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RESUMEN 

La yegua es considerada una especie poliéstrica estacional que, en función de la 

latitud, presenta cambios en el ritmo circanual de la reproducción, de tal manera que 

exhibe actividad ovárica máxima durante primavera y verano ,15 a 16 horas de luz, y 

periodos de no actividad en los meses de invierno como respuesta a mayor 

liberación de melatonina (ML), la cual ejerce su acción sobre receptores específicos 

acoplados a una proteína G, en el sistema nerviosos central, lo que inhibe la 

liberación de GnRH por parte del hipotálamo y tiene como consecuencia la 

disminución en la liberación de gonadotropinas. Esto genera el bloqueo de la 

dinámica folicular, ya que los niveles de FSH no son suficientes para que ocurra la 

segunda activación denominada activación de folículos terciarios o antrales. Esta 

activación, en el caso particular de las especies fotoperiódicas, ocurre solamente en 

la temporada de transición y en la reproductiva. 

La regularidad del ciclo estral está determinada por el balance de las hormonas 

producidas por la glándula pineal, el hipotálamo, la hipófisis, los ovarios y el 

endometrio. 

El control de la ovulación es un punto clave en el manejo reproductivo de la yegua. 

Por esta razón la inducción de la ovulación es una práctica frecuente dentro del 

manejo reproductivo en los diferentes criaderos del país, buscando reducir el 

número de inseminaciones, la duración del ciclo y el intervalo hasta la ovulación, lo 

que aumenta las tasas de fertilidad. 
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Revisión de literatura. 

Introducción.  

 

La yegua es un animal que tiene un periodo gestacional aproximado de 333-

345 días, por lo tanto, para mantener la producción de un potro por año las mismas 

deben quedar preñadas dentro del primer mes postparto. Para lograr esto los 

criadores se ven forzados a preñar a las yeguas madres en su primer estro 

postparto, en lo que conocemos como celo del potro (CDP). Por lo que servir a las 

yeguas en CDP, el cual comienza entre los días 5-12 luego del parto es un método 

para mantener la producción de un potro por año. Esto no solo permite evitar 

retrasos en los nacimientos del próximo año, sino que también reduce la posibilidad 

de períodos anovulatorios que imposibiliten el servicio de yeguas paridas 

tempranamente.17 

 

La yegua es considerada una especie poliéstrica estacional que, en función de la 

latitud, presenta cambios en el ritmo circanual de la reproducción, de tal manera que 

exhibe actividad ovárica máxima durante primavera y verano ,15 a 16 horas de luz, y 

periodos de no actividad en los meses de invierno como respuesta a mayor 

liberación de melatonina (ML), la cual ejerce su acción sobre receptores específicos 

acoplados a una proteína G, en el sistema nerviosos central, lo que inhibe la 

liberación de GnRH por parte del hipotálamo y tiene como consecuencia la 

disminución en la liberación de gonadotropinas. Esto genera el bloqueo de la 

dinámica folicular, ya que los niveles de FSH no son suficientes para que ocurra la 

segunda activación denominada activación de folículos terciarios o antrales. Esta 

activación, en el caso particular de las especies fotoperiódicas, ocurre solamente en 

la temporada de transición y en la reproductiva.22 
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Aparato reproductor de la yegua. 

 

Los órganos del tracto reproductivo de una hembra no solo son dinámicos en 

su fisiología, sino también en cuanto a su morfología. La anatomía de los órganos 

reproductivos femeninos está fuertemente influenciada por la edad, su estado actual 

y la historia reproductiva previa. La descripción que se realiza identifica un estado 

inicial o perinatal de desarrollo y luego, especialmente, nos referimos a estas 

características en la yegua madura. El tracto reproductivo de la yegua se encuentra 

suspendido por una lámina doble de peritoneo, denominada ligamento ancho, 

sostiene los ovarios, oviductos, útero, cérvix y la parte craneal de la vagina, el cual 

se une a la pared abdominal en la región sublumbar, dorsalmente a la vejiga.16 

 

Ovarios. 

 

Los ovarios se encuentran en la región sublumbar, por debajo de la cuarta o 

quinta vértebra lumbar.  

 

Los ovarios cumplen una función gametogénica y una endocrina. Los gametos se 

presentan en gran cantidad al momento del nacimiento y no aumentan durante la 

vida del animal. Los ovarios presentan forma de riñón y su tamaño varía según la 

edad de animal y la estación del año.  

 

La superficie ovárica está cubierta en gran parte por el peritoneo, excepto en el 

borde adosado al ligamento ancho donde entran los nervios y los vasos. Se dice que 

el ovario de la yegua tiene la particularidad de estar "invertido" en comparación con 

los ovarios de otras especies. En otras palabras, la zona medular o vascular es 

superficial y la zona cortical (que contiene los folículos) está en el interior de la 

gónada. El tejido cortical llega a la superficie sólo en la depresión del borde ventral o 
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libre. Esta es por tanto la única zona donde se da la ovulación y se denomina fosa 

de ovulación. La fosa de ovulación está cubierta por una capa de células poligonales 

cortas que son un remanente del primitivo epitelio germinal. 23 

 

 

Útero. 

 

El útero es un órgano muscular hueco, contiguo a las trompas hacia posterior 

y que se abre a la vagina por medio de una estructura llamada cérvix. Se halla 

suspendido en la región sublumbar por medio de repliegues de peritoneo (ligamento 

ancho). Consta de dos cuernos de 25 cm de largo aproximadamente y un cuerpo de 

aproximadamente 20 cm de largo por 10 cm de ancho y el cérvix de 7 cm de largo 

por 4 cm de ancho.10 

 

La pared de útero tiene tres estratos: una externa (serosa) que se continúa formando 

el ligamento ancho; una capa muscular (miometrio) que contiene un estrato externo 

de fibras longitudinales y uno interno de fibras circulares; y una capa interna 

(endometrio) constituida por el epitelio, un estroma conectivo y glándulas con sus 

respectivos conductos. Está irrigado por la arteria uterina, la arteria vaginal y por la 

rama uterina de la arteria uteroovárica. Su inervación proviene de los plexos 

simpáticos uterino y pélvico.3 

 

 

Vulva. 

 

La vulva está tapizada por una membrana mucosa, se continua anteriormente 

con la vagina y se abre posteriormente unos 7 cm por debajo del ano. Consta de dos 

labios unidos por una comisura dorsal y una ventral. 

 

El clítoris, homologo femenino del pene, se encuentra dentro de la comisura ventral 

de la vulva. El desarrollo del clítoris es muy variable y depende de casa individuo. 5 
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Ciclo estral. 

 

El ciclo estral se define como el periodo entre dos ovulaciones seguidas, 

acompañadas por un estro y concentraciones plasmáticas de progesterona por 

debajo de 1 ng/ml, pudiéndose dividir en fase folicular (proceso ovulatorio) y luteal 

(diestro).7 

 

 El ciclo estral es la secuencia repetida de eventos después de la pubertad, que 

preparan a la yegua para la concepción; está determinado por el periodo entre dos 

ovulaciones seguidas, acompañadas de signos de estro y concentración de 

progesterona superior a 1 ng/ml. Es controlado por un complejo sistema neuro-

endocrino donde se destaca la acción del eje hipotálamo- hipófisis-ovario, y la acción 

endocrina de la glándula pineal y endometrio entre otras, puesto que factores 

inherentes al animal, como factores medioambientales, generan señales nerviosas 

estimulantes o bloqueadoras de la liberación por parte del hipotálamo al sistema 

portal del factor estimulante de las gonadotropinas (GNRH); este decapéptido, a su 

vez, estimula a nivel hipofisario la liberación de gonadotrofinas (FSH y LH), que 

actúan directamente sobre el funcionamiento gónada. 

Con ello se inicia la fase lúteal, donde posteriormente se desarrolla el cuerpo lúteo y 

subsecuente secreción de progesterona (P4), preparando a la yegua para llevar a 

cabo la gestación. De lo 2 contrario, las glándulas endometriales, mediante la 

producción de la prostaglandina F2α y el sistema de transporte contra corriente en la 

arteria útero ovárica, generan lisis del cuerpo lúteo en aquellas yeguas en las que no 

se presentó el proceso de reconocimiento materno de la gestación.20 

 

La regularidad del ciclo estral está determinada por el balance de las hormonas 

producidas por la glándula pineal, el hipotálamo, la hipófisis, los ovarios y el 

endometrio. El hipotálamo se considera como un punto clave de control reproductivo 

ya que los gonadotropos secretan la hormona GnRH, decapéptido que se libera en 
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el sistema portal hipotalámico- hipofisario para estimular la síntesis y la liberación de 

las gonadotropinas: hormona folículo-estimulante (FSH) y luteinizante (LH), las 

cuales son responsables de la dinámica folicular ovárica, la producción de 

estrógeno, la ovulación y la luteinización del cuerpo lúteo. En conjunto con otras 

hormonas como el factor de crecimiento parecido a la insulina (IGF-1), la proteína 

plasmática asociada a la preñez (PPAP-A) y otras, controlan los principales signos 

externos de comportamiento del estro y los eventos que determinan la ovulación.40 

 

La fase folicular, también conocida como el estro, varia en su duración de 4 a 7 días 

en la yegua. Esta acompañada de crecimiento folicular, selección, maduración y 

luego de la ovulación, presentándose una rápidadisminución de las concentraciones 

plasmáticas de estrógeno. La fase luteal o diestro se considera como el periodo 

restante del ciclo estral, esta fase dura alrededor de 14 a 15 días, variando de 

acuerdo con la duración del estro. Se inicia con la ovulación, la formación del cuerpo 

lúteo y posteriormente la secreción de progesterona. El incremento en la 

concentraciónsérica de LH ocurre de forma lenta, alcanzando una 

concentraciónmáximadespués de 24 horas de la ovulación.25 

 

La duración media del ciclo estral en la yegua es de 21 días (19-22). Se divide en 

dos fases: (1) estro (fase folicular), con una duración oscilante entre 5-7 días y (2) 

diestro (fase lúteal), que tiene una duración oscilante entre 14-15 días. En la fase 

folicular hay un aumento en la producción de estrógenos (E2) por parte de los 

folículos que se encuentran en crecimiento, generando receptividad sexual por parte 

de la hembra hacia el garañón, además de la preparación del aparato genital para el 

transporte de los espermatozoides hacia el ámpula, región en el oviducto donde se 

lleva a cabo el proceso de fecundación del ovocito, liberado 12- 24 horas antes de 

finalizar el periodo receptivo.8 

 

Con ello se inicia la fase lúteal, donde posteriormente se desarrolla el cuerpo lúteo y 

subsecuente secreción de progesterona (P4), preparando a la yegua para llevar a 

cabo la gestación. De lo contrario, las glándulas endometriales, mediante la 
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producción de la prostaglandina F2α y el sistema de transporte contra corriente en la 

arteria útero ovárica, generan lisis del cuerpo lúteo en aquellas yeguas en las que no 

se presentó el proceso de reconocimiento materno de la gestación.2 

 

 

Dinámica folicular ovárica 

 

 

En las yeguas, así como en la mujer, el ciclo estral se caracteriza por 

presentar ondas de crecimiento folicular ovárico, con dos patrones típicos: onda 

folicular mayor, que posee folículos dominantes y subordinados, pudiendo 

normalmente iniciar en la segunda mitad del ciclo estral y termina con la posterior 

ovulación, y una onda folicular menor, en donde el folículo mayor no alcanza el 

diámetro necesario para promover la divergencia entre los futuros folículos 

subordinados, iniciándose al final del estro hasta el inicio del diestro. Las ondas que 

emergen en la segunda mitad del ciclo estral y culminan con la ovulación se 

clasifican como foliculares primarias, y las ondas que surgen entre el final del ciclo y 

el inicio del diestro se denominan secundarias. El inicio de una onda de desar rollo 

folicular se estimula por el aumento en FSH, que en la especie equina es la 

responsable del reclutamiento de los folículos con diámetro de aproximadamente 13 

mm.Después de cuatro a cinco días, la concentración de FSH alcanza su valor 

máximo en sangre y los dos folículos mayores alcanzan un diámetro promedio de 19 

a 22 mm. En este momento, los folículos inician la divergencia en diámetro, que se 

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

seráconsiderado como dominante, reduciéndose el crecimiento en los folículos 

remanentes, tornándose como subordinados.30 

 

 

 La diferencia de diámetro entre los dos folículos mayores, al inicio de la divergencia, 

es equivalente a un periodo de crecimiento de aproximadamente 24 horas. 

Aparentemente, este es el momento en que el folículomás grande (dominante) 
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establece el dominio en el proceso, antes que el folículo de tamaño inferior 

(secundario) pueda alcanzar un diámetro similar al dominante. En este instante, el 

futuro folículo dominante (FD) ejerce un papel primario de supresión de la 

concentración de FSH circulante.14 

 

El crecimiento del FD, después del proceso de selección, es menos dependiente de 

FSH, cuya concentración se mantiene en niveles basales debido a la producción de 

estrógeno (E2) e inhiba, que generan una retroalimentación negativa en la hipófisis. 

Sin embargo, el mantenimiento de una concentraciónmínimaplasmática de FSH es 

esencial para su supervivencia, siendo que niveles por debajo del nivel basal 

predisponen a la atresia del folículo dominante.31 

 

Después del proceso de selección, el crecimiento y la actividad estrogenica del 

folículo son controlados por los pulsos de LH. El folículo seleccionado puede superar 

la dependencia a la FSH, llegando a ser extremadamente sensible a la pulsatilidad 

de la LH y adquiriendo receptores para esta hormona en las células de la granulosa, 

como también para la síntesis de enzimas esteroidogenicas que son fundamentales 

para la expresióngénica de la enzima aromatasa (convierte androstenediona a 

estradiol) en las células de la granulosa.44 

 

La dependencia de concentraciones menores de FSH para mantener el crecimiento 

del FD coincide con la elevación en la concentración de estradiol, asociada a 

factores de crecimiento locales y a menores concentraciones de proteínas ligadoras 

del factor de crecimiento parecido a la insulina (IGFBP-2, 4 y 5), lo que permite que 

se dispongan mayores concentraciones intrafoliculares de IGF-1 libres, induciendo la 

expresión de receptores para la LH y regulando la actividad de la aromatasa. 51 

 

Los IGF, tipo 1 y 2, estimulan la actividad mitogénica y esteroidogénica de las 

células de la teca y de la granulosa por medio de mecanismos endocrinos, 

autocrinos y paracrinos, amplificando los efectos endocrinos de la FSH y permitiendo 

al futuro FD una rápidaregulación de la producción de estradiol. De esta manera, la 
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supresión de la FSH circulante, por medio de la elevación en la concentración de 

estradiol, previene que los folículos subordinados adquieran la dominancia sin que 

haya interferencia en el desarrollo del folículo seleccionado para ovular.37 

 

Asociado al IGF-1, los folículos dominantes presentan un aumento en las 

concentraciones de PAPP-A que promueven un rápido cambio en las 

concentraciones intrafoliculares de IGFBP, para degradar los dos subtipos de 

proteínas ligadoras (IGFBP-4 e 5) y, consecuentemente, llevan a un aumento en los 

niveles intrafoliculares de IGF-1. Las concentraciones intrafoliculares de IGF-1 y de 

IGFBP-3 permanecen relativamente constantes durante el crecimiento folicular. Sin 

embargo, los niveles de IGFBP-2, 4 y 5 varían bastante, indicando que la 

biodisponibilidad de IGF-1 en el folículo es dictada por cambios en los niveles de 

IGFBP. 6  

 

 

Reconocimiento materno de la preñez  

 

Entre el quinto y sexto día el embrión en estado de mórula entra al útero y 

comienza la fase de migración embrionaria proceso necesario para el 

"reconocimiento materno de la gestación". La migración embrionaria es máxima a los 

11-12 días y se mantiene así hasta el día 15. Este movimiento de la vesícula es 

pasivo y depende de las contracciones uterinas y es importante para establecer la 

"señal " de que la preñez ha ocurrido, previniendo así la luteolisis, lo que se conoce 

como "reconocimiento materno de la preñez".12 

 

 En la yegua el cuerpo lúteo primario que originó la preñez podrá ser identificado 

hasta el día 180-220. Ciertas condiciones que eviten esta migración (por ej. quistes 

que bloqueen un cuerno uterino) van a interferir en el reconocimiento materno de la 

preñez, resultando en una producción y liberación de PGF2α, por parte del 

endometrio, volviendo la yegua a retomar el ciclo estral.28 
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Tratamiento para ovulación 

 

El control de la ovulación es un punto clave en el manejo reproductivo de la yegua. 

Por esta razón la inducción de la ovulación es una práctica frecuente dentro del 

manejo reproductivo en los diferentes criaderos del país, buscando reducir el 

número de inseminaciones, la duración del ciclo y el intervalo hasta la ovulación, lo 

que aumenta las tasas de fertilidad. La GnRH y la hCG son agentes frecuentemente 

utilizados para inducir la ovulación en la yegua. El análogo de GnRH, Deslorelin, es 

un producto avalado para el uso en yeguas a dosis total de 2,2 mg, el cual ejerce su 

mecanismo de acción estimulando los gonadotropos en la adenohipófisis a liberar 

LH, y la posterior unión de la LH a receptores ováricos para la maduración folicular y 

subsecuente ovulación aproximadamente 48 horas pos aplicación intramuscular. En 

cambio, la gonadotropina corionica humana (hCG) es una hormona glicoproteína 

extraída del útero de mujeres gestantes que, en la yegua, al aplicarse vía 

intramuscular a dosis de 1500 – 4000 UI, estimula la ovulación actuando como LH, 

al unirse a los receptores para LH en las células de la granulosa y células tecales en 

el ovario. La ovulación se produce aproximadamente 36 horas pos aplicación de la 

hCG y su aplicación al igual que el Deslorelin debe hacerse a partir de un diámetro 

folicular igual o mayor a 35 mm, para obtener mejores resultados. Otros factores 

como el momento de la aplicación influyen en el efecto de la hCG, puesto que la 

aplicación de 2000 UI de hCG en horas de la tarde, noche y mañana adelanta 2 

horas el momento de la ovulación comparado con la aplicación de hCG al medio día 

en yeguas Silla Argentina durante la estación reproductiva.39 

 

Al realizar aplicaciones continuas de hCG para inducir la ovulación en yeguas, es 

posible que estas generen anticuerpos contra esta hormona, interfiriendo 

posiblemente con el proceso de la ovulación. En la Universidad de Colorado han 
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reportado intervalos menos predecibles en la inducción de la ovulación, tras la 

administración de hCG en yeguas que han recibido el fármaco en más de dos 

periodos estrales anteriores. Aunque estudios realizados por la Universidad Estatal 

de Ohio afirman que la inyección intravenosa de hCG resulta menos probable para 

inducir la respuesta humoral, obteniendo resultados similares en cada inyección de 

hCG en yeguas tratadas en un máximo de 4 ciclos estrales, dentro de la misma 

temporada de monta, o hasta 7 ciclos estrales diferentes en 2 años consecutivos.56 

 El éxito de la inducción de la ovulación en yeguas cíclicas mediante la 

administración de dosis únicas de GnRH, no ha tenido el resultado deseado. En 

cambio, los análogos de la GnRH como el Deslorelin, han demostrado ser altamente 

exitosos para inducir la ovulación puesto que son más potentes y poseen vida media 

más larga, reportando mayor eficacia clínica que la hCG en folículos grandes de 

pared gruesa.47 

 

 

INSEMINACIÓN ARTIFICIAL EN EQUINOS 

 

 

INTRODUCCIÓN 

 

 

La recogida de semen se ha convertido en una técnica habitual en la clínica de 

reproducción equina, se emplea para evaluar la capacidad reproductiva de los 

sementales, el control rutinario de la calidad del semen, el diagnóstico de la 

infertilidad y por su puesto la inseminación artificial ya sea con semen fresco, 

refrigerado o congelado.59 

 

La inseminación artificial se ha desarrollado enormemente en los últimos años 

debido a las ventajas que aporta a la cría equina, podemos destacar el aumento del 
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número de yeguas cubiertas por cada semental (de 40 de media pueden llegar a 120 

ó incluso 150), la mejora de los índices de concepción de algunos sementales y 

yeguas subfértiles, la posibilidad de almacenamiento y transporte del semen y la 

disminución de los accidentes en los animales y las personas ocurridos durante la 

cubrición. Cuando se aplican en forma adecuada las técnicas actuales de 

inseminación artificial pueden dar como resultado tasas de concepción iguales o 

incluso superiores a las obtenidas mediante monta natural.26 

 

En la especie equina encontramos un número importante de problemas 

reproductivos asociados al semental, algunos de ellos están relacionados con la 

producción y calidad seminal y el análisis de semen es un arma imprescindible para 

el diagnóstico y seguimiento de estos casos. En otros casos alteraciones de la libido, 

dificultades en la erección, la monta o la eyaculación e incluso problemas psíquicos 

pueden resultar factores limitantes que determinen una disminución de los 

parámetros reproductivos de la yeguada, y que deben ser también evaluados y 

tratados correctamente.32 

 

El método de elección para la recolección de semen en los caballos es la vagina 

artificial, la mayoría de los sementales pueden ser entrenados para eyacular en una 

vagina artificial, pero en algunos casos y por diversas razones debemos emplear 

otros métodos alternativos que nos permitan obtener y evaluar una muestra 

representativa de la producción seminal.13 

 

En este trabajo se discute brevemente el empleo de la vagina artificial y se describen 

algunas otras alternativas existentes para la recolección del eyaculado equino 

realizando una descripción de los casos en que está indicado su uso, el material y 

métodos necesarios para obtener el semen y las características del eyaculado 

obtenido.4 
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INSEMINACIÓN ARTIFICIAL 

 

 

Los métodos que hoy en día existen para la cubrición de las yeguas han cambiado 

totalmente el panorama de la cría de los caballos de deporte (en los PSI sólo está 

aceptada la monta natural).1 

 

 bien es cierto, que aún el método de monta natural es el que da mayor 

fertilidad. 

 

 la inseminación artificial se pueden usar dos métodos: mediante semen fresco 

y mediante semen congelado. 

 

 inseminación con semen congelado permite, cuando la yegua es idónea para 

este método, la utilización de cualquier semental que sus pajuelas sean fértiles. 

 

 el caso de tener que utilizar semen fresco, se evita que el semental tenga que 

aparear a la yegua, que siempre es perjudicial para el caballo de deporte tanto por lo 

que puede afectarle en su carácter como por el posible riesgo de accidentes 

 

 utilización de semen fresco produce más fertilidad que la utilización de semen 

congelado. La razón estriba en la mayor vida de los espermatozoides del semen 

fresco. 
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 semen congelado es de poca efectividad en yeguas mayores, en yeguas que 

han tenido abortos y aún más en yeguas mayores que no han parido (primíparas).  

 

con semen congelado es una equivocación, que en la mayoría de los casos supone 

una pérdida económica para el ganadero y tan bien una desilusión. 

 

madres, pero hay que tener en cuenta que no podremos cubrirlas con el semental 

deseado si la disposición de éste es sólo por semen congelado. 

 

 transferencia de embriones es una técnica completamente diferente, no exenta 

de complicación y cara, que merece un estudio aparte. 

 

 los estudios de los Criaderos Nacionales Franceses, el tanto por ciento de 

fertilidad, según el método de cubrición empleado, es el siguiente: 

 

Posición Fertilización con % Obtenido 

1 Monta natural 57 % 

2 Semen fresco 53  a  55 % 

3 Semen congelado 46  a  49 % 

(Cuadro 1.0) 
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EQUIPO UTILIZADO PARA LA RECOLECCIÓN DEL SEMEN EQUINO 

 

 

VAGINA ARTIFICIAL 

 

Como hemos indicado previamente la vagina artificial es el método de elección para 

la recogida del semen en los caballos, mediante esta técnica podemos obtener una 

muestra del eyaculado con las mismas características que el de una monta natural. 

La mayoría de los sementales aceptan la vagina artificial sin que esto afecte a su 

comportamiento sexual pudiendo alternar recogidas con vagina artificial y monta 

natural.9 

 

Todas las vaginas artificiales consisten en una caja externa y un forro interno de 

látex entre los cuales se infunde agua tibia y/o aire para proveer la presión y 

temperatura adecuadas. Normalmente empleamos temperaturas de 42 a 45ºC, 

hasta un máximo de 50ºC; cuando el caballo presenta problemas para eyacular es 

conveniente elevar ligeramente la temperatura de la vagina artificial para mejorar el 

estímulo sobre el pene, por el contrario, una temperatura demasiado elevada 

provocará el rechazo del caballo a la vagina. 15 

 

El uso de altas temperaturas en la vagina artificial puede provocar además 

urospermia. Como en muchos otros aspectos encontraremos preferencias 

individuales respecto a la temperatura interna de la vagina. El grado de presión 

dentro de la vagina artificial también tiene un efecto directo en la eyaculación; debe 

ser suficientemente alta para permitir el contacto y la estimulación del pene, pero no 
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debe restringir la penetración o expansión del miembro a su estado de plena 

erección. 57 

 

Con sementales especialmente difíciles es conveniente usar un termómetro para 

controlar la temperatura interna y pesar la vagina artificial llena o llenarla con una 

bomba y un manómetro con el fin de que las condiciones no varíen entre 

recolecciones. 90 

 

En el momento previo a la recolección la vagina artificial se lubrica con una pequeña 

cantidad de gel estéril, debiéndose evitar los lubricantes bacteriostáticos ya que 

suelen ser espermicidas, una buena lubricación favorece la cópula y la eyaculación. 

Existen en el mercado camisas desechables para la mayoría de estos modelos lo 

que nos permite una recogida más higiénica, pero, así como el látex es casi siempre 

bien tolerado muchos caballos rechazan el tacto del plástico.68 

 

Existe una gran variedad de modelos de vaginas artificiales en el mercado, y los 

sementales pueden mostrar predilección por uno u otro modelo en función de sus 

características.35 

 

 

 

La vagina Missouri o Nasco es posiblemente la más común y está constituida por un 

forro de látex doble termosellado que forma una cámara donde se introduce el agua 

con una válvula que permite la introducción de agua y aire y una funda externa de 

cuero. 81 

 



16 
 

 
 

 

 

Es económica, liviana y de fácil 

manejo, además permite una 

estimulación externa del glande 

del semental (efecto cervix) o de la 

base del pene. (figura 1.0) 

 

 

El Modelo japonés o Nishikawa está formado por una caja externa de aluminio y un 

forro de látex y en el extremo distal tiene una anilla de goma espuma para estimular 

el glande durante la penetración. 84 

 

 

 

 

 

 

Es rígida y cuenta con un bulbo de 

goma para la recogida del semen. (figura 1.1) 

 

 

 

file:///F:/MONOGRAFIA%20juan%20ramon%202%20-%20copia.docx
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El Modelo Roanoke es parecido al japonés, pero de material plástico y de tamaño 

más corto y es muy útil para sementales de pequeño tamaño. 

 

Los modelos Colorado, Lane y CSU son muy similares, la carcasa externa es de 

plástico y usa dos forros de látex, con el primero se construye una cámara entre la 

carcasa externa y el forro donde se introduce el agua y el segundo forro sirve para la 

recolección colocando en su extremo distal el recipiente de recolección.60 

 

 

 

 

 

La principal ventaja de estas 

vaginas es que mantienen la 

temperatura del agua durante 

mucho tiempo, pero son más 

pesadas y como desventaja no permite la estimulación manual del pene.48 (figura 

1.2) 
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El modelo Hannover es igual a los descritos anteriormente con la salvedad de que 

su extremo distal tiene una pared que estimula el glande durante la penetración, el 

ya nombrado efecto cerviz.18 

 

 

 

 

 

La vagina polaca es un modelo 

abierto en su extremo distal lo que nos permite la recogida fraccionada del semen. 

(figura 1.3) 

 

 

 

 

Este método es usado en los 

Países del Este de Europa y 

permite recoger sólo los tres 

primeros chorros del eyaculado que contienen más del 70% de los espermatozoides. 

(figura 1.4) 
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Este método de recogida precisa más operarios, pero permite obtener eyaculados 

concentrados eliminando la necesidad de la centrifugación en las manipulaciones 

posteriores para la congelación del semen.11 

 

SISTEMAS TRADICIONALES Y ALTERNATIVOS EN LA RECOLECCIÓN DEL 

SEMEN EQUINO 

 

 

Para llevar a cabo la recolección necesitamos de una yegua en celo o de un 

maniquí, una vez que el semental monta a la yegua, el pene es desviado hacia un 

lado y dirigido hacia la vagina artificial. 21 

 

Generalmente la vagina artificial se mantiene inmóvil, con su extremo distal elevado 

y apoyada contra la yegua o el maniquí, en algunos casos puede requerirse un 

estímulo adicional que puede aplicarse comprimiendo el glande (efecto cervix), 

aplicando masajes o paños calientes en la base del pene o empujando la vagina 

hacia el caballo.75 
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La sensación de falta de estabilidad también puede inhibir la eyaculación en el 

caballo, debemos asegurarnos que la yegua o maniquí presentan un tamaño 

adecuado, y si se trata de un semental con problemas de estabilidad podemos 

ayudarlo colocando la yegua más baja, sujetando las extremidades anteriores o 

permitiéndole una zona de agarre con la boca. 73(figura 1.4, 1.5) 

 

 

 

Durante la recolección el operador puede colocar sus dedos 

bajo la parte ventral del pene para detectar las pulsaciones 

uretrales de la eyaculación, en ese momento debemos bajar la 

parte distal de la vagina para permitir que el semen pase 

rápidamente al recipiente de recolección ya que el contacto del 

semen con el látex y la vagina caliente puede alterar la calidad de los 

espermatozoides.78 (figura1.6) 
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El uso de un maniquí en lugar de la yegua provee de una monta más estable y 

reduce la variabilidad de las condiciones entre las recolecciones, reduciendo 

además el riesgo de accidentes para los animales y los operadores.65  

 

 

 

 

Si la falsa yegua es de altura ajustable se 

puede acomodar a sementales de 

diferente alzada.61 (figura 1.7) 

 

Así mejora mucho la estabilidad de los caballos con alteraciones de las 

extremidades posteriores, del dorso o con incoordinación.  

 

 

 

 

 

 

 

 

La utilización del maniquí requiere un 

periodo de entrenamiento. 69 (figura 1.8) 
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Inicialmente se coloca una yegua en 

estro junto al maniquí como estímulo 

sexual y tras varias recogidas y una vez 

que el macho asocia el maniquí con la 

monta y la eyaculación la hembra puede 

ser alejada y eventualmente se podrá 

prescindir de ella.89 (figura 1.9) 

 

 

 

 

 

 

Existe un modelo nuevo de maniquí, el 

modelo Equidame ® phantom, que lleva 

incorporada una vagina artificial abierta 

en su interior y un sistema computarizado 

para la recogida de las distintas fracciones. 87 (figura 2.0) 
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PRESERVATIVO 

 

El preservativo se emplea cuando no se dispone de vagina artificial o bien el caballo 

no la acepta, el preservativo se coloca sobre el pene en erección y debe recuperarse 

inmediatamente después de la cubrición evitando que caiga al suelo. 86 

 

 

La muestra obtenida mediante el 

preservativo es completa y 

representativa, sin embargo, debemos 

tener en cuenta que está más 

contaminado con bacterias y detritus del 

exterior del pene que el recolectado en 

vagina artificial.71 (figura 2.1) 

 

 

 

 

 

Además, el contacto prolongado de los espermatozoides con el látex puede alterar 

su motilidad, por estas razones y la incomodidad en su uso no debe ser empleado 

como primera opción para la obtención del semen.63 (figura 2.2) 

 

 

 



24 
 

 
 

No todos los caballos aceptan la manipulación necesaria para la colocación del 

preservativo o consiguen eyacular en él, en nuestra experiencia la mayoría de los 

caballos que rechazan la vagina artificial tampoco consiguen eyacular en un 

preservativo. 34 

 

MASTURBACIÓN 

 

La masturbación consiste en realizar la recogida del semen mediante el masaje del 

pene del caballo, normalmente con éste en estación sobre sus cuatro extremidades. 

Este tipo de recolección lleva consigo una labor ardua durante el periodo de 

entrenamiento, pero suele ser bien aceptado por los animales y es muy práctico y 

eficaz una vez que el semental está acostumbrado. 29 

 

 

 

 

 

La técnica consiste en colocar al 

semental en un potro de sujeción y 

excitarlo con una yegua en celo, 

con el pene en erección se coloca 

una bolsa sobre el glande y con 

unas compresas atemperadas a 

45 ºC colocadas una en el glande 

y otra en la base del pene masajear hasta que se produce la eyaculación. 27 (figura 

2.3) 



25 
 

 
 

Otras variaciones de la misma técnica emplean la vagina artificial para estimular el 

pene o permiten la monta del animal sobre una yegua o un maniquí tomando 

entonces el pene y masajeándolo con el caballo en posición bípeda.55 

 

Esta técnica es de elección en caballos con problemas del aparato locomotor que les 

impidan o dificulten la monta o con problemas como ataxia o incoordinación ya que 

permite que la eyaculación se realice en una postura mucho más estable. 85 

 

Presenta también otras muchas ventajas, por ejemplo, la muestra que se obtiene es 

perfectamente representativa y la contaminación es mínima, se puede realizar 

además la recogida fraccionada del semen y requiere un equipamiento mínimo y una 

sola persona como recolector. Una vez el semental ha sido entrenado se puede 

repetir con la frecuencia necesaria sin afectar al comportamiento sexual del animal.66 

 

EXCÓPULA 

Consiste en la utilización de fármacos para provocar la eyaculación de los 

sementales y puede ser una alternativa a problemas como la falta de libido o 

problemas de erección, monta o eyaculación. 24 

 

A pesar de los numerosos estudios 

realizados en este campo todavía no 

están muy claras las vías nerviosas 

y los receptores que la 

desencadenan. De las distintas 

teorías, parece que la más apoyada 

es la que la eyaculación está 

mediada por receptores alfa adrenérgicos. 64 (figura 2.4) 
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En la bibliografía podemos encontrar descrito el uso de varios fármacos a fin de 

provocar la eyaculación excópula en équidos: 

 

La Xilacina provoca la eyaculación el 25% de las veces. Clomipramina 

hydrochloride; en combinación con Xilacina. - Imipramina; en bajas dosis en équidos 

produce erección y masturbación. Imipramina en combinación con Xilacina funciona 

el 33% de las veces Detomidina.19 

 

Para la recogida necesitamos un ambiente muy tranquilo para los sementales, la 

excitación previa está descrita por algunos autores que produce un aumento de 

recolecciones. 36 

 

 

 

Una vez decidido el producto y la dosis 

a usar, se inyecta el fármaco y 

permaneceremos en silencio cerca del 

semental, agachados y con un 

recipiente de recogida de boca amplia. 82 (figura 2.5) 

 

En poco tiempo, unos 10 min., se produce la profusión o erección; la eyaculación se 

produce independientemente a éstas entre los diez minutos y media hora después 

de la aplicación del fármaco. 41 

Se usan también arneses de recogida que nos permiten dejar al semental sólo y 

recoger el eyaculado una vez pasado el tiempo de espera, favoreciendo así un 

ambiente totalmente tranquilo el cual favorece la eyaculación. 54 
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En un estudio realizado en España se utilizaron varios agonistas de receptores alfa2 

adrenérgicos para provocar la eyaculación excópula y comparar la calidad seminal 

de estos eyaculados.72 

 

 

 

Los fármacos usados fueron: 

 

 Detomidina  50% de la dosis de tranquilizarían (2 mg/ 100Kg p.v.) 

 Romifidina   75% de la dosis de tranquilizarían (80 ng/ 100 Kg p.v.) 

 Xilacina   100% de la dosis de tranquilizarían (1,1mg/ Kg p.v.)- 

Obteniéndose como resultado  

 

A. 12,5% de eyaculaciones con la Detomidina,  

B. 25% de eyaculaciones con la Romifidina  

C. 37,5% de eyaculaciones con la Xilacina.  

 

 

En cuanto a la calidad seminal sólo el volumen y la concentración seminal 

presentaron diferencias significativas con los valores seminales obtenidos de los 

mismos sementales con vagina artificial. 67 
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Siendo el volumen significativamente menor y la concentración mayor en la 

eyaculación ex cópula, pero permanecieron sin diferencias el número total de 

espermatozoides y la motilidad tanto total como progresiva. 80 

 

Según nuestra experiencia la fertilidad del semen obtenido con este sistema de 

recogida es similar al del semen obtenido con vagina artificial y existen referencias 

bibliográficas que así lo indican. 58 

 

En el Hospital Clínico Veterinario de Madrid se obtuvieron 8 potros conseguidos con 

este sistema, nacidos en este año son hijos de un semental de 12 años de edad, de 

raza cruzada, usado para el rejoneo; que nos fue remitido por problemas de 

fertilidad; el semental sufre de fallo en la eyaculación. 53 

 

ELECTROEYACULACIÓN 

Utilizando un electro eyaculador que produce descargas eléctricas de diferente 

intensidad y con frecuencia programable se excitan las vesículas seminales pudiéndose 

obtener un eyaculado.38 

 

 

Esta técnica es muy utilizada en 

otras especies como en el vacuno 

o en especies salvajes para 

creación de bancos genéticos, 

pero en los équidos produce un 

gran sufrimiento que incluso puede 

llegar a la muerte del semental.33 

(figura 2.6) 
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Además, la muestra recogida es de peor calidad por lo que es mucho más 

conveniente el uso de otras técnicas como la recolección manual o la vagina 

artificial. 

 

EXTRACCIÓN DE ESPERMATOZOIDES DE CONDUCTO EPIDIDIMARIO 

 

 

 

 

Los espermatozoides de epidídimo pueden obtenerse 

post mortem o tras una castración, de hecho, el primer 

potro nacido de semen congelado se obtuvo a partir de 

espermatozoides de epidídimo. 83 (figura 2.7) 

 

 

Para la obtención de los espermatozoides se disecciona 

el epidídimo y se coloca una cánula en el conducto 

deferente, posteriormente se secciona el epidídimo en la 

zona de unión entre el cuerpo y la cola del epidídimo y se 

realiza un lavado retrógrado de la cola del epidídimo con 

un diluyente adecuado. 88 (figura 2.8) 
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En la muestra recogida encontraremos un gran número 

de espermatozoides inmaduros, que se caracterizan por 

tener gotas citoplasmáticas. Además, la muestra 

presentará una baja motilidad, debido a que los 

espermatozoides no han estado en contacto con el 

plasma seminal, cuando la recolección se realiza 

postmortem el estado de las células suele ser muy 

deficiente, ya que los espermatozoides son 

especialmente sensibles a la hipoxia, la acción de los 

fármacos y la endotoxemia, la obtención de semen en animales muertos por cólico o 

enfermedades que han precisado tratamientos farmacológicos no obtiene buenos 

resultados. 79 (figura 2.9) 

 

TRANSPORTE DE SEMEN EQUINO 

Actualmente la mayoría de los registros de razas autorizan la inscripción de potrillos 

nacidos a partir del uso de semen equino refrigerado. El interés en esta tecnología 

ha aumentado debido a algunas ventajas precisas obtenidas al servir con semen 

refrigerado: 

 

a. La conveniencia de mantener la yegua en su lugar de residencia 

 

b. Evita el estrés y el costo de enviar a una yegua y su potrillo a otro criadero 

distante 

 

c. Reduce el costo de mantenimiento de la yegua en otro criadero  

 



31 
 

 
 

d. Disminuye las posibilidades de lesiones a las yeguas madres y sus potri llos 

durante el transporte y estadía en otro criadero  

 

e. Reduce la probabilidad de transmisión de enfermedades entre criadero  

 

f. Permite el uso de semental o sementales superiores de difícil acceso a los 

propietarios de yeguas 

 

g. Aumenta el pool genético al permitir el uso de mayor número de sementales 

semental 

 

h. Permite la evaluación de la calidad y cantidad de los espermatozoides 

utilizados en la inseminación.
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El uso de semen refrigerado también tiene desventajas que deben tenerse en 

cuenta cuando se decide usar esta tecnología:  

 

a. Se reduce la fertilidad de los espermatozoides refrigerados de algunos 

sementales semental 

b. Se debe aumentar la dosis inseminante (número total de espermatozoides) en 

el semen refrigerado para aumentar la probabilidad de preñez 

c. Puede aumentar el costo y el tiempo empleado en el envío de semen e 

inseminación de las yeguas especialmente cuando se requieren varios 

servicios por ciclo estral 

d. Se requiere incrementar el manejo de la yegua para asegurar que el semen 

es solicitado e inseminado en el momento óptimo durante el estro 

e. Debido a la susceptibilidad del espermatozoide equino a los daños 

ambientales, la demanda de una técnica superior en el semen transportado y 

los efectos potenciales de una técnica deficiente sobre la fertilidad, requieren 

de mayores conocimientos y habilidad de parte del encargado del semental y 

veterinario actuante 

f. Registro y reglamentaciones sanitarias; No todos los registros de razas 

equinas permiten la inscripción de potrillos nacidos por inseminación artificial 

y entre las que lo hacen, no todas permiten el uso de semen transportado 

refrigerado. Para asegurar total acuerdo con el registro de la raza involucrada, 

este debe contactarse antes de iniciar la cría con semen refrigerado, y 

asegurarse que todos los requisitos de inscripción de los potrillos puedan 

cumplirse 

g. Las reglamentaciones para el envío de semen no están bien definidas. El 

semen a menudo es transportado a través de los Estados Unidos en aviones 

de línea comercial o en correo expreso sin certificado sanitario.  

h. Es imperioso contar con reglamentaciones apropiadas para no realizar 

transporte de semen en forma ilegal. Algunos estados y países tienen 

certificados con requisitos generales sanitarios, mientras que otros requieren 

permisos especiales para semen transportado. Por lo tanto, aquellos que 
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planeen el transporte interestatal o internacional de semen deben seguir los 

requisitos especificados por el estado o país de destino. Se debe contactar a 

los veterinarios encargados de la reglamentación para obtener la información 

específica pertinente.  

i. El transporte de semen fuera de los Estados Unidos debe cumplir las 

reglamentaciones del país importador. Para obtener una fertilidad aceptable, 

en la mayoría de los sementales semental, el semen refrigerado debe ser 

inseminado dentro de las 24 - 48 h después de recolectado, por eso 

dependiendo de su destino, el semen refrigerado es menos apropiado para 

envíos intercontinentales. 

 

CONSIDERACIONES SOBRE EL MANEJO DE LA YEGUA  

Antes de ser servida la yegua debe ser sometida a un examen reproductivo 

completo para detectar y corregir cualquier anormalidad que pudiera afectar su 

potencial reproductivo. 52 

Los estados corregibles más comunes incluyen el mal estado corporal, las 

Endometritis y una conformación perineal defectuosa. 77 

 

Lo óptimo es examinar las fichas reproductivas o bien monitorear dos o tres ciclos 

estrales antes de inseminar para establecer la dinámica de su ciclo y el tamaño 

habitual del folículo ovulatorio.74 

 

Cuando se planifica inseminar con semen transportado refrigerado, el propietario de 

la yegua y/o su veterinario deben obtener información sobre el nivel de experiencia 

de los criaderos en el procesamiento de semen, en el enfriamiento y transporte, la 

calidad del semen de ese semental después del enfriamiento y los porcentajes de 

preñez alcanzados por él con el uso del semen refrigerado. 76 
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Este tipo de información puede ayudar a tomar la decisión de sí conviene invertir 

tiempo, esfuerzo y dinero para criar con determinado semental en particular.  

 

Muchos criaderos hacen propaganda sobre la disponibilidad de semen transportado 

refrigerado sin documentar la capacidad del semen de ese semental para el 

enfriamiento y transporte, tampoco diferencian los porcentajes de preñez obtenidos 

con semen refrigerado de los obtenidos por inseminación con semen fresco o 

servicio natural. 50 

Las pruebas de fertilidad usando semen equino han dado porcentajes de preñez que 

varían entre 0% a más de 70% por ciclo, destacando la gran variabilidad que existe 

entre los sementales en la habilidad de sus espermatozoides para mantener la 

capacidad fertilizante después del almacenamiento en frío 45 

Los criaderos con experiencia y buena reputación mantienen buenas fichas de sus 

sementales y deberían desear brindar esa información. 

Es importante para el éxito, la comunicación entre los propietarios de la yegua, los 

veterinarios y los encargados de los sementales. 46 

Una vez que se ha seleccionado el semental, debe contactarse rápidamente al 

encargado del semental para informarle sobre los planes de servicio de la yegua y 

obtener información sobre el programa de recolección y envío de semen del 

semental. 49 

Además de la tarifa del criadero, la información pertinente debe incluir:  

 

a. El costo adicional de recolección de semen y su envío 

 

b. Los días de la semana en que se realiza la recolección de semen y si en este 

programa hay cierta flexibilidad 
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c. Con cuanta antelación del envío debe avisarse al encargado del semental 

 

d. Si hay un límite estacional al número total de dosis que van a ser enviadas 

para una yegua 

 

e. Si el semen va a llegar al día siguiente o si puede llegar ese mismo día si 

fuera necesario 

 

f. Conque rapidez el recipiente contenedor debe ser devuelto y si existe alguna 

penalidad asociada con una demora en el retorno. 90 

 

SOLICITUD DEL ENVÍO DE SEMEN 

El momento óptimo para solicitar el semen va a depender de varios factores 

incluyendo el tiempo que habitualmente la yegua tarda en desarrollar y ovular sus 

folículos y por ende el tamaño de su folículo, si se va o no a inducir la ovulación y 

cuando va a estar disponible el semen para la inseminación. Cuando la yegua 

comienza el estro en que debe ser servida, debe contactarse el criadero para avisar 

que la yegua esta en celo y cuándo se supone que se necesitará el semen. 65 

 

Es esencial monitorear el estado de los folículos para pedir el semen en el momento 

justo. Para la mayoría de los caballos de razas livianas, el folículo dominante crece 

aproximadamente 3 mm por día y la ovulación ocurre cuando el folículo tiene >35 

mm de diámetro, por lo tanto, generalmente se pide el semen cuando el folículo 

dominante tiene 30 a 35 mm de diámetro. 28 

El uso de agentes inductores de ovulación aumenta la sincronía entre inseminación 

y ovulación. Cuando el folículo dominante preovulatorio llega a 35 mm de diámetro, 



36 
 

 
 

la ovulación se produce, en la mayoría de las yeguas dentro de las 36 - 48 h 

después de la administración de hCG (1500 a 3000 unidades, EV o IM) o de colocar 

un implante de Ovuplant®. 3 

Por lo tanto, si se confirma la llegada de semen para el día siguiente, se puede 

administrar un agente inductor de ovulación cuando el folículo llega a los 35 mm de 

diámetro y el semen cuando llega al día siguiente puede inseminarse dentro de las 

12 a 24 h antes de la ovulación. Si hubiera alguna duda sobre el arribo del semen en 

ese día, sería prudente retrasar la aplicación del agente inductor de ovulación hasta 

tener el semen en la mano para reducir las posibilidades de que la yegua ovule 

antes del arribo del semen. 7 

 

PROTOCOLO DE MANEJO DEL SEMEN Y TÉCNICA DE INSEMINACIÓN: 

1. Cuando arribe el semen, debe abrirse el recipiente y se debe confirmar la 

identidad del semental proveedor del semen. Lo ideal es que el semen 

transportado vaya acompañado por un protocolo con el nombre del semental 

y del criadero que provee el semen y el nombre de la yegua que debe ser 

inseminada. Esto es muy importante cuando hay un gran número de yeguas 

para inseminar y se reciben múltiples envíos de semen de diferentes 

criaderos o de diferentes sementales de un mismo criadero. 2 

 

2. Una vez que se confirma la identidad del semen, se debe extraer del 

contenedor, mezclar suavemente y aspirar con una jeringa conectada a una 

pipeta de inseminación. 1 

 

3. La yegua se prepara para la inseminación con técnicas asépticas y se 

insemina de la misma forma que con semen fresco. 10 
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4. No es necesario entibiar el semen antes de la inseminación a menos que se 

use un diluyente de crema y gelatina. Los diluyentes de crema-gelatina son 

muy viscosos a temperatura de refrigeración y no pueden aspirarse. Estos 

diluyentes son generalmente entibiados en una estufa o baño de agua a 37 -

 38ºC hasta que la muestra se torna lo suficientemente fluida para su uso.16 

 

5. Debe tenerse cuidado de no contaminar la muestra con agua al igual que a 

cualquier muestra de semen. Una pequeña alícuota debe guardarse y 

entibiarse a 37ºC para observar la motilidad espermática como control de 

calidad. Lo ideal es usar un microscopio de contraste de fases con una platina 

termostatizada. Si no se cuenta con ese tipo de microscopio, se debe 

precalentar la platina de un microscopio convencional y ajustar el 

condensador y la intensidad de luz para permitir visualizar los 

espermatozoides. 66 

 

6. Todo el equipo en contacto con el semen, incluyendo los portaobjetos y 

pipetas de inseminación deben estar limpios y entibiados para evitar el shock 

por frío que puede llevar a una evaluación errónea de la calidad del semen. Si 

la motilidad espermática es muy pobre, debe contactarse al criadero para 

disponer un envío de semen adicional lo más rápido posible. Es común que 

las yeguas se preñen con semen con 25% a 30% de motilidad, siempre y 

cuando el número de espermatozoides sea adecuado (> 1 x 109). Sin 

embargo, en una revisión de fichas de servicio en la Universidad de Texas 

A&M encontraron que los porcentajes de preñez eran significativamente más 

altos (P<0.02) en las yeguas servidas con muestras que contenían > 

500 x 106 espermatozoides con motilidad progresiva que las yeguas 

inseminadas con muestras que contenían < 500 x 106 espermatozoides con 

motilidad progresiva. 70 
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7. Medidas adicionales de control de calidad incluyen la determinación de la 

concentración espermática y una evaluación de la morfología espermática. La 

concentración de la muestra puede obtenerse rápidamente realizando el 

recuento en un hemocitómetro. Se optimiza la motilidad espermática en el 

semen refrigerado transportado cuando la muestra contiene 25 - 50 x 106 

espermatozoides / ml. La motilidad espermática y la fertilidad pueden verse 

comprometidas si el semen está muy diluido o muy concentrado. Si se 

evidencian problemas en la calidad del semen, debe contactarse al 

encargado del semental y pedir información sobre los procedimientos de 

procesamiento y envase empleados. 87 

 

8. Si el análisis de la morfología demostrara un elevado porcentaje de 

anormalidades o si la calidad del semen fuera repetidamente pobre a pesar 

del uso de buena técnica, entonces deberíamos suponer que el semen del 

semental no es apropiado para el uso refrigerado.13 

 

9. Inseminaciones dobles generalmente los envíos de semen llegan con dos 

dosis inseminantes. Si la calidad del semen es buena, debería ser suficiente 

la inseminación de una dosis en el día de llegada.32 

 

10. La segunda dosis puede mantenerse refrigerada a <10º Celsius en un termo y 

si la yegua no ha ovulado, usarla al día siguiente. Si la yegua ovuló no es 

necesario una segunda dosis que sólo serviría para introducir más 

contaminantes en el útero. Además, la motilidad espermática de la mayoría 

de los sementales declina al continuar en almacenamiento. A pesar de que la 

calidad seminal puede ser aceptable a las 24 h de almacenamiento puede no 

ser aceptable a las 48 h. Esto es más notable en algunos recipientes 

descartables que mantienen el semen por debajo de 10ºC durante menos de 

36 h aún sin haber sido abiertos. 24 
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11. Si cuando llega, la motilidad es baja, va a empeorar al día siguiente. En esos 

casos administrar las dos dosis juntas a la yegua ayudaría a aumentar el 

número de espermatozoides móviles en la dosis inseminante. Esto podría 

proveer la mejor oportunidad de preñar a la yegua en ese ciclo, 

especialmente si no se puede lograr que un segundo envío llegue antes de la 

ovulación.56 

 

12. Cuando se utiliza una segunda inseminación, se debe considerar el momento 

óptimo para realizarla. El intervalo entre inseminaciones recomendado se 

ubica entre 6 y 24 h, pero no se han realizado pruebas experimentales 

controladas para demostrarlo. En todas las yeguas se produce cierto grado de 

inflamación después de la inseminación. Esta respuesta inflamatoria (medida 

por la afluencia de PMNS) comienza dentro de 0,5 a 1 h, tiene el pico a las 6 

a 12 h, persiste durante 24 h y a pesar de seguir presente, a las 48 h 

disminuye mucho. 75 

 

13. Los espermatozoides pueden sobrevivir en un útero inflamado, pero los 

estudios in Vitro han demostrado que las secreciones uterinas del útero 

inflamado afectan en forma adversa la motilidad espermática. Este efecto 

deletéreo aparece a las 6 h, es más pronunciado en presencia de PMNS a las 

12 h y persiste por lo menos 24 h pos-inseminación. 12 

 

14. Pruebas de fertilidad realizadas en dos laboratorios diferentes dieron 

resultados dispares cuando se preguntaban si la inseminación con una dosis 

después de 24 h de almacenamiento o una dosis doble después de 24 h de 

almacenamiento o una dosis a las 24 h y una segunda a las 48 h afectaban el 

porcentaje de preñez. Uno de los estudios no encontró diferencia en los 

porcentajes de preñez mientras que el otro encontró una leve mejoría en los 

porcentajes de preñez con el método de dos dosis en dos días. En estos 

estudios aparece un efecto de semental que sirve para enfatizar que es 
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importante considerar la calidad del semen después del enfriamiento y la 

fertilidad inherente del semental para decidir cómo usar el semen cuando se 

envían 2 dosis. 80 

 

15. Si la calidad del semen es marginal a las 24 h o si se sabe que la motilidad de 

los espermatozoides de ese semental declina significativamente después del 

almacenamiento posterior, ambas dosis deberían inseminarse lo más rápido 

posible después de su arribo.63 

 

VOLUMEN DE LA INSEMINACIÓN 

 

Servir o no con dos dosis de semen también hace surgir la pregunta sobre el efecto 

del volumen inseminado en la fertilidad. El número de espermatozoides normales 

móviles en una dosis inseminante parece ser más crítico para la fertilidad que el 

volumen inseminado. A pesar que volúmenes pequeños o grandes pueden tener un 

éxito semejante, el volumen típico para una dosis inseminante para semen 

refrigerado oscila en un rango de 30 a 120 ml. En la inseminación con semen fresco 

no se recomiendan los volúmenes excesivamente grandes, porque al estar dilatado 

el cervix gran parte de dicho volumen puede perderse. Sin embargo, un informe 

sugiere que la inseminación con hasta 170 ml de semen refrigerado no afectaba en 

forma adversa los porcentajes de preñez (para estas yeguas se informó una tasa de 

preñez de 12/13 ó 92%). Cuando se inseminaron yeguas pony con 30 ml ó 120 ml 

de semen enfriado con una concentración de 50 millones de espermatozoides por 

ml, las tasas de preñez no difirieron entre los dos grupos (7/9; 78% y 10/10; 100%). 

Los autores concluyeron que volúmenes de hasta 120 ml de semen enfriado no 

afectan adversamente la fertilidad siempre que se insemine un número suficiente de 

espermatozoides con movilidad progresiva 1 
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DIAGNÓSTICO DE PREÑEZ 

 

 

Las yeguas inseminadas con semen refrigerado transportado deben examinarse 

utilizando ultrasonografía transrectal a los 14 - 15 días pos-ovulación. Este 

procedimiento cumple varias funciones importantes. Primero permite el diagnóstico 

temprano de preñez. Segundo, ayuda a establecer si el concepto y el útero son 

normales para esa edad de gestación. Tercero otorga suficiente tiempo para 

contactar al encargado del semental para disponer de semen para el próximo estro 

si la yegua no ha quedado preñada. Cuarto, permite tomar contacto tempranamente 

con el encargado del semental y tenerlo informado sobre los resultados de la 

inseminación para que ellos puedan monitorear las tasas de preñez y por último 

permite el diagnóstico de mellizos antes de que se fijen.42 

 

PRUEBA AL SEMEN PARA ENFRIAMIENTO Y ALMACENAMIENTO 

 

No todos los sementales producen espermatozoides que soportan el proceso de 

enfriamiento. Cuando se planifica utilizar sementales para servir con semen 

refrigerado, deben probarse antes de ser promovidos. La evaluación de la capacidad 

de los espermatozoides de cada semental para sobrevivir al proceso ayudará a 

asegurar que la movilidad espermática va a ser aceptable cuando las yeguas sean 

inseminadas con semen refrigerado. 31 

 

Si un semental ha estado en reposo sexual debería recolectarse semen varias veces 

antes de enfriar una muestra para su análisis para eliminar los espermatozoides que 

pudieran haber estado almacenados en los conductos excretores durante un tiempo 

prolongado. 40 
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Si la calidad espermática es aceptable después de 24 h de enfriamiento, es 

razonable asumir que el semen del semental va a sobrevivir el proceso de 

enfriamiento y puede ser usado para inseminar después del enfriamiento y 

transporte. Estas pruebas van a dar también información sobre el número total de 

espermatozoides que deben ser envasados para proveer una dosis inseminante 

refrigerada que maximice las tasas de preñez.32 

 

El método más exacto para determinar la dosis inseminante, necesaria para un 

servicio después del transporte es realizar pruebas de enfriamiento del semen 

individualmente con cada semental. 26 

 

El semen se diluye apropiadamente con el diluyente y se refrigera durante 24 horas, 

después se evalúa la motilidad espermática luego de entibiarlo a 37ºC y se calcula el 

porcentaje de espermatozoides con motilidad progresiva después del 

almacenamiento para asegurar que los envíos van a contener un mínimo de 500 

millones de espermatozoides con motilidad progresiva después de 24 horas de 

enfriamiento y transporte. 44 

 

Por ejemplo, si después de 24 h de enfriamiento el porcentaje de espermatozoides 

con motilidad progresiva es de 50%, se necesitaría preparar para el transporte mil 

millones de espermatozoides totales para asegurar una dosis inseminante de 500 

millones de espermatozoides con motilidad progresiva después del enfriamiento y 

transporte. 13 

 PROCESAMIENTO SEMEN REFRIGERADO  

 

El semen diluido de sementales fértiles puede a menudo ser almacenado en frío 

durante horas a días antes de inseminarse, sin sufrir una disminución de las tasas 
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de preñez. Puede aumentarse la supervivencia espermática si se siguen los 

siguientes lineamientos: 

 

1. Evaluar la calidad seminal inicial  

 

Es importante contar con una buena calidad seminal inicial para tener éxito en 

el transporte de semen refrigerado. En un programa de transporte de semen 

refrigerado sólo se debe considerar el uso de sementales de fertilidad normal 

con semen fresco. 

2. Diluir el semen con diluyentes de muy buena calidad  

 

Los diluyentes de semen proveen ingredientes protectores que permiten la 

supervivencia de los espermatozoides fuera del tracto reproductivo. Las 

lipoproteínas contenidas en la leche y en la yema de huevo protegen al 

espermatozoide del shock por frío.  

Los sustratos metabolizables como la glucosa, proveen una importante fuente 

de energía. Los antibióticos se añaden a los diluyentes para retardar o 

eliminar el crecimiento bacteriano.  

Una comparación realizada entre los antibióticos comúnmente usados en los 

diluyentes de semen, demostró que una combinación de penicilina potásica y 

sulfato de amicacina mantuvo el mayor nivel de motilidad espermática, 

proveyendo además el mayor espectro de actividad antibacteriana.  

Sin embargo, el o los antibióticos más apropiados para usar pueden variar 

entre sementales, dependiendo de la flora bacteriana en sus eyaculados y del 

efecto que los antibióticos pueden ejercer sobre la motilidad espermática 

después del enfriamiento y almacenamiento. El semen debe ser diluido con 

un diluyente entibiado a los pocos minutos de la eyaculación.  

javascript:fileName='http://www.ivis.org/products/product.asp?PN=amikacin_sulfate';displayProd()
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Los mejores resultados se obtienen cuando el semen se diluye por lo menos a 

una proporción 3:1 (v/v), diluyente: semen, hasta una dilución final de 25 - 50 

x 106 espermatozoides /ml antes del almacenamiento. Como alternativa se 

puede centrifugar el semen para reducir el plasma seminal a un 5 - 20% y 

resuspender en el diluyente. 

 

3. Enfriamiento del semen diluido a la temperatura de refrigeración para el 

almacenamiento y transporte  

El semen diluido debe retirarse rápidamente de la estufa para proceder al 

almacenamiento porque en pocas horas, a esa temperatura, se producirían 

extensos daños a los espermatozoides. Tanto la curva de enfriamiento como 

la temperatura de almacenamiento afectan la supervivencia espermática 

luego del almacenamiento. Una temperatura de almacenamiento de 4 - 6ºC es 

preferible siempre que se logre con una curva de descenso relativamente 

lento.  

 

Los estudios han demostrado que los espermatozoides son muy sensibles al 

enfriamiento rápido entre 20ºC y 5ºC. Los espermatozoides pueden ser 

enfriados rápidamente de 37ºC a 20ºC, pero de 20ºC a 5ºC van a requerir un 

descenso de -0,05ºC a -0,1ºC / minuto para maximizar la motilidad 

espermática. El tipo de recipiente utilizado para el transporte afecta la curva 

de enfriamiento y la temperatura de almacenamiento.54 

Factores que pueden influir en el grado de éxito obtenido con el uso de semen 

refrigerado transportado 

Numerosos factores pueden influir en las tasas de preñez en yeguas servidas con 

semen equino enfriado. En experimentos controlados de laboratorio, los factores que 

influyen en la viabilidad del semen enfriado incluyen:   
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1. Número de espermatozoides inseminados 

2. Frecuencia de inseminación 

3. Concentración de los espermatozoides en el diluyente 

4. Tipo de diluyente utilizado (incluyendo los antibióticos) 

5. Curva de enfriamiento del semen diluido, el tiempo y la temperatura de 

almacenamiento antes de la inseminación 

6. Respuesta de los espermatozoides al enfriamiento y la fertilidad inherente de 

la yegua y el semental.  

 

Si la calidad de semen fresco es pobre o las tasas de preñez obtenidas con semen 

fresco son bajas es poco probable que la inseminación con semen enfriado sea 

exitosa.20 

Otros factores que indudablemente afectan la fertilidad con el uso de esta tecnología 

incluyen 

 

1. La técnica de recolección de semen 

 

2. El intervalo de tiempo entre recolección y dilución de semen 

 

3. La técnica de envasado de semen 

 

4. El intervalo de tiempo entre inseminación-ovulación 

 

5. La técnica de inseminación.  
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Los espermatozoides son sensibles a muchos factores ambientales, incluyendo la 

temperatura, luz, trauma físico y una variedad de productos químicos. Es por eso 

que cualquier factor que afecte negativamente la capacidad de los espermatozoides 

para resistir el daño inducido por el ambiente, va a afectar en forma adversa la 

fertilidad cuando se insemina semen refrigerado transportado. 88 

Las tasas de preñez por ciclo obtenidas a partir de la inseminación con semen 

refrigerado a 5ºC durante 24 h pueden ser del 60 - 70%, por lo tanto, se pueden 

esperar tasas prácticamente normales de preñez cuando se usa semen refrigerado y 

almacenado durante < 24 h siempre que la calidad del semen sea buena luego de 

ese período de enfriamiento. 57 

 

La inseminación con semen equino enfriado a 5ºC durante 48 h generalmente 

reduce las tasas de preñez a la mitad de lo obtenido con semen fresco. 83 
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