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RESUMEN 

 

La inseminación artificial equina con semen congelado ha adquirido a nivel mundial un 

notable desarrollo durante los últimos años, teniendo un gran impacto en la industria 
equina, situación que se está viendo reflejada actualmente en nuestro país. Sin 
embargo, se desconoce el transporte espermático en yeguas cuando se utilizan este 
tipo de técnicas. El objetivo de estudio fue determinar si el número total de 
espermatozoides, y el lugar de inseminación tienen alguna influencia en el transporte 
espermático 2, 4 y 12 horas luego de la inseminación artificial (IA) con semen 
congelado en yeguas. Para este estudio, se utilizaron 89 yeguas destinadas a faena, 
saludables y en celo, con folículo dominante ≥ 35 mm de diámetro, edema uterino y 
citología endometrial negativa (ausencia de polimorfonucleares). Las yeguas fueron 
aleatoriamente inseminadas con semen congelado proveniente de un solo padrillo con 
motilidad progresiva post descongelado de > 40 %, en la mitad del cuerpo uterino o en 
la punta del cuerno ipsilateral al folículo preovulatorio con una pajuela de 0,5 mL 
(50x106 espermatozoides totales) o 8 pajuelas de 0,5 mL (400x106 espermatozoides 
totales). Las yeguas fueron sacrificadas de manera humanitaria a las 2, 4 y 12 horas 
posteriores a la IA con semen congelado. Las trompas uterinas ipsilaterales al folículo 
dominante fueron separadas del útero y lavadas con 1 mL de PBS con 0,1% de 
dodecil-sulfato sódico. Los espermatozoides recuperados en el lavado fueron contados 
en una cámara hemocito-métrica de Neubauer®. Los datos obtenidos fueron 
analizados utilizando ANOVA, considerándose la dosis, el tiempo y el lugar de 
inseminación como variables independientes y el número de espermatozoides 
recuperados de las trompas uterinas como variable dependiente. Probabilidades < 0,05 
fueron consideradas como significativas. Los resultados demostraron que, con 
respecto al lugar de inseminación y su relación con el tiempo de transporte 
espermático, existió una tendencia (p=0,070) a las 2 horas a favor de la inseminación 
en la punta del cuerno independientemente de la dosis inseminante. En cuanto a la 
dosis inseminante, la dosis de 400x106 espermatozoides a las 4 horas fue en la que se 
recuperó un mayor número de espermatozoides de las trompas uterinas. Siendo la que 
tuvo mayor transporte espermático (p≤0,001) independientemente del lugar de la 
inseminación.  En relación a la dosis y a la inseminación en el cuerpo uterino 
independientemente del tiempo, se encontraron diferencias a favor de la inseminación 
con 400x106

, no recuperándose espermatozoides de la trompa uterina ipsilateral al 
folículo dominante cuando se inseminó  con 50x106 de espermatozoides totales. Se 
concluyó que, el inseminar en la punta del cuerno independientemente de la dosis nos 
favorece y acelera  el transporte espermático a las 2 horas post inseminación, 
facilitando la llegada de los espermatozoides a las trompas uterinas (p=0,025). Al 
utilizar dosis altas de 400x106 independientemente del lugar de inseminación se 
obtienen más cantidades de espermatozoides que inseminando con dosis bajas de 
50x106 espermatozoides, no habiendo diferencias en inseminar en la punta o en el 
cuerpo (p>0,05). Al elegir dosis de inseminación bajas de 50x106 espermatozoides a 
diferencia de la inseminación con dosis estándar, conviene inseminar en la punta del 
cuerno ya que se logra mayor transporte espermático (p=0,006).  
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SUMMARY 

 

Equine artificial insemination with frozen semen has acquired a worldwide remarkable 
development during the last years, with a great impact in equine industry. This situation 
has influenced our country. However, sperm transport in mares is unknown when this 
type of technique is used. The objective of the study was to determine if the total 
number of spermatozoa, and the site of insemination, have any influence on sperm 
transport 2, 4 and 12 hours after artificial insemination with frozen semen in mares. For 
this study, 89 mares intended for slaughter were utilized, healthy and in heat, with 
dominant follicle ≥ 35 mm of diameter, uterine edema and negative endometrial 
cytology (absence of polymorphonuclears). The mares were randomly inseminated with 
frozen semen from a single stallion with progressive motility post-thawing of > 40%, in 
the middle of the uterine body or at the tip of the ipsilateral horn to the pre-ovulatory 
follicle with a straw of 0.5 mL (50x106 total spermatozoa) or 8 straws of 0.5 mL 
(400x106 total spermatozoa). The mares were sacrificed in a humanitarian way 2, 4 
and 12 hours after the artificial insemination with frozen semen. The ipsilateral oviducts 
to the dominant follicle were separated from the uterus and washed with 1 mL of PBS 
with 0.1% of sodium dodecyl-sulfate. The spermatozoa recovered in the flushing were 
counted in a Neubauer® hemocyte-metric chamber. The data obtained were analyzed 
using ANOVA, considering the dose, time and site of insemination as independent 
variables and the number of recovered spermatozoa from the oviducts as a dependent 
variable. Probabilities < 0.05 were considered significant. The results showed that, with 
regards to the site of insemination and its relation to the time of sperm transport, there 
was a trend (p=0.070) at 2 hours in favor of the insemination at the tip of the horn, 
regardless of the inseminating dose. Regarding the inseminating dose, the 400x106 
sperm dose at 4 hours was the one in which a greater number of spermatozoa of the 
oviducts was recovered, this one being the one with the highest sperm transport 
(p≤0.001) regardless of the insemination site. In relation to dose and insemination in the 
uterine body independently of time, differences were found in favor of insemination with 
400x106, with no recovered sperm from the ipsilateral oviduct to the dominant follicle 
when it was inseminated with 50x106 of total sperm. It was concluded that the act of 
insemination at the tip of the horn, regardless of the dose, has a positive benefit and 
accelerates sperm transport at 2 hours post-insemination, easing the arrival of sperm to 
the oviducts (p=0.025). When using high doses of 400x106, regardless of the place of 
insemination, more quantity of sperm is obtained than inseminating with low doses of 
50x106 sperm, with no difference between inseminating in the tip or in the body 
(p≥0.05). When choosing low doses of insemination of 50x106 sperm, unlike 
insemination with standard doses, it is convenient to inseminate in the tip of the horn, 
given that greater sperm transport is achieved (p=0.006). 
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1. INTRODUCCIÓN 

 

1.1 Inseminación con semen congelado en la actualidad 

 

En los últimos 25 años se han logrado avances en los programas de inseminación 
artificial con semen congelado debido principalmente a que los caballos de deporte, en 

especial aquellos destinados a salto y polo permanecen durante todo el año en 

competiciones. Para cumplir con las demandas del mercado, los propietarios de los 
padrillos aprovechan el periodo de descanso de estos, que es solamente durante 
algunos meses del año para extraerles y congelarles el semen. En algunas ocasiones 
para reproductores muy importantes no existe ninguna posibilidad de preñar yeguas 
con semen fresco y o refrigerado durante toda la temporada (Sanchez, 2015). 

A pesar de los avances y al contrario de lo que ocurre en bovinos, la inseminación 
artificial (IA) con semen congelado todavía no sustituyó la IA con semen fresco o 
refrigerado en la producción equina. Esto se debe a los bajos índices de preñez 
obtenidos con el semen congelado de algunos padrillos, a la diversidad de criterios 
para el procesamiento en la congelación de semen y a las diferentes técnicas y 
estrategias de inseminación empleadas por veterinarios y centros de reproducción 
equina (Love, 2012; Aurich, 2012). 

Cabe destacar que, en bovinos, los toros se han ido seleccionando durante mucho 
tiempo en base a la habilidad del semen para soportar el estrés causado por los 
procedimientos de criopreservación. Esta selección ha llevado a una buena respuesta 
en aquellos toros elegidos para criopreservar, sin embargo, en equinos, no se ha 
aplicado este tipo de selección (Brinsko et al., 2011; Alonso et al., 2016; Pérez et al., 
2017). En general, los padrillos que se utilizan en un programa de inseminación 
artificial con semen congelado no se seleccionan por su eficiencia reproductiva sino 
por su aptitud deportiva y o fenotipo. 

 

1.2 Antecedentes sobre transporte espermático al utilizar semen congelado 

 

El transporte espermático, es el proceso que ocurre posteriormente a que la yegua sea 
cubierta o inseminada, mediante el cual un porcentaje de espermatozoides fértiles es 
rápidamente transportado por medio de la influencia de contracciones uterinas hasta el 
lugar donde ocurre la fecundación en la trompa uterina (Katilla, 1997). Katilla et al., 
(2000) identificaron espermatozoides marcados radioactivamente en la punta del 
cuerno uterino 8 minutos posteriores a la IA. Luego de 30 minutos de la inseminación 
con semen fresco fueron identificados en 67 % de las yeguas la presencia de células 
espermáticas en las trompas uterinas (Fiala et al., 2007). El número de 
espermatozoides presentes en las trompas uterinas aumenta con el correr de las horas 
post IA, alcanzando su mayor población en aproximadamente 4 horas (Bader, 1982; 
Fiala et al., 2007). Esto concuerda con las bajas tasas de preñez obtenidas en yeguas 
a las cuales se les realizaron lavados uterinos antes de las 4 horas post inseminación 
artificial (Brinsko et al., 1991). A partir de ese momento, el transporte espermático 
aparentemente está completo. 
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Se cree también que el momento y el lugar de inseminación afectan al transporte 
espermático, y que la región del istmo caudal de la trompa uterina, como en la mayoría 
de las especies, es una región de selección y depósito de espermatozoides para las 
yeguas inseminadas antes de la ovulación (Bader, 1982; Scott et al., 1994; Scott y Liu, 
1995).  

 

1.3 Caracterización del problema 

 

Las limitaciones más importantes que han sido reportadas con el uso de semen 
congelado equino, se basan en la disminución de las tasas de preñez logradas al 
compararlas con las obtenidas con semen fresco refrigerado, e incluso más bajas a las 
obtenidas en otras especies domésticas (López y Fernández et al., 2007). 

Esto, es atribuido a diversos factores, entre los que se destaca: la fertilidad intrínseca 
de cada animal, debido a que existe una gran variabilidad entre espermatozoides de 
diferentes padrillos (Dowsett y Knott, 1996), principalmente en relación a su capacidad 
de tolerar los procesos de congelación y descongelación (Samper, 1995; Woldsdorf, 
2013). Además, una vez depositado el semen congelado en el útero de la yegua, este 
presenta una menor longevidad si se lo compara con el semen fresco o refrigerado 
(Watson, 2000; Cuervo y Arango, 2015). Según Sieme et al. (2004), las bajas tasas de 
preñez logradas mediante la inseminación artificial con semen congelado en 
comparación con la inseminación con semen fresco estarían relacionadas también con 
la edad, y el estatus reproductivo de la reproductora. 

La endometritis post inseminación con semen congelado, es otro factor muy 
importante. Según Le Blanc (2003), todas las yeguas experimentan una respuesta 
inflamatoria fisiológica en el útero luego de inseminadas, y dicha respuesta es 
modulada por el plasma seminal, quien amortigua la respuesta inflamatoria fisiológica 
de las yeguas al disminuir la migración de neutrófilos dentro del lumen uterino. La crio 
preservación del semen equino, involucra la remoción de la mayoría del plasma 
seminal, lo que podría exacerbar la respuesta inflamatoria uterina en la yegua 
(Troedsson et al., 1995; Leblanc, 2003).  

Aunque la información es limitada, se cree que solo un 25 % de los padrillos que se 
utilizan para congelar semen logran índices de concepción comparables a los 
obtenidos tras la inseminación artificial con semen fresco, aun cuando la inseminación 
con semen congelado es realizada en el momento óptimo y en yeguas saludables 
(Samper et al., 2001). 

La evidencia científica sugiere que, aunque algún semen congelado de alta calidad 
puede permanecer viable en el tracto reproductivo de la yegua durante 48 horas 
(Volkman y Zyl, 1987), la gran mayoría no dura más de 12 horas (Sieme et al., 2003) 
sin que se vea perjudicada su viabilidad. Esta última característica del semen 
congelado hace necesaria la implementación de protocolos de inseminación que 
requieren un manejo intensivo de las yeguas, con una mayor frecuencia de exámenes 
ecográficos por ciclo, incrementándose así los costos derivados de la IA con semen 
congelado, sin una clara mejora en los índices de fertilidad (Sieme, 2011).  

Varias investigaciones sugieren una menor capacidad del semen congelado de 
establecer reservorios de espermatozoides en las trompas uterinas, y esto explica en 
parte la menor fertilidad del semen congelado, junto con la menor sobrevida 
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mencionada anteriormente, lo que explicaría la necesidad de tener que inseminar lo 
más cerca posible de la ovulación cuando se usa semen congelado equino (Dobrinski 
et al., 1995). 

Además, los procedimientos de congelación y descongelación provocan una serie de 
efectos nocivos en las células espermáticas, lo que consecuentemente lleva a una baja 
en las tasas de preñez, debido a las alteraciones en la capacidad de adaptación de los 
espermatozoides a los extensores de crio preservación. Debido a ello, es que es 
recomendable que los protocolos de trabajo con semen congelado sean realizados en 
lugares acondicionados con la infraestructura necesaria (Samper y Hankins 2001). 

Hasta el momento, se desconocen aspectos importantes en relación al transporte 
espermático cuando se utilizan técnicas de inseminación artificial con semen 
congelado en yeguas. No existen estudios controlados sobre el tiempo de entrada de 
los espermatozoides a las trompas uterinas luego de la IA con semen congelado, ni 
sobre el transporte espermático en la IA profunda con bajo volumen, la cual es 
ampliamente utilizada por los veterinarios de campo en las razas que esta 
biotecnología se encuentra permitida.  

A raíz de las limitaciones ya mencionadas en el uso de inseminación con semen 
congelado, es que surge la presente investigación con la finalidad de contribuir a la 
eficiencia de la inseminación artificial con semen congelado en equinos, a través del 
estudio del transporte espermático. Los objetivos particulares de este experimento 
fueron determinar como la dosis y el sitio de inseminación afectan el transporte 
espermático a las 2, 4 y 12 hs luego de la IA con semen congelado 

En el futuro, todo indica que la demanda de semen congelado continuará creciendo de 
la mano de la industria equina, es debido a ello que es importante la implementación 
de estudios enfocados a la mejora de las técnicas utilizadas en los protocolos de 
inseminación con semen congelado (Alonso et al.,2016). 
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2. REVISIÓN BIBLIOGRÁFICA 

 

2.1 Anatomía del aparato reproductor de la yegua 

 

El aparato reproductor de la yegua involucra dos grupos de órganos: por un lado están 
aquellas estructuras que son intrínsecas al tracto reproductivo: ovarios, trompas 
uterinas, cuernos uterinos, cuerpo uterino, cérvix, vagina, vestíbulo y vulva. Estos 
órganos, producen el ovocito, facilitan su fertilización y otorgan un ambiente adecuado 
para el desarrollo embrionario y fetal (Youngquist y Threlfall, 2007).  

Y, por otro lado se encuentran aquellas estructuras que interactúan con los órganos ya 
mencionados, y que desarrollan un rol fundamental en la regulación de los eventos de 
la reproducción: glándula pineal, la retina, el hipotálamo y la glándula hipófisis (Brinsko 
et al., 2011). 

 

 

 

Figura 1. Vista dorsal del aparto reproductivo de la yegua, (Brinsko et al., 2011). 

 

2.1.1 Ovarios 

 

Al igual que en otros mamíferos, los ovarios en la yegua desarrollan una función 
exocrina (producción de gametos), y una función endócrina (producción hormonal). 

Los ovarios en la yegua poseen un tamaño según la actividad ovárica, siendo más 
grandes durante la temporada reproductiva y más pequeños durante la época no 
reproductiva (Brinsko et al., 2011). A diferencia de la mayoría de las especies 
domésticas, en la yegua los ovarios presentan una zona parenquimatosa interna 
(corteza) y una zona vascular externa (médula) (Dyce, 2003; Youngquist y Threlfall, 
2007). 
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2.1.2 Trompas uterinas 

 

Las trompas uterinas o trompas de falopio, son dos estructuras, que cada una se 
encuentra asociada a un ovario y a un cuerno uterino. Estas estructuras son el 
segmento inicial del tracto tubular reproductivo de la yegua (Youngquist y Threlfall, 
2007). 

Se componen de tres partes: el infundíbulo (porción más cercana al ovario), la ampolla 
(porción media), y el istmo (segmento que conecta la ampolla con la unión útero 
tubárica) (Brinsko et al., 2011).  

La porción proximal de los trompas uterinas proporcionan un conducto para el 
transporte del ovocito desde la fosa de ovulación, hacia el sitio de fecundación en la 
unión de la ampolla al itsmo (Youngquist y Threlfall, 2007; Schnobrich, 2018). 

Una particularidad de la yegua, es que una vez que el ovocito es fertilizado, y se 
convierte en embrión, este permanece en las trompas uterinas por aproximadamente 5 
días y medio antes de entrar al lumen uterino (Weber et al., 1991; Schnobrich, 2018). 

Al final de cada trompa uterina, se encuentra una pequeña papila que contiene fibras 
musculares, y es a través de esta estructura que se conecta el lumen del cuerno 
uterino con el lumen de la trompa uterina (Youngquist y Threlfall, 2007). 

El espermatozoide accede a las trompas uterinas a través de la unión útero tubárica 
(UUT), la cual se localiza en el centro de la papila oviductal. Durante el estro, se 
presentan pliegues edematosos longitudinales en la unión útero tubárica, y se pueden 
encontrar numerosos espermatozoides alojados en estos pliegues dentro de las 
primeras 4 horas post cobertura. La UUT juega un rol muy importante en la selección 
de espermatozoides morfológicamente normales, así como también actúa como un 
sitio de reserva espermática previo a su transporte hacia las trompas uterinas. (Brinsko 
et al., 2011). 

 

 

 

Figura 2. Anatomía de las trompas uterinas de la yegua (Schnobrich, 2018) 
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2.1.3 Útero 

 

El útero es un órgano que posee dos cuernos, un cuerpo, y el cérvix. 

La pared uterina se divide en perimetrio, miometrio y endometrio. El perimetrio es la 
capa más externa, el miometrio es la capa media, compuesta por fibras musculares 
dispuestas longitudinalmente, y el endometrio es la capa más interna (mucosa). 

El endometrio juega un rol muy importante en la regulación de la función luteal durante 
el ciclo estral y preñez en la yegua (Youngquist y Threlfall, 2007). 

El grosor de las paredes uterinas, y el tono del miometrio, varían con el momento de la 
reproducción y la edad de la yegua (Allen, 1994). 

 

2.1.4 Cérvix 

 

El cérvix representa la porción caudal del útero, y funciona como una barrera para 
evitar el pasaje de material extraño durante la preñez, y permite el pasaje del potrillo 
durante el parto (Youngquist y Threlfall, 2007). 

El cérvix es un órgano dinámico en la yegua, cuyo epitelio refleja su función, 
presentando un alto número de células ciliadas y células productoras de mucus 
(Samper y Pycock 2007). El mucus producido por las células del epitelio del cérvix, 
sirve como lubricante o sellante, dependiendo de la etapa del ciclo estral o preñez 
(Brinsko et al., 2011). 

Durante la preñez y el diestro, bajo la influencia de la progesterona, el cérvix 
permanece cerrado. La habilidad del cérvix para contraerse o dilatarse es crítica para 
el éxito reproductivo de la yegua, su preñez y parto (Youngquist y Threlfall, 2007). 

El cérvix, es una importante barrera física de protección al útero, a través de su 
separación con la vagina. Los procesos inflamatorios en el cérvix, generalmente son 
asociados con una endometritis o vaginitis (Pycock, 2009). 

 

2.1.5 Vagina 

 

La vagina es un órgano tubular que se extiende horizontalmente entre 15 y 20 cm 
dentro de la cavidad pélvica, desde el orificio externo del cérvix hasta el pliegue 
transversal que recubre el orificio uretral externo (Brinsko et al., 2011). 

 

2.1.6 Vestíbulo y vulva 

 

El vestíbulo es la parte terminal del tracto genital (Dyce, 2003), se extiende desde los 
labios de la vulva hasta el estrechamiento vestíbulo-vaginal (Allen, 1994). Las paredes 
del vestíbulo y del piso vestibular están compuestas por el músculo constrictor 
vestibular. Se encuentra rodeado por el músculo constrictor vulvar y vaginal, 
minimizando así, la entrada de material extraño. El vestíbulo contiene glándulas 
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vestibulares ventralmente, las cuales segregan moco para otorgar lubricación del tracto 
tubular posterior (Brinsko et al., 2011). 

 

2.1.7 Vulva 

 

La vulva es la abertura externa del tracto reproductivo de la yegua. La abertura vulvar 
vertical normalmente comienza 5 a 7 cm directamente por debajo del ano, y tiene una 
longitud de aproximadamente 12 a 15 cm (Brinsko et al., 2011). 
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2.2 Fisiología reproductiva en la yegua y fotoperiodo 

 

La performance reproductiva en la yegua ha sido descripta como menor en 
comparación con otras especies domésticas. Algunas características del ciclo de la 
yegua que puedan atribuirse a esa baja performance reproductiva son: patrón de 
ovulación estacional, ciclos estrales erráticos durante la etapa de transición y presencia 
de fase folicular extensa requerida para el desarrollo de un folículo ovulatorio 
(McKinnon, 2009). 

La yegua es poliéstrica estacional de día largo, con mayor actividad ovárica durante los 
meses de primera y verano (Raz and Aharonson-Raz, 2012). Su ciclo reproductivo 
puede ser dividido en cuatro periodos: anestro, fase transicional hacia la etapa cíclica, 
fase reproductiva fisiológica y fase de transición fuera de la etapa de servicios. La 
etapa de anestro, es caracterizada por presentar ovarios inactivos y fallas en la 
ovulación de la mayoría de las yeguas. Sin embargo, no es inusual encontrar yeguas 
durante la fase de anestro que presenten periodos de comportamiento de celo errático, 
lo cual esta generalmente asociado a la alimentación de la reproductora. La fase de 
anestro en el hemisferio sur se presenta a partir del mes de mayo hasta el mes de 
agosto, y es caracterizada por falta de receptividad sexual de la hembra al macho, 
ovarios chicos y tracto reproductivo sin signos de ciclicidad (Katila, 2011). 

Diversos estudios realizados en la Universidad de Colorado comprobaron que la 
hormona liberadora de gonadotrofinas (GnRH) en el hipotálamo y la hormona 
luteinizante (LH) en la glándula pituitaria se encuentran en bajos niveles durante el 
anestro. Una vez que la yegua atraviesa el periodo de transición, las concentraciones 
de la hormona liberadora de gonadotrofinas (GnRH) se ven incrementadas en el 
hipotálamo, no así las concentraciones de LH (Squires et al., 1986). 

El aumento de horas luz durante el día es determinante para la actividad ovárica, y es 
un proceso conocido como fotoperiodo (Raz and Aharonson-Raz, 2012). La presencia 
o ausencia de luz es percibida por fotoreceptores presentes en la retina ocular, los 
cuales envían mensajes a la glándula pineal (Brinsko et al., 2011). 

La glándula pineal es reconocida como parte del mecanismo para monitorizar eventos 
del fotoperiodo (McKinnon, 1992). El mecanismo por el cual la glándula pineal regula el 
fotoperiodo es a través de la secreción de la hormona melatonina durante la noche 
(McKinnon, 2009). 

La melatonina actúa disminuyendo la síntesis de GnRH en el hipotálamo. Durante el 
invierno, la síntesis de melatonina es mayor con su consecuente disminución en las 
concentraciones de GnRH. El aumento del fotoperíodo luego del invierno, resulta en 
una disminución gradual de la síntesis de melatonina, y un aumento pulsátil en la 
secreción de GnRH (Youngquist y Threlfall, 2007), a partir de la cual la adenohipófisis 
es estimulada a generar y liberar gonadotrofinas (FSH y LH), cuyos órganos blanco 
son los ovarios (Morel, 2003). 

Si bien el fotoperiodo es un factor muy importante en la ciclicidad, existen a su vez 
factores exógenos que repercuten en la actividad reproductiva estacional de la yegua 
tales como la edad, estado reproductivo, nutrición, condición corporal y la temperatura 
del medio ambiente (Aurich, 2011). 
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2.2.1 Ciclo estral 

  

El ciclo estral normal de una yegua es de aproximadamente 21 días, con un promedio 
de entre 5 a 7 días de estro y entre 14 a 16 días de diestro.  

Durante el transcurso del ciclo estral, el endometrio de la yegua presenta cambios 
morfológicos y funcionales, que son inducidos principalmente por la progesterona y el 
estradiol (Aurich, 2011; Gebhardt et al., 2012). 

 

2.2.1.1 Estro 

 

El estro, es un periodo que dura de 5 a 7 días, y se caracteriza por presentar niveles 
altos de estradiol en sangre durante el comienzo de este período. La progesterona 
presenta bajos niveles sanguíneos en este momento (menos de 1ng/mL). 

Las yeguas, comienzan a mostrar signos de celo tales como vulva edematizada, 
eversión del clítoris, orina frecuente, entre otros (Youngquist y Threlfall, 2007). 
Mediante la palpación durante el examen ginecológico, se aprecia la vagina, el cérvix y 
el útero relajados. El tono uterino va aumentando una vez que la yegua pasa del estro 
al diestro (Morel, 2003). 

Durante esta etapa, el folículo dominante bajo la acción de la LH, crece en tamaño y 
produce más estriadiol, mientras que los folículos subordinados se vuelven atrésicos 
por la acción de la inhibina. El folículo dominante tiene un crecimiento de entre 3 a 5 
mm por día, hasta alcanzar su tamaño preovulatorio de 40-45 mm de diámetro 
(Samper, 2009). El día cero corresponde al día de la ovulación, y ocurre generalmente 
24-48 horas antes del fin del estro (Katilla, 2011). Generalmente, una vez que las 
yeguas han experimentado la ovulación inicial durante la temporada reproductiva, se 
vuelven normalmente cíclicas (McKinnon, 2009).  

 

2.2.1.2 Diestro 

 

El período de diestro tiene un duración de entre 14 y 16 días, se caracteriza por 
comenzar luego de la ovulación, con el consecuente desarrollo del cuerpo lúteo 
(Brinsko et al., 2011). Durante este período, la yegua cesa el comportamiento de celo 
descripto anteriormente.  

La hormona reproductiva predominante durante el diestro es la progesterona, cuyos 
niveles plasmáticos alcanzan su máximo nivel entre el día 4 y 7 luego de la ovulación 
(Youngquist y Threlfall, 2007; Brinsko et al., 2011). 

Al día 14 o 15 post ovulación, en ausencia de reconocimiento materno de preñez, los 
niveles de prostaglandina se elevan, llevando a una lisis del cuerpo lúteo y un 
descenso en los niveles de progesterona plasmáticos. La yegua retorna al estro entre 1 
y 3 días después de la regresión del cuerpo lúteo y así comienza un nuevo ciclo estral 
(Youngquist y Threlfall, 2007; Brinsko et al., 2011). 
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2.3 Examen ginecológico 

 

2.3.1 Palpación rectal 

 

Existen dos principios establecidos para examinar el tracto reproductivo de una yegua, 
el primero de ellos es establecer la orientación anatómica normal, y el segundo es 
realizar el examen de forma metódica, logrando así reducir las posibilidades de error. 

El examinador, deberá comenzar identificando determinadas estructuras referentes 
tales como el piso de la pelvis, el sacro, las alas del íleon y el borde de la pelvis. Una 
vez que el examinador ha logrado identificar las estructuras mencionadas 
anteriormente, puede continuar con el examen específico del tracto reproductor. 

Tres estructuras anatómicas han sido descriptas por varios referentes en el tema para 
localizar el aparato reproductor de la yegua: el cérvix, el borde anterior del útero y los 
ovarios. Todas estas estructuras tienen una posición relativamente inconstante.  

El cérvix de una yegua no gestante se encuentra en la cavidad pélvica, mientras que el 
borde anterior del útero y los ovarios se encuentran siempre en la cavidad abdominal. 
El cérvix puede ser palpado en casi todo momento, pero durante el estro, este se 
encuentra relajado por lo que se vuelve menos perceptible (Brinsko et al., 2011). 

El cuerpo uterino va hacia adelante y abajo sobre el suelo anterior de la pelvis, y 
abdomen caudal, en posición dorsal o dorsolateral con respecto a la vejiga. (Allen, 
1994). 

Los ovarios y las trompas uterinas son las estructuras que se encuentran más 
cranealmente del tracto reproductivo, y se pueden encontrar ventrales a la tercera y 
quinta vértebra lumbar, suspendidos por la porción anterolateral del ligamento ancho 
(el mesovario). El ovario derecho está situado típicamente más cranealmente (dos o 
tres centímetros) que el ovario izquierdo (Allen, 1994; Youngquist y Threlfall, 2007; 
Brinsko et al., 2011). 

 

2.3.2 Ultrasonografía 

 

Para la determinación del estado del ciclo estral de la yegua, es fundamental evaluar 
las características morfológicas ultrasonográficas del endometrio. 

Durante el estro, debido al aumento de los niveles plasmáticos de estrógenos, se 
pueden apreciar los pliegues endometriales, los cuales se vuelven edematosos, 
otorgando una imagen ultrasonográfica heterogénea, con características de 
ecogenicidad en la porción central de los pliegues y anecogenicidad en la porción 
periférica (Samper y Pycock, 2007). 

Durante el diestro en yeguas normales, el dominio plasmático es de progesterona, por 
lo que los pliegues endometriales no se observan, y el útero generalmente tiene una 
imagen ultrasonográfica homogénea (Samper y Pycock, 2007). 

Para valorar el grado de edema endometrial, se utiliza una escala ultrasonográfica 
(subjetiva) que consiste en una clasificación de 0 a 5 grados. Siendo grado 0 la 
ausencia de edema con ecogeneidad homogénea (característico de diestro). Los 
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grados 1,2, 3 y 4, corresponden a leve, moderado, evidente y máximo edema, definido 
por la heterogenicidad de los pliegues. Durante el estro el grado es de 3 a 4. El grado 5 
corresponde a edemas anormales, generalmente asociados a patologías y acúmulos 
de fluidos en el lumen uterino (Samper y Pycock, 2007). 

Luego de que los estrógenos alcancen su máximo nivel, y la yegua se aproxime a la 
ovulación, el grado de edema comienza a disminuir unas 12 a 24 horas pre ovulación 
(Samper, 2009). 

 

2.3.3. Citología endometrial 

 

La citología endometrial ha sido desarrollada por numerosos autores con la finalidad de 
diagnosticar inflamación endometrial y utilizarlo como un indicador de endometritis 
bacteriana en yeguas (Knudsen O., 1964; Asbury AS., 1984; Riddle WT et al., 2007). 
La técnica fue descripta a comienzos de la década del1960 y desde entonces se ha 
convertido en una práctica de rutina para veterinarios que se dedican a la reproducción 
(Knudsen O., 1964). Numerosos estudios han relacionado la citología y la bacteriología 
con índices de preñez, observando que aquellas hembras que tenían inflamación 
uterina evaluada por citología tuvieron menores índices de preñez, en comparación 
con aquellas yeguas que presentaron una citología negativa normal (Riddle WT et al., 
2007).  

La citología consiste en la recuperación de células de la superficie endometrial 
mediante un hisopo, cepillo, o lavado con bajo volumen. Siendo importante que la 
muestra contenga un número suficiente de células morfológicamente intactas para un 
eficiente diagnóstico (Walter et al., 2012; Buczkowska et al., 2014). 

Una vez obtenida la muestra, el hisopo o cepillo debe rodarse enseguida de forma 
suave por la superficie de un porta objetos. Posteriormente, dicha muestra debe fijarse 
y ser teñida con una técnica adecuada Lo ideal es realizar el frotis inmediatamente 
para prevenir que las células se dañen en el hisopo (Le Blanc, 2011). 

La técnica de tinción más utilizada es la llamada Diff-Quick® (Baxter Health Care, 
Miami, FL), la cual es una modificación de la técnica de tinción Wright (Dascanio et al., 
1997; McKinnon, 2011). 

Los preparados de citología obtenidos de yeguas normales presentan, células 
epiteliales sanas, con ausencia o muy limitada cantidad de células pertenecientes a la 
línea blanca sanguínea, y ausencia de hongos y bacterias. En contraparte, los 
preparados realizados a partir de yeguas con endometritis aguda o sub aguda,  
contienen un número elevado de neutrófilos y células epiteliales con apariencia no 
saludable (Brinsko et al., 2011). 

Un método simple para evaluar citología endometrial es examinar al menos cinco 
campos al microscopio utilizando un objetivo de 40X y obtener un número promedio de 
neutrófilos (polimorfonucleares) por cada campo observado. Una muestra de citología 
tomada a partir de una yegua reproductivamente sana debe contener menos de un 
polimorfonuclear por campo. Muestras que presenten de uno a dos polimorfonucleares 
indican una inflamación leve, de tres a cuatro una inflamación moderada y 5 o más 
PMN hallados en un campo al microscopio son indicativos de una inflamación 
endometrial severa (Brinsko et al., 2011). 
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La citología endometrial generalmente se limita a identificar una respuesta inflamatoria 
aguda o subaguda, ya que los neutrófilos son componentes predominantes de una 
endometritis. Sin embargo, cambios sutiles del endometrio en una endometritis crónica, 
no son identificados con esta técnica (Brinsko et al., 2011). 

 

Figura 3. Imagen citológica del endometrio normal de una yegua teñido con la técnica de 
Panóptico Pappenheim, (Brinsko et al., 2011). 

 

 

Figura 4. Imagen citológica del endometrio de una yegua con endometritis aguda teñido con la 
técnica de Hematoxilina eosina, (Brinsko et al., 2011). 

 

2.3.4. Biopsia endometrial 

 

Durante las décadas del 1960 y del 1970 la valoración clínica de la histopatología 
endometrial equina fue establecida firmemente luego de que se demostrara que esta 
estaba íntimamente relacionada con la severidad de lesiones microscópicas y por ende 
con los índices de preñez (Schlafer et al.2007). 

La biopsia constituye el medio más eficiente de identificar la inflamación uterina y sus 
principales consecuencias tales como fibrosis y degeneración glandular (Love, 2011). 

Varios métodos de evaluación endometrial incluyendo una categorización han sido 
descriptos. La idea de la categorización es poder resumir los hallazgos endometriales 
y relacionarlos con la potencial fertilidad de esa reproductora. Luego de la evaluación 
de la biopsia, y de la historia reproductiva de la yegua, esta es categorizada. La 
categorización I, II y III fue introducida por Kenney, basada en los grados de cambios 
patológicos del endometrio (Kenney, 1978). La categoría I, es considerada la de una 
yegua sana, siendo la categoría III la de más alto nivel de cambios patológicos, y 
aquellas yeguas con esta categorización tienen muy bajas probabilidades de poder 
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llevar una preñez a término. La categoría dos, es amplia, incluyendo aquellas yeguas 
cercanas a la categoría I y a la categoría III (Love, 2012). 

La categorización detallada anteriormente, fue modificada posteriormente para 
agregar dos categorías más, IIA (cercana a I) y II (cercana a III) (Kenney, 1986; Doig 
et al., 1981). 
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2.4 Evaluación de padrillos para congelamiento de semen 

 

Por el lado del semental, ocurre algo similar a las yeguas, ya que el criterio de 
selección para utilizar el semen de los reproductores como se mencionó anteriormente, 
no es la fertilidad que este tenga, sino más bien, el desempeño deportivo, líneas 
genéticas y relaciones afectivas del propietario. Existen sementales considerados 
buenos congeladores y otros malos congeladores (Samper y Hankins, 2001). 

En líneas generales, se considera aceptable para congelar aquel eyaculado que 
presente las siguientes características: concentración espermática ≥ 200 x 106 spzs/ml, 
motilidad progresiva > 40 % y > 70 % de espermatozoides morfológicamente normales 
(Kalmar et al. 2014). 

Los padrillos son catalogados como de buena o mala congelabilidad, en base a las 
características de su movilidad espermática post descongelación (Vidament et al., 
1997; Ortega-Ferrusola et al., 2009; Hoffmann et al., 2011). 

Según Losinno (2008), es de recalcar que, los médicos veterinarios deben ser quienes 
tomen las decisiones, basados en características reproductivas y así incrementar las 
probabilidades de éxito de los programas de inseminación artificial con semen 
congelado. 

 

2.4.1 Valoración seminal 

 

2.4.1.1. Evaluación macroscópica 

 

Volumen 

 

En primera instancia, en casos de que durante la colecta no se haya filtrado el gel, este 
debe ser filtrado durante el procesamiento seminal para poder extraer la fracción gel 
y/o algún material extraño. El filtrado se puede realizar mediante aspiración con una 
jeringa estéril, una cuidadosa decantación por medio de la filtración, o a través de un 
sistema incorporado a la vagina artificial (Dutra et al., 2013). 

Una vez extraída la porción gel y los posibles contaminantes del semen, este debe 
colocarse en un recipiente estéril graduado para poder medir el volumen de dicha 
muestra. El volumen promedio producido por cada animal puede ser afectado por 
distintos factores, siendo uno de los factores el efecto de la estación reproductiva. Se 
encontraron diferencias de volumen de hasta un 50 % debido a la producción de gel, 
en estudios que compararon las colectas de semen durante la temporada reproductiva 
y no reproductiva (Estrada y Samper, 2006). 

El grado de excitación sexual del padrillo y características individuales del animal, 
también son factores que influyen en el volumen del eyaculado (Davies Morel, 2005).  

La frecuencia de las colectas, también puede afectar el volumen, aquellos 
reproductores a los que se les colecte muy frecuentemente van a mostrar una 
disminución en el volumen de la muestra. Sin embargo, no se deberían observan 
cambios significativos en el volumen gel-free de semen de caballos a los que se les 
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extrajo semen una vez con intervalo de 24 horas entre colectas (Estrada y Samper, 
2006). 

La edad, también afecta el volumen del eyaculado, así como condiciones patológicas 
tales como urospermia, piospermia y hemospermia (Estrada y Samper, 2006). 

Es de particular interés destacar que, una correcta determinación del volumen es 
esencial para el cálculo del número total de espermatozoides eyaculados (NTE). 
Normalmente el volumen eyaculado por el padrillo es de 30 a 70 mL aproximadamente. 
Sin embargo, varía considerablemente pudiendo ser desde 20 a 250 mL (Davies Morel, 
2005). 

 

Color y apariencia 

 

El color y la apariencia del semen se evalúan a simple vista, y normalmente es de un 
color blanco grisáceo y de aspecto lechoso, siendo otro tipo de colores indicadores de 
alteraciones. Patologías tales como vesiulitis, urospermia o hemospermia pueden ser 
detectadas fácilmente mediante una correcta evaluación visual macroscópica del 
eyaculado (Estrada y Samper, 2006). 

 

pH 

 

El pH óptimo del semen es 7.7 y, alteraciones de este valor afectan negativamente la 
motilidad espermática (Estrada y Samper, 2006).  

 

2.4.1.2. Evaluación microscópica 

 

Para la evaluación microscópica del semen es necesario observar la motilidad del 
semen puro y posteriormente diluido, para poder observar con mayor detalle los 
espermatozoides individualmente debido a que estos tienen tendencia a aglomerarse 
(Knottenbelt et al., 2003). 

 

Motilidad 

 

La motilidad espermática generalmente refleja la viabilidad del eyaculado (Brinsko et 
al., 2011). 

La evaluación de la motilidad por parte de un operador, se considera subjetiva, y es por 
ello que existen métodos automatizados tales como el CASA (Computer Asissted 
Semen Analysis). Este método, consiste en una cámara de video conectada a un 
microscopio de contraste de fase y a una computadora que digitaliza las imágenes de 
los movimientos espermáticos. Este sistema, permite una evaluación objetiva de 
motilidad espermática y provee información sobre la motilidad progresiva y total, así 
como los parámetros de velocidad de las células. El movimiento de los 
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espermatozoides debe ser progresivo, siendo considerados anormales los 
movimientos oscilatorios o en círculos (Dutra et al., 2013).  

Es de destacada importancia la temperatura durante la manipulación del semen, 
temperaturas muy bajas o muy elevadas pueden afectar la motilidad llevando a errores 
en la evaluación (Estrada y Samper, 2006). 

  

Concentración 

 

El número de espermatozoides producido por día por un padrillo normal está asociado 
a su tamaño testicular. La cantidad de espermatozoides producido aumenta con la 
edad, esto es debido a que los túbulos seminíferos se vuelven más largos y aumentan 
hasta un 30 % su tamaño durante la vida de un padrillo (Estrada y Samper, 2006). 

En el semen equino, la concentración espermática oscila entre 30-600x106 

espermatozoides por mililitro de semen (Davies, 2005). Para la determinación de la 
concentración  espermática, es necesario tomar un volumen predeterminado de semen 
puro y mezclarlo con un volumen predeterminado de diluyente (formol salino buferado).  
La lectura puede ser realizada mediante un hematocitómetro (cámara de Neubauer®.), 
espectrofotómetro, densitómetro o un método computarizado computarizado como el 
CASA o el Nucleocounter®. 

El hematocitómetro es un método directo para el contaje de células seminales. Si bien, 
lleva más tiempo el análisis mediante este método, es considerado el más económico y 
confiable para contar espermatozoides (Estrada y Samper, 2006; Davies, 2005). 
Además, a diferencia del espectrofotómetro y el densitómetro los cuales evalúan la 
opacidad de fluido, el hematocitometro cuenta los espermatozoides directamente por lo 
que no nos va a dar valores anormales debido a la presencia de material no 
espermático (Davies, 2005).  

 

Morfología 

 

El examen morfológico es un método muy utilizado para la valoración de la fertilidad de 
un reproductor y consiste en la evaluación de los espermatozoides a partir de una 
muestra de eyaculado (Brinsko et al., 2011). 

Se considera un padrillo con alta fertilidad, a aquel que presente eyaculados que 
contengan más del 60 % de sus espermatozoides normales, y menos del 5 % de 
anormalides de acrosoma y de pieza intermedia (Estrada y Samper, 2006). 
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Figura 5. Estructura de un espermatozoide normal (England, 2005). 

 

Citología 

 

La evaluación de un frotis de semen para citología es una técnica muy útil y rápida 
para evaluar la presencia de polimorfonucleares (PMN) o células anormales en una 
muestra de semen. Un contaje de más de 6 neutrófilos por campo es indicativo de una 
infección (Estrada y Samper, 2006). 

 

Evaluación de la membrana plasmática del espermatozoide 

 

La evaluación de la membrana plasmática, se puede realizar a través de la evaluación 
de la funcionalidad de la misma a través de la técnica de “hypoosmotic swelling test, la 
cual evalúa la habilidad de los espermatozoides de adaptarse a cambios osmóticos, o 
a través de la evaluación de la integridad de la membrana (Estrada y Samper, 2006). 

El estudio de la integridad de la membrana del espermatozoide, se ha vuelto en los 
últimos años de gran interés, debido a su fundamental importancia durante el proceso 
de fertilización. Para ello, se realizan extendidos sobre un porta objetos, y se evalúa 
posteriormente el porcentaje se espermatozoides vivos, a través de diferentes 
tinciones tales como  eosina, eosina-nigrosina y tinciones fluorecentes tales como el 
diacetato de carboxifluoresceína (CFDA), o SYBR-14 en conjunto con el yoduro de 
propidium (Brinsko et al., 2011). 
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2.5 Interacción entre los espermatozoides y el útero 

 

Un número importante de espermatozoides mezclados con plasma seminal (PS) son 
eyaculados en el útero de la yegua, pero solo unos pocos alcanzan las trompas 
uterinas y uno solo será capaz de fecundar al ovocito. Una vez en el útero, los 
espermatozoides son rápidamente transportados hasta la unión útero-tubárica (UUT) 
en cuestión de minutos mediante contracciones uterinas miometriales. Los 
espermatozoides, inducen una respuesta inflamatoria uterina fisiológica, mediante la 
activación del complemento resultando en una poderosa señal quimiotáctica para los 
polimorfonucleares (PMNs), los cuales fagocitan espermatozoides y bacterias 
introducidos durante la inseminación artificial o monta natural. Finalmente, los 
espermatozoides destruidos, PMNs y subproductos de la inflamación son removidos 
del útero mediante el mecanismo conocido como “clearance uterino”, a través del 
cérvix y vasos linfáticos, siendo para esto nuevamente necesarias las contracciones 
uterinas (Asbury et al., 1982; Watson et al., 1987; Katila, 2011; Fedorka et al., 2017). 

Por lo tanto el útero tiene un doble rol, por un lado se encarga de transportar los 
espermatozoides de forma rápida a la UUT, pero a la vez se torna un ambiente hostil 
para el excesivo número de espermatozoides llevándolos a una rápida destrucción y 
eliminación junto a los contaminantes y mediadores de la inflamación. El 
procesamiento del semen para la inseminación artificial (IA) con semen refrigerado o 
congelado, como la dilución, centrifugación, refrigeración y o congelamiento 
probablemente modifique de alguna manera esta interacción entre los 
espermatozoides y el útero (Katila, 2011).  

Los espermatozoides de mamíferos pueden fertilizar los ovocitos sólo luego de sufrir 
capacitación y reacción acrosomal. La capacitación es probablemente iniciada 
mediante el contacto de los espermatozoides con las secreciones uterinas durante su 
transporte espermático a través del útero. Por el contrario, factores de descapacitación 
presentes en el PS previenen la capacitación prematura de los espermatozoides 
prolongándoles la vida y esto probablemente ocurra debido a que estos factores le dan 
estabilidad a la membrana plasmática mediante una apropiada relación 
colesterol/fosfolípidos. Durante la capacitación los espermatozoides se liberan de estas 
moléculas que recubren su membrana plasmática, liberándose de los factores de 
descapacitación permitiendo que ocurra posteriormente la reacción acrosomal y 
fertilización del ovocito (Begley y Quinn, 1982).  

Es por dicho motivo, que durante el proceso de crio preservación del semen equino, se 
extrae la mayoría del plasma seminal (Troedsson et al., 1995). La criopreservación pre-
capacita a los espermatozoides, haciéndolos menos longevos (Alonso et al., 2016). 
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2.6 Transporte espermático 

 

Una vez depositados los espermatozoides en el útero éstos son transportados por dos 
mecanismos, uno rápido en el cual en cuestión de minutos alcanzan la zona de la 
papila en la punta del cuerno uterino, el cual es debido principalmente a contracciones 
uterinas y otro más sostenido en el tiempo (de horas) el cual es probablemente 
responsable de la formación de los reservorios espermáticos tanto en el útero como 
en las trompas uterinas (Scott, 2000). Según Katilla (2011), es incierto si existe o no 
un reservorio de espermatozoides en el útero o si solo son almacenados de manera 
segura en la UUT y en el istmo oviductal. 

A los 10 a 20 minutos luego de la IA, los espermatozoides de padrillos marcados con 
radioisótopos fueron detectados con una cámara de rayos gama en la punta de los 
cuernos uterinos (Katila et al., 2000). Es más que claro que los espermatozoides con 
motilidad progresiva no pueden alcanzar la punta de los cuernos por sus propios 
medios en ese periodo de tiempo, sin la ayuda de las contracciones uterinas. Por al 
menos, unos 30 minutos post IA existen contracciones uterinas constantes que 
mueven el semen hacia atrás y hacia adelante entre el cuerpo y los cuernos uterinos. 
Esto asegura una distribución uniforme de espermatozoides en todo el útero y 
simultáneamente comienza con el proceso de eliminación de éstos a través del cérvix 
por flujo retrogrado (Katila et al., 2000). En un estudio realizado por Fiala et al. (2008) 
las yeguas fueron sacrificadas 0,5, 1, 1,5 y 2 horas luego de la IA con 500x106 
espermatozoides refrigerados a 4°C por 18 a 22 horas. Este trabajo determinó, que ya 
a los 30 minutos luego de la IA había espermatozoides en las trompas uterinas en el 
67 % de las yeguas inseminadas. La tasa de yeguas con espermatozoides en sus 
tromaps uterinas y el número de espermatozoides encontrados no varió entre los 30 
minutos y las 2 horas post IA o entre la trompa uterina ipsilateral y el contralateral al 
folículo preovulatorio (Fiala et al., 2008). No se ha determinado, si los espermatozoides 
y/o el plasma seminal en el útero son los responsables de inducir las contracciones 
miometriales. El plasma seminal de los padrillos contiene oxitocina y prostaglandinas 
(Watson, 1999). De todas formas, es poco probable que los espermatozoides o el PS 
sean la clave en el desencadenamiento de las contracciones miometriales y parecería 
más un estímulo mecánico vaginal y cervical a la hora de la monta natural o de la IA. 
La manipulación cervical durante la IA o la presión vaginal por el pene del padrillo 
parecerían activar el sistema nervioso autónomo e interactuarían con los receptores 
adrenérgicos liberando oxitocina (Madill et al., 2000). De todas formas, parecería que 
estos mecanismos actúan de manera sinérgica y que tanto el semen como los 
estímulos mecánicos desencadenan las contracciones uterinas necesarias para un 
adecuado transporte espermático luego de la monta natural o de la inseminación 
artificial (Madill et al., 2000).  

También fue demostrado que la habilidad de los espermatozoides provenientes de 
semen congelado de alcanzar las tromas uterinas, particularmente la región de la 
ampolla, es menor que la del semen fresco o refrigerado (Bader, 1982).  

La eliminación de los espermatozoides del útero es rápida, comenzando a los 30 
minutos luego de la IA, siendo eliminados casi la totalidad de los espermatozoides a 
las 4 horas post IA (Katila, 1995). 
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2.7 Selección espermática 

 

Los requerimientos de entrada de los espermatozoides a las trompas uterinas son 
estrictos, deben presentar motilidad y morfología adecuadas y posiblemente la 
presencia de ciertas proteínas de superficie (Suarez y Pacey, 2006). Debido a que los 
espermatozoides dañados no consiguen entrar a las trompas uterinas por la selección 
de la UUT, su eliminación por fagocitosis no sería tan importante ya que estos serían 
removidos de todas formas por los mecanismos de limpieza uterinos de manera 
retrograda a través del cérvix (Katila, 2011). Troedsson et al. (2005) encontraron que 
dos proteínas presentes en el PS están relacionadas en el proceso de eliminación de 
los espermatozoides mediante los PMNs en caballos. Una de estas proteínas protege 
a los espermatozoides viables y no a los dañados de la fagocitosis de los PMNs, 
mientras que la otra promueve la unión y la fagocitosis de los espermatozoides 
muertos por parte de los PMNs (Troedsson et al., 2005).  

La UUT es probablemente el mayor seleccionador y reservorio de espermatozoides en 
la yegua (Bader, 1994; Scott, 2000). El número de espermatozoides presentes en la 
UUT es claramente superior al encontrado en las demás áreas de las trompas uterinas 
(Bader, 1994). El contacto íntimo y la orientación de los espermatozoides con el 
epitelio de la UUT sugieren una especie de secuestro espermático por parte de las 
células de la UUT (Scott, 2000). Los espermatozoides residentes en la UUT se 
encuentran protegidos de los PMNs, mientras que los espermatozoides presentes en el 
útero se encuentran expuestos al ataque de los PMNS (Bader, 1994).  
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2.8 Interacción entre los espermatozoides y las trompas uterinas 

 

La estricta selección de espermatozoides durante el transporte espermático parecería 
un mecanismo para reducir el riesgo de una fertilización poliespermática y para 
asegurar que la fertilización sea realizada por un espermatozoide de buena calidad que 
garantice un adecuado desarrollo embrionario posterior (Parker et al., 1975; Thomas et 
al., 1994; Scott et al., 2003). El estro prolongado de la yegua lleva a una adaptación de 
los espermatozoides a tener que sobrevivir por tiempos prolongados en el tracto genital 
de la hembra con intervalos rutinarios entre la cobertura y ovulación de 48 a 72 horas 
lográndose preñeces en algunos casos hasta 6 a 7 días post cobertura (Day, 1942).  

En las yeguas, aproximadamente 4 horas post inseminación son requeridas para la 
creación de un adecuado reservorio de espermatozoides en las trompas uterinas que 
garantice buenos índices de preñez (Brinsko et al., 1991). Luego de este tiempo, en 
yeguas normales el lavado uterino no afecta las tasas de preñez, implicando que un 
buen número de espermatozoides ya alcanzó las trompas uterinas encontrándose en 
un ambiente seguro y formando una reserva de espermatozoides adecuada para la 
fertilización (Brinsko et al., 1991). En un estudio realizado por Samper (2015) donde se 
inseminaron 201 yeguas por inseminación profunda con semen congelado post 
ovulación utilizando dosis de entre 100 y 500 millones de espermatozoides en un 
máximo de 3 pajuelas de 0,5 ml se vió que las yeguas lavadas 1 hora post 
inseminación tuvieron las mismas tasas de preñez que las yeguas lavadas 4 horas 
post inseminación. Demostrando que la inseminación profunda aceleraría el transporte 
espermático, garantizando un número suficiente de espermatozoides en las trompas 
uterinas ya a la hora de inseminadas las yeguas (Samper, 2015).  

Aunque todavía no está del todo establecido, parecería que la región del istmo y la 
UUT son los sitios anatómicos para el almacenamiento de espermatozoides en la 
yegua (Boyle et al., 1987; Scott et al., 2003). El epitelio del istmo de las trompas 
uterinas de las yeguas se encuentra formando pliegues longitudinales, y posee dos 
tipos celulares uno ciliado y otro sin cilios (Ball, 1996). La formación de los reservorios 
está caracterizada por la unión íntima de la cara rostral de la cabeza de los 
espermatozoides con las células epiteliales tanto del istmo como de la UUT (Boyle et 
al., 1987; Scott et al., 2003). Existen algunas evidencias que esta unión entre los 
espermatozoides y las células del epitelio producen cambios funcionales tanto en el 
espermatozoide como en la célula epitelial oviductal (CEO). La interacción sólo se da 
con los espermatozoides morfológicamente normales y con membrana plasmática 
integra, proceso importante para generar una elite de espermatozoides que 
participaran en el proceso de fertilización (Scott et al., 2003). 

Parecería que la adhesión de los espermatozoides al epitelio previene la capacitación y 
prolonga la vida de los espermatozoides hasta el momento cercano de la ovulación 
(Ellingtone et al., 1993; Dobrnski et al., 1997). Por otro lado, esta adhesión estimula la 
secreción de ciertas proteínas por parte de las CEO importantes para el proceso de 
capacitación y reacción acrosomal necesario para una correcta fertilización del ovocito 
al momento de la ovulación (Thomas et al., 1995). Estas glicoproteínas parecen 
adherirse al espermatozoide permitiéndole la unión de éste a la membrana del ovocito. 
A diferencia de lo que ocurre en otras especies estas glicoproteínas no están definidas 
en el equino (Battut et al., 1995). 
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La capacidad de unión de los espermatozoides a las CEO parecía ser una diferencia 
que existe entre los padrillos fértiles y los subfértiles. En el caballo, como en otras 
especies, se detectaron ciertas proteínas del PS que están relacionadas con la 
fertilidad del padrillo y sobre todo con la capacidad de los espermatozoides de unirse a 
las CEO y formar el reservorio espermático oviductal. Varios estudios sugieren una 
menor capacidad del semen congelado de establecer reservorios de espermatozoides 
en las trompas uterinas, y esto explica en parte la menor fertilidad del semen 
congelado, junto con una menor sobrevida que explicaría la necesidad de tener que 
inseminar lo más cerca posible de la ovulación cuando se usa semen congelado 
equino (Dobrinski et al., 1995). 

Con el objetivo de aumentar el número de espermatozoides de la reserva espermática 
algunos autores sugieren aumentar el número de servicios o de inseminaciones por 
ciclo antes de la ovulación para aumentar las tasas de preñez de aquellos padrillos 
subfértiles. En padrillos de la raza pura sangre de carrera (PSC) se demostró un efecto 
benéfico en las tasas de preñez de padrillos subfértiles cuando se comparó dos 
montas vs una monta por ciclo (Allen et al., 2007). Por otro lado, no se llegó a la misma 
conclusión en el uso de semen congelado existiendo trabajos con diversos resultados 
(Sieme et al., 2003). Claramente diversos factores influencian estos resultados como 
ser el tipo y manejo de la inseminación o monta natural, efecto padrillo individual, 
tiempo del servicio o IA en relación a la ovulación, tipos de diluyentes, dosis utilizadas 
y fertilidad de las yeguas. De todas formas, algunas técnicas como acortar el periodo 
inseminación - ovulación, usar inseminaciones múltiples por ciclo probablemente sean 
estrategias útiles para el manejo de ciertos padrillos subfértiles (Allen et al., 2007). 
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2.9 Inseminación artificial en equinos 

 

La inseminación artificial (IA) es una técnica que mejora notablemente la eficiencia 
reproductiva en la producción equina (Brinsko et al., 2011). Se puede realizar con 
semen fresco, refrigerado o congelado. Obteniéndose tanto para semen fresco como 
refrigerado las mismas tasas de preñez por ciclo (50-80 %), mientras que para el 
semen congelado las tasas son algo más bajas (30-50 %) (Love, C. 2012). 

 

2.9.1 Historia 

 

Los primeros relatos del uso de inseminación artificial en equinos datan del siglo XIV 
(Perry, 1968). Durante el año 1780, Spallanzani, reportó y documentó el éxito de esta 
técnica, siendo primero utilizada en caninos, para luego extenderse a los equinos. 
Durante el año 1799, Hunter en Estados Unidos y en 1885 Repiquet en Francia, 
habían realizado inseminaciones en yeguas (Morel, 1999), 

En 1909, fueron inseminadas la primeras yeguas en Rusia, y en el año 1938, el 
Instituto Central de Inseminación Artificial de Moscú ya registraba 138.000 yeguas 
inseminadas artificialmente (Morel, 1999). 

En el año 1957, Barker y Gandier, reportaron el nacimiento del primer potrillo a través 
de IA con semen congelado. Sin embargo, no fue hasta comienzos de este siglo que 
la IA comenzó a considerarse como una técnica de gran proyección en la producción 
equina. Una de las razones por las cuales en equinos no se ha logrado tal desarrollo, 
es debido a la conducta conservadora de muchos criadores, quizás influenciados por la 
política de una de las razas más difundidas y económicamente importante en el 
mundo, la Sangre Pura de Carrera (SPC), que prohíbe hasta el día de hoy, el uso de la 

IA y de la transferencia de embriones (Squires, 2009). 
Actualmente existe una gran variedad de razas a nivel mundial que han sido mejoradas 
genéticamente a través de la inseminación artificial (Aurich, 2006). Dentro de las razas 
en las cuales se permite la aplicación de biotecnologías como la IA, se destaca la raza 
Cuarto de Milla, debido al alto número de potrillos concebidos a partir del uso de 
semen congelado, y que permite el uso de la técnica desde el año 2000 (Loomis y 
Squires 2005). Sin embargo, las yeguas inseminadas con semen congelado no 
superan el 10 %, situación distinta a lo que ocurre con el semen fresco y refrigerado, 
que se utiliza en un 40 y 50 % de las yeguas madres, (Squires, 2009). 
En Uruguay, además de la razas cuarto de Milla, otras razas como Appaloosa, Paint 
Horse, Caballo Deportivo Uruguayo, Akhal-Teke, Percherón, Shetland Pony, la 
sociedad de criadores de caballos criollos (SCCC) y la sociedad de criadores de 
caballos árabes (SCCA), admiten actualmente y registran productos obtenidos a través 
de la inseminación artificial (Dutra et al., 2013). 
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2.9.2 Inseminación artificial con semen congelado  

 

Los porcentajes de preñez promedio por ciclo para yeguas inseminadas con semen 
congelado son del 30 al 40 %. Algunos padrillos pueden tener porcentajes de preñez 
por ciclo del 50 al 70 %, mientras que con el semen congelado de otros padrillos no se 
logra obtener una preñez. Por lo que el rango de preñez puede oscilar entre 0 y 70 % 
de preñez por ciclo, encontrándose la mayoría de los padrillos entre el 30 y el 50 % de 
tasa de preñez por ciclo (Alonso et al., 2016). 

 

 

2.9.2.1. Ventajas 

 

El uso de semen congelado para la inseminación de yeguas ofrece ciertas ventajas al 
veterinario y propietario comparado con el semen refrigerado tales como: 

 

 Los padrillos se pueden colectar en cualquier época del año, sin necesidad de 
ajustarla a las demandas del ciclo reproductivo de la yegua, permitiéndoles así 
utilizar los potros simultáneamente en reproducción y en competición (Schober 
et al., 2007). 

 Resulta más económico, práctico y seguro el transportar un termo con nitrógeno 
líquido con grandes cantidades de dosis que permiten inseminar cientos de 
yeguas, que trasladar un padrillo (Losinno y Aguilar, 2002). 

 La criopreservacion del semen permite seguir utilizando  padrillos después de 
haberse lesionado, o incluso después de muertos (Alonso et al., 2016). 

 Es más fácil organizar los pedidos de semen, ya que se puede mantener 
durante un tiempo indefinido en el haras, además de permitir la importación de 
semen de padrillos de diferentes continentes (Alonso et al., 2016). 

 Siempre hay semen disponible cuando la yegua está en el momento óptimo de 
fertilidad. 

 Se desperdicia menos semen ya que todo el eyaculado puede ser procesado en 
forma de dosis inseminantes (Alonso et al., 2016). 

 Se maximiza el uso de reproductores de elite y se reducen los riesgos de 
transmitir enfermedades venéreas (Miller 2008; Amann y Pickett 1984; Peña et 
al., 2011). 
 
 

2.9.2.2. Frecuencia de inseminaciones por estro 

 

Es difícil evaluar el efecto exacto del número de inseminaciones por estro sobre las 
tasas de preñez, ya que no es fácil separar este factor de otros “de confusión” como 
son el momento de la última IA relativa a la ovulación o el número de espermatozoides 
totales que se han introducido en la yegua en el mismo ciclo. 

La evidencia científica, sugiere que no hay un efecto de mejora en las tasas de preñez 
por inseminar más de una vez en el mismo estro en comparación con una única 
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inseminación, siempre y cuando la última o única inseminación se haga durante la 
ventana de tiempo de 12 h antes y 12 h después de la ovulación y la dosis tenga un 
número adecuado de espermatozoides mótiles. De esta forma las tasas de preñez no 
fueron diferentes en yeguas inseminadas dos veces (129/280; 46 %) 24 y 40 h post-
hCG o una sola vez (120/255; 47 %) 6 h post-ovulación (Barbacini et al. 2005), con 800 
x 106 espermatozoides totales por inseminación. 

Del mismo modo, Sieme et al. (2003) observaron que la tasa de preñez fue igual en 
yeguas inseminadas dos veces (31/62; 50 %) o una sola vez dentro de las 12 h 
después de ovular (24/48; 50 %). En el grupo de yeguas inseminadas dos veces, la 
última IA al menos ocurrió entre 12 h antes y 12 h después de la ovulación. 

Por otro lado, una frecuencia excesiva (por ejemplo más de dos inseminaciones) en el 
mismo estro puede ser perjudicial para las tasas de preñez (Clément et al., 2005). 

Es probable que la reducción en la fertilidad en yeguas inseminadas múltiples veces 
sea debido a la mayor reacción inflamatoria uterina por la continua estimulación del 
semen. De este modo, sería recomendable inseminar solo una vez a las yeguas que 
tienen problemas de evacuación uterina (Clément et al., 2005). 

 

2.9.2.3. Elección del momento de la inseminación 

 

Respecto al momento de la IA relativo a la ovulación, existen estudios que describen y 
comparan si el inseminar a tiempo fijo a las 24 y 40 horas posteriores a la inducción de 
la ovulación tiene mejores tasas de gestación que inseminar una sola vez dentro de 12 
horas antes o después de la ovulación (Watson, 2000; Barbaccini et al., 2005). 

Los protocolos de inseminación con semen congelado con una única dosis por estro 
utilizan inseminaciones 6 a 12 horas post-ovulación, debido en parte a la baja 
viabilidad del semen congelado (aproximadamente 12 h) en el tracto genital de la 
yegua y/o a la existencia de un número de dosis limitado o muy caro, siendo este tipo 
de protocolo el único que asegura que el semen es depositado una vez se haya 
confirmado la ovulación y asumido la liberación del ovocito.  

El manejo y el control de la yegua debe ser más exhaustivo en estos casos llegándose 
a ecografiar la yegua cada 6 a 8 horas, logrando tasas de gestación comparables con 
la inseminación 12 horas previo a la ovulación (Sieme et al., 2003). Sin embargo, 
cuando se trabaja de forma ambulatoria con distancias largas, no es fácil ecografiar a 
una yegua cada 6 a 8 horas. 

Se considera conveniente inducir ovulación cuando la yegua presenta conducta de 
celo, edema uterino visible por ecografía, cérvix abierto a la palpación y un folículo 
mayor o igual a 35 mm.  

Las hormonas empleadas para la inducción de  ovulación pueden ser Gonadotrofina 
Coriónica humana (hCG) (1800 a 2500 UI EV), o análogos de GnRH (Factor liberador 
de gonadotrofinas hipotalámico) como la deslorelina biorelease® (1ml IM) y análogos 
del Factor liberador hipotalámico de LH como la histrelina (0,5-1 mg IM). En la yegua, 
la hCG tiene acción principalmente LH e induce ovulación dentro de las 48 hs, más 
frecuentemente entre las 36 y 42 horas post-aplicación. La deslorelina y la histrelina 
inducen ovulación entre las 40 y 44 hs (Alonso et al., 2016).  

https://www.facebook.com/BoutiquesClement/
https://www.facebook.com/BoutiquesClement/
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A pesar de la evidencia científica que demuestra que el ovocito de la yegua puede 
permanecer viable durante 12-15 h post-ovulación (Koskinen et al., 1990) sin que haya 
realmente un aumento significativo en la tasa de muerte embrionaria respecto a las 
que hay en inseminaciones pre-ovulatorias (Newcombre y Cuervo-Arango, 2011; 
Newcombe et al., 2011), la mayoría de veterinarios clínicos alrededor del mundo que 
realizan IA post-ovulatoria utilizan un protocolo en el que el objetivo final de la IA con 
semen congelado es inseminar a la yegua lo antes posibles después de ovular, 
generalmente 3-4 h después y en ningún caso más tarde de las 6 h post-ovulación 
(Newcombre y Cuervo-Arango, 2011; Newcombe et al., 2011).  

La evidencia científica sugiere que la tasa de preñez y la de muerte embrionaria no son 
diferentes en yeguas inseminadas de 0 a 6 h y de 6 a 12 h tras la ovulación (Barbacini 
et al., 1999), por lo que se puede concluir que no se obtiene ninguna ventaja aparente 
al aumentar la frecuencia de exámenes ecográficos diarios más allá de dos veces al 
día (por ejemplo cada 12 h) con el fin de inseminar a una yegua con semen congelado 
en el periodo post-ovulatorio inmediato (por ejemplo < 4-6 h post-ovulación).  

Cabe destacar que, en yeguas susceptibles a la endometritis post servicio con 
problemas de evacuación uterina (generalmente yeguas añosas con acumulo de fluido 
intrauterino), el retraso en la inseminación con respecto a la ovulación podría perjudicar 
sus ya comprometidas defensas uterinas. Por dicho motivo, es recomendable utilizar 
un tratamiento post coital rutinario más agresivo que el que se suele hacer en 
inseminaciones pre ovulatorias, aun cuando se inseminen yeguas reproductivamente 
sanas (Cuervo-Arango, 2015). 

 

2.9.2.4 Efecto del lugar de inseminación 

 

Las técnicas de inseminación con baja dosis en la yegua han sido desarrolladas para 
poder reducir el número de espermatozoides requeridos para lograr preñez y así lograr 
un uso más eficiente del semen congelado y del padrillo. La primera técnica fue 
descripta por primera vez en el año 1998 por Vázquez et al. 

Se han reportado tres métodos para inseminación con baja dosis de espermatozoides: 
(1) transferencia intrafalopiana de gametos (GIFT), (2) inseminación profunda 
histeroscópica y (3) inseminación profunda en la punta del cuerno uterino utilizando 
una pipeta flexible. Este último método mencionado, reporta buenos resultados y 
permite prescindir de un equipo costoso como es el endoscopio y de la necesidad de 
hacer cirugía como en el caso de la GIFT (Alonso et al., 2016). 

Aunque es muy difícil comparar resultados de preñez entre los diferentes estudios, 
debido a potenciales diferentes de fertilidad de las yeguas, padrillos, experiencia 
profesional, todo hace indicar que la deposición del semen cerca de la UUT tiene 
resultados similares que la canulación de la UUT por medio de un catéter a través de 
un endoscopio. Las dos técnicas permiten reducir drásticamente las dosis 
inseminantes sin afectar las tasas de preñez. Se puede alcanzar tasas aceptable de 
preñez con dosis de semen fresco que van de 1 a 25x106 de espermatozoides con 
motilidad progresiva en volúmenes de 20 a 1000 µl. Estudios controlados que 
compararon estas dos técnicas utilizando la misma población de yeguas y de padrillos 
demostraron que no hay diferencias en la tasa de preñez cuando se inseminan con 5 x 
106 espermatozoides con motilidad progresiva con (MP) refrigerados por 24 horas 
(Brinsko et al., 2003). Si la dosis inseminante baja a 1x106espermatozoides con MP la 
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tasa de preñez parecería ser más alta con un histeroscópio que con la inseminación 
profunda con pipeta flexible guiada tranrectalmente (Morris et al., 2000). 

Si la dosis inseminante es > a 100x106 espermatozoides con MP, es poco probable 
que las técnicas de inseminación con baja dosis mejoren la tasa de preñez comparada 
con la inseminación en el cuerpo del útero. Sin embargo, si la dosis inseminante 
contiene < 50x106 espermatozoides con MP en bajo volúmenes entonces si parecería 
haber una ventaja en las técnicas de inseminación profunda sobre la inseminación 
tradicional en el cuerpo del útero en lo que a tasa de preñez se refiere (Lyle y Ferrer, 
2005). Varias circunstancias demandan la utilización de un bajo número de 
espermatozoides por inseminación como ser pocas dosis disponibles de semen 
congelado, precios altos por dosis inseminante de semen congelado y la industria del 
semen sexado.  

Otras áreas donde tiene relevancia la utilización de estas técnicas son en la utilización 
de padrillos oligospérmicos, yeguas con problemas de evacuación uterina y utilización 
de semen proveniente de colas de epidídimos.  

  

2.9.2.5 Efecto de la dosis (número de espermatozoides) de la IA en las tasas de 
preñez 

 

La determinación de la motilidad espermática es el parámetro más utilizado en la 
práctica veterinaria como indicador de fertilidad, sin embargo, no siempre es correcto, 
ya que en este tema existen muchas otras características de los espermatozoides que 
juegan un rol importante al momento de la fecundación como la integridad del ADN, 
integridad acrosomal, integridad y funcionalidad de la membrana plasmática, estado 
mitocondrial, moléculas presentes en la membrana plasmática y acrosomal, entre otras 
(Varner, 2008). 

No existe una dosis estándar de IA para semen congelado recomendada que se haya 
evaluado críticamente en el caballo, en parte debido a la falta de estandarización de 
criterios en la bibliografía publicada al respecto para reportar la dosis de semen 
utilizada; algunos estudios aportan datos del número total de espermatozoides sin el 
porcentaje de motilidad progresiva y otros el número de espermatozoides mótiles 
progresivos por IA. Estas razones, sumado a que la mayoría de los estudios científicos 
no suelen controlar el efecto de otros factores “de confusión” (método de 
procesamiento, factor yegua, factor padrillo, etc.), sobre todo  en aquellos  que tienen 
un tamaño de muestra considerable, hace difícil una comparación crítica de los 
mismos. 

En un esfuerzo para uniformizar el número total de espermatozoides por dosis, la 
Federación Mundial para la Cría de Caballos de Deporte (www.wbfsh.org) ha 
establecido un estándar para dosis de semen congelado entre países miembros que 
implica el uso de una dosis de inseminación con un mínimo de 250 x 106 
espermatozoides mótiles progresivos, con un porcentaje de motilidad progresiva 
después de la descongelación de por lo menos 35 %. Sin embargo, se sabe que en 
muchos casos esta dosis excede con creces el número mínimo de espermatozoides 
requeridos para llegar a la máxima fertilidad propia de cada padrillo, que por otro lado 
es una buena práctica de actuación, siempre y cuando la disponibilidad del semen no 
sea un factor limitante. Por ejemplo, un estudio (Sieme et al., 2004) no mostró 
diferencia significativa en las tasas de preñez por ciclo en yeguas inseminadas en el 

http://www.wbfsh.org/
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cuerpo uterino con 100 x 106 (55/123, 45 %) u 800 x 106 (9/21; 43 %) espermatozoides 
totales con más de 35% motilidad progresiva a partir de 17 padrillos diferentes, 
distribuidos de forma uniforme entre ambos grupos. Sin embargo, estudios posteriores 
sí demostraron una diferencia significativa en las tasas de preñez entre yeguas 
inseminadas en el cuerpo uterino con 50 x 106 (11/39, 26 %) o 400 x 106 (19/39; 46 %) 
de espermatozoides totales a partir de 4 padrillos diferentes (Clément et al., 2005), o 
entre inseminaciones con 137 x 106 (14/35; 40 %) o 27 x 106 (5/35; 14 %) de 
espermatozoides mótiles progresivos en el cuerpo uterino (Govaere et al., 2014).  

Estas diferencias entre estudios demuestran la existencia de un umbral mínimo de 
espermatozoides totales por debajo del cual la fertilidad se ve comprometida, pero 
también sugieren que ese umbral no es igual para todos los padrillos y por tanto no se 
puede generalizar, ya que es probable que haya variaciones individuales. De este 
modo, Morris et al. (2003) demostraron que es posible obtener tasas de preñez 
aceptables (63 %) después de inseminar yeguas en el cuerpo uterino con tan solo 14 x 
106 espermatozoides mótiles progresivos de dos padrillos de alta fertilidad. En estos 
padrillos, el umbral de la dosis de espermatozoides se observó muy por debajo de lo 
esperado, ya que la fertilidad no bajó al 15 % por ciclo, hasta reducir la dosis de 
inseminación a 3 x 106 espermatozoides mótiles progresivos (Morris et al., 2003) 

.   
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2.9.3 Procedimientos post inseminación artificial con semen congelado 

 

La evaluación post inseminación debe realizarse dentro de las primeras doce horas de 
haberse depositado el semen en la reproductora (Samper et al., 2001). Los manejos 
post inseminación, involucran un monitoreo ultrasonográfico y tratamientos uterinos, 
que son fundamentales cuando se utiliza semen congelado, para confirmar que la 
reproductora haya ovulado y confirmar que no esté acumulando fluidos (Samper et al., 
2001), ya que algunas yeguas pueden presentar una excesiva respuesta inflamatoria 
uterina, provocando una disminución de los índices de preñez o fallas en el desarrollo 
embrionario (Dell’ Aqua et al., 2006). 

Este monitoreo es particularmente importante en yeguas añosas, con clearance 
uterino retardado, y en yeguas susceptibles a endometritis (Samper et al., 2001). Los 
tratamientos apropiados en estos casos son: lavados uterinos con solución fisiológica 
o suero ringer lactato, infusiones intrauterinas con antibióticos, asociados con la  
administración de fármacos ecbólicos como la oxitocina y cirugía de Caslick. Siendo 
aplicado cada uno de ellos, dependiendo del grado de inflamación que se presente 
(Miller 2008, Samper et al., 2001, Hurtgen 2006, Liu y Troedsson, 2008). 

Según Samper y Hankins (2001), no es necesaria la aplicación de terapias de forma 
generalizada en todas aquellas yeguas post inseminación artificial con semen 
congelado, sino que las reproductoras deberían ser tratadas según sus signos clínicos 
y su historia reproductiva. 

Los tratamientos uterinos se pueden utilizar sin problemas desde cuatro horas post 
inseminación convencional en el cuerpo uterino, tiempo en el cual la migración de los 
espermatozoides a las trompas uterinas ha ocurrido (Brinsko et al., 1991).  
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3. HIPÓTESIS 

 

La inseminación profunda disminuye el tiempo de transporte espermático, asegurando 
una colonización máxima de las trompas uterinas en un tiempo reducido. 
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4.OBJETIVOS 

 

4.1 General 

 

Contribuir al conocimiento y a la eficiencia de la inseminación artificial con semen 
congelado en equinos, a través del estudio del transporte espermático. 

 

4.2 Específicos 

 

Los objetivos específicos de este experimento fueron determinar como la dosis y el 
sitio de inseminación afectan el transporte espermático a las 2, 4 y 12 hs luego de la IA 
con semen congelado  
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5 5.MATERIALES Y MÉTODOS 

 

5.1 Lugar y momento donde se realizó la investigación 

 

El experimento fue llevado a cabo en el frigorífico equino SAREL SRL ubicado en el 
departamento de Canelones, Uruguay (34ºS, 56ºO), en el periodo de tiempo 
comprendido entre el mes de octubre de 2014 y marzo de 2017. Se trabajó durante 
tres temporadas reproductivas (2014-2015; 2015-2016; 2016-2017). 

 

5.2 Animales utilizados en la investigación 

 

Fueron utilizadas 89 yeguas cíclicas de una población destinada a faena, con 
condición corporal mínima de 3 (Hennecke et al., 1983, modificada por Malschitzky, 
1998), clínicamente saludables y con ausencia de neutrófilos a la citología endometrial 
(Mattos et al., 1984). Comportamiento de celo, tono uterino y cérvix compatible con 
estro, útero con edema y folículo preovulatorio de más de 35 mm de diámetro. 

Para la obtención de semen para congelamiento e IA con semen congelado se utilizó 
un padrillo de raza pura sangre de carrera, comprobadamente fértil, de 8 años de 
edad, saludable y con buena condición corporal. La selección de dicho padrillo se basó 
en que presentaba buena congelabilidad (motilidad progresiva post descongelado > 40 
%), y buenas tasas de preñez con semen congelado (Vidament, 2005; Sieme, 2011). 

 

5.3 Examen ginecológico 

 

Todas las yeguas utilizadas en el experimento fueron sometidas a un examen 
ginecológico previo a su inclusión en los grupos experimentales (Mattos et al., 1984). 

El día previo a la faena, las yeguas fueron sometidas a palpación rectal y ecografía, 
donde fueron considerados el tono y eco textura del útero y cérvix, contenido uterino y 
actividad ovárica (Curnow., 1991). Las yeguas cíclicas que tenían ausencia de 
contenido uterino y que presentaron imagen ecográfica uterina compatible con celo, 
tono uterino y de cérvix compatible con celo, ausencia de cuerpo lúteo funcional y 
folículos igual o superior a 35 mm de diámetro fueron seleccionadas para el 
experimento. 

El examen citológico del lumen uterino fue realizado luego de una limpieza del área 
perineal con agua potable y detergente neutro (mínimo tres veces), seguido de una 
limpieza con una solución jabonosa liquida a base de clorhexidina al 2 %. 
Posteriormente, se enjuagó de manera profusa la región anteriormente lavada y se 
secó con un papel de cocina con extremo cuidado para evitar la entrada de agua a la 
vagina.  

Una vez higienizada la región perineal se procedía a tomar las muestras de citología 
uterina mediante el uso de cepillos citológicos (Citobrush®),Juvaquez, España), 
utilizando el dispositivo para toma de muestras citológicas de Botupharma (San Pablo, 
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Brasil), evitando la contaminación de las mismas por el ambiente vaginal y cervical 
(Mattos et al, 1984).  

Luego de colectadas las muestras, se hacía rodar el cepillo citológico suavemente 
sobre la superficie de un porta objeto, se dejaba sacar y se coloreaba con la tinción de 
Panóptico Pappenheim (Diff Quik®, Baxter Health Care, Miami, FL) para 
posteriormente evaluarlo microscópicamente en búsqueda de neutrófilos. Se 
incluyeron en este estudio solo aquellas reproductoras que no presentaron neutrófilos 
al momento del examen citológico. 

 

5.4 Colecta y procesamiento de semen 

 

El semen fue colectado con vagina artificial modelo Hannover (Götze1949; Klug, 
1982). Luego de la colecta los eyaculados fueron diluidos y evaluados en cuanto a 
motilidad, concentración y morfología espermática. Aquellos eyaculados que reunieron 
las características aceptables, concentración espermática ≥ 200 x 106 spzs/ml, 
motilidad progresiva > 40 % y > 70 % de espermatozoides morfológicamente normales 
fueron procesados para su congelamiento (Kalmar et al. 2014). El semen fue 
congelado en pajuelas de 0,5 mL a una concentración de 100 x 106 espermatozoides 
por mililitro  (50 millones por pajuela)  utilizando un diluyente comercial (Botucrio®, 
Botufarma, Brasil). El congelamiento fue realizado respetando las indicaciones del 
fabricante de dicho diluyente y según lo descripto por Papa et al. 2008. Solo se 
utilizaron en este proyecto aquellos eyaculados que tuvieron >40% de motilidad 
progresiva post decongelado al CASA (Androvision, Minitub, Brasil). Las muestras para 
inseminación fueron descongeladas en baño maría a 37°C por 30 segundos y solo se 
utilizaron aquellas muestras que tenían > de 40 % de espermatozoides con motilidad 
progresiva post descongelamiento. Las muestras  descongeladas fueron evaluadas 
subjetivamente con un microscopio de luz con contraste de fase y platina térmica a 
37°C cada vez que se inseminaba una yegua. 

 

5.5 Diseño experimental 

 

Las yeguas seleccionadas fueron aleatoriamente inseminadas en el cuerpo del útero 
(B) o en la punta del cuerno ipsilateral al folículo dominante (T) con una pajuela de 0,5 
mL (50x106 espermatozoides totales) o con ocho pajuelas de 0,5mL (400x106 

espermatozoides totales). Una vez inseminadas las yeguas fueron humanitariamente 
sacrificadas a las 2, 4 y 12 horas post inseminación conformando los siguientes grupos 
experimentales: B50 (2h, n=6; 4h, n=6; 12h, n=7); T50 (2h, n=12; 4h, n=9; 12h, n=8); 
B400 (2h, n=8; 4h, n=6; 12h, n=6) y T400 (2h, n=7; 4h, n=7; 12h, n=7) 

A continuación, se presenta el diseño experimental realizado en la presente 
investigación. 
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Tratamiento 

Lugar de la IA 

NTE 
(X106) 

Vol. 
(mL) 

N° 
Pajuelas 

Spzs/pajuela 
(x 106) 

Yeguas 

2h 4h 12h 

B 50 0.5 1 50 6 6 7 

T 50 0.5 1 50 12 9 8 

B 400 4 8 50 8 6 6 

T 400 4 8 50 7 7 7 

Total de yeguas     89 

Total de pajuelas - - 376 - - 

NTE  18800 - - - - 

*B = cuerpo uterino; T = punta del cuerno ipsilateral al folículo dominante; NTE = 
número total de espermatozoides; SPZS = espermatozoides; IA = inseminación 
artificial. 

 

5.6 Faena 

 

Las yeguas sometidas a los diferentes tratamientos fueron abatidas de forma 
humanitaria a las 2, 4 y 12 horas post inseminación artificial con semen congelado. 

 

5.7 Colecta y procesamiento de muestras 

 

Luego del sacrificio, los órganos reproductivos completos (cérvix, útero, trompas 
uterinas y ovarios) fueron recuperados e identificados al momento de retirada de las 
vísceras, en la línea de faena. Las trompas uterinas ipsilateral al folículo dominante 
fueron separados del útero y lavados con 1 mL de solución buffer fosfato (PBS) con 
0,1% de sodium dodecyl sulfate a partir del infundíbulo hacia la unión útero tubárica.  

El lavado se realizó introduciendo un catéter corto 18G acoplado a una jeringa a través 
del infundíbulo. Luego se escurría el líquido manualmente hasta ser recuperado en su 
totalidad en tubos eppendorf para su posterior análisis.  

Una vez obtenido el contenido del lavado oviductal, se tomó una muestra 
representativa del mismo para su evaluación en una cámara de Neubauer® con el fin 
de obtener el contaje de espermatozoides presentes en el lavado. 

 

5.8 Registro de datos de las yeguas 

 

Se realizó una planilla de datos para cada yegua conteniendo la identificación de la 
yegua, la fecha de faena, peso corporal, examen ginecológico y datos sobre la dosis y 
el lugar de inseminación. 
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5.9 Análisis estadístico 

 

Los datos obtenidos fueron analizados utilizando ANOVA, considerándose la dosis, el 
tiempo y el lugar de inseminación como variables independientes y el número de 
espermatozoides recuperados de las trompas uterinas como variable dependiente. 
Probabilidades < 0.05 fueron consideradas como significativas. 
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6.RESULTADOS 

 

Los resultados obtenidos en la presente investigación mostraron que, el número medio 
de espermatozoides recuperados de las trompas uterinas ipsilateral al folículo 
dominante se vio influenciado por el lugar de inseminación y por el número total de 
espermatozoides inseminados.  

 

6.1 Relación entre el lugar de inseminación y el número de espermatozoides 
encontrados en las trompas uterinas a las 2, 4 y 12 horas post inseminación  

 

La figura 6 (A), nos muestra que existió una tendencia (P=0,070), a favor de la 
inseminación en la punta del cuerno a las 2 horas post inseminación y que un mayor 
número de espermatozoides alcanzaron las trompas uterinas si se lo compara con la 
inseminación en el cuerpo uterino independientemente de la dosis inseminante 
(p=0,025). Sin embargo, el numero promedio de espermatozoides recuperados de las 
trompas uterinas ipsilateral al folículo dominante fue similar en todas las horas 
evaluadas independientemente de la dosis (p=0,175) y sitio (p=0,230) de inseminación 
(Fig. 6A y 6B). 

 

6.2 Relación entre la dosis inseminante y el número de espermatozoides 
encontrados en las trompas uterinas ipsilateral al folículo dominante a las 2, 4 y 
12 horas post inseminación 

 

La figura 6 (B), nos presenta que independientemente del lugar de inseminación, la 
dosis inseminante de 400x106 espermatozoides (p<0,001) tuvo un mayor número de 
espermatozoides recuperados de las trompas uterinas (mayor transporte espermático). 
Siendo esta diferencia evidente a las 4 y 12 horas post inseminación, en comparación 
con la dosis de 50x106 espermatozoides. Si bien a las 2 horas también hubo un mayor 
transporte espermático cuando se inseminó con la dosis mayor, la diferencia no fue 
significativa (p=>0,05). 

 

6.3 Efecto del sitio y dosis de inseminación sobre el transporte espermático 
independientemente del tiempo post inseminación  

 

En la figura 6 (C), se aprecia que hay diferencias significativas en el transporte 
espermático hasta las 12 horas post inseminación cuando se compara la dosis 
inseminante, siendo mayor cuando se insemina con 400 millones que cuando se 
inseminó con 50 millones  (p < 0,001), independientemente del lugar de inseminación 
y del tiempo post inseminación. También, muestra que cuando inseminamos con 
dosis bajas de 50 millones de espermatozoides hay diferencias en el transporte 
espermático cuando se compara el sitio de la inseminación. Siendo mayor cuando 
inseminamos en la punta del cuerno que cuando inseminamos en el cuerpo uterino 
(p= 0,006). No se recuperaron espermatozoides de los lavados de las trompas 
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uterinas cuando se inseminó con 50 millones en la mitad del cuerpo uterino. Mientras 
que no se observó diferencia en el transporte espermático al inseminar en la punta del 
cuerno o en el cuerpo uterino cuando se utilizaron dosis de 400 millones de 
espermatozoides totales (p>0,05). 
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Figura 6. Media de espermatozoides ± D.S. relacionado al (A) Sitio de inseminación y tiempo; 
(B) Dosis inseminante y tiempo; (C) Dosis inseminante y sitio. (*) Representa diferencias (P< 
0.05) entre los grupos (a,b) y (x,y) representa diferencias P< 0.05 dentro de los grupos, (#) 
representa una tendencia entre grupos (P = 0.070). T= tiempo, S= sitio, D= dosis. 
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7.DISCUSIÓN 

 

Cuando evaluamos el efecto tiempo en relación al transporte espermático con semen 
congelado podemos decir que está prácticamente completo a las 4 horas post 
inseminación cuando se insemina en la punta del cuerno. Cuando la inseminación es 
en el cuerpo del útero, sobre todo con dosis y volúmenes bajos como los utilizados en 
este experimento el transporte espermático es algo más lento llevándole más tiempo el 
completarse. Esto se puede apreciar en la figura 6 (A) cuando inseminamos en el 
cuerpo del útero donde el promedio del número de espermatozoides recuperados fue 
aumentando de las 2 a las 12 horas post inseminación, no encontrándose diferencias 
significativas entre las distintas horas de evaluación.  

También, pudimos observar que hay diferencias en la dosis y en el lugar de 
inseminación en lo que al transporte espermático se refiere. Cuando utilizamos dosis 
altas (400x106), el lugar de la inseminación no fue importante, ya que no obtuvimos 
diferencias en el número de espermatozoides recuperados de las trompas uterinas de 
las yeguas inseminadas en la punta del cuerno o en el cuerpo del útero (p > 0,05), 
dentro de las primeras 12 horas post inseminación (Fig. 6, C). Mientras que cuando 
usamos dosis bajas (50x106), si importó el lugar de la inseminación, habiendo 
diferencias significativas en el número de espermatozoides recuperados de las 
trompas uterinas entre las yeguas inseminadas en la punta del cuerno y las 
inseminadas en el cuerpo del útero (p= 0,009) dentro de las primeras 12 horas post 
inseminación (Fig. 6 C). Inseminando con 50x106 en la punta del cuerno se tuvieron 
mayor número de espermatozoides de las trompas uterinas que en las yeguas 
inseminadas con 50x106 en el cuerpo del útero en las cuales no se pudo recuperar 
ningún espermatozoide en ninguna de las horas evaluadas (Fig. 6, C). Mientras que 
inseminaciones con dosis estándar de 250 a 350x106 de espermatozoides con 
motilidad progresiva en el cuerpo del útero y en la punta del cuerno resultaron en una 
misma cantidad de espermatozoides recuperados de la trompa uterina ipsilateral al 
folículo dominante 1 a 2 horas post inseminación (FÊO et al., 1992). Esto concuerda 
también con lo expuesto por Leão et al., (2006) quienes demostraron que la 
inseminación en la extremidad del cuerno uterino fue más eficiente que la inseminación 
en el cuerpo del útero con la utilización de un número reducido de espermatozoides 
equinos.  

El efecto dosis fue el que tuvo mayor impacto en el transporte espermático si lo 
comparamos con el lugar de la inseminación. Se encontró mayor cantidad de 
espermatozoides en las trompas uterinas cuando inseminamos con dosis mayores 
(400x106), que cuando inseminamos con dosis menores (50x106) tanto en el cuerpo 
(P=0,006) como en la punta del cuerno (p=0,025) sobre todo a las 4 y 12 horas post 
inseminación (Fig. 6, B y C). Esto concuerda con lo encontrado por Fiala et al. (2007) 
quienes concluyeron que el transporte espermático hasta las 4 horas no está 
influenciado por la concentración o él un número total de espermatozoides de la dosis 
inseminante y si por las contracciones uterinas encargadas del transporte rápido de los 
espermatozoides hacia la unión útero tubárica. 

Por otra parte, la inseminación artificial profunda demostró tener mejores tasas de 
preñez que la inseminación artificial convencional en el cuerpo uterino solo cuando se 
usaron dosis bajas de espermatozoides (Squires 2002; Morris et al., 2002; Morris et al., 
2003; Leão et al., 2006). Mientras que inseminaciones con dosis > 250x106 de 
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espermatozoides con motilidad progresiva en el cuerpo del útero y en la punta del 
cuerno resultaron en tasas de preñez similares (Sieme et al., 2004). Esto se confirma 
con los datos obtenidos en este trabajo, donde se recuperaron mayor número de 
espermatozoides de las trompas uterinas de las yeguas inseminadas con 50x106 
(dosis baja) en la punta del cuerno que cuando se inseminó con la misma dosis en el 
cuerpo del útero, mientras que esta diferencia no fue observada cuando se utilizó una 
dosis mayor de 400x106 en el cuerpo del útero o en la punta del cuerno (Fig. 6, C). Por 
lo que el lugar de la inseminación no sería un factor crítico cuando utilizamos dosis 
estándar de > 400x106 espermatozoides totales en lo que concierne al transporte 
espermático. 

Al igual que Rigby et al. (2000) y Leão et al. (2006), también vimos que un mayor 
número de espermatozoides pasan a través de la unión utero-tubarica ipsilateral al 
folículo dominante cuando el semen es depositado en la punta del cuerno que cuando 
es depositado en el cuerpo del útero (Fig. 6, A y C).  

Otro punto importante, es que la inseminación artificial profunda acelera el transporte 
espermático y aumenta el número de espermatozoides morfológicamente normales 
que alcanzan las trompas uterinas en un menor período de tiempo. Esto, está 
demostrado en la figura 6 (A) donde la diferencia es más apreciable a las 2 horas post 
inseminación que a las 4 y 12 horas post inseminación. Esto reafirma lo hallado por 
Samper (2015), que demostró que cuando las yeguas son inseminadas post ovulación 
a través de inseminación profunda las tasas de preñez no se vieron afectadas cuando 
se realiza un lavado uterino tan pronto como 1 hora post ovulación. Esto permitiría 
realizar lavajes tempranos que permitan reducir el tiempo de contacto de los 
espermatozoides con el útero, y por lo tanto reducir el periodo de tiempo para que la 
yegua genere una reacción inflamatoria sin afectar las tasas de preñez. Esto es 
importante al inseminar yeguas subfértiles que tengan comprometida la contractilidad 
uterina que es la encargada del transporte rápido de los espermatozoides hacia la 
unión útero-tubárica en las primeras 2 horas post inseminación. Sobre todo en las 
yeguas que se inseminan con más de 4 horas post ovulación donde además de tener 
comprometido el transporte espermático y la limpieza uterina se le suma el cerramiento 
del cérvix por los efectos de la progesterona. Vale la pena mencionar que, en el 
presente estudio sólo se utilizaron yeguar reproductivamente sanas y que estos 
resultados no se podrían transpolar a yeguas con problemas reproductivos. Scott y Liu 
(1995 y 2000), encontraron un número menor de espermatozoides en las trompas 
uterinas de yeguas susceptibles a endometritis crónica comparado con yeguas 
reproductivamente normales 4 horas luego de la inseminación artificial. Mientras que 
Rigby et al. (2000), no encontraron diferencias en el transporte espermático entre 
yeguas con problemas de evacuación uterina y yeguas normales a las 18 horas post 
inseminación. Es posible que las yeguas susceptibles a la endometritis post servicio 
requieran más tiempo para transportar los espermatozoides hasta la unión útero 
tubarica que lo requerido por las yeguas sin problemas reproductivos debido 
probablemente a una menor capacidad de contractilidad uterina en las yeguas con 
problemas reproductivos. En yeguas normales fuertes y frecuentes contracciones 
miometriales son provocadas 8 a 30 minutos post inseminación, siendo estas 
contracciones las encargadas del transporte rápido de los espermatozoides a las 
trompas uterinas (Katila et al., 2000). Este sistema rápido de transporte espermático 
seguramente este comprometido en yeguas con problemas de evacuación uterina u 
otros problemas reproductivos.  
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En conclusión, la inseminación artificial profunda viabiliza la utilización de un  número 
bajo de espermatozoides por inseminación, posibilitando a la industria del semen 
congelado maximizar su uso, pudiendo preñar más yeguas por eyaculado congelado. 
Por otra parte, se vio que dosis bajas de semen congelado menores a 50x106 
espermatozoides totales no son recomendadas para su utilización en el cuerpo del 
útero ya que un número insuficiente de espermatozoides alcanzan la trompa uterina 
ipsilateral al folículo dominante en las primeras 12 horas post inseminación.  
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8.CONCLUSIONES 

 

El número medio de espermatozoides recuperados de las trompas uterinas ipsilateral 
al folículo dominante se vio influenciado por el lugar de inseminación y por el número 
total de espermatozoides inseminados.  

 

1. La inseminación artificial en la punta del cuerno ipsilateral al folículo dominante 

resultó en un mayor porcentaje de espermatozoides recuperados de la trompa 

uterina ipsilateral al folículo dominante si lo comparamos con la inseminación 

artificial tradicional en el cuerpo del útero. 

 
2. La inseminación artificial en la punta del cuerno uterino fue más eficiente que la 

inseminación en el cuerpo del útero cuando se inseminó con un número 

reducido de espermatozoides. Cuando se utilizan dosis tradicionales de 400x106 

espermatozoides totales el lugar de la inseminación no parecería ser crítico pero 

si cuando se utilizan dosis bajas de 50x106 espermatozoides totales.  

 

3. La inseminación artificial en la punta del cuerno acelera el transporte 

espermático. 

 
4. La dosis inseminante si afectó el transporte espermático. No se recomienda la 

inseminación artificial en el cuerpo del útero con < 50x106 (baja dosis) ya que no 

se  alcanza un número suficiente de espermatozoides en las trompas uterinas 

en las primeras 12 horas post inseminación. 

 
5. Existe una correlación positiva entre el número de espermatozoides 

inseminados y el número de espermatozoides recuperados de la trompa uterina 

ipsilateral al folículo dominante. El mejor resultado fue obtenido con la 

inseminación profunda de 400x106  en la punta del cuerno y el peor resultado 

fue inseminar con 50x106 en el cuerpo del útero. 

 

6. La inseminación artificial con 400 millones de espermatozoides resultó en el 

mayor porcentaje de espermatozoides recuperados de la trompa uterina 

ipsilateral al folículo dominante (mayor transporte espermático) 

independientemente del sitio de la inseminación. 

 
Estos resultados fueron obtenidos de yeguas clínicamente y reproductivamente sanas 
enviadas al frigorífico sin historia reproductiva previa. 
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1. Introduction 

 

Post-breeding inflammation is a physiological process that is elicited in the uterus of mares in 
response to the presence of spermatozoa [1]. The duration and severity of this inflammatory reaction is a 
critical factor in determining the ability of the mare to become and stay pregnant. Sperm were found in 
the oviducts as soon as 30 minutes after insemination [2]. However, pregnancy rate was lowered when 
mares’ uterus were flushed within 2h after artificial insemination (AI), while the uterine lavage performed 
at 4h post insemination had no adverse effect on fertility [3]. 

A retrospective study in 2002 [4] demonstrated that 85.4% of the doses used in more than 2000 
inseminations had between 400 and 500 million sperm frozen in 0.5 straws, and the insemination site 
was the uterine body. However, in the last years insemination in the tip of the uterine horn ipsilateral to 
the pre-ovulatory follicle gained popularity when using frozen semen [5] but, neither insemination site nor 
the AI dose (300 or 50 millions) had a significant effect on the fertility rate [6].  

We hypothesize that AI with 400 million sperm in the tip of the uterine horn will have higher 
sperm transport than mares inseminate with 50 million into uterine body. Nevertheless, the inflammatory 
reaction will be stronger after AI with 400 million sperm into uterine body than with 50 million sperm in the 
tip of the uterine horn. The objective of this experiment was to determine how the sperm dose and the 
site of insemination affect the sperm transport and the uterine inflammatory reaction at 2, 4 and 12h after 
insemination with frozen semen. 

 

2. Materials and methods 

 

Semen from a fertile stallion was cryopreserved with a commercial extender in 0.5 mL straws 
containing 100 million sperm/mL. Only semen with at least 40% progressive motility after thawing was 
used.  

Eighty-nine mixed-breed mares in estrus (follicle ≥ 35 mm and uterus edema) were selected from 
a population of horses sent to a commercial abattoir in Uruguay (34ºS, 56ºW). Only clinically normal 
mares with negative endometrial cytology, i.e. absence of polymorphonuclears leukocytes (PMNs) were 
used in this study. 

Mares were randomly inseminated in the mid-uterine body (B) or in the tip of the uterine horn (T) 
ipsilateral to the dominant follicle with one straw - 50 million sperm (50) or eight straws - 400 million 
sperm (400). The mares were humanely slaughtered 2, 4 and 12h post AI forming the following groups: 

https://www.sciencedirect.com/science/journal/07370806
https://www.sciencedirect.com/science/journal/07370806/66/supp/C
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B50 (2h, n=6; 4h, n=6; 12h, n=7); T50 (2h, n=12; 4h, n=9; 12h, n=8); B400 (2h, n=8; 4h, n=6; 12h, n=6) 
and T400 (2h, n=7; 4h, n=7; 12h, n=7 ). 

Internal reproductive tracts were recovered; the uterus separated from the oviducts and flushed 
with 50 mL phosphate-Buffered saline (PBS) using a Foley catheter. A sample of the uterine flush was 
placed in a hemocytometer for PMN counts. Complete ipsilateral oviductal flushes were performed using 
1 mL of PBS containing 0.1% sodium dodecyl sulfate. The flushing was stirred and the sperm was 
counted in a hemocytometer. 

Data were analyzed using analysis of variance. Insemination time (2, 4, 12h), site (tip or body) 
and dose (400 or 50) were considered as independent variables; number of sperm cells and PMNs in 
flushes were considered as dependent variables. Probabilities < 0.05 were considered significant. 

 

3. Results 

The mean number of oviductal sperm cells recovered was influenced by the insemination site 
and insemination dose. Deep horn insemination allows higher (P = 0.025) sperm transport at 2h than 
uterine body insemination (Fig. 1A). However, oviductal sperm recovered was similar at all observation 
time regardless of site and dose of insemination (P > 0.175) (Fig 1A, 1B). The number of sperm 
recovered from the ipsilateral oviduct was higher using 400 million sperm (P < 0.001) regardless of the 
artificial insemination site (Fig. 1C). No oviductal sperm was recovered with the uterine body 
insemination with 50 million sperm cells. 
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Fig. 1 Mean of spermatozoa ± S.E.D related to (A) insemination site and time; (B) insemination dose and 
time and (C) insemination dose and site. (*) represent difference (P < 0.05) between sets; (a, b) and (x, 
y) represent difference P < 0.05 into the set; (#) represent a trend between sets (P = 0.070). T = time; S 
= site; D = dose. 

 

Deep uterine horn insemination result in a lower (P = 0.001) presence of PMNs than uterine body 
insemination (Fig. 2A). PMNs number was influenced by site, dose and time of insemination (P < 0.024) 
(Fig. 2A, 2B). A higher presence of PMNs was observed 4h after the uterine body insemination and in 
mares inseminated with 400 million sperm cells. Nevertheless, an interaction of dose by time (P < 0.001) 
was observed. In mares inseminated with 50 million sperm the inflammatory process increase with time, 
while, decreased in mares inseminated with 400 million sperm at 12h post AI (Fig. 2B). AI with 400 
million sperm resulted in a higher PMN reaction than the use of 50 million sperm (Fig. 2C). Interestingly, 
the use of low dose in the uterine body insemination provoked a higher (P < 0.001) PMN presence than 
AI in the tip of the uterine horn. 
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Fig. 2 Mean of PMNs ± S.E.D related to (A) insemination site and time; (B) insemination dose and time 
and (C) insemination dose and site. (*) represent difference (P < 0.05) between sets; (a, b) and (x, y) 
represent difference P < 0.05 into the set; (#) represent a trend between sets (P = 0.086). T = time; S = 
site; D = dose. 

 

4. Discussion 

The present study demonstrates that the high AI dose produced better sperm transport 
regardless of the insemination site and time post-insemination. Insemination in the tip of the uterine horn 
increased the number of oviductal sperm recovered from the ipsilateral oviduct to the dominant follicle, 
which was more evident in mares inseminated with a low dose at 2h post insemination. These results 
agree with previous studies in which mares were inseminated in the tip of the uterine horn with frozen 
semen immediately post-ovulation and reported that uterine flushes performed 1h after AI did not 
decrease pregnancy rates in normal mares and increased pregnancy rates in sub-fertile mares [7]. 

The insemination dose provoked a uterine inflammatory response, which was more rapid and 
intense as total sperm numbers increased in agreement with previous studies [1]. However, the greater 
the intensity of inflammation, the faster the solution; mares inseminated with 400 million sperm produced 
a lower inflammatory response than mares inseminated with 50 million sperm at 12h after AI. In 
conclusion, AI in the tip of the uterine horn caused less inflammatory reaction than AI in the uterine body, 
this effect being more evident with low dose insemination and that the use of a dose of 400 million sperm 
resulted in a greater percentage of oviductal sperm recovered from the ipsilateral oviduct regardless of 
the AI site and a higher inflammatory reaction with a quicker resolution than AI with 50 million sperm. 
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