatados (Figura 37 a-c). 

Mediante la técnica lectinhistoquímica, las lectinas biotiniladas identificaron 

varios residuos glicosídicos, tales como, β-DMan, α-D-Glc, β-D-GlcNAc, NeuNAc, 

α-D-GalNAc, β-D-GalNAc, β-Gal, β-D-Gal (β 1–3)> D-GalNAc y L-Fuc, en ambos 

glicocálices (Figura 37 d, e). Las intensidades de marca se reúnen en las tablas 6 y 

7. 

 

Figura 37. Histoquímica y lectinhistoquímica de los glicocáliz luminal y 

glandular para los segmentos uterinos y sitios de implantación durante la 

gestación temprana de L. maximus. Las puntas de flecha indican la localización de la 

marca positiva para cada técnica. a. PAS en el SI-1; b. AB pH 0,5-1 en el SI-2; c. AB pH 2,5 
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en el SI-3; d. Lectinhistoquímica con CON-A en el SI-4; e. Lectinhistoquímica con WGA 

en el SI-5. Abreviaturas: Eg, epitelio glandular; El, epitelio luminal; Lp, lámina propia; Lu, 

lumen; Se, secreción. Barra de escala: 50 μm. 

 

Tabla 6. Marcación de cada técnica histoquímica en los glicocálix luminal (Gl) 

y glandular (Gg) de vizcachas con preñez temprana.  

 

 

Tabla 7. Marcación de cada técnica histoquímica en los glicocálix luminal (Gl) 

y glandular (Gg) de vizcachas con preñez temprana.  
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▪ Áreas glandulares y vasculares 

Los valores medios de las AG y AV entre los segmentos uterinos craneal y 

caudal difirieron significativamente. Entre los SI, ambos parámetros aumentaron 

significativamente en el sentido craneocaudal del órgano (Figura 38). 

 

Figura 38. Áreas glandular y vascular (%) de los cinco sitios de implantación y 

los dos segmentos uterinos (craneal y caudal a las implantaciones) durante la 

gestación temprana de L. maximus. Abreviaturas: AG, área glandular; AV, área 

vascular. Para cada parámetro morfológico, las letras diferentes indican diferencias 

significativas (p≤0,05).  

Discusión 

La muerte embrionaria de L. maximus es temprana ya que comienza a los 

26-35 dpc en una gestación de aproximadamente 5 meses, y espontánea, ya que no 

es causada por agentes etiológicos u otros eventos anormales (Weir, 1971b; Roberts 

y Perry, 1974). La resorción embrionaria (Jubb y col., 2015) puede ser parcial o 

total si ocurre en algunos o todos los conceptus (Conaway y col., 1960). En este 

estudio, se determinó que la tasa de resorción de la especie es del 80%. Este valor 

es superior al observado en la muerte embrionaria espontánea de roedores 
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miomorfos como Rattus norvergicus (9%) y Mus musculus (10%). Es incluso 

mayor que la obtenida mediante el modelo murino de pérdida embrionaria 

generado por el cruzamiento entre las cepas CBA / cepa J x DBA / 2 (30%) (Clark 

y col., 2008; Fonseca y col., 2014). La tasa de reasorción de L. maximus también 

es mayor que en animales de producción como los cerdos, en los que la reabsorción 

embrionaria es alta como consecuencia de la selección de hembras con un alto nivel 

de implantaciones (Bazer y Johnson, 2014). 

En diferentes mamíferos, incluidos camélidos, macroscelides, cérvidos, 

pangolines, murciélagos nectarívoros (Glossophaginae) y escadentios, el útero 

tiene áreas particulares en las que ocurre el desarrollo, el crecimiento y la 

supervivencia del conceptus (Hayssen y Orr, 2017; Jones y col., 2019; Mendoza y 

col., 2013).  

En L. maximus, los sitios de implantación analizados en este estudio se 

ubicaron entre los segmentos uterinos craneal y caudal. Las características 

histológicas, histoquímicas, lectinhistoquímicas e inmunohistoquímicas de ambos 

segmentos no difirieron de los observados en hembras no gestantes, resultados 

obtenidos de trabajos previos (Flamini y col., 2019) como así también del capítulo 

III. 

En relación a los sitios de implantación, todos ellos mostraron una 

tonalidad blanquecina debido a la ausencia de zonas necróticas oscuras. En 

vizcachas con gestación intermedia, las implantaciones en resorción (craneales y 

medias) se diferenciaron macroscópicamente por su tono marrón en comparación 

con el blanco-amarillento de las viables (Flamini y col., 2019). Esta observación 

coincide con lo observado en la perra doméstica Canis familiaris, especie de la que 

provienen la mayor parte de los detalles macroscópicos de la resorción (England y 

Russo, 2006; Ortega-Pacheco y col., 2006; Totton y col., 2010). Sin embargo, en 
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este estudio, concluimos que la tonalidad externa no debe ser considerada como 

criterio que indica reasorción durante la gestación temprana de L. maximus, ya 

que el proceso apenas comienza. Aunque la apariencia externa de los sitios de 

implantación fue homogénea, el estudio morfométrico determinó la presencia de 

diferencias significativas en el largo y el ancho entre los mismos. Esto podría 

deberse al hecho de que las implantaciones caudales (más grandes) se implantan 

primero, seguidas de las ubicadas en la región media, siendo las más pequeñas 

aquellos sitios de implantación de la región craneal de los cuernos (Roberts y Weir, 

1973). Sin embargo, las diferencias en la longitud y el ancho de los sitios de 

implantación no solo se deben a los diferentes tiempos de implantación, sino que 

también se pueden originar debido al cese en el desarrollo de las implantaciones 

craneales y medias. El cese en el desarrollo de los sitios de implantación es una 

característica observada en la muerte embrionaria temprana y espontánea de 

roedores múridos, como el ratón y la rata (Flores y col., 2014; Fonseca y col., 2014). 

Por lo tanto, esta variación en ambos parámetros morfométricos no debe usarse 

como una herramienta macroscópica para determinar el inicio de la muerte 

embrionaria temprana de L. maximus. 

En la observación macroscópica, los sitios de implantación se ubicaron a lo 

largo ambos cuernos uterinos con una distancia similar entre sí. En los roedores 

histricomorfos, el espaciamiento de los blastocistos no es un proceso aleatorio y la 

musculatura uterina tiene un papel fundamental (Roberts y Weir, 1973). Las 

contracciones uterinas durante la preñez y el parto están reguladas por la 

progesterona (P4) (Mendelson y col., 2019). En este estudio, la expresión del 

receptor de progesterona se observó en el miometrio a lo largo de todo el cuerno 

uterino grávido. Por tanto, podemos inferir que el espaciamiento de los sitios de 

implantación en la vizcacha estaría regulado por P4. 
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El desarrollo prenatal temprano de la vizcacha es uno de los aspectos menos 

estudiados de su biología reproductiva. Cuando se produce la interacción 

blastocisto-epitelio luminal uterino, la reacción decidual desencadenada conduce 

a la formación de la decidua. Luego, el trofoblasto invade el estroma endometrial, 

lo que resulta en una implantación intersticial y antimesometrial. Este proceso es 

similar a lo que se describió en otros roedores histricomorfos, como Galea 

musteloides, Proechimys guairae, Octodon degus, Chinchilla laniger (Weir, 1971a, 

1971b; Roberts y Weir, 1973; Roberts y Perry, 1974), Dasyprocta leporina 

(Rodrigues y col., 2006), Galea spixii (Oliveira y col., 2008), Hydrocaeris 

hydrocaeris (Kanashiro y col., 2009), y Thrichomys laurentinus (Franco de 

Oliveira y col., 2012). En L. maximus, la decidualización ya se observa a los 24 dpc 

(Weir, 1971b). En los sitios de implantación analizados en este estudio, se observó 

una decidua debido a las características morfológicas de las células endometriales 

VIM positivas. Las células deciduales fueron también positivas para PCNA y Cas-

3, lo que permite explicar el recambio celular mediante proliferación y apoptosis. 

La decidua también expresó al RP. La presencia del RP en la decidua demuestra su 

sensibilidad a P4, ya que en otras especies es fundamental para su formación y 

función (Wetendorf y DeMayo, 2012). Esto guarda relación con el aumento 

significativo de los niveles séricos de P4 desde el comienzo hasta la mitad de la 

gestación (Dorfman y col., 2013).  

En los sitios de implantación se observó a un blastocisto alargado 

(“embrión cilíndrico”). Esta característica no es exclusiva de L. maximus ya que 

también está presente en otros roedores histricomorfos, incluyendo al cuis, el 

casiragua y la chinchilla (Roberts y Weir, 1973; Roberts y Perry, 1974). Los sitios 

de implantación aquí estudiados se correspondieron a un tiempo de 

posfertilización de 26 a 32 días (Leopardo y Vitullo, 2017). En el blastocisto 

alargado se identificaron los tejidos embrionarios, como la masa celular interna 
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(MCI) y los tejidos extraembrionarios (TEx), entre ellos, el endodermo visceral 

(EnVi), las células gigantes ectoplacentarias (CGEP) y el trofoblasto 

ectoplacentario (TrEc). El EnVi delimitó la cavidad exocelómica, en la que se 

encontró el MCI. Además, el EnVi es el reponsable de la forma alargada del 

blastocisto, debido a su expansión en el sentido meso-antimesometrial (Roberts y 

Weir, 1973). Las CGEP observadas en L. maximus se asociaron con funciones 

fagocíticas (Roberts y Perry, 1974) e invasivas (Flamini y col., 2011). El TrEc 

delimitó la cavidad ectoplacentaria repleta de sangre materna extravasada y células 

trofoblásticas extraplacentarias. Estas características también se observan en la 

nutria y chinchilla (Tibbitts y Hillemann, 1959; Hillemann y Gaynor, 1961). A 

través de sus extensiones, el TrEc ancla al blastocisto a la decidua y establece el 

sitio de la futura placenta de la especie (Roberts y Perry, 1974). Además, el grado 

de extensión del trofoblasto ectoplacentario, así como la regulación de la respuesta 

inmune de la hembra, podría ser controlado por la decidua, como se ha observado 

en Rattus novergicus y Homo sapiens (Fonseca y col., 2014; Sharma y col., 2016). 

La inmunomarcación positiva para PCNA y PR en el MCI y los TEx demuestra la 

capacidad proliferativa del blastocisto de cada sitio de implantación y su 

sensibilidad a la progesterona en las primeras etapas de la gestación. La resorción 

en L. maximus se extiende hasta los 70 días posteriores a la fertilización, período 

intermedio de gestación. En ese momento, la viabilidad del concepti se limita a los 

implantados cerca del cuello uterino (Weir, 1971b), momento en el que también 

ocurre el aumento sérico de P4 en comparación con la gestación temprana 

(Dorfman y col., 2013). Aunque la supervivencia del concepti caudal se ha 

relacionado con la disponibilidad de P4 (Fraunhoffer y col., 2017), en este estudio 

en la gestación temprana postulamos que la sensibilidad a P4 de los sitios de 

implantación sería similar ya que no observamos variaciones en la expresión de PR 

entre los conceptus. 
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En cuanto a la respuesta inmune, la infiltración de linfocitos fue observada 

a los 18 dpc en las implantaciones caudales de L. maximus (Roberts y Weir, 1973). 

En este trabajo postulamos que esos linfocitos podrían estar participando en 

eventos celulares que son parte de la tolerancia inmunológica del órgano a la 

concepción, ya que este período gestacional coincide con el período de la 

implantación. En este estudio a los 26 dpc, los sitios de implantación viables 

(caudales) no mostraron una marcada infiltración de linfocitos. Por otro lado, 

observamos una respuesta inflamatoria con un predominio de linfocitos en los 

sitios de implantación que serán resorbidos, craneales y medios. Además de la 

respuesta inflamatoria, se observó necrosis en los mismos sitios de implantación. 

Ambas características son más marcadas en las implantaciones de L. maximus con 

un estado avanzado de resorción (Flamini y col., 2020; Giacchino y col., 2020) y 

también se han encontrado en la muerte embrionaria temprana y fisiológica de 

ratas y ratones (Gendron y col., 1990; Drews y col., 2020). Durante la preñez, las 

citocinas y quimiocinas son fundamentales para el éxito de la implantación, la 

invasión del trofoblasto y la regulación inmunológica del sistema inmunológico 

materno (Kaislasuo y col., 2020). La implantación está estrictamente regulada por 

células inmunes presentes en la decidua, que secretan citocinas y quimiocinas 

proinflamatorios para atraer al blastocisto (Mor y col., 2017). Se ha demostrado 

que la depleción de cualquiera de los tipos de células inmunes es perjudicial, 

resultando en la pérdida fetal o el crecimiento deficiente. La inflamación excesiva 

también puede ser perjudicial. El blastocisto secreta factores inmunomoduladores 

para amortiguar la inflamación y gradualmente cambiar el entorno a un perfil 

antiinflamatorio como se establece durante la placentación (Kaislasuo y col., 

2020). Citoquinas proinflamatorias como el TNF-a producido por monocitos / 

macrófagos a menudo se ha asociado con un mayor riesgo de aborto espontáneo 

(Zhao y col., 2019). La presencia de células inflamatorias en los sitios de 
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implantación craneales y medios podrían estar relacionada con su posterior 

resorción. 

En nuestro estudio, también observamos fibroblastos y fibrina, entre las 

células trofoblásticas y deciduales. En modelos experimentales de muerte 

embrionaria seguida de resorción, también se produjo una respuesta inflamatoria 

y depósito de fibrina (Barbeito y col., 2008; Sordelli y col., 2017). 

Independientemente si las reasorciones son experimentales o fisiológicas, como en 

L. maximus, los eventos en ambas situaciones son similares. 

Como ocurre en la gestación de otras especies de roedores, entre ellas, Mus 

musculus (Croy y col., 2003; Faas y de Vos, 2017), Necromi lasiurus, Cerradomys 

gr. subflavus, Euryoryzomys sp, Hylaeamys megacephalus, Oligorryzomys 

(Favaron y col., 2011) y Thrychomis laurentinus (Franco de Oliveira y col., 2012), 

se observaron uNK con características morfológicas y un patrón de distribución 

similar entre los SI. En la placentación de L. maximus, las uNK, consideradas 

esenciales durante la preñez (Sojka y col., 2019), se relacionaron con un efecto 

modulador sobre la invasión del trofoblasto (Flamini y col., 2011). En otras 

especies con placenta hemocorial, como Mus musculus y Homo sapiens, las uNK 

también se asociaron con la invasión trofoblástica e incluso con la remodelación de 

la vasculatura asociada con la decidua (Gaynor y Colucci, 2017). Por lo tanto, las 

uNK podrían participar en la invasión trofoblástica y la renovación de la 

vasculatura, dos eventos necesarios para la formación de la placenta durante la 

gestación temprana en L. maximus. 

Durante el ciclo estral y la gestación, ocurren cambios hormonales que 

modifican diversos aspectos de la morfofisiología del oviducto y del útero, como la 

actividad de las glicosiltranferasas (Tulsiani y col., 1997). Esto se observa, por 

ejemplo, en la expresión de moléculas de superficie que participan en la interacción 
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entre el embrión y las células luminales uterinas (Varki, 2017). En nuestro análisis 

histoquímico y lectinhistoquímico, se observó la expresión homogénea de 

glicoconjugados y residuos glicosídicos. Esto indicaría que los glicoconjugados 

podrían actuar como moléculas de adhesión entre los blastocistos y el epitelio 

luminal uterino durante la implantación y que no estarían relacionados con la 

supervivencia diferencial de los conceptus. Los glicoconjugados uterinos no solo se 

encuentran en las células sino también en las secreciones (Clark, 2015). El 

histotrofo, secretado por las glándulas uterinas está involucrado en la activación 

del blastocisto, la receptividad uterina, la decidualización y la supervivencia y el 

crecimiento de los conceptus, como se ha demostrado para varias especies de 

mamíferos (Bastos y col., 2019; Kelleher y col., 2019; Salamonsen y col., 2013; 

Spencer y col., 2019; Wetendorf y DeMayo, 2012). En L. maximus, observamos 

diferencias en el área glandular de los cinco sitios de implantación a través del 

incremento significativo de este parámetro en el sentido craneocaudal del órgano. 

En este estudio, las glándulas uterinas expresaron al RP. En diferentes especies 

domésticas, la producción y secreción de histotrofo está relacionada con P4 

(Spencer y col., 2004b; Steinhauser y col., 2017) y L. maximus no serían la 

excepción. Aunque no se observaron diferencias en la distribución de la expresión 

del receptor de progesterona entre los sitios de implantación estudiados, el 

aumento significativo en el área glandular en el sentido craneocaudal en las 

vizcachas con preñez temprana implicaría una mayor cantidad de tejido glandular. 

Por tanto, postulamos que podría existir una mayor producción de histotrofo y que 

este influiría diferencialmente en la supervivencia de los SI, favoreciendo a los 

caudales.  

Los vasos sanguíneos son otro componente uterino con un rol esencial 

durante el desarrollo temprano. Son la base de la nutrición hemotrófica y el 

intercambio de gases en la placenta (Torry y col., 2007). La muerte embrionaria 
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puede deberse a diversos factores, entre ellos, a una mala vascularización como 

ocurre en diferentes especies, incluida la cerda (Linton y col., 2010) y el ratón 

(Woods y col., 2018). La observación externa de los cuernos uterinos reveló la 

congestión de los vasos sanguíneos, específicamente las arterias uterinas, y sus 

ramificaciones. Inicialmente se informó que el suministro vascular a cada 

implantación de L. maximus sería similar en todo el cuerno (Roberts y Perry, 

1974). Sin embargo, recientemente se demostró que es mayor la vascularización en 

la región caudal del órgano (Flamini y col., 2020). En los cuernos uterinos de fetos 

de 50 y 90 dfp, se observó un mayor desarrollo de vasos sanguíneos en la región 

caudal (Flamini y col., 2020). Este desarrollo continúa en la etapa posnatal, ya que, 

en hembras adultas sin preñez, hay mayor vascularización (Giacchino y col., 2020). 

En este estudio, determinamos que el patrón de área vascular que se observa en las 

hembras no preñadas se mantiene en los cuernos uterinos con preñez temprana, 

razón por la cual las implantaciones cercanas al cuello uterino tienen un mayor 

suministro vascular. Este suministro vascular no solo está relacionado con 

nutrición hemotrófica, sino también al desarrollo de la placentación 

hemomonocorial de la especie (Flamini y col., 2011). 

Basado en los datos obtenidos de este estudio y de trabajos anteriores 

realizado en nuestro laboratorio (Flamini y col., 2020) consideramos que el 

aumento de la vascularización en el sitio de implantación de los embriones viables 

se origina durante la organogénesis uterina y no se debe a una respuesta diferencial 

a factores angiogénicos durante la preñez. En otras especies como la alpaca 

(Vicugna pacos) y el impala (Aepycerus melampus) hay diferencias entre la 

vascularización entre los cuernos uterinos. En la alpaca, se encontró que la 

vasculatura está más desarrollada en el cuerno izquierdo desde la vida prenatal e 

incluso luego, en la posnatal. Este cuerno se corresponde con el sitio donde ocurre 

la implantación (Mendoza y col., 2013), mientras que, en el impala, el cuerno 
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derecho es el más vascularizado (Jones y col., 2019). Recientemente se observó que 

en implantaciones embrionarias viables correspondiente a una gestación 

intermedia se establece una óptima interfase materno-fetal, en comparación con 

las implantaciones bajo reasorción embrionaria (Flamini y col., 2020). 
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CAPÍTULO V 

Estudios en úteros de hembras con preñez intermedia 

Introducción 

El crecimiento y la supervivencia del conceptus depende de la remodelación 

uterina regulada, entre otros factores, por las hormonas sexuales (Spencer, 2014b; 

Deng y col., 2018). Aunque la remodelación sea homogénea en toda su extensión, 

la implantación y la placentación en algunas especies ocurren en sitios específicos 

del órgano. Entre los camélidos, se demostró que el cuerno uterino izquierdo de 

Vicugna pacos presenta una mayor vascularización (Mendoza y col., 2013) y 

expresión de transcriptos en la matriz extracelular endometrial (Barraza y col., 

2020), que el derecho, y se corresponde con el sitio de implantación en esta familia. 

En los artiodáctilos, los cuernos uterinos del cérvido Aepycerus melampus varían 

entre sí. El cuerno uterino derecho, que es en el que ocurre la implantación, es más 

grande que el izquierdo, incluso la altura de los epitelios luminal y glandular es 

mayor (Jones y col., 2019). En otras especies de artiodáctilos, entre ellas, 

Neotragus moschatus, el cuerno uterino izquierdo es más pequeño que el derecho, 

e incluso las carúnculas del mismo tienen menor desarrollo (Buechner, 1961; 

Mossman y Mossman, 1962; Lee y col., 1977; Loskutoff y col., 1990; Hayssen y Orr, 

2017; Wilsher y col., 2020). Entre los quirópteros, la implantación y la placentación 

en las especies Megaderma lyra y Molossus ater ocurren respectivamente en el 

extremo craneal del cuerno uterino derecho e izquierdo lo que ha sido relacionado 

con una mayor vascularización en las mencionadas regiones (Gopalakrishna y 

Khaparde, 1978; Rasweiler, 1990, 1991). En el insectívoro Elephantulus myurus, 

los extremos uterinos caudales presentan una gran expansión de las glándulas 

uterinas y se corresponden con los sitios de la implantación y la placentación 
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(Tripp, 1971). Todas estas especies tienen en común que la implantación de solo 

uno o dos blastocistos ocurre en sitios particulares de uno o ambos cuernos, sin 

que ocurra muerte embrionaria masiva.  En cambio, en L. maximus, hay poli-

implantación de 5-6 blastocistos/cuerno uterino, y a partir de los 26 dpc los sitios 

de implantación craneales y medios se resorben hasta los 70 dpc. Sin embargo, los 

caudales progresan y dan lugar al nacimiento de crías precociales (Weir, 1971a, 

1971b; Roberts y Weir, 1973).  No se ha encontrado, hasta el presente, algo similar 

en ningún otro mamífero. Estudios morfológicos realizados en úteros de L. 

maximus durante su vida prenatal demostraron que las regiones caudales tienen 

un mayor aporte vascular en comparación con el resto del útero (Flamini y col., 

2020). A partir de los resultados obtenidos y descriptos en el capítulo III, se 

encontró que el útero de hembras adultas sin preñez también varía, en sentido 

craneocaudal, tanto en el espesor del endometrio y el miometrio como en las áreas 

ocupadas por las glándulas uterinas y los vasos sanguíneos. Estudios angiográficos 

realizados por otros investigadores refuerzan nuestros resultados (Giacchino y col., 

2020). Las variaciones uterinas observadas en las hembras sin preñez se 

incrementan en la gestación temprana, esto se ha relacionado con la muerte 

embrionaria temprana y fisiológica de la especie, según los resultados obtenidos 

en el capítulo III. Considerando la heterogeneidad uterina prenatal y posnatal de 

L. maximus, como así también las características de la gestación temprana e 

intermedia descritas previamente por nuestro grupo (Flamini y col., 2019, 2020) y 

en este trabajo de investigación, podemos presuponer que las variaciones uterinas 

restringen el crecimiento y promueven la muerte del embrión y, posteriormente la 

pérdida de la homeostasis placentaria, en los SI craneales y medios.  
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Materiales y métodos 

Esta sección se encuentra detallada en el CAPÍTULO II 

Resultados 

▪ Observación ultrasonográfica y macroscópica de los SI  

El ultrasonido reveló la presencia de cuatro sitios de implantación/cuerno 

uterino, denominados SI-1, SI-2, SI-3 y SI-4, en el sentido craneocaudal del órgano. 

La extrapolación del diámetro del IS-4 permitió determinar un tiempo gestacional 

de 46-53 días post-fertilización. Es importante aclarar que en estas tres hembras 

la implantación craneal no se detectó a nivel macro ni microscópico debido a la 

resorción. 

Todos los SI presentaron forma esférica. Los SI-1, SI-2 e SI-3 se observaron con 

ecogenicidad mixta debido a la presencia de áreas hipoecoicas irregulares, y sin 

una clara diferenciación de una placenta y un embrión (Figura 39 a). En cambio, 

en el SI-4 se determinó que las paredes del saco gestacional son gruesas y sólidas, 

con una ecogenicidad media (Figura 39 b). En un corte longitudinal del SI-4 se 

observó una cavidad llena de fluido aneicoico en la que se evidenció a un embrión 

como una estructura alargada de ecogenicidad media y con un polo cefálico que se 

corresponde al sitio de mayor diámetro con presencia de cavitaciones aneicoicas 

(Figura 39 c). El corte transversal del SI-4 evidenció un engrosamiento regional de 

la pared del saco gestacional, sitio donde se localizó la placenta. Este órgano se 

observó como una estructura sólida, protruido parcialmente hacia la luz del saco 

gestacional y con ecogenicidad media (Figura 39 d). Mediante Eco-Doppler color 

se determinó la viabilidad del embrión del IS-4 por la presencia de actividad 

cardiaca de color azul (Figura 39 e). El Doppler espectral estimó una frecuencia 

cardiaca promedio de 217 latidos por minuto (Figura 39 f) 
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Figura 39. Ultrasonografía de los cuernos uterinos durante la gestación 

intermedia de L. maximus. a. SI-1, SI-2 y SI-3, en resorción; b. Sección transversal de 

los SI-4, SI-3 y SI-2. El SI-4 (viable) con cavidad y embrión. Los restantes (en resorción) 

macizos; c. SI-4, en amarillo se observa el embrión; d. SI-4, embrión y placenta discoidea 

(naranja); e. Viabilidad del SI-4 mediante Doppler color; f. Frecuencia cardiaca del 

embrión de SI-4 mediante Doppler espectral. Barras de escalas: 1 cm (a), 0, 2 cm (b), 0, 5 

cm (c-e).  

 

La observación macroscópica permitió confirmar la existencia de los 

cuatros SI evidenciados con ultrasonido, con forma esférica y color blanco variable 

en su extensión (Figura 40 a). En el sitio antimesometrial de los SI-1, 2 y 3 se 

observó una zona necrótica de color negro y consistencia semi-fluida, que se 
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desintegró durante el procesamiento histológico. La placenta en formación de estos 

sitios no fue definida (Figura 40 b). En cambio, el SI-4 estuvo conformado por un 

embrión en el que se diferenciaron los polos craneal y caudal, y una placenta bien 

reconocible (Figura 40 c y d). 

 

Figura 40. Sistema reproductor de L. maximus durante su gestación 

intermedia. a. SI-1, SI-2 y SI-3, en resorción, y el SI-4 viable. Los asteriscos en SI-1, SI-2 

y SI-3 indican la zona necrótica; b. Sección transversal del SI-1, se observa un SI macizo en 

el que se reconocen dos zonas, la necrótica y la correspondiente al sitio de desarrollo de la 

placenta; c. Sección paralela al eje craneocaudal del SI-4 en donde se reconoce al embrión 

(Em) y la placenta en formación (Pl); d. SI-4 sin embrión; e. Embrión de 46 dpc. Se 

reconoce los extremos craneal (Ecr) y caudal (Eca), uno de los ojos (O) y las somitas (S). 

Abreviaturas: Cau, caudal; Cra, craneal; D, derecha; I, izquierda; M, masa necrótica; Ut, 

útero. Barras de escalas: 1 cm (a), 0, 5 cm (b), 0, 5 cm (b-d).  
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▪ Características histológicas, histoquímicas e inmunohistoquímicas de los 

SI 

Tal como se mencionó anteriormente, en el sitio donde se localizó el 

embrión en los SI-1,-2 y -3 había una masa de color marrón oscuro que por su 

consistencia semi-fluida se disolvió durante el procesamiento histológico. El resto 

de cada uno de estos SI presentó desorganización y desintegración tisular (Figura 

41 a, b). Se observó hemorragia y una abundante infiltración leucocitaria con 

predominio de neutrófilos. También se identificaron mastocitos (Figura 41 c), 

células gigantes de cuerpo extraño, macrófagos con hemosiderina y residuos 

endocitados (Figura 41 d-f) y células en apoptosis (Figura 41 g). Las implantaciones 

de estos SI en resorción se encontraron circunscriptos por una malla de fibras 

colágenas y fibroblastos (de localización más externa) cuyo límite externo fue el 

miometrio (Figura 41 h). 
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Figura 41. Morfología de los SI-1, -2 y -3 durante la gestación intermedia de L. 

maximus. a y b. Desorganización tisular y desintegración celular, representación con el 

SI-1 (a) y SI-2 (b). Hematoxilina y eosina, y tricrómico de Gomori, respectivamente; c. 

Hemorragia (He) e infiltración de neutrófilos (In), representación con el SI-1. En el inserto 
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se observan neutrófilos (cabeza de flecha amarilla) y mastocitos (cabeza de flecha verde). 

Barra de escala: 50 µm; d. Células gigante de cuerpo extraño delimitada por óvalo con línea 

discontinua, representación con el SI-2; e. Macrófagos con acúmulo de hemosiderina en 

su citoplasma (cabezas de flechas), representación con el SI-2. Hematoxilina y eosina; f. 

Macrófagos con residuos citoplasmáticos, cabezas de flechas naranjas, representación con 

el SI-2. Tricrómico de Gomori; g. Células con cuerpos apoptóticos (Ca), representación con 

el SI-3; h. Fibroblastos y pared de fibras colágenas, representación con el SI-3. Trcrómico 

de Gomori. Barras de escalas: 500 µm (a), 200 µm (b,c), 40 µm (d, f, h), 20 µm (e, f). 

 

El sincitiotrofoblasto fue PK+, al igual que otras células aisladas como en 

aquellas que circunscribían a los vasos sanguíneos (Figura 42 a-c). Estas células 

también fueron positivas con PCNA por lo que se infiere que se encontraron en 

proliferación (Figura 42 d). Por otro lado, la apoptosis observada en los cortes 

coloreados con hematoxilina-eosina fue confirmada por la marcación positiva para 

Cas-3 (Figura 42 e). Los fibroblastos de la malla que circunscribió a cada 

implantación de los SI en resorción resultaron Vim+ y PCNA+ (Figura 42 f-h).  
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Figura 42. Caracterización inmunohistoquímica de diferentes tejidos y 

procesos en los SI-1, -2 y -3 durante la gestación intermedia de L. maximus. 

Las cabezas de flechas indican las inmunomarcaciones para cada uno de los anticuerpos 

primarios utilizados. a. Sincitiotrofoblasto PK+; b. Células trofoblásticas dispersas PK+; 
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c. Sincitiotrofoblasto PK+ delimitando a un vaso sanguíneo materno; d. Células 

trofoblásticas en proliferación (PCNA); e. Células trofoblásticas en apoptosis (Cas-3); f. 

Capa de fibroblasto en proliferación (PCNA); g. Mayor magnificación de los fibroblastos 

PCNA+; h. Capa de fibroblastos Vim+. Cada inserto se corresponde a una mayor 

magnificación de la foto. Barra de escala: 50 µm. Abreviaturas: Mi, miometrio; Si, 

sincitiotrofoblasto; Vs, vaso sanguíneo materno. Barras de escalas: 500 µm (d, f), 200 µm 

(a-c, e, g, h). 

 

Por su parte, los SI-4 presentaron una implantación intersticial que ocupó 

la mayor parte de la luz uterina (Figuras 43 a). La implantación se encontró unida 

al endometrio del polo antimesometrial mediante una mesoplacenta compuesta 

por tejido epitelial y conectivo (Figuras 43 b). En la sección del embrión se 

observaron diferentes estructuras y órganos en desarrollo, entre ellos, tubo neural, 

notocorda, miembros torácicos y pelvianos, tiroides, pulmones, estómago, 

corazón, hígado, y tubo digestivo, cápsula de Bowman, cresta genital, cordón 

nefrogénico, conducto de Wolff (Figuras 43 c y d).  

El embrión se encontró próximo a la placenta y la subplacenta en desarrollo 

(Figuras 42 d). En la placenta se reconocieron dos poblaciones de células 

trofoblásticas, el citotrofoblasto y el sincitiotrofoblasto, como así también una 

organización lobulada (Figuras 42 e). Asímismo, la placenta también presentó 

inicios de una vascularización dual, debido a la presencia de vasos sanguíneos 

embrionarios (Figuras 43 f) y cámaras sanguíneas maternas delimitadas por 

sincitiotrofoblasto (Figuras 43 g). Por su parte, la subplacenta se halló entre la 

excavación de la placenta y el área de decidualización (vértice que está en contacto 

con la decidua basalis). Su disposición presentó un aspecto lamelar, en cuya 

perifería se observó citotrofoblasto, mientras que en el centro de las lamelas al 

mesénquima (Figuras 43 h). Se reconocieron anexos extraembrionarios como el 

amnios, conformado por un epitelio cúbico simple, y el saco vitelino. Este último 

estaba conformdo por endodermo compuesto por epitelio cilíndrico simple, tejido 
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conectivo mesenquimático y vasos sanguíneos en cuyas luces se hallaron 

hemangioblastos. Por otro lado, el saco vitelino se encontró diferenciado en las 

hojas parietal y visceral (Figuras 43 i, j).  La células deciduales, grandes, 

poligonales y PAS+, estaban presentes tanto en la decidua basalis como la 

parietalis (Figuras 43 k). 
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Figura 43. Descripción morfológica del SI-4 (viable) durante la gestación 

intermedia de L. maximus. a. Morfología del SI-4. Se reconoce una implantación 

intersticial y antimesometrial con un embrión, la placenta, la subplacenta, los anexos 

extraembrionarios y la decidua (basalis y parietalis); b. Detalle del recuadro mostrado en 

“a”, mesoplacenta; c. Sección anterior del embrión de 46 dpc; d. Sección posterior del 

embrión de 46 dpc. Abreviaturas: A, aorta; Am, antimesometrial; At, atrio; Ad, aorta dorsal; 

C, celoma; CB, cápsula de Bowman; Cg, cresta genital; Cn, cordón nefrogénico; CW, 

conducto de Wolff; Db, decidua basalis; Dp, decidua parietalis; E, esófago; Em, embrión; 

H, hígado; Im, implantación; I, intestino; Lu, lumen; M, mesometrial; Me, mesoplacenta; 

Mp, miembro pelviano; Mt, miembro torácico; No, notocorda; Pl, placenta; Sub, 

subplacenta; Sv, saco vitelino. TDp, tubo digestivo posterior; TNa, tuno nervioso anterior; 

TNp, tubo nervioso posterior. Barras de escala: 500 µm (a) y 50 µm (b). 
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Figura 43- continuación. e. Placenta, Subplacenta y decidua basalis; e. Células 

trofoblásticas conformando al citotrofoblasto y el sincitiotrofoblasto; f. Vasos sanguíneos 

embrionarios; g. Cámaras sanguíneas maternas delimitadas por sincitiotrofoblasto; h. 

subplacenta. Se observan los pliegues delimitados por citotrofoblasto; i. Amnios y saco 

vitelino; j. Saco vitelino vascularizado. En el interior de los vasos sanguíneos se observan 
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hemangioblastos; k. Decidua, células PAS+. Abreviaturas: Am, amnios; Ci, citotrofoblasto; 

CsM, cámaras sanguíneas maternas; Db, decidua basalis; Dp, decidua parietalis; Hg, 

hemangioblastos; Im, implantación; Lu, lumen; Me, mesénquima; Pl, placenta; Si, 

sincitiotrofoblasto; Sub, subplacenta; Sv, saco vitelino; VsF, vaso sanguíneo fetal; VsM, 

vaso sanguíneo materno. Barras de escalas: 500 µm (e), 200 µm (h, i), 100 µm (f, g, j), 40 

µm (k, l).  

 

Discusión 

En estudios previos se formuló como hipótesis la heterogeneidad de los 

cuernos uterinos de L. maximus tanto en su vida prenatal como posnatal. Esta 

posteriormente se contrastó. A partir de la misma se han inferido algunas de las 

causas de la muerte embrionaria temprana, masiva y sectorizada de la especie 

(Flamini y col., 2019, 2020; Giacchino y col., 2020). Esta muerte se inicia a los 26 

dpc y extiende hasta los 70 dpc (Weir 1971b; Roberts y Perry, 1974). Tal como se 

concluyó en el capítulo IV, a los 26 dpc se observaron indicios de muerte 

embrionaria en las implantaciones craneales y medias (tasa de resorción 80%) 

mediante infiltración linfocitaria, hemorragia, depósito de fibrina y tejido 

necrotico; características más evidentes durante la gestación intermedia (Flamini 

y col., 2020; Giacchino y col., 2020). En ratones, la resorción espontánea sigue un 

patrón específico que es independiente del tiempo en que se inicia este proceso 

durante la gestación, y se resume en cuatro etapas: 1. Retraso en el desarrollo o el 

crecimiento del conceptus, 2. Disfunción cardiaca, 3. Muerte del embrión, 

desintegración de las membranas extraembrionarias y, finalmente, pérdida de la 

integridad placentaria, y 4. presencia de hemorragia y necrosis, tejido cicatrizal y 

fibrinoide. Además de estas características microscópicas, esta etapa también se 

caracteriza por la visualización macroscópica del sitio de implantación en resorción 

en el exterior del útero (Flores y col., 2014). En el presente estudio no se pudo 

seguir la secuencia exacta, aunque se hallaron las características de las cuantro 
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etapas en las resorciones de L. maximus. La etapa 1 en la gestación temprana de L. 

maximus se reconoció por los valores significativamente menores de los 

parámetros largo y ancho en los sitios de implantación craneal y medios, datos 

obtenidos en el capítulo III; durante la gestación intermedia también se observó 

esta variación de tamaño, aunque no fue cuantificada (Flamini y col., 2020; 

Giacchino y col., 2020). En este estudio a los 46 dpc, hay tendencia de menor 

tamaño en las implantaciones en resorción (SI-1, SI-2 y SI-3) respecto de la viable 

(SI-4). Por otro lado, el estudio ultrasonográfico también confirma el cese del 

desarrollo que caracteriza a esta etapa. Además, en el estudio ultrasonográfico los 

sitios en resorción se observaron como estructuras sólidas, con ecogenicidad y 

ausencia de estructuras embrionarias. Estas características tampoco difieren de las 

informadas para la resorción embrionaria en la perra doméstica Canis familiaris 

(England y Russo, 2006) y en la liebre europea Lepus europaeus (Schröeder y col., 

2013). En cambio, en el SI-4 se observó un embrión y una placenta, cuyas sondas 

de ecos no difieren a los hallados en los sacos embrionarios viables de C. familiaris 

(England y Russo, 2006). La etapa 2 se evidenció por la ausencia de actividad 

cardíaca en los sitios de resorción, a diferencia del sitio de implantación viable en 

el que se registró actividad y frecuencia cardiaca. La etapa 3 estuvo representada 

por sitios de implantación en los que no se encontró un embrión, pero si una 

placenta. Por su parte, la etapa 4 es evidente a partir de signos macroscópicos 

externos en los sitios de resorción. En este estudio se observó un foco necrótico, en 

el extremo donde se localizó el embrión en los SI-1, SI-2 y SI-3, que al momento 

del procesamiento era de color marrón oscuro y de consistencia semi-fluida. La 

necrosis que se observa en esta zona y no en el sitio donde se desarrollaría la 

placenta podría asociarse con dos aspectos. Por un lado, la gestación larga de los 

roedores histricomorfos está relacionada con la tasa de crecimiento lenta de los 

embriones, particularmente en periodos tempranos de la gestación donde el 
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crecimiento de la placenta es proporcionalmente mucho mayor que el del embrión 

(Roberts y Perry, 1974). Por otra parte, la placenta tiene un nivel de oxígeno 

superior al del feto (Wooding y Burton, 2008). Estos resultados en relación con las 

conclusiones de estudios previos sugieren una estrecha relación entre la 

vascularización diferencial y el desarrollo de la placenta hemocorial, en cada sitio 

de implantación. De esta manera, los menores aportes vasculares en los sitios de 

implantación en resorción darían lugar a niveles de oxígeno insuficientes (Flamini 

y col., 2020) y, en consecuencia, la hipoxia generaría la necrosis en el embrión. 

Esta hipótesis en L. maximus está apoyada por observaciones en unidades en 

resorción de roedores múridos. Según Kaloglu y Bulut (2007), las anormalidades 

estructurales en la vasculatura uteroplacentaria del ratón disminuyen el flujo 

sanguíneo placentario y generan hipoxia tanto en la placenta como en el feto. Algo 

similar ha sido propuesto para las resorciones embrionarias espontáneas en Rattus 

norvegicus domestica (Fonseca y col., 2014).  

En la necrosis hay destrucción celular que conlleva a la liberación del 

contenido intracelular, que contiene moléculas que son considerados como 

patrones moleculares asociados al daño (DAMPs). Los clásicos DAMPs incluyen al 

ácido úrico, proteína 1 del grupo de alta movilidad (HMGB1), familia de las 

proteínas S100 (S100), adenosín trifosfato (ATP), proteína de shock térmico 

(HSP)70 y al ácido nucleico celular libre (cfDNA) que incluye al ADN fetal y 

mitocondrial. Estos DAMPs están asociados a enfermedades de la preñez, entre 

ellas, la preclamsia y el parto pretérmino, y en cualquiera de ambos casos 

desencadenan una respuesta inflamatoria estéril tras su unión a los receptores de 

patrones específicos, RRPs (Chen y Nuñez, 2010; Brien y col., 2019). Consideramos 

que la destrucción tisular y la liberación del contenido celular asociado a la necrosis 

de los concepti de los SI-1, SI-2 y SI-3 de la vizcacha incluiria diferentes DAMPs.  
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Los receptores de reconocimiento de patrones (RRPs), entre ellos, 

receptores tipo Toll (TLRs), receptores tipo Nod (NLRs), receptor de lectina tipo C 

(CLRs), y receptores para productos finales de la glicosilación avanzada (RAGEs), 

se expresan tanto en las células presentadoras de antígenos, como así también en 

el miometrio, la decidua y la placenta (Koga y Mor, 2010; Lappas, 2013; Zhang y 

col., 2014). En la inflamación a nivel de la placenta, las células trofoblásticas 

(citotrofoblasto, sincitiotrofoblasto y trofoblasto extravelloso) son el único tipo 

celular que contacta directamente con el sistema inmune de la hembra como así 

también con los patógenos y los DAMPs (Abrahams, 2011; Brien y col., 2019). De 

manera similar a lo que ocurre en la inflamación inducida por patógenos, la unión 

DAMPs-RRPs activa células no inmunes, como células epiteliales, endoteliales y 

fibroblastos, y también a células de la inmunidad innata, como neutrófilos, 

eosinófilo, macrófagos y células dendríticas. La activación de estas células conduce 

a la producción de varias citocinas que, a su vez, reclutan células y activan 

respuestas inmunes adaptativas (Gong y col., 2020). En relación a esto, en los SI 

en resorción se identificó una abundante infiltración neutrofílica, como así 

también eosinófilos, macrófagos y células gigantes de cuerpo extraño. La presencia 

de macrófagos y células gigantes de cuerpo extraño está en relación con la cantidad 

de detritus generados a partir de la necrosis del concepti como así también de los 

cuerpos apoptóticos derivados de células en apoptosis en la placenta, que también 

reclutarían células fagocíticas mediante la expresión de receptores de muerte. A 

esta conclusión también han llegado otros estudios mediante el análisis de la 

resorción espontánea en ratones de la cepa C57BL/6 (Drews y col., 2020). Algunos 

autores consideran que en etapas finales de la apoptosis hay pérdida de la 

integridad de membrana, por lo que se desarrolla una necrosis (Zhang y col., 2018). 

De esta forma, la ruptura de membrana actuaría como DAMP y desencadenaría 

inflamación estéril. A su vez, la presencia de las células de la inmunidad también 



167 

 

 

 

tiene relación con otras características de la inflamación estéril. La destrucción de 

los tejidos se debe a especies reactivas de oxígeno (ROS), proteasas y factores de 

crecimiento secretados por neutrófilos y macrófagos; además de la proliferación de 

fibroblastos, la acumulación aberrante de colágeno y la fibrosis (Chen y Nuñez, 

2010). Si bien en este estudio identificamos por inmunohistoquímica a 

componente placentarios, como el sincitiotrofoblasto y las células trofoblásticas en 

proliferación, observamos ausencia de cohesión y desintegración de tejidos y 

estructuras placentarias, que podrían deberse al efecto de las ROS y las proteasas. 

También, se hallaron múltiples puntos hemorrágicos que serían consecuencia de 

las mismas moléculas que generarían corrosión y pérdida de la continuidad del 

endotelio vascular o bien del sincitiotrofoblasto que delimita a los vasos sanguíneos 

maternos para conformar a las cámaras sanguíneas maternas. Estos mismos sitios 

presentaron una abundante cantidad de fibras colágenas hacía la implantación y 

una capa de fibroblastos en proliferación y fibras colágenas en el límite con el 

miometrio. La abundante cantidad de fibras colágenas se debería a la proliferación 

de los fibroblastos que las sintetizan en grandes cantidades, y podría establecer un 

límite que contenga a todo el sitio de implantación en resorción evitando 

potenciales consecuencia en la implantación viable (SI-4) o bien en algún órgano 

del sistema reproductor de la hembra. Tanto el infiltrado neutrofílico como la 

desorganización tisular, la hemorragia y la fibrosis observadas en los SI-1, SI-2 y 

SI-3 de L. maximus son características histológicas que han sido observadas en 

resorciones embrionarias de roedores múridos, tanto espontáneas (Drews y col., 

2020) como inducidas (Woudwyk y col., 2015; Sordelli y col., 2017).  

Algunos autores plantean que el compartimento útero-placentario es un 

sensor de peligro y factores estresantes inflamatorios "extraños" (Nadeau-Vallée y 

col., 2016), entre ellos, la hipoxia (Nakashima y col., 2020). En este sentido, 

consideramos que la heterogeneidad en la vascularización uterina de L. maximus, 
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originaría hipoxia en los sitios de implantación con localización craneal y caudal, y 

esta la necrosis en la placenta y los tejidos embrionarios y extraembrionarios, 

porque no permitiría un flujo sanguíneo acorde al crecimiento placentario y 

embrionario. Así, los DAMPs resultantes de la necrosis serían censados por la 

placenta en desarrollo de esos mismos sitios de implantación. La interacción 

DAMPs-RRPs induciría una respuesta inflamatoria estéril en donde la homeostasis 

de la placenta también se vería afectada y se generarían DAMPs. La inflamación 

estéril resultante no solo se resolvería a través de la inmunidad celular, sino 

también mediante una fibrosis que limitarían el foco inflamatorio de los sitios en 

resorción, evitando de este modo la viabilidad de las implantaciones caudales. 

Estudios in vitro con explantos de placenta humana han concluido en la existencia 

de una relación similar entre la hipoxia, los DAMPs y el desarrollo de una respuesta 

inflamatoria estéril (Baker y col., 2021). 

Tal como se concluyó en los capítulos III y IV, la heterogeneidad uterina en 

L. maximus también se debe a diferencias en el área de las glándulas endometriales 

y el espesor de la pared uterina y sus túnicas, que influirían en el desarrollo 

diferencial de los sitios de implantación, favoreciendo a los caudales respecto de 

los restantes. Los SI-4 son los únicos viables, a partir de los cuales se desarrollarán 

fetos que serán paridos como crías con un alto grado de precocialidad. Las 

características del desarrollo embrionario temprano de los roedores 

histricomorfos, incluida la vizcacha, fueron descriptas por diferentes autores en la 

década de los 70 y recopiladas por Roberts y Perry (1974) en “Hystricomorph 

Embriology”. En el caso particular de L. maximus, muchas de estas fueron 

actualizadas (Leopardo y Vitullo, 2017), ampliadas y relacionadas con la muerte 

embrionaria a partir de estudios recientes (Giacchino y col., 2020) como los 

obtenidos en esta tesis. En relación con la gestación intermedia hasta el presente 

no hay datos disponibles. En este estudio centrado en los 46 dpc, observamos que 
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el sitio de implantación viable de L. maximus no difiere del patrón de desarrollo de 

otros euterios filogenéticamente cercanos o distantes (Marcela y col., 2012; Alberto 

y col., 2013; Pieri y col., 2015). Con respecto a otras características del SI-4, 

observamos la placenta, la subplacenta, la decidua y otros anexos 

extraembrionarios como el saco vitelino y el amnios. Si bien las características de 

estos fueron descriptas por Flamini y col (2011) y Barbeito y col. (2021), esta tesis 

incorpora información complementaria. La placenta principal en desarrollo 

presentó, ya en este momento del desarrollo, una incipiente organización lobulada 

y una vascularización dual mediante vasos sanguíneos fetales y cámaras 

sanguíneas maternas. Esta organización y vascularización madura se extiende 

durante la placentación y genera una amplia superficie de intercambio materno-

fetal (Flamini y col., 2011) que se ha relacionado con el desarrollo de crías 

precociales (Mess, 2003), características de estos roedores (Rodrigues y col., 

2006).  Por su parte, la subplacenta, una estructura constante y con una morfología 

muy similar entre los histricomorfos, pero ausente en otros euterios (Miglino y col., 

2021), se localizó entre la placenta y la decidua. La subplacenta es una fuente de 

trofoblasto invasivo, una característica derivada entre los roedores, 

particularmente en L. maximus se sabe que la misma tiene un incremento de 

espesor conforme avanza la preñez (Flamini y col., 2011). Estudios recientes sobre 

la morfología, la vascularización y la actividad secretora de hormonas esteroides 

durante la gestación de algunas especies de histricomorfos (Hydrochaeris 

hydrochaeris, Agouti paca, Dasyprocta leporina, Kerodon rupestris y Cavia 

porcellus) permite confirmar el rol endocrino de esta estructura (Miglino y col., 

2021). En este estudio, la subplacenta se halló en contacto con la decidua. A 

diferencia de lo observado en el capítulo IV, en la gestación temprana, la decidua 

basalis y parietalis, que contienen abundantes por células PAS+, ocuparon gran 

parte del sitio de implantación. La observación microscópica nos permitió 
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identificar una estructura no descripta hasta el momento en L. maximus: la 

mesoplacenta. Esta deriva de la decidua y es un continuo con el endometrio del 

extremo mesometrial del sitio de implantación. La mesoplacenta no es exclusiva 

de la vizcacha de llanura, ya que se encontrado en otros histricomorfos, entre ellos, 

Chinchilla lanigera (Tibbitts y Hillemann, 1959), Dasyprocta aguti y Agouti paca 

(Miglino y col., 2002). Según Becher (1921 a, b), la mesoplacenta se adelgaza 

conforme avanza la gestación. Estudios comparativos en otras especies han 

permitido establecer equivalencias entre la mesoplacenta y otras estructuras como 

el tallo placentario en Hydrochaerus hydrochaeris y Cavia porcellus (Ibsen, 1928; 

Uhlendorf y Kaufmann, 1979). Se ha sugerido que su función estaría vinculada a 

restringir el daño al útero al momento del parto, permitiendo la regeneración 

rápida del útero y, así, posibilitar la ocurrencia de una siguiente preñez tras un 

apareamiento postparto (Uhlendorf y Kaufmann, 1979). Esta función de la 

mesoplacenta guarda relación con lo observado por Flamini y col (2009) durante 

un estudio de la biología ovárica de la especie en la provincia de Buenos Aires. Estos 

autores, a diferencia de lo observado por Llanos y Crespo (1952) para ejemplares 

capturados en de la región litoral de la Argentina con estros postparto esporádicos 

e irregulares observaron que alrededor de un 70,6% de las hembras capturadas en 

la región pampeana presentaron una preñez derivada del estro postarto. 

Posiblemente, las diferencias de ocurrencia del estro posparto de los ejemplares de 

ambas regiones se deban a variaciones estacionales, ya que la especie tiene hábitos 

crepusculares y su actividad endocrina depende de las variaciones estacionales de 

las regiones (Barbeito y col., 2021). En cuanto a los anexos embrionarios, se 

observó un saco vitelino diferenciado en las hojas parietal y visceral. En el interior 

de los vasos sanguíneos se hallaron hemangioblastos. El saco vitelino constituye el 

primer sitio hematopoyético del embrión (Baron y col., 2012), como así también 

de células madres mesenquimales, tal como se ha observado en Necromys lasiurus 
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(Favaron y col., 2014) y Bos taurus (Oliveira y col., 2017) mediante diferentes 

marcadores moleculares como Stro-1, CD90, CD105, CD73, Oct3/4, Nanog y 

CD117. Para tiempos gestacionales posteriores a los de este estudio, el saco vitelino 

se diferencia, y particularmente la hoja visceral forma pliegues cuyas células 

presentan abundante microvilli en su dominio apical (Flamini y col, 2011). En otros 

histricomorfos como la paca (Agouti paca), las células de esta hoja tienen una gran 

actividad endocítica que se asocia con una transferencia pasiva de la inmunidad 

desde la madre hacia el feto (Bonatelli y col., 2005). Considerando la estabilidad 

morfofuncional de la placenta y los anexos extraembrionarios entre los 

histricomorfos, se podría considerar que el saco vitelino en L. maximus podría 

presentar también esta misma función.  

Los resultados de este estudio completan a los desarrollados anteriormente 

sobre la biología reproductiva de L. maximus con énfasis en la comprensión de la 

muerte embrionaria temprana y espontánea (Flamini y col., 2009, 2011, 2019, 

2020; Giacchino y col., 2020; Barbeito y col., 2021). Si bien este tipo de muerte es 

común entre los euterios debido a que es un proceso conservado (Drews y col., 

2020), la tasa de resorción del 80% (resultado obtenido en el capítulo III) en la 

vizcacha de llanura supera ampliamente a la observada en otras especies 

filogenéticamente cercanas o distantes, entre ellas, Equus caballus 8% (Rose y col., 

2014), Bos taurus 20% (Berg y col., 2009), Lepus europeos 42% (Schroeder y col., 

2011). Además, las características asociadas con la inflamación estéril 

consecuencia los potenciales DAMPs involucrados permitirá extrapolar los 

resultados a modelos convencionales para el estudio de aquellas enfermedades 

relacionadas a la preñez. A su vez, el estudio refleja la capacidad uterina de la 

vizcacha de llanura para remodelarse en toda su extensión y dar lugar a la 

implantación de múltiples conceptus, pero a su vez solo permitir la supervivencia 
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y el crecimiento de los implantados en los segmentos uterinos caudales debido a la 

heterogeneidad en toda la extensión del órgano.  
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CAPÍTULO VI 

Conclusiones 

Los cuernos uterinos de L. maximus sin preñez presentaron: 

▪ Diámetro creciente en sentido craneocaudal según el estudio 

ultrasonográfico. 

▪ Morfología microscópica similar en toda su extensión. 

▪ Expresión homogénea de glicoconjugados y de residuos glicosídicos 

específicos a lo largo del órgano. 

▪ Patrón de expresión homogéneo entre los segmentos analizados para 

marcadores de renovación celular, PCNA y Cas-3, como así también de los 

receptores hormonales. 

▪ Incrementos significativos en el espesor de la pared uterina y sus túnicas, 

áreas glandular y vascular, en el sentido craneocaudal. 

▪ Ausencia de variaciones en las alturas de los epitelios luminal y glandular.  

Los cuernos uterinos de L. maximus con preñez temprana (26 dpc) presentaron: 

▪ Diferencias significativas en largo y ancho tanto en los segmentos uterinos 

craneal y caudal, como entre los cinco sitios de implantación comprendidos 

entre dichos segmentos.  

▪ Forma esférica y tonalidad blanquecina en los cinco sitios de implantación. 

▪ Tasa de resorción del 80%. 

▪ Morfología microscópica similar en la implantación intersticial y 

antimesometrial de cada sitio de implantación.  

▪ Macizo celular interno y tejidos extraembrionarios positivos a RP, PCNA y 

PK. 

▪ Decidua con marcación positivas para RP, PCNA, VIM y PAS. 
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▪ Expresión homogénea de glicoconjugados y de residuos glicosídicos 

específicos entre los glicocalices de los sitios de implantación. 

▪ Células uNK PAS y DBA +, en la luz y el endotelio de los vasos sanguíneos 

de cada SI. 

▪ Áreas glandular y vascular con valores medios significativamente crecientes 

desde el sitio de implantación craneal (SI-1) hasta el caudal (SI-5). 

▪ Infiltración linfocitaria, hemorragia y necrosis en los sitios de 

implantaciones craneales y medios (SI-1, SI-2, SI-3 y SI-4). 

Los cuernos uterinos de L. maximus con preñez intermedia (46-53 dpc) 

presentaron: 

▪ Cuatro sitios de implantación con forma esférica, con ausencia y presencia 

de embrión en los sitios de implantación craneales y medios (SI-1, SI-2 y 

SI-3) y viable (SI-4), respectivamente, según estudio ultrasonográfico. 

▪ Sitio de implantación caudal (SI-4) con embrión y placenta definidos en el 

según estudio ultrasonográfico. 

▪ Embrión viable del SI-4 según estudio Doppler color y estimación de la 

actividad cardiaca.  

▪ Morfología macroscópica diferente entre los sitios de implantación debido 

a una zona necrótica en el sitio donde se localizó el embrión en los SI-1, SI-

2 y SI-3. 

▪ Morfología microscópica desorganizada en la placenta en formación y la 

decidua en los SI-1, SI-2 y SI-3. 

▪ Restos de tejidos extraembrionarios positivos a PK, PCNA y Cas-3 en los SI-

1, SI-2 y SI-3. 



175 

 

 

 

▪ SI-1, SI-2 y SI-3 con respuesta inflamatoria estéril con abundante 

infiltración neutrofílica, hemorragia, macrófagos, mastocitos y células 

gigantes de cuerpo extraño. 

▪ Células trofoblásticas en apoptosis. 

▪ Capa de fibroblastos, PCNA y VIM +, y fibras colágenas, circunscribiendo a 

los SI-1, SI-2 y SI-3. 

▪ Embrión del SI-4 con diferentes sistemas de órganos en desarrollo. 

▪ Placenta en desarrollo con una incipiente organización laberíntica y sistema 

vascular dual (materno-fetal). 

▪ Subplacenta con mesénquima fetal y dos poblaciones trofoblásticas 

diferenciadas, citotrofoblasto y sincitiotrofoblasto. 

▪ Decidua basalis y parietalis PAS+. 

▪ Mesoplacenta uniendo a la implantación a la pared uterina del extremo 

mesometrial. Esta estructura se describe por primera vez para la especie. 

Consideraciones Finales 

Desde 1970 a la fecha se continúan investigando ciertas características de 

la biología reproductiva de la vizcacha, entre ellas, la poliovulación y la muerte 

embronaria temprana y espontánea. A partir del año 2000 se realizaron estudios 

morfológicos y endocrinológicos por parte de los grupos de investigación de la Dra. 

Alicia Flamini y el Dr. Alfredo Vitullo, respectivamente, con la finalidad de 

comprender con mayor profundidad la muerte embrionaria de la especie. Los 

mismo confluyen en que no hay una sola causa que pueda explicar completamente 

a este evento, y que futuros estudios y a otros niveles de organización serán 

necesarios para comprenderlo de manera íntegral. 
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