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3. Normativa 
 

Los firmantes del presente compromiso declaran conocer la normativa vigente 
reguladora para la realización y defensa de los TFM y aceptan las disposiciones 
contenidas en la misma.  
 

4. Obligaciones del estudiante de Máster 
 

- Elaborar, consensuado con el/los Tutor/es del TFM un cronograma detallado de 
trabajo que abarque el tiempo total de realización del mismo hasta su lectura. 

- Informar regularmente al Tutor/es del TFM de la evolución de su trabajo, los 
problemas que se le planteen durante su desarrollo y los resultados obtenidos. 

- Seguir las indicaciones que, sobre la realización y seguimiento de las actividades 
formativas y la labor de investigación, le hagan su tutor/es del TFM. 

- Velar por el correcto uso de las instalaciones y materiales que se le faciliten por 
parte de la Universidad Complutense con el objeto de llevar a cabo su actividad 
de trabajo, estudio e investigación. 

 
5. Obligaciones del tutor/es del TFM 

 
- Supervisar las actividades formativas que desarrolle el estudiante; así como 

desempeñar todas las funciones que le sean propias, desde el momento de la 
aceptación de la tutorización hasta su defensa pública. 

- Facilitar al estudiante la orientación y el asesoramiento que necesite. 
 

6. Buenas prácticas 
 
El estudiante y el tutor/es del TFM se comprometen a seguir, en todo momento, 
prácticas de trabajo seguras, conforme a la legislación actual, incluida la adopción de 
medidas necesarias en materia de salud, seguridad y prevención de riesgos laborales. 
 
También se comprometen a evitar la copia total o parcial no autorizada de una obra 
ajena presentándola como propia tanto en el TFM como en las obras o los documentos 
literarios, científicos o artísticos que se generen como resultado del mismo. Para tal, 
el estudiante firmará la Declaración de No Plagio del ANEXO I, que será incluido 
como primera página de su TFM. 
 
7. Procedimiento de resolución de conflictos académicos 
 
En el caso de producirse algún conflicto derivado del incumplimiento de alguno de 
los extremos a los que se extiende el presente compromiso a lo lardo del desarrollo 
de su TFM, incluyéndose la posibilidad de modificación del nombramiento del 
tutor/es, la coordinación del máster buscará una solución consensuada que pueda ser 
aceptada por las partes en conflicto. En ningún caso el estudiante podrá cambiar de 
Tutor directamente sin informar a su antiguo Tutor y sin solicitarlo oficialmente a la 
Coordinación del Máster. 



 

4 
 

En el caso de que el conflicto persista se gestionará según lo previsto en el SGIC de 
la memoria verificada. 

 
8. Confidencialidad 
 
El estudiante que desarrolla un TFM dentro de un Grupo de Investigación de la 
Universidad Complutense, o en una investigación propia del Tutor, que tenga ya una 
trayectoria demostrada, o utilizando datos de una empresa/organismo o entidad ajenos 
a la Universidad Complutense de Madrid, se compromete a mantener en secreto todos 
los datos e informaciones de carácter confidencial que el Tutor/es del TFM o de 
cualquier otro miembro del equipo investigador en que esté integrado le proporcionen 
así como a emplear la información obtenida, exclusivamente, en la realización de su 
TFM. 
Asimismo, el estudiante no revelará ni transferirá a terceros, ni siquiera en los casos 
de cambio en la tutela del TFM, información del trabajo, ni materiales producto de la 
investigación, propia o del grupo, en que haya participado sin haber obtenido, de 
forma expresa y por escrito, la autorización correspondiente del anterior Tutor del 
TFM. 
 
9. Propiedad intelectual e industrial 
 
Cuando la aportación pueda ser considerada original o sustancial el estudiante que ha 
elaborado el TFM será reconocido como cotitular de los derechos de propiedad 
intelectual o industrial que le pudieran corresponder de acuerdo con la legislación 
vigente. 
  
10. Periodo de Vigencia 
 
Este compromiso entrará en vigor en el momento de su firma y finalizará por alguno 
de los siguientes supuestos: 
 
- Cuando el estudiante haya defendido su TFM. 
- Cuando el estudiante sea dado de baja en el Máster en el que fue admitido. 
- Cuando el estudiante haya presentado renuncia escrita a continuar su TFM. 
- En caso de incumplimiento de alguna de las clausulas previstas en el presente 

documento o en la normativa reguladora de los Estudios de Posgrado de la 
Universidad Complutense. 

 
La superación académica por parte del estudiante no supone la pérdida de los derechos 
y obligaciones intelectuales que marque la Ley de Propiedad Intelectual para ambas 
partes, por lo que mantendrá los derechos de propiedad intelectual sobre su trabajo, 
pero seguirá obligado por el compromiso de confidencialidad respecto a los proyectos 
e información inédita del tutor. 
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Firmado en Madrid, a 03 de Septiembre de 2018    
 

 
 
 
 

El estudiante de Máster 
 
 
 
 
 
 
Fdo.:   

El Tutor/es 
 
 
 
 
 
 
Fdo.:   
 

 
 
 
 
 
 
 
 
SR. COORDINADOR DEL MÁSTER EN CIENCIAS ODONTOLÓGICAS 
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ANEXO I: DECLARACIÓN DE NO PLAGIO 

 

D./Dña. Alba de la Rosa García, con NIF 70068369-L, estudiante de Máster en la 

Facultad de Odontología de la Universidad Complutense de Madrid en el curso 2017-

2018, como autor/a del trabajo de fin de máster titulado “Efecto de la hormona del 

crecimiento y los estrógenos en el hueso osteoporótico: Análisis morfométrico en ratas 

Wistar. Estudio piloto” y presentado para la obtención del título correspondiente, cuyo/s 

tutor/ es/son: 

Isabel Fernández-Tresguerres Hernández-Gil 

 

DECLARO QUE: 

El trabajo de fin de máster que presento está elaborado por mí y es original. No copio, ni 
utilizo ideas, formulaciones, citas integrales e ilustraciones de cualquier obra, artículo, 
memoria, o documento (en versión impresa o electrónica), sin mencionar de forma clara 
y estricta su origen, tanto en el cuerpo del texto como en la bibliografía. Asimismo, 
declaro que los datos son veraces y que no he hecho uso de información no autorizada de 
cualquier fuente escrita de otra persona o de cualquier otra fuente. 
De igual manera, soy plenamente consciente de que el hecho de no respetar estos 
extremos es objeto de sanciones universitarias y/o de otro orden. 
 

En Madrid, a 03 de Septiembre 2018 

 

 

 

 

Fdo.: 

 

 
Esta DECLARACIÓN debe ser insertada en primera página de todos los trabajos fin de 
máster conducentes a la obtención del Título. 
 
 



           UNIVERSIDAD COMPLUTENSE DE MADRID. Facultad de Odontología 

TRABAJO DE FIN DE MÁSTER 
VISTO BUENO DEL TUTOR   
MASTER OFICIAL EN CIENCIAS ODONTOLÓGICAS 

 

 

El profesor/a tutor 
Nombre y apellidos: Isabel Fernández-Tresguerres Hernández-Gil 
 
 
del alumno/a 
Nombre y apellidos Alba de la Rosa García 
 
encuadrado en la línea de investigación 

Eficacia de protocolos quirúrgicos y regenerativos en implantología 
 
DA EL VISTO BUENO 
 para que el Trabajo de Fin de Máster titulado 

 
sea admitido para su defensa ante Tribunal. 
 
En Madrid a 03 de septiembre de 2018. 
 

Efecto de la hormona del crecimiento y los estrógenos en el hueso osteoporótico: 
Análisis morfométrico en ratas Wistar. Estudio piloto 

Fdo: el profesor/a 

 

  
 

El presente Visto Bueno se debe acompañar del Trabajo de Investigación en 

formato electrónico y tres copias en papel   
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1. RESUMEN 
 
La osteoporosis es una enfermedad sistémica esquelética que afecta a más de 200 

millones de personas en el mundo. Es la enfermedad ósea más frecuente y la mayoría de 

las personas que la padecen, no van a ser conscientes hasta que no se produce una fractura. 

Se sabe desde hace tiempo que el déficit de estrógenos está implicado en la etiopatogenia 

de la osteoporosis, sin embargo, el déficit de otras hormonas, como la hormona de 

crecimiento (GH) y el aumento del estrés oxidativo constituyen uno de los más recientes 

descubrimientos en cuanto a los factores etiopatogénicos. 

Los tratamientos actuales contra la osteoporosis no carecen de efectos secundarios 

importantes, como la osteonecrosis de los maxilares y las fracturas subtrocantéreas 

atípicas. Aunque su prevalencia es baja, se están buscando nuevas alternativas 

terapéuticas eficaces y seguras. 

Se sabe que la GH está implicada en el crecimiento longitudinal del hueso y que es capaz 

de estimular la proliferación y diferenciación de osteoblastos y osteoclastos, es decir, de 

estimular el proceso de remodelado. 

Por otro lado, los estrógenos están implicados en la etiopatogenia de la osteoporosis y se 

utilizan en la terapia hormonal sustitutiva para tratar los síntomas de la menopausia. 

Sin embargo, por lo que nosotros sabemos, nunca se han empleado GH y estrógenos 

conjuntamente como tratamiento contra la osteoporosis.   

Por ello, el propósito de este estudio piloto fue evaluar el efecto que la GH y los 

estrógenos, pudieran tener en el hueso osteoporótico de un animal de experimentación, 

tanto de manera conjunta como por separado. Asimismo, se estudió el efecto de la ovx en 

diferentes áreas óseas en tibias de ratas viejas. 

 

Material y método: Para realizar este estudio piloto se utilizaron 25 ratas Wistar hembras 

viejas divididas aleatoriamente en 5 grupos experimentales, cada uno de ellos con 5 

animales. Un grupo de 5 ratas se mantuvo como grupo control, y a los cuatro restantes se 

les realizó una ovariectomía bilateral (ovx). De estos cuatro grupos, uno quedó sin 

tratamiento, actuando como grupo ovx control, otro fue tratado con GH sc (2 mg/kg/día), 

otro con estradiol sc (125 µg/semana) y otro con una combinación de ambas, es decir, 

GH (2 mg/kg/día) más estradiol (125 µg/semana), todos ellos tratados durante 10 

semanas. Tras ese período de tiempo, los animales fueron sacrificados por decapitación. 

Las tibias de los animales fueron extraídas, se eliminaron los tejidos blandos y se fijaron 



 

11 
 

en formaldehido al 10% tamponado a pH 7. Se cortaron en bloques de 2 cm, que se 

incluyeron en metacrilato (2-hidroxietil-metacrilato), para posteriormente ser cortadas y 

pulidas mediante el sistema de corte y pulido Exakt. Las muestras se tiñeron con 

tricrómico de Masson y hematoxilina-eosina y se observaron al microscopio óptico. Se 

realizó un estudio morfométrico mediante el sistema MIP-4, midiendo: Área Ósea, Área 

Cortical y Área Trabecular y porosidad cortical. Se realizó el análisis estadístico de las 

medias con el programa SPSS 22.0 mediante la prueba de ANOVA para buscar 

significación estadística, considerando significativo si p<0,05. 

 

Resultados:  

Se pudo observar que la ovx disminuía el área ósea, el área cortical y el área trabecular, 

mientras que aumentaba la porosidad cortical, aunque las diferencias no alcanzaron 

significatividad estadística.  

La administración sistémica de GH en ratas ovx aumentaba significativamente el área 

ósea (5,47±0,13 vs 4,53±0,17) y el área cortical (5,34±0,16 vs 0,42±0,20), respecto al 

grupo ovx control, mientras que el área trabecular y la porosidad cortical aumentaron, 

pero de forma no significativa. 

Respecto a los estrógenos no indujeron diferencias significativas en ningún parámetro 

estudiado. 

La administración conjunta de GH+estrógenos en ratas ovx aumentó el área ósea 

(5,18±0,60 vs 4,53±0,17) de manera significativa respecto a las ratas ovx sin tratamiento 

(p=0,02). El resto de los parámetros estudiados no alcanzó significatividad estadística. 

 

Conclusiones:  

La deprivación estrogénica mediante la ovx bilateral no indujo diferencias significativas 

en el área ósea, área cortical, área trabecular o porosidad cortical. 

La administración sistémica de GH a dosis de 2 mg/kg/día en ratas ovx incrementó de 

forma significativa el área ósea y el área cortical medidas por morfometría, respecto al 

grupo ovx control. 

La administración de estrógenos no indujo diferencias significativas en las ratas ovx 

respecto al grupo ovx control. 

La administración conjunta de GH+estrógenos incrementó de forma significativa el área 

ósea en ratas ovx, respecto al grupo ovx control.  
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2. ABREVIATURAS 

ALP: Fosfatasa alcalina 

BMPs: Proteínas morfogenéticas óseas 

Cbfa-1: del inglés core binding factor-1 

CFU-GM: Unidades Formadoras de Colonias de Granulocitos y Macrófagos 

COL I: Colágeno tipo I 

CTX: Telopéptido carboxi-terminal del colágeno 

Cx 43: Conexina 43 

EGF: Factor de crecimiento epidérmico 

EMA: del inglés European Medicament Agency (Agencia Europea del Medicamento) 

FDA: del inglés Food and Drug Administration (Agencia Americana de Comida y 

Fármacos) 

FGF: Factor de crecimiento fibroblástico 

FGF-23: Factor de crecimiento fibroblástico 23 

GH: Hormona del crecimiento 

GM-CSF: Factor estimulante de las colonias de granulocitos y macrófagos 

IGF-I y II: Factor de crecimiento análogo a la insulina I y II 

IGFBP: IGF binding factor 

IL-1, 4, 6: Interleuquina-1, 4, 6 

M-CSF: Factor estimulante de las colonias de macrófagos 

MEC: Matriz extracelular 

PNC: proteínas no colágenas 

OCN: Osteocalcina 

OPG: Osteoprotegerina  

OP: Osteopontina 
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Ovx: Ovariectomía 

PG-E2: Prostaglandina -E2 

PDGF: Factor de crecimiento derivado de las plaquetas 

PTH: Hormona paratiroidea 

RANKL: Ligando del receptor activador del factor nuclear kappa-B 

RANK: Receptor activador del factor nuclear kappa-B 

RGD: Tripéptido Arginina-Glicina-Aspártico 

SLRP: del inglés Small Leucine-Rich Proteoglycans 

T3: triyodo-tironina 

T4: tiroxina (tetrayodo-tironina) 

TGF-b: Factor de crecimiento transformante-b  

TNF-a: Factor de necrosis tumoral-a 

TRAP: Fosfatasa ácida tartrato resistente 

TRH: Terapia de reemplazo hormonal  

TSG-6: Factor de Necrosis Tumoral estimulado por el Gen 6 

UMB: unidades multicelulares básicas 

VEGF: Factor de crecimiento endotelial vascular  

Wnt: del inglés Wingless protein 
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3. INTRODUCCIÓN  

 

3.1. EL TEJIDO ÓSEO 

 

El hueso es un tejido conjuntivo mineralizado muy vascularizado e inervado, formado 

por laminillas de matriz osteoide calcificada (Fernández-Tresguerres et al, 2006 a). Según 

la forma en que se dispongan dichas laminillas, hay dos tipos de tejido óseo, el cortical o 

denso y el trabecular o esponjoso. El hueso cortical o compacto representa 

aproximadamente el 80% del esqueleto, se estructura en osteonas, formadas por 

conductos de Havers recubiertos de laminillas en disposición concéntrica donde se sitúan 

los osteocitos. El hueso esponjoso o trabecular, está constituido por laminillas en forma 

de red tridimensional, cuya orientación está determinada por las fuerzas mecánicas, que 

delimitan una serie de cavidades que alojan la médula ósea. (Fernández-Tresguerres et al, 

2006 a). El hueso cortical está altamente calcificado y lleva a cabo una función protectora 

y estructural. El hueso trabecular, por el contrario, está menos calcificado y tiene la 

capacidad de ser metabólicamente activo, aunque ambos participan en la homeostasis 

fosfocálcica (Walsh, 2015).  

 

El tejido óseo es un tejido dinámico, que está en constante formación y constante 

destrucción, fenómeno conocido como “proceso de remodelado”. Esto tiene lugar para 

mantener la integridad estructural y participar en la homeostasis fosfocálcica.  Este 

remodelado ocurre entre un 5-10% cada año en el esqueleto adulto. Se puede decir por 

tanto que el esqueleto se remodela por completo cada 10 años.  (Fernández-Tresguerres 

et al, 2006 a; Little et al, 2011). Idealmente, este proceso está equilibrado. Sin embargo, 

si se desequilibra, producirá patología en cualquiera de sus formas, si es por excesiva 

formación, dará lugar a la osteopetrosis y si el exceso es de reabsorción, producirá 

osteoporosis u osteopenia (Fernández-Tresguerres et al, 2006 a; Little et al, 2011; Walsh, 

2015).  

El tejido óseo está formado por: células, matriz extracelular y fase mineral.  
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3.1.1. CÉLULAS 

 

En el hueso existen distintos tipos de células que incluyen: osteoblastos, osteocitos, 

células limitantes y osteoclastos (Fernández-Tresguerres et al, 2006 a).  

 

3.1.1.1. OSTEOCLASTOS 

 

Los osteoclastos son las células encargadas de la reabsorción del hueso. Son células de 

gran tamaño, de aproximadamente 100 µm de diámetro, multinucleadas, que proceden de 

la fusión de los progenitores de los monocitos. Se localizan en las superficies endóstica y 

perióstica. Tienen una forma irregular y gran cantidad de mitocondrias y vacuolas, con 

un borde en cepillo y una zona clara con gran cantidad de microfilamentos a través de los 

cuales se anclan a la matriz osteoide mediante integrinas o proteínas implicadas en la 

adhesión de las células a la matriz (Fernández-Treguerres et al, 2006 a; Little et al, 2011; 

O’Brien et al, 2012). Respecto a las integrinas, hay que resaltar la avβ3, encargada del 

reconocimiento de la secuencia RGD o Arg-Gly-Asp (arginina-glicina-aspártico), que se 

encuentra en el colágeno y otras proteínas de la matriz. Esta secuencia RGD está 

implicada en la adhesión celular. En el interior del citoplasma del osteoclasto, hay 

enzimas importantes en la reabsorción, como la anhidrasa carbónica II, que genera un pH 

ácido, favoreciendo la solubilización de la parte mineral, mientras que la reabsorción de 

la matriz orgánica tiene lugar por la acción de otras enzimas encargadas de la lisis de 

proteínas (como colagenasas, metaloproteasas…etc.) (Fernández-Tresguerres et al, 2006 

a).  

Los osteoclastos son células derivadas de las células madre hematopoyéticas de la médula 

ósea que se denominan “Unidades Formadoras de Colonias de Granulocitos y 

Macrófagos” (CFU-GM), implicadas en la formación de macrófagos y monocitos 

(Fernández-Treguerres et al, 2006 a; Little et al, 2011; O’Brien et al, 2013).  

Los osteoclastos existen en dos estados funcionales: móviles y de reabsorción. Durante 

la fase móvil, el osteoclasto migra desde la médula ósea al lugar donde se precisa la 

reabsorción. En este estadio es una célula elongada y no polarizada, con protrusiones de 

la membrana denominadas podosomas, que son la causa de la motilidad de la célula. Una 

vez que llegan al lugar de reabsorción, se polarizan y se forma el ribete en cepillo y la 

zona de sellado. En ésta última es donde tiene lugar la secreción ácida encargada de la 

reabsorción de la fase mineral (Kular et al, 2012). 
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Actualmente se sabe que existen dos citoquinas implicadas en la osteoclastogénesis: el 

factor estimulador de colonias de macrófagos (M-CSF, también denominado CSF-1), y 

el RANKL o ligando del receptor activador del factor nuclear Kappa-B (Fernández-

Tresguerres et al, 2006 a; O’Brien et al, 2013). 

Cuando RANKL (situado en la membrana de los osteoblastos) se une a su receptor RANK 

(en la membrana de los osteoclastos) se inicia la cascada de la osteoclastogénesis, es decir, 

aumenta la proliferación y diferenciación de los osteoclastos. Pero este sistema tiene otro 

componente: la OPG (osteoprotegerina), secretada por los osteoblastos. Si la OPG se une 

a RANKL se produce una inhibición de dicha cascada y por tanto se inhibe el proceso de 

reabsorción (Fernández-Tresguerres et al, 2006). Existe otra molécula implicada en la 

inhibición de la actividad osteoclástica, el TSG-6 (Factor de Necrosis Tumoral 

estimulado por el Gen 6) que actúa igual que la OPG uniéndose a RANKL. TSG-6 es 

secretada por los propios osteoclastos para cesar la reabsorción (Bayliss et al, 2012). 

 

3.1.1.2. OSTEOBLASTOS  

 

Los osteoblastos son células cuboideas, de citoplasma basófilo, que tienen entre 20 y 30 

µm de diámetro y representan entre el 4 y 6% de las células totales del hueso. Son células 

polarizadas, con un solo núcleo y con un retículo endoplasmático rugoso muy importante, 

como se observa en las células que realizan la síntesis proteica. Descienden de células 

madre mesenquimales pluripotenciales de la médula ósea, del endostio, del periostio y de 

los pericitos vasculares.  

Los osteoblastos humanos tienen una vida media de entre 1 y 10 semanas.  

La función más conocida de los osteoblastos es la de formación ósea. Se encargan de la 

síntesis de las proteínas de la matriz osteoide (colágenas y no colágenas) y la 

mineralización de la misma. Por lo tanto, sintetizan la matriz orgánica a un ritmo de 2-3 

µm al día y la mineralizan a un ritmo de 1-2 µm al día. Gracias a la expresión de una 

enzima característica, la fosfatasa alcalina (ALP), llevan a cabo la mineralización de la 

matriz osteoide. La mineralización de la matriz orgánica comienza aproximadamente 10 

días después de la producción. Además, los osteoblastos poseen otras funciones: dirigen 

la disposición de las fibrillas de la matriz extracelular, realizan la síntesis de determinados 

factores de crecimiento y regulan la reabsorción (Fernández-Tresguerres et al, 2006 a; 

Bayliss et al, 2012).  
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Una vez se ha completado la formación de la matriz ósea, los osteoblastos pueden seguir 

tres caminos (Manolagas, 2000): por un lado, pueden inducir la apoptosis y desaparecer; 

pueden perder la mayoría de sus orgánulos y transformarse en osteocitos embebidos en 

la matriz ósea (15%); o pueden transformarse en células de revestimiento (en inglés bone 

lining cells). Por lo tanto, estos dos tipos celulares, representarían un estado de 

maduración más tardío dentro de la estirpe osteoblástica.  

La diferenciación osteoblástica está regulada por genes y por factores de transcripción. 

Entre los primeros están los genes Indian y Sonic Hedgehog y Osterix. Entre los factores 

de transcripción destacan las BMP, RUNX-2 y Wnt. Asimismo, cuando los osteoblastos 

se diferencian expresan en su membrana unas proteínas o marcadores, entre los que 

destacan COL I (colágeno I), ALP, OP (osteopontina), OCN (osteocalcina). 

El RUNX-2 es un factor de transcripción multifuncional, que regula la diferenciación de 

condrocitos y osteoblastos, así como la expresión de genes de varias proteínas de la matriz 

osteoide, como COL I, OP, ALP y OCN (Komori, 2010). Lleva a cabo su función en la 

etapa de diferenciación de las células osteoprogenitoras hacia la estirpe osteoblástica. Las 

proteínas morfogénicas óseas (BMPs) y Wnt son críticos para la generación y función de 

osteoblastos, ya que inducen la diferenciación desde los progenitores hacia el linaje 

osteoblástico (Fernández-Tresguerres et al, 2006; Bayliss et al, 2012; Bellido, 2014; 

Capulli et al, 2014).  

 

3.1.1.3. CÉLULAS DE REVESTIMIENTO O LIMITANTES 

 

Las células limitantes o de revestimiento proceden de los osteoblastos. Son células planas 

y alargadas que recubren la superficie de los huesos. Tienen un núcleo en forma de huso 

y escasa evidencia de organelas. Se las ha relacionado con el inicio del proceso de 

remodelado. Se ha podido observar que estas células son capaces de expresar algunos de 

los marcadores osteoblásticos anteriormente citados (OP, sialoproteína ósea, 

osteonectina, ALP y receptor de la parathormona). En los últimos años están siendo 

estudiadas por la posibilidad de sufrir desdiferenciación hacia osteoblastos y favorecer el 

proceso anabólico de modelado, que se explicará más adelante (Fernández-Tresguerres 

et al, 2006 a; Matic et al, 2016). 
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3.1.1.4. OSTEOCITOS  

 

Cuando el osteoblasto ha dejado de multiplicarse y de sintetizar matriz osteoide, se queda 

atrapado en el interior de su laguna y se transforma en osteocito. Este proceso, llamado 

osteocitogénesis, consiste en la transformación de una célula secretora a una célula 

reguladora, de tal forma que se modifica la forma, de cuboidea a estrellada y comienzan 

a aparecer prolongaciones citoplasmáticas, que se forman simultáneamente a los 

conductos calcóforos. La morfología de los osteocitos está condicionada por la expresión 

de determinados genes como E11/gp28, CD44 y fimbrina (Bellido, 2014). Los osteocitos 

suponen el mayor porcentaje de componente celular óseo (90-95%) y poseen la vida 

media más larga, aproximadamente de unos 25 años (Capulli et al, 2014). 

Se encuentran embebidos dentro de la matriz calcificada, situados en pequeñas cavidades 

denominadas lagunas u osteoplasmas. Se interconectan entre sí mediante unas 

prolongaciones que se alojan dentro de los conductos calcóforos por los que fluye el 

fluido óseo. Este es un líquido especial que proporciona oxígeno y nutrientes a las células 

óseas. El conjunto de lagunas y canalículos forman el sistema lacuno-canalicular, que 

permite la conexión de los osteocitos entre sí y con las células limitantes de la superficie 

del hueso, con los osteoblastos y con los osteoclastos, así como con los vasos. De esta 

forma, todas estas células están interconectadas (Fernández-Tresguerres et al, 2006 a; 

Capulli et al, 2014; Hemmatian et al, 2017). Gracias a esta red tridimensional, el osteocito 

va a tener la capacidad de detectar las variaciones mecánicas de las cargas y 

transformarlas en una señal química, que permite regular la formación y la reabsorción al 

controlar la función de osteoclastos y osteoblastos. Este fenómeno se ha llamado 

mecanotransducción (Fernández-Tresguerres et al, 2006; Capulli et al, 2014; Prideaux et 

al., 2016).  

Mientras ocurre la diferenciación de los osteocitos, se reducen marcadores específicos de 

los osteoblastos (pero mantienen COL-1, ALP, OP y OCN). Por otro lado, comienzan a 

expresarse marcadores específicos de los osteocitos entre los que destacan el Factor de 

crecimiento fibroblástico 23 (FGF-23) y la esclerostina (Chen et al., 2018). El FGF-23 

está implicado en los procesos de homeostasis fosfocálcica y en concreto en la regulación 

del fosfato. La esclerostina únicamente se expresa en osteocitos maduros y actúa 

inhibiendo la diferenciación de los osteoblastos y, por tanto, la formación ósea, a través 

de la inhibición de la vía de la Wnt/β-catenina (Wingless protein) (Komori et al., 2013; 

Chen et al., 2018). Esto ha provocado gran interés por su potencial como objetivo 
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terapéutico ya que al aplicar anticuerpos contra la esclerostina se ha visto que aumenta la 

masa ósea (Prideaux et al., 2016).  

Bellido (2014) respalda que la apoptosis de los osteocitos supone un evento importante 

en la regulación del remodelado. Este proceso de apoptosis estaría inducido por diferentes 

factores como pueden ser la inmovilización, la fatiga por sobrecarga o una deficiencia en 

los esteroides sexuales. Cualquiera de estos procesos sería suficiente para atraer 

osteoclastos a áreas específicas dónde aumentaría la reabsorción.  

Por lo tanto, la apoptosis de los osteocitos es capaz de producir el reclutamiento de los 

precursores de los osteoclastos, a través del RANKL. Los osteocitos, además, secretan 

osteoprotegerina (OPG), que compite con RANKL por su receptor RANK en precursores 

de osteoclastos. Tanto en osteocitos como en osteoblastos, la secreción de OPG está 

regulada por la vía de la Wnt/ b-catenina (Bellido, 2014; O’Brien et al, 2013).  

Además, el osteocito también tendría una función fuera del hueso. El FGF-23 es un factor 

producido por los osteocitos, pero con acción a distancia sobre el riñón, por lo que, en los 

últimos años, se está empezando a considerar al osteocito como una célula endocrina 

(Guo y Bonewald, 2009; Capulli et al, 2014; Walsh, 2015).  

 
 

3.1.2. MATRIZ ORGÁNICA 

 

La matriz orgánica está formada por una fase orgánica y una fase mineral. La parte 

orgánica de la matriz osteoide está formada por proteínas y en especial, colágeno tipo I y 

proteínas no colágenas. Al colágeno se une la parte mineral que estaría formada 

principalmente por hidroxiapatita. Las proteínas no colágenas desempeñan sus funciones 

en la regulación de la actividad celular y mineralización de la matriz (Walsh, 2015). Hay 

que tener en cuenta, que la matriz mineralizada no supone únicamente una reserva de 

calcio y fósforo, sino que, contiene una gran cantidad de proteínas implicadas en la 

diferenciación celular y en el mantenimiento de la integridad del hueso y de sus funciones 

(Fernández-Tresguerres et al, 2006 a).  
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3.1.2.1. Colágeno 

 

El colágeno es el componente más abundante de la matriz extracelular (MEC); supone 

aproximadamente el 90% de la misma y en concreto, el colágeno tipo I constituye más 

del 95% del total (Fernández-Tresguerres et al, 2006 a).  

El colágeno tipo I es una proteína constituida por una triple hélice, formada por dos 

cadenas a1 y una cadena a2. El colágeno contiene los aminoácidos prolina e 

hidroxiprolina. Por otro lado, el colágeno no tiene afinidad por el calcio, por lo que son 

otras proteínas no colágenas las que se ven implicadas en el depósito mineral.  

(Fernández-Tresguerres et al, 2006 a; Unal et al, 2018).  

La importancia del colágeno se pone de manifiesto en patologías como la osteogénesis 

imperfecta, en la que el colágeno presenta una estructura anómala, con incremento de la 

posibilidad de fracturas. La triple hélice del colágeno tiene uniones (en inglés cross-links) 

inter e intra-cadenas de su estructura fibrilar, que son clave para las propiedades 

mecánicas del hueso (Fonseca et al, 2014). Estas uniones pueden producirse por un 

proceso enzimático y no enzimático. Enzimáticos son las uniones de piridinolina y 

deoxipiridinolina y los no enzimáticos son las uniones de pentosidina (producidas por 

transglicosilación). Se ha visto que un descenso en contenido de piridirolina reduce el 

módulo de elasticidad del hueso, sin cambiar la masa ósea (Fonseca et al, 2014). En los 

últimos años, se está dando cada vez más importancia al papel del colágeno y su 

trascendencia en el proceso de osteoporosis.  

 

3.1.2.2. Proteínas no colágenas (PNC)  

 

Las proteínas no colágenas se pueden dividir en dos grupos según su función. El primero 

tendría su función principal en cuanto a la estructura y el comportamiento mecánico del 

hueso. El segundo grupo sería el encargado de regular el comportamiento celular. Este 

segundo grupo estaría formado por proteasas, factores de crecimiento, hormonas y 

proteoglicanos. Hay proteínas que debido a que son capaces de llevar a cabo gran cantidad 

de funciones se podrían incluir en ambos grupos como la OCN o la OP (Sroga y 

Vashishth, 2012). 
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Glicoproteínas 

 

• Fosfatasa alcalina (ALP): producida por los osteoblastos, es una enzima que libera 

fosfato inorgánico aumentando así la concentración de iones fosfato necesarios 

para la mineralización de la matriz orgánica. Por otro lado, bloquea la acción 

inhibidora que los esteres fosfóricos producen sobre la mineralización (Prieto y 

Prieto, 2010).  

 

• Proteínas que contienen la secuencia RGD: Contienen repetida la secuencia Arg-

Gly-Asp (RGD) reconocida por las integrinas de osteoclastos y osteoblastos. Este 

sistema de reconocimiento permite la adhesión y migración de las células sobre 

la matriz osteoide, lo que es básico para la mineralización, remodelado y 

reparación del hueso. La osteonectina (ON), es una proteína ácida y rica en 

cisteína (SPARC) y representa el 25% de todas las PNC; la fibronectina (FN), es 

una de las proteínas que participan en las primeras fases de la osteointegración; 

por último, la trombospondina, que está implicada en la formación de fibrillas de 

colágeno, así como en la regulación de los precursores de las células óseas (Sroga 

y Vashishth, 2012). 

 

• Proteoglicanos: sintetizados y liberados por osteoblastos, están formadas por un 

núcleo proteico al que se unen glucosaminoglicanos formando una 

macromolécula cuya función principal es la inhibición de la mineralización. Entre 

todos los proteoglicanos destaca el condroitin sulfato, ya que es el de mayor 

tamaño. Se encuentra en zonas de formación de hueso actuando a modo de reserva 

de espacio para el hueso maduro (Prieto y Prieto, 2010; Mikami y Kitagawa, 

2013). El hialuronano o ácido hialurónico está formado por ácido D-glucurónico 

y N-acetil-D-glucosamina y está implicado en la morfogénesis ósea (Prieto y 

Prieto, 2010; Vigetti et al, 2014). En este grupo se encuentran también el SLRP 

(del inglés small leucine-rich proteoglycans); el biglicano que va a condicionar el 

diámetro de las fibrillas de colágeno y se une al TGF-b al igual que la decorina, 

que además inhibe la unión de la fibronectina a las células óseas (Fernández-

Tresguerres et al, 2006 a; Prieto y Prieto, 2010; Sroga y Vashishth, 2012).  
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• Proteínas con ácido g-carboxiglutámico: El ácido g-carboxiglutámico es un 

aminoácido modificado cuya coenzima es la vitamina K y se halla presente en la 

osteocalcina (OCN) y en la proteína de la matriz osteoide con ácido g-

carboxiglutámico. La OCN es la proteína más abundante de todas las PNC de la 

matriz extracelular y se produce de manera exclusiva por los osteoblastos. 

También es multifuncional, pero entre sus acciones, la más conocida es la de 

regular el tamaño y crecimiento de los cristales de hidroxiapatita sin influir en la 

reabsorción o mineralización del hueso. Encontrar niveles de OCN elevados en 

plasma, se ha relacionado directamente con una alta actividad osteogénica ya que, 

se relaciona con la cantidad de osteoblastos activos (Fernández-Tresguerres et al, 

2006 a; Morgan et al, 2015; Unal et al, 2018). Su concentración en plasma se 

considera un marcador de la formación de hueso. Por su parte, la proteína de la 

matriz osteoide con ácido g-carboxiglutámico, sintetizada por osteoblastos y 

condrocitos, tiene una función similar a la osteocalcina.  

Es importante destacar que el déficit de vitamina K va a producir una reducción 

en la síntesis de estas proteínas y, por tanto, en la formación y mineralización de 

la matriz osteoide (Prieto y Prieto, 2010). 

 

• Sialoproteínas: las dos proteínas principales que contienen ácido siálico en su 

estructura y que se encuentran en la matriz osteoide son la osteopontina (OP) y la 

sialoproteína ósea, ambas contienen la secuencia RGD. La OP es una de las 

proteínas no colágenas que se encuentra en mayor proporción, en torno al 1-2% 

del total (10%) (Morgan et al, 2015; Unal et al, 2018). Producida por osteoblastos 

y sus precursores, osteocitos, osteoclastos, condrocitos y fibroblastos. Tiene gran 

cantidad de funciones, pero en concreto estaría encargada de la regulación de la 

mineralización de la matriz osteoide (Prieto y Prieto, 2010; Morgan et al, 2015; 

Unal et al, 2018). Cuando se produce una fractura, incrementa su síntesis por parte 

de los osteoblastos, lo que indica que está implicada en el proceso de reparación 

ósea produciendo un rápido reclutamiento de células que llevan a cabo esta 

función. La sialoproteína ósea, producida por osteoblastos y osteocitos induce la 

diferenciación de los productores de osteoblastos, su proliferación y la formación 

de núcleos de mineralización (Prieto y Prieto, 2010).  
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• Metaloproteasas de la matriz osteoide (MMP). Son enzimas proteolíticas que 

contienen un metal, normalmente Zinc, que digieren la matriz orgánica del hueso. 

La colagenasa o MMP-1, producida por los osteoblastos, está implicada en la 

reabsorción ósea y en la reparación de fracturas. Las gelatinasas, producidas por 

los osteoclastos, están implicadas en la reabsorción ósea, liberando los factores de 

crecimiento que se encuentran en la matriz osteoide para que actúen sobre las 

células óseas. Por último, la catepsina K, producida por los osteoclastos, es la 

proteína clave de la reabsorción ósea ya que es la que posee mayor capacidad para 

fragmentar el colágeno y los proteoglicanos óseos (Prieto y Prieto, 2010). 

Actualmente se han desarrollado nuevas dianas terapéuticas contra la 

osteoporosis, que consisten en anticuerpos monoclonales contra la catepsina K 

(Odanacatib). 

 

Factores de crecimiento 

 

Son péptidos que actúan de forma autocrina o paracrina en las células que los producen. 

Pueden sintetizarlos las plaquetas, el hígado o el hueso, entre otros. Participan en el 

crecimiento, proliferación y diferenciación celular. Entre los factores de crecimiento 

están los transformantes beta (TGF-b), factores similares a la insulina (IGF-I y IGF-II) y 

proteínas morfogenéticas óseas (BMP), las cuales pertenecen a la familia del TGF-b 

(Fernández-Tresguerres et al, 2006 a; Sroga y Vashishth, 2012). 

 

Citoquinas 

 

Algunas citoquinas proinflamatorias están involucradas en la osteoclastogénesis 

mediante la estimulación de RANKL. Algunos autores como Kobayashi (2000) 

demuestran que algunas citoquinas como TNF-a, IL-1 e IL-6 pueden inducir la 

diferenciación de los osteoclastos sin mediación de RANKL (Jung et al, 2014). Sin 

embargo, otras citoquinas como IL-4 e interferón gamma serían capaces de inhibir la 

formación de los osteoclastos (Kenkre y Bassett, 2018). Cuando hay una deficiencia de 

estrógenos, situación que ocurre después de la menopausia, se produce un aumento de 

IL-1, IL-6 y TNF-a, lo que produce un aumento de RANKL y, por lo tanto, un incremento 
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de la osteoclastogénesis y de la reabsorción ósea que facilitan la aparición de osteoporosis 

(Kenkre y Bassett, 2018). 

 

Prostaglandinas 

 

Son lípidos que actúan de forma autocrina o paracrina a través de una serie de receptores 

que se encuentran en la proteína G para regular la formación y reabsorción del hueso 

(Blackwell et al., 2010; Kenkre y Bassett, 2018). Se sabe que la prostaglandina E2 (PGE2) 

estimula de forma activa la reabsorción ósea aumentando la relación RANKL/OPG para 

aumentar la osteoclastogénesis. Pero, por otro lado, PGE2 estimularía también la 

proliferación y producción de osteoblastos contribuyendo a la formación ósea. Esto 

podría ser porque PGE2 actuaría mediante diferentes receptores de proteínas G (Kenkre 

y Bassett, 2018).  

 

3.1.3. FASE MINERAL 

 

El componente mineral del hueso, aproximadamente 65% del total del peso del hueso, es 

el responsable de aumentar la resistencia a la deformación y rigidez del hueso y está 

formado principalmente por hidroxiapatita, compuesta por calcio y fosfato, (Ca10 (PO4)6 

(OH)2). También se puede encontrar, aunque en proporciones más pequeñas, carbonato, 

magnesio, sodio, potasio, manganeso y flúor. El cristal de hidroxiapatita tiene un pequeño 

tamaño (200-400 nm de longitud, 20-40 nm de anchura y 10-20 nm de grosor), posee una 

gran asimetría tanto física como electrostática, que le permite por un lado una disposición 

que favorece el depósito de agua e iones en su superficie y por otro lado le confiere una 

gran superficie por unidad de peso. Se encuentra dentro de la sustancia fundamental y 

dispuesta entre las fibras de colágeno (cada 64 nm) (Fernández-Tresguerres et al 2006; 

Walsh, 2015).  

El proceso biológico de la mineralización tiene lugar durante toda la vida del individuo y 

está dirigida por los osteoblastos mediante el control de la concentración local de iones y 

la regulación de la concentración local de proteínas y factores promotores o inhibidores 

de la mineralización. La mineralización se regula mediante promotores e inhibidores. Los 

promotores son la ALP, procedente de los osteoblastos; y los inhibidores, el pirofosfato 

inorgánico (PPi) y algunas proteínas no colágenas como la OP (Sapir-Koren y Livshits, 

2011).  
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El proceso se inicia con vesículas de osteoide formadas por los osteoblastos que se 

agrupan en racimos y poseen una fina membrana rica en fosfatasa alcalina y fosfolípidos 

ácidos que tienen afinidad por el Ca2+. La fase de proliferación mineral es dirigida por las 

concentraciones de calcio y fosfato, proteínas no colágenas presentes en las vesículas 

osteoides (osteocalcina, osteopontina, sialoproteínas) y por las características de la matriz 

osteoide. En contraposición, el proteoglicano inhibe la maduración de los fosfatos 

amorfos y su agregación y depósito en la matriz (Prieto y Prieto, 2010).  

 

3.1.4. UNIDAD DE REMODELADO ÓSEO  

 

El remodelado óseo ocurre durante toda la vida a través de unas unidades multicelulares 

básicas (en inglés BMU-bone multicelular unit). Cada una de ellas está formada por un 

grupo de células (osteoclastos, osteoblastos, osteocitos, células limitantes y vasos 

sanguíneos), que tienen la función de remodelar el hueso como respuesta a diferentes 

estímulos, que pueden ser tanto mecánicos, como biológicos (Kular et al, 2012). 

El ciclo de remodelado comienza con una fase de activación, que incluye el reclutamiento 

de los precursores de osteoclastos, su diferenciación y su activación, dando lugar al 

proceso de reabsorción. Una vez terminada la reabsorción, tiene lugar la fase reversa, en 

la que los osteoclastos sufren apoptosis y se produce el reclutamiento de los precursores 

de osteoblastos, que comienzan a diferenciarse. Esta fase reversa es la transición de la 

reabsorción a la formación. La fase de terminación o fase final es aquella en la cual se 

produce la formación del hueso reabsorbido previamente y es la más larga. De los 200 

días que dura todo el proceso de remodelado, la fase de formación dura 150 días (Kular 

et al, 2012). 

Como el proceso de remodelado óseo se produce a nivel multicelular, es importante la 

comunicación entre las diferentes células. Como ya se mencionó al hablar de los 

osteoclastos, existen dos citoquinas que son cruciales para la osteoclastogénesis, que son 

CSF-1 y RANKL, ambos sintetizados por los osteoblastos y osteocitos. 

Por otro lado, el osteoclasto también sintetiza factores que actúan sobre la estirpe 

osteoblástica, como la esfingosina fosfatasa-1 y la semaforina 4D, posiblemente 

implicadas en la transición osteoclasto-osteoblasto (Kular et al, 2012). 

Sin embargo, recientes avances en fisiología ósea han planteado la existencia de un 

proceso diferente al remodelado, llamado modelado, en el que sólo tendría lugar la 

formación de hueso, sin existir reabsorción previa. En este proceso podrían estar 
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involucradas las células limitantes, ya que se ha visto que tras el estímulo con PTH 

(hormona paratiroidea) sufren un proceso de desdiferenciación y se transforman en 

osteoblastos, favoreciendo la formación ósea y dando origen al fenómeno anabólico del 

modelado. 

 

3.1.5. REGULACIÓN DEL TEJIDO ÓSEO 

 

El proceso de remodelado existe durante toda la vida. Se podría pensar que esto supone 

un gran gasto energético, pero es así para mantener la integridad estructural y llevar a 

cabo la homeostasis fosfocálcica. 

La masa ósea se va adquiriendo en las primeras etapas de la infancia. Durante la pubertad 

se produce el pico máximo de crecimiento, relacionado con la secreción de hormona de 

crecimiento (GH) y los esteroides sexuales. Esta masa ósea sigue aumentando hasta los 

25-30 años, donde se dice que existe la máxima masa ósea del individuo; a partir de aquí 

se mantiene y es a partir de los 50 años, cuando empieza a descender, debido al 

desequilibrio entre formación y reabsorción, en relación con el descenso de determinadas 

hormonas (GH, estrógenos y melatonina). Asimismo, en los últimos tiempos se ha 

sugerido la teoría del estrés oxidativo en la etiopatogenia de este desequilibrio. 

En la regulación del proceso de remodelado hay que tener en cuenta factores genéticos, 

mecánicos, vasculares, nerviosos, nutricionales, hormonales y factores de crecimiento. 

 

3.1.5.1. Factores genéticos 

 

Parecen ser los más importantes; determinan entre el 60 y el 80% de la masa ósea máxima, 

de esta manera las hijas de madres con osteoporosis tendrán mayor predisposición a 

padecerla. En cuanto a la raza, la negra posee una masa ósea mayor que la blanca y que 

la amarilla (Fernández-Tresguerres et al., 2006; Rizzoli et al., 2014). Durante mucho 

tiempo se pensó que la mineralización de la matriz extracelular era un proceso pasivo, sin 

embargo, tras el impacto de estudios en genética, se comprobó que este proceso está 

controlado por múltiples vías genéticas que regularían la homeostasis del calcio y del 

fosfato (Murshed, 2018).  
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3.1.5.2. Factores mecánicos 

 

Los factores mecánicos llevan a cabo un papel importante en el remodelado del hueso. 

Estos factores se clasifican en estiramiento, cizallamiento y compresión, y desempeñan 

diferentes funciones en la diferenciación y proliferación de las células óseas interviniendo 

en sus interacciones (Wang et al., 2018).  Esta forma de remodelado es explicada por la 

influencia de las cargas físicas y mecánicas que sufre el esqueleto diariamente, sin las 

cuales, y por desuso el hueso comenzaría un proceso de reabsorción, por el contrario, al 

recibir estas cargas, el hueso, aumentaría su volumen (You et al, 2008; Bonewald y 

Johnson, 2008; O’Brien et al, 2013). Este proceso es conocido como “remodelación 

adaptativa” y el esqueleto, es el único tejido dotado de esta característica en relación al 

proceso de remodelado continuo que sufre el hueso como respuesta adaptativa a la 

resistencia de las cargas diarias (Bonewald y Johnson, 2008). Esta teoría comienza con la 

ley de Wolff entre los años 1983 y 1902. Wolff afirma que, en una persona sana “la forma 

o la función de un hueso es seguida por los cambios adaptativos en su arquitectura interior 

y su forma externa” (Bayliss et al, 2012). Actualmente, se piensa que son los osteocitos 

los responsables de esta respuesta adaptativa en un proceso denominado 

mecanotransducción (Fernández-Tresguerres et al, 2006; O’Brien et al, 2013; You et al, 

2008; Bonewald y Johnson, 2008).  

Por ello es tan importante para adquirir masa ósea el deporte en los primeros años de 

infancia y juventud.  

 

3.1.5.3. Factores vasculo-nerviosos 

 

La vascularización es un factor crítico para el desarrollo del esqueleto tanto en la etapa 

embrionaria como en el crecimiento postnatal y en el remodelado óseo. Los vasos 

sanguíneos invaden el tejido óseo aportando osteoblastos, osteoclastos, nutrientes, 

factores de crecimiento y factores de diferenciación (Chim et al., 2013). El factor de 

crecimiento endotelial vascular (VEGF) se encarga de regular la condensación del 

cartílago en la etapa embrionaria al expresarse en condrocitos sometidos a la 

diferenciación. En el crecimiento postnatal, las células endoteliales ocupan el cartílago 

en la placa de crecimiento formando un canal vascular para el acceso de las células 

osteoformadoras. Además, la vascularización sirve de andamio para las células que 
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forman el hueso, la formación de hueso nuevo y la reparación de fracturas (Fernández-

Tresguerres et al., 2006; Chim et al., 2013; Walsh et al., 2015). 

Además, también es especialmente importante la adecuada inervación para mantener la 

integridad del tejido óseo. Esta inervación vendría dada por el sistema nervioso autónomo 

y las fibras nerviosas sensoriales. Existen fibras en el periostio, endostio, hueso cortical, 

incluso asociadas a los vasos sanguíneos de los conductos de Volkman así como 

neuropéptidos y sus receptores en el interior del hueso (Fernández-Tresguerres et al., 

2006). Las dos ramas del sistema nervioso autónomo, adrenérgica y colinérgica, están 

implicadas en la remodelación ósea. La primera, favorece la pérdida ósea, sin embargo, 

la actividad colinérgica fomentaría la formación (Eimar et al., 2013).  

 

3.1.5.4. Factores nutricionales 

 

Su interés reside en la posibilidad de modificarlos y además pueden modular el potencial 

genético. Es necesario un mínimo de calcio para que se produzca la mineralización que 

se establece en unos 1200 mg hasta los 25 años. En los siguientes años, hasta los 45, no 

debería ser inferior a 1 gramo y después de la menopausia, al menos debe ser de 1500 mg 

al día. Además, hábitos tóxicos como el tabaco, el alcohol, la cafeína o el exceso de sal 

se consideran como factores de riesgo para la aparición de osteopenia. Por lo tanto, la 

nutrición y otros factores ambientales podrían contribuir a una prevención eficaz de la 

osteoporosis a largo plazo (Fernández-Tresguerres et al., 2006; Rizzoli et al., 2014).  

En situaciones de desnutrición severa (por ejemplo, en la anorexia nerviosa) o de baja 

ingesta proteica, se puede alterar la masa ósea, reducir la densidad mineral y, por tanto, 

crear una situación de mayor riesgo de fractura (Rizzoli et al., 2014).  

 
3.1.5.5. Hormonas  

 

Hormona paratiroidea o parathormona (PTH: 

 

La PTH es una hormona polipeptídica de 84 aminoácidos, que se secreta en el retículo 

endoplásmico de las principales células de las glándulas paratiroides, actuando como 

regulador rápido de la homeostasis para evitar situaciones de hipocalcemia (Walsh et al, 

2015; Prieto y Prieto, 2010).  
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La actividad biológica de la PTH se encuentra en los 34 aminoácidos de su extremo amino 

terminal y en la región del 28 al 34 de encuentra el punto donde se combina con su 

receptor en las células diana. Los tejidos diana de la PTH, son el hueso y el riñón y en 

ellos encuentran una serie de receptores formados por proteínas que se encuentran 

acopladas a una proteína G. Cuando se produce la combinación entre PTH con su proteína 

receptora, esta sufre un cambio conformacional que hace que se disocie de la proteína G, 

produciendo la activación de una serie de mediadores (quinasa A, fosfolipasa C y proteína 

quinasa C) que tienen como resultado la fosforilación de factores de transcripción tales 

como el Cbfa1 (core binding factor A1), clave en la diferenciación de células precursoras 

de osteoblastos (Prieto y Prieto, 2010).  

La secreción de PTH está regulada principalmente por la concentración de Ca2+ en el 

plasma. Si el calcio disminuye, se activa una secreción rápida de PTH y si aumenta, ocurre 

de manera contraria (Walsh et al, 2015). En las células paratiroideas y en sus tejidos diana 

se encuentra un sensor o receptor. Una proteína que detecta la concentración de calcio en 

plasma y regula de manera continua la secreción de PTH. Dicha proteína se denomina 

CaSR, descubierta en 1993, pertenece a la superfamilia de “receptores acoplados a la 

proteína G”. Aunque no es específica para el Ca2+, ya que responde ante otros cationes, 

por este tiene una afinidad superior (Prieto y Prieto, 2010). Existen otros factores 

implicados en la formación de PTH como el calcitriol o 1,25(OH)2 vitamina D, que 

también posee receptores en las células principales paratiroideas y que, a concentraciones 

elevadas en plasma, inhiben la formación de PTH. Además, el fosfato plasmático también 

parece estimular de manera directa la producción de PTH, sobre todo en situaciones de 

hiperfosfatemia (Prieto y Prieto, 2010; Walsh et al, 2015). 

 

Su función principal consiste en controlar de manera continua la homeostasis del calcio 

actuando a nivel de huesos y riñones, de manera directa, y en los intestinos, de manera 

indirecta, a través del calcitriol. Regula y mantiene la concentración de Ca2+ en el líquido 

extracelular evitando la hipocalcemia (Prieto y Prieto, 2010; Walsh et al, 2015). Además, 

la PTH posee receptores en los osteoblastos y células del estroma, uniéndose a ellos para 

incrementar la producción de RANKL, de M-CSF (factor estimulador de colonias de 

macrófagos) y de IL-1, IL-2 y TNF-a. Por otra parte, disminuye la expresión OPG, para 

que se pueda producir la unión RANK-RANKL y aumentar la reabsorción ósea por parte 

de los osteoclastos potenciar la salida de calcio a la sangre (Walsh et al, 2015).  
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Por tanto, la PTH es la hormona hipercalcemiante por excelencia. Cuando disminuye el 

calcio plasmático, aumenta su secreción, actuando sobre el hueso, favoreciendo la 

reabsorción. Esto tiene lugar con dosis altas y continuas. Sin embargo, la administración 

de PTH a dosis pequeñas e intermitentes produce un aumento de la formación ósea, es 

decir, es anabólica. 

 

Proteína relacionada con la PTH (PTHrP) 

 

Está formada por tres péptidos con secuencias semejantes. Comparte receptores en hueso 

y riñón con la PTH, sintentizándose en la mama, en la placenta, en el sistema nervioso, 

útero, pulmón, hueso y células musculares de los vasos. En condiciones fisiológicas, no 

es posible detectarla en sangre. En cuanto a su relación con el metabolismo óseo, va a 

participar en la formación de hueso endocondral, participando en la proliferación y 

diferenciación de los condrocitos (Prieto y Prieto, 2010). 

 

Hormonas tiroideas 

 

Son la tiroxina (T4) y la triyodotironina (T3) responsables de estimular la glándula 

tiroides. Estas hormonas poseen la capacidad de estimular a los osteoblastos para 

mineralizar la matriz osteoide y a los condroblastos para producir conseguir elongar la 

epífisis de los huesos largos (Kenkre y Bassett, 2018). Por lo tanto, cuando existe un 

déficit de hormona tiroidea, la tasa de remodelado y recambio óseo disminuye dando 

lugar al cretinismo, caracterizado tanto por baja estatura como por alteraciones 

neurológicas. (Fernández-Tresguerres et al 2006; Kenkre y Bassett, 2018). La tiroxina 

(T4) aumenta la producción de RANKL e IL-6 por parte de los osteoblastos, estimulando 

la osteoclastogénesis.  

 

Estrógenos 

 

El principal regulador endocrino del remodelado óseo en hombres y mujeres son los 

esteroides sexuales. Como se han empleado como variable independiente en este trabajo 

se estudiarán en un apartado aparte. 
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Calcitonina 

 

La calcitonina, hormona polipeptídica de 32 aminoácidos, se libera cuando aumentan los 

niveles de calcio por las células C parafoliculares de la glándula tiroides. Aunque su 

función fisiológica es algo incierta, está encargada de inhibir la reabsorción ósea al unirse 

a los receptores de calcitonina de los osteoclastos (Kenkre y Bassett, 2018). Además, se 

ha observado que activa la 1a-hidroxilasa de la 25-OH-D cuando la calcemia es normal, 

a diferencia de la PTH, que solo lo haría en situaciones de hipocalcemia (Prieto y Prieto, 

2010).  

 

Hormona de crecimiento 

 

La hormona de crecimiento (GH, del inglés growth hormone), es una hormona peptídica 

de 191 aminoácidos que se secreta en la hipófisis o glándula pituitaria. Como se ha 

empleado como variable independiente en este trabajo se estudiará en un apartado aparte. 

 

Glucocorticoides 

 

Los glucocorticoides tienen la capacidad de disminuir la formación del hueso ya que 

ayudan a la supervivencia de los osteoclastos e inducen la apoptosis de los osteoblastos. 

Por lo tanto, en dosis superiores a las fisiológicas, se produce un aumento de RANKL y 

una disminución de OPG favoreciendo el proceso de reabsorción causando osteoporosis 

(Kenkre y Bassett, 2018).  

 

Vitamina D 

 

La vitamina D2, D3 o calciferoles, son esteroles cuya función principal consiste en 

mantener las concentraciones plasmáticas del calcio y del fosfato procurando una 

adecuada mineralización y mantenimiento del esqueleto (Treguerres, 2010; Kenkre y 

Bassett, 2018). La vitamina D2, escasea en los alimentos y a todos los efectos se comporta 

como la vitamina D3, que deriva del colesterol y tampoco abunda en los alimentos en 

estado natural (Prieto y Prieto, 2010; Prisby, 2017). Necesitan su activación mediante la 

luz solar. 
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Existen receptores de vitamina D (RVD) en casi todas las células del organismo, en 

concreto, en células intestinales y paratiroideas encargadas de la homeostasis del calcio 

y el fosfato. 

La vitamina D, es una hormona esteroidea esencial para el metabolismo mineral gracias 

a la acción que desempeña en intestino, hueso, cartílago y riñón. Además, está 

involucrada en el desarrollo de piel, músculos y sistema inmune. En el intestino, favorece 

la absorción intestinal de calcio y fosfato, esto va a producir una acción indirecta en el 

hueso facilitando los materiales para la mineralización de la matriz orgánica (Prisby, 

2017). Por lo tanto, cuando hay un déficit de vitamina D, la matriz no se va a mineralizar 

de manera correcta, produciendo unos huesos más débiles y deformados caracterizando 

el raquitismo en el niño. Además, el calcitriol actúa de manera directa en el hueso ya que 

existen receptores RVD en los osteoblastos y al unirse a ellos estimula la síntesis de 

proteínas no colágenas y a su vez estimula la diferenciación de células precursoras de 

osteoclastos para favorecer la reabsorción ósea (Prieto y Prieto, 2010). 

 

3.1.5.6. Factores de crecimiento 

 

Como se ha descrito anteriormente, los factores de crecimiento son polipéptidos que se 

encargan de regular determinados procesos celulares como la proliferación y 

diferenciación o remodelación de la matriz. Entre los factores de crecimiento están: 

 

Factores de crecimiento transformantes (TGF-b1, TGF-b2 y TGF-b3) 

 

Los TGF-b 1-3 son pleiotrópicos y solo están presentes en los mamíferos. Regulan la 

proliferación celular, la migración y diferenciación durante el desarrollo embrionario y 

participan de forma activa en el mantenimiento de la homeostasis tisular en adultos. Sin 

embargo, su función más importante es la de reclutar células madre progenitoras que 

participen en el proceso de remodelado (Xu et al., 2018). Dentro de la superfamilia del 

TGF-b, el TGF-b2 y el TGF-b3 están implicados en la condrogénesis y el TGF-b1 en la 

fisiología del hueso. El TGF-b1, por tanto, actúa como factor quimiotáctico de células 

osteoprogenitoras y a su vez, estimula la proliferación y diferenciación de osteoblastos 

que va a generar la producción y activación de citoquinas que favorecen la génesis y 

activación de osteoclastos, comenzando así el proceso de remodelado. Junto a todo ello, 
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se produce la inducción de la transcripción del mRNA del factor de crecimiento endotelial 

(VEGF), que es imprescindible para que se desarrolle la red vascular ósea (Prieto y Prieto, 

2010; Crane y Cao, 2014).  

 

Factores similares a la insulina (IGF I-II) 

 

El sistema de factores de crecimiento similares a la insulina (IGF I y II) tienen una función 

diversa, por un lado, actúan como potentes mitógenos y, en algunas ocasiones como 

factores de diferenciación. En el hueso, IGF I y II son muy abundantes y se almacenan 

inactivados unidos a sus proteínas de unión (IGFBP, IGF binding factor 1 a 6) en la 

matriz. Durante el proceso de remodelado, se libera IGF-I activado siendo un hecho 

crítico para la homeostasis del hueso. Prácticamente el 80% del IGF-I se produce en el 

hígado, aunque puede ser sintetizado por tejidos locales incluido el hueso (Kawai y 

Rosen, 2012). Aunque es un sistema complejo, se acepta que IGF-I es críticamente 

importante en la regulación del crecimiento, desarrollo y metabolismo óseo, actuando de 

forma activa en la interacción osteoclasto-osteoblasto (Fernández-Tresguerres et al., 

2006; Mohan y Kesavan, 2012). Están regulados por hormonas y factores de crecimiento 

locales. La GH, los estrógenos y la progesterona estimulan su producción y los 

glucocorticoides la disminuyen. IGF-II es el más abundante de la matriz ósea y tiene un 

papel importante durante la embriogénesis, aunque en el esqueleto maduro se desconoce 

su función (Fernández-Tresguerres et al., 2006).  

 

Proteínas morfogenéticas óseas (BMP) 

 

Son miembros de la superfamilia del factor de crecimiento transformante b conocidos por 

ser potentes inductores de la formación ósea (osteoinductores) (Fernández-Tresguerres et 

al., 2006; Drazin et al., 2017). La BMP-2, BMP-4 y la BMP-7 son las más estudiadas en 

cuanto a curación ósea (Buza y Einhorn, 2016). Se sintetizan en las células óseas, llevan 

a cabo una función crítica en la embriogénesis temprana y en el mantenimiento de la masa 

ósea en el esqueleto ya formado. Junto con Wnt, desempeñan un papel crucial en las 

primeras etapas de la osteoblastogénesis, se unen a las células osteoprogenitoras 

produciendo un aumento de transcripción de genes osteoinductores como Runx2 para la 

diferenciación de los osteoblastos (Capulli et al., 2014; Buza y Einhorn, 2016). También 



 

34 
 

tienen un papel en la diferenciación de las células estromales de la médula hacia 

condrocitos y adipocitos. Además, tienen funciones extraóseas a nivel vascular y neuronal 

(Biver et al., 2013).  

 

Factor de crecimiento derivado de las plaquetas (PDGF) 

 

La familia de polipéptidos PDGF incluyen el PDGF A, B, C y D, codificados por cuatro 

genes que se sitúan en diferentes cromosomas (Hollinger et al., 2008). Desempeñan un 

papel importante en la curación de fracturas ya que atraen al sitio de fractura a neutrófilos, 

macrófagos, células progenitoras, al factor de crecimiento endotelial vascular (VEGF), 

del que se hablará más adelante y a la interleuquina 6 (IL-6) para así regular la 

angiogénesis y favorecer a la curación del hueso (Buza y Einhorn, 2016). PDGF es el 

reparador por excelencia ya que actúa uniéndose a receptores en la superficie células de 

las células madre mesenquimales ejerciendo efectos estimulantes como la 

quimioatracción, además de su potencia mitógena y su capacidad para inducir la 

angiogénesis (Hollinger et al., 2008).  

 

Factor de crecimiento fibroblástico 23 (FGF-23) 

 

Los mamíferos poseen 22 miembros de FGF. Algunos son intracelulares, otros, tipo 

hormona y el resto tienen gran afinidad por la heparina y actúan de manera paracrina 

(Charoenlarp et al., 2017). El FGF-23 fue descubierto en el año 2000 por tres grupos de 

investigadores. Es producido por los osteocitos y se describe como una proteína agrupada 

filogenéticamente con el FGF19 y el FGF21, que constituyen una subfamilia FGF con 

capacidad de actuar como hormonas ya que pueden combinarse con receptores en 

presencia de la proteína Klotho (Prieto y Prieto, 2010; Charoenlarp et al., 2017).  Al 

combinarse con su receptor en el túbulo proximal va a causar la inhibición del 

cotransportador Na/P lo que va a crear una situación de fosfaturia. Además, junto a su 

cofactor Klotho, inhibe la actividad de la 1a-hidroxilasa renal, produciendo una menor 

síntesis de la 1,25-(OH)2-D3. Este eje hueso-riñón, tendría como función principal regular 

la homeostasis del fósforo y de 1,25-(OH)2-D3 (Crane y Cao, 2014; Prieto y Prieto, 2010).  

Por todo ello, si existe un déficit de FGF-23 o la ausencia de su cofactor, se va a crear 

una situación de hiperfosfatemia, ya que estaría reducido su efecto fosfatúrico y tasas 
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elevadas plasmáticas de 1,25-(OH)2-D3. Si existe un exceso, se producirá la situación 

contraria (Prieto y Prieto, 2010).  

Factor de crecimiento epidérmico (EFG) 

 

La familia de ligandos EGF son potentes mitógenos de células madre de la médula ósea 

que son las progenitoras de los osteoblastos. Sin embargo, todos los EGF tienen un papel 

en la inhibición de los osteoblastos en una vía dependiente de su receptor EGFR. Además, 

están involucrados en la inhibición de la expresión de genes marcadores de osteoblastos 

como son la fosfatasa alcalina, la sialoproteína ósea, la osteocalcina y los factores de 

transcripción específicos de los osteoblastos como son Runx2 y Osterix (Zhu et al., 2011; 

Zhang et al., 2011). Zhang et al (2011) sugieren que EGF regula la osteoclastogénesis y 

la reabsorción mediante la señalización de EGFR.  

 

Factor de crecimiento endotelial vascular (VEGF)  

 

VEGF es una proteína que estimula la angiogénesis restaurando el suministro de oxígeno 

a los tejidos cuando la circulación sanguínea es deficiente. Tanto la formación adecuada 

de hueso como la curación de fracturas están relacionadas con la osteogénesis y la 

angiogénesis y para ello el VEGF es un factor clave (Aryal et al., 2014; Strachna et al., 

2014). Además, el hueso es un tejido con un gran componente vascular y es necesaria una 

adecuada relación entre los vasos sanguíneos y las células para mantener la vitalidad. La 

función principal de VEGF es la de crear nuevos vasos sanguíneos durante el desarrollo 

embrionario o durante una lesión, ejercicio muscular (Aryal et al., 2014). El VEGF, 

además, potencia el efecto osteogénico de las BMP y mediante los receptores que posee 

en los osteoclastos, favorece la agrupación de estas células en áreas de remodelado (Prieto 

y Prieto, 2010).  

 

Factores estimuladores de colonias de granulocitos y macrófagos (GM-CSF y M-CSF)  

 

GM-CSF (Granulocyte macrophage colony-stimulating factor) y G-CSF (Granulocyte 

colony-stimulating factor) son citoquinas hematopoyéticas capaces de dirigir la 

maduración de las células madre pluripotenciales hacia granulocitos maduros, 

macrófagos y células T en la médula ósea (Truong et al., 2017).  
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GM-CSF interviene en la producción de varias señales para la proliferación y 

supervivencia de células especialmente de tipo hematopoyético y ayuda a formar colonias 

progenitoras que se diferencien en granulocitos o macrófagos. En estados estacionarios, 

el GM-CSF está ausente y es cuando se producen los estímulos inflamatorios cuando 

aumentan sus niveles séricos. Además, es importante en la osteoclastogénesis y puede 

intervenir en la patogenia de la osteopetrosis (Fernández-Tresguerres et al., 2006). 

M-CSF es el factor estimulador de colonias de macrófagos, producido por los 

osteoblastos y las células estromales. Se une a su receptor c-fms en los precursores de los 

osteoclastos promoviendo su supervivencia y proliferación, aunque no tienen ningún 

papel en la actividad de los osteoclastos (Fernández-Tresguerres et al., 2006; Kular et al., 

2012; O’Brien et al., 2013). 
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3.2.  OSTEOPOROSIS 
 

La osteoporosis (OP) es la enfermedad ósea más frecuente; se dice que más de 200 

millones de personas la padecen en el mundo, de los cuales unos 30 millones están en 

Europa y alrededor de 3 millones en España. Más del 50% de las mujeres que superan los 

50 años, van a sufrir alguna fractura debido a la osteoporosis. Se dice que 1 de cada 3 

mujeres y 1 de cada 5 hombres sufrirán fracturas debidas a la osteoporosis, lo que supone 

un importante problema de salud pública (Kenkre y Bassett, 2018). Además, la mayoría 

de las personas que padecen esta enfermedad, no van a ser conscientes de ello hasta que 

no se produzca una fractura, que en ocasiones ocurre de manera espontánea y por ello se 

denomina “epidemia silente” (Schurman et al., 2013).  

 

Concepto 

 

En 1994 la OMS definió la osteoporosis como “enfermedad sistémica esquelética, 

caracterizada por un descenso en la masa ósea y una alteración de la microarquitectura 

del hueso, lo que predispone a la aparición de fracturas” (WHO Study Group, 1994).   

Esta definición hace hincapié en el descenso cuantitativo de la masa ósea, pero también 

es importante la alteración de la calidad del hueso, de la microestructura, que 

predispondría a un aumento en la susceptibilidad a las fracturas. Sin embargo, la masa 

ósea no es el único determinante del riesgo. Son importantes los antecedentes personales 

de fractura previa o la existencia de alteraciones en las trabéculas de determinados huesos. 

Por ello, en 2001 la OMS promovió otra definición de osteoporosis como “trastorno 

generalizado del esqueleto caracterizado por una alteración de la resistencia ósea que 

predispone a la persona a un mayor riesgo de fractura”. En esta alteración de la 

resistencia estaría englobado el concepto de calidad y cantidad. 

La cantidad ósea se mide a través de la densitometría, mientras que para estudiar la 

calidad habría que analizar la microestructura de determinados huesos (midiendo 

porosidad cortical, pérdida de conectividad trabecular, microlesiones…), a través de la 

micrografía computarizada o la resonancia magnética de alta resolución. Asimismo, se 

están estudiando marcadores plasmáticos para evaluar el metabolismo óseo, aunque aún 

no existe un consenso general para su uso clínico (Garnero, 2017). 
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Diagnóstico 

 

El diagnóstico de la osteoporosis se realiza a partir la medición de la densidad mineral 

ósea (DMO) en raquis lumbar y en cuello de fémur, mediante DXA (densitometría 

radiológica dual). Se diagnostica osteoporosis cuando la DMO ha disminuido por debajo 

de 2,5 veces la desviación estándar (DE) de lo que correspondería a una persona joven 

del mismo género.  

En 1994 un comité de expertos de la OMS (WHO, 1994) estableció cuatro categorías 

diagnósticas, en función de la densidad mineral ósea, evaluada mediante densitometría 

ósea, comparando con la media del pico de masa ósea alcanzado en la juventud (T-score). 

a. Normal: DMO hasta 1 DE por debajo del pico 

b. Osteopenia: DMO entre 1 y 2,5 DE por debajo del pico 

c. Osteoporosis: DMO menor a 2,5 DE por debajo del pico 

d. Osteoporosis grave o establecida: cuando además se añade la presencia de una o 

más fracturas 

 

Clasificación 

 

Según Riggs, (Riggs et al, 1998) existen dos tipos de osteoporosis, primaria y secundaria. 

Por un lado, la osteoporosis primaria, forma más común, que incluye la osteoporosis 

idiopática en adultos y la osteoporosis involutiva. La osteoporosis secundaria se relaciona 

con una enfermedad sistémica o intervención farmacológica y en su etiología se incluyen 

hipercortisolismo (Síndrome de Cushing), alcoholismo crónico, hiperparatiroidismo, 

diabetes mellitus tipo I, enfermedades reumáticas (artritis reumatoide), inmovilización o 

encamamiento, neoplasias (mieloma múltple) o trastornos digestivos (gastrectomía, 

síndromes de malabsorción) (Romanillos y Rodriguez, 2003). Sin embargo, las causas 

que de forma más común causan osteoporosis secundaria son los glucocorticoides y la 

inmovilización (Kenkre y Bassett, 2018). 

La osteoporosis primaria, a su vez puede clasificarse en tipo I o postmenopáusica y tipo 

II o senil (Sosa Henriquez, 2003). 

La osteoporosis tipo I se produce sobre todo en mujeres, tras el cese de la función ovárica 

(entre los 50 y 65 años). Existe una pérdida acelerada de hueso, sobre todo hueso 
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trabecular. Son características las fracturas vertebrales por aplastamiento y las fracturas 

de Colles (de la extremidad distal del antebrazo). 

La osteoporosis tipo II o senil, se produce en hombres y mujeres a partir de los 70 años. 

Afecta al hueso cortical y trabecular. Es una pérdida lenta. Son características la fractura 

de cuello de fémur y de húmero. Las diferencias se aprecian en tabla I. 

 

Etiopatogenia 

 

Uno de los principales factores etiopatogénicos de esta enfermedad sería la deficiencia de 

estrógenos que ocurre en mujeres postmenopáusicas. La asociación entre la disminución 

de los niveles de estrógenos en la menopausia y la osteoporosis fue descrita por primera 

vez en 1940 por Fuller Albright, acuñando el nombre de “osteoporosis postmenopáusica” 

(Albright et al, 1940).  Cuando se produce este déficit existe un recambio óseo acelerado, 

donde la formación ósea no es suficiente para compensar la reabsorción. Esto puede ser 

debido a una disfunción en los osteoblastos o a la pérdida de hueso maduro por una 

reabsorción excesiva (Kenkre y Bassett, 2018). La disminución de la función de los 

osteoblastos puede ser debida a la inhibición de factores de crecimiento locales o a la 

disminución en la síntesis. Además, el envejecimiento también supone un factor de riesgo 

ya que existe un menor número de osteoblastos, que además son incapaces de responder 

a las necesidades formativas del hueso (Kenkre y Bassett, 2018).  

Como se comentó anteriormente, la masa ósea se adquiere hasta los 25-30 años, donde 

tiene lugar el pico de masa ósea, relacionado en un 60-80% con factores genéticos. Pero 

a partir de los 50 años, empieza a descender, debido al desequilibrio entre formación y 

reabsorción, en relación con el descenso de determinadas hormonas (GH, estrógenos y 

melatonina). Asimismo, en los últimos tiempos se ha sugerido la teoría del aumento del 

estrés oxidativo en la etiopatogenia de la osteoporosis. 

 

Tratamiento 

 

El tratamiento de la osteoporosis tiene como objetivo principal evitar las fracturas. Lo 

primero es llevar a cabo medidas higiénico-dietéticas como dejar de humar, caminar, 

tomar más de 1gr de calcio diario y tener en sangre más de 30 ng/ml de vitamina D. 

El tratamiento farmacológico se basa en fármacos anti-resortivos o anabólicos. Los anti-

resortivos más conocidos son los bifosfonatos, los moduladores selectivos del receptor de 
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estrógenos y el ranelato de estroncio. Actualmente el único tratamiento anabólico 

admitido por la FDA y la EMA (Agencia Europea del Medicamento) es el Teriparatide. 

Finalmente, están en estudio otros fármacos como los inhibidores de catepsina K o los 

anticuerpos anti-esclerostina (Burr et al., 2016).  

• Bifosfonatos: como el alendronato, risendronato, ibandronato, ácido 

zaledrónico…. Tienen un efecto antiangioénico y producen efectos beneficiosos 

en cuanto a la prevención de fracturas, sin embargo, poseen graves efectos 

secundarios ya que se acumulan durante años en la matriz ósea. Estos efectos 

adversos pueden ser la osteonecrosis de los maxilares o las fracturas 

subtrocantéreas atípicas, aunque tienen un bajo porcentaje de aparición (Ruggiero 

et al., 2014; Gedmintas, Solomon y Kim; 2013). 

• Terapia hormonal de reemplazo (THR): mediante estrógenos y progestágenos y 

van a tener un buen efecto en la reducción de fracturas (Schurman, 2013). 

• Raloxifeno: efectivo en la prevención de fracturas vertebrales en mujeres 

postmenopáusicas al actuar como modulador selectivo del receptor estrogénico 

(SERM), sin embargo, no se ha comprobado eficacia alguna en fracturas de cuello 

de fémur. Y aunque se ha probado como tratamiento preventivo eficaz contra el 

cáncer de mama, no se recomienda su uso durante más de 8 años.  

• Ranelato de estroncio: disminuye la reabsorción y aumenta la formación en el 

proceso de remodelado. Después de 3 años de uso reduce en un 40% las fracturas 

vertebrales y en un 30% el resto de las fracturas (Schurman, 2013).  

• Denosumab: es un anticuerpo monoclonal contra el RANKL. Disminuye las 

fracturas vertebrales en un 68% y en un 40% las del cuello del fémur, pero posee 

los mismos efectos secundarios que los bifosfonatos. Sin embargo, estos efectos 

adversos tienen mejor pronóstico ya que, a diferencia de los bifosfonatos, no se 

acumula en la matríz ósea ni es antiangiogénico (Farroki, Fornier y Boland, 2015).  

• Teriparatide: péptido 1-34 de la PTH. Es el único fármaco anabólico que ha sido 

aprobado para el tratamiento de la osteoporosis. Sin embargo, su uso no debe 

superar los 18-24 meses por el riesgo de desarrollar osteosarcoma, según se ha 

visto en modelos animales (Vahle et al., 2004). 
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3.3.  HORMONA DEL CRECIMIENTO 

Generalidades 

 

La hormona de crecimiento (somatotropina, GH, del inglés growth hormone), es una 

hormona peptídica de 191 aminoácidos que se secreta en la hipófisis o glándula pituitaria. 

La GH estimula el crecimiento de todos los tejidos del organismo, incluyendo cartílago y 

hueso. Por un lado, la GH junto con los esteroides gonadales, estimula la proliferación y 

diferenciación de los condrocitos del cartílago epifisario (Prieto y Prieto, 2010). Respecto 

al hueso, es capaz de estimular la proliferación y diferenciación de los osteoblastos 

(Kassem et al, 1993), pero también de los osteoclastos (Brixen et al, 1995). Existen 

receptores de GH en los condrocitos, osteoblastos y osteoclastos. Pero se sabe que 

también puede actuar de forma indirecta, a través de la síntesis de IGF-I (Kenkre y 

Bassett, 2018). Cuando existe un déficit de GH en el niño va a producir baja estatura, y 

su exceso gigantismo. En el adulto, un déficit causaría una disminución de la masa ósea 

y su exceso, acromegalia (Prieto y Prieto, 2010; Kenkre y Bassett, 2018). 

 

Receptores  

 

La GH pertenece al grupo de hormona peptídicas, esto quiere decir, que puede circular 

de forma libre en el plasma, aunque a diferencia del resto, puede circular también unida 

a proteínas plasmáticas y así aumentar su vida media (Ohlsson et al., 1998; Fernández-

Tresguerres, 1999).  

Para llevar a cabo sus efectos, es necesario que la GH se una a un receptor específico 

GHR. Esta unión desencadena una cascada de transducción, que es la responsable de la 

acción de la GH en los tejidos periféricos (Baumann et al., 1986; Gevers et al, 2002; 

Lindsey RC y Mohan, 2016). GHR, expresado por condrocitos y osteoblastos (Leung et 

al, 1996) es una proteína compuesta por un dominio extracelular, otro transmembrana y 

un tercero intracelular, situada de manera ubicua en la membrana de las células de casi 

todos los tejidos, sobre todo en hígado, tejido adiposo, corazón, riñones, intestino, 

pulmón, páncreas, cartílago y músculo esquelético (Fisker, 2006; Lanning y Carter-Su, 

2006). Cuando GHR se activa se produce un cambio conformacional que induce a la 

activación del sistema enzimátio Janus Kinasa II (JAK2). Esto conduce a la 

autofosforilación y a la fosforilación a las proteínas STAT que actúan también como 



 

42 
 

factores de transcripción uniéndose directamente a secuencias de ADN que producen 

como resultado, una regulación positiva de la expresión de IGF-I (Takeda y Akira 2000; 

Brooks et al, 2014; Lindsey y Mohan, 2016).  

El GHR es un receptor de citoquinas clase 1. Se ha observado que cada molécula de GH 

se uniría a dos moléculas de receptor y para que se produzcan los efectos biológicos, debe 

existir una cantidad adecuada de GH que permita la dimerización de los receptores 

(Fernández-Tresguerres, 1999). Y, a diferencia de otras hormonas peptídicas, la GH tras 

la unión a GHR puede penetrar en el interior de la célula llegando hasta el núcleo intacta, 

o como producto degradado por los lisosomas.  

 

Eje GH/IGF 

 

La GH se secreta de forma pulsátil y actúa de forma directa o indirecta sobre los tejidos 

periféricos. Para ello estimula la síntesis y secreción de IGF-I fundamentalmente en el 

hígado (Tritos NA y Klibanski A, 2016). Además, la GH puede actuar directamente sobre 

los condrocitos, de tal manera que el tejido condral también estaría involucrado en la 

síntesis de IGF-I. La GH es capaz de estimular directamente a los condrocitos del 

cartílago de conjunción para producir el crecimiento del hueso (Issaksson et al, 1982; 

Schlechter et al., 1986) Gran parte de las acciones de la GH están mediadas por IGF-I, el 

cual ha sido reconocido como regulador clave en el crecimiento, desarrollo y 

metabolismo esquelético (Locatelli y Bianchi, 2014; Mohan y Kesayan 2012; Yakar et 

al, 2010).  

Además de la GH, otras hormonas como la PTH y el 17β-estradiol, regulan de forma 

positiva la expresión de IGF-I en los osteoblastos. En contraposición, glucocorticoides y 

1,25-(OH)2D3 la regularían negativamente (Bikle y Wang, 2012; Xing et al, 2012; 

Canalis, 2005).  

Los efectos de IGF-I están mediados por la unión a su receptor IGF-IR. Tanto IGF-I como 

IGF-II se unen a este receptor produciendo su efecto sobre los osteoblastos. IGF-IR posee 

una estructura muy similar al receptor de insulina (IR), al igual que IGF posee una gran 

analogía con la molécula de insulina y de ahí su nombre, de inglés “Insulin-like Growth 

Factor” (Centrella et al, 1990; Tresguerres, 1992).  Además, la mayor parte de las IGF-I 

(99%) circulan en el plasma unidas a proteínas transportadoras (IGFBPs) aumentando su 

vida media. Se conocen 6 IGFBSs, entre las cuales destaca IGFBP-3 por formar 
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complejos con IGF-I e IGF-II, siendo su principal forma de transporte, controlado por 

GH (Rosen et al, 1994; Fernández-Tresguerres, 1999).  

Las acciones de IGF-I pueden ser autocrinas y/o paracrinas, pero por lo general, el efecto 

agudo sería similar al de la insulina, mientras que el efecto crónico se produce sobre el 

hueso (Fernández-Tresguerres, 1999; Lindsey y Mohan, 2016).  

 

Efectos sobre el hueso 

Al disponer de receptores en prácticamente todas las células del organismo, la GH posee 

gran cantidad de funciones biológicas a nivel metabólico, cardiovascular, a nivel del 

sistema inmunitario, efectos en la proliferación celular, efectos sobre la masa 

muscular...etc. A nivel óseo, la GH estimula la proliferación de osteoblastos (Kassem et 

al, 1993), siendo necesaria la intervención de IGF-I y actuando sobre él de manera directa 

o indirecta. IGF-I estimula la función del osteoblasto maduro. Además, estimula la 

expresión de proteínas morfogénicas óseas, importantes para la diferenciación de 

osteoblastos y formación de hueso (Canalis, Economides y Gazzerro, 2003) y estimula la 

carboxilación de la osteocalcina, marcador de la función de los osteoblastos (Tsuji et al, 

2006). 

En el proceso de remodelado, existe un equilibrio entre formación y reabsorción gracias 

a que los osteoblastos rellenan con matriz neoformada los espacios reabsorbidos. 

Además, son los propios osteoblastos los que lanzan las señales de reabsorción resultando 

un proceso perfectamente coordinado. Para estos eventos, son críticos RANKL y OPG. 

OPG se une a RANKL y compite con RANK, que se encuentra en la superficie de los 

osteoclastos, por lo tanto, OPG afecta a la osteoclastogénesis (Lacey et al, 1998). En todo 

este proceso, la GH intervendría en la estimulación de la producción de OPG y su 

acumulación en la matriz ósea que tendría un efecto negativo sobre la reabsorción (Rubin 

et al, 2002; Mrak et al, 2007; Giustina, Mazziotti y Canalis, 2008). 

Otra función de la GH es la de estimular el crecimiento longitudinal del hueso de manera 

directa tras actuar sobre los condrocitos de la capa germinal de la placa epifisaria (Green, 

Morikawa y Nixon, 1985); o de manera indirecta mediado por IGF-I en las etapas 

posteriores de maduración (Ohlsson et al, 1992). Mientras que IGF-II participaría en el 

crecimiento longitudinal del hueso durante el periodo embrionario, es IGF-I el 
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responsable de ello durante el crecimiento (Baker et al, 1993; Liu et al, 1993). Sin 

embargo, el sistema GH/IGF también puede contribuir a la pérdida ósea debido a su 

disminución progresiva con la edad debido a una serie de factores asociados al 

envejecimiento como la disminución de esteroides sexuales, descenso de la actividad 

física, falta de sueño, nutrición inadecuada y aumento de la regulación negativa de GH e 

IGF (Lindsay y Mohan, 2016).  

 

3.4.  ESTRÓGENOS 

Generalidades  

El principal regulador endocrino del remodelado óseo en hombres y mujeres son los 

esteroides sexuales. Los estrógenos inhiben la actividad de los osteoclastos y aumentan 

su apoptosis. Además, aumentan la diferenciación de osteoblastos y la formación ósea, al 

menos en parte a través de la inhibición de la secreción de esclerostina por los osteocitos 

(O’Brien et al, 2013) y protegen a los osteocitos contra la apoptosis inducida por los 

corticoides (Guo y Bonewald, 2009). Durante la menopausia, la pérdida de estrógenos es 

la causa del desequilibrio del remodelado en las mujeres mayores de 65 años a favor de 

la reabsorción. Cuando disminuyen los estrógenos, se estimula el gen SOST y aumenta 

la esclerostina, disminuyendo la masa ósea (Guo y Bonewald, 2009). 

 

Receptores en el hueso 

 

Los estrógenos actúan de manera fisiológica a nivel de casi todos los tejidos del 

organismo, tanto en hombres como en mujeres (Wend et al, 2012), interactuando con 

receptores de estrógenos (ER) α y β (ER α y ER β). ER α se identificó por primera vez en 

1960 y ER β en 1996 (Kuiper et al, 1996). Ambos receptores se han detectado en 

osteoblastos, osteocitos y osteoclastos (Bord et al, 2001; Crusode de Souza et al, 2009). 

Además, también se expresan en células inmunitarias como son las células T y los 

monocitos, con un papel importante en la regulación del hueso (Harkonen y Vaananen, 

2006; Pacifici et al, 2008; Kovats et al, 2015).  
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Efecto de los estrógenos en el hueso 

Desde los años 40, Fuller Albright asoció la deficiencia de estrógenos en las mujeres con 

pérdida de hueso y osteoporosis (Albright, 1940). Gracias a estos estudios, actualmente 

se considera al estrógeno como el principal regulador sistémico del metabolismo óseo en 

mujeres y también en hombres (Khosla et al, 2011). Al principio se pensó que al ser el 

estrógeno clave en la regulación del metabolismo óseo en mujeres, la testosterona, de 

manera análoga, lo sería en los hombres. Sin embargo, Falahati-Nini et al, demostraron 

que el estrógeno contribuye con el 70% al efecto total de los esteroides sexuales sobre la 

pérdida de hueso en hombres de edad avanzada, mientras que la testosterona no llegaría 

al 30% (Falahati-Nini et al, 2000). Los estrógenos son anabólicos para el hueso, mediante 

la inhibición de la diferenciación de osteoclastos, al inhibir TNF-α, IL-1, IL-6 (Compston, 

2001) y favoreciendo la liberación de OPG por parte de los osteoblastos (Bord et al, 

2003). Por tanto, la deficiencia de estrógenos induce la producción de citoquinas 

proinflamatorias como TNF-α, IL-1, IL-6, que estimulan la osteoclastogénesis 

directamente y por medio de la producción de RANKL en las células precursoras de la 

médula ósea.  

 

Efecto de los estrógenos en los osteoclastos 

 

Como se ha mencionado anteriormente, los osteoclastos poseen receptores de estrógenos. 

Estudios recientes sitúan al osteoclasto como objetivo directo para el estrógeno, que 

estimula su apoptosis, produciendo una reducción de la pérdida de masa ósea (Nakamura 

et al, 2007; Martin-Millán et al, 2010). 

Además, el estrógeno tras una serie de mecanismos suprime la diferenciación de 

osteoclastos inducida por RANKL (Huber et al, 2001). Además de estos efectos directos 

sobre los osteoclastos, parece que los estrógenos también pueden regular indirectamente 

su formación y actividad. Eghbali-Fatourechi et al, en 2003 demostraron que el estrógeno 

suprime la producción de RANKL por los osteoblastos y aumenta la producción de OPG 

(Koshla et al, 2001). Además, produce una disminución de la secreción de citoquinas pro-

reabsorción, como IL-1, IL-6. Pacifici et al, propusieron que la rápida pérdida ósea tras 

la pérdida de estrógenos podría ser debida a un incremento de las células T que 

aumentaría los niveles de TNF-α y con ello aumentaría la osteoclastogénesis de manera 

indirecta (Roggia et al, 2001; Cenci et al, 2000).  
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Efecto del estrógeno en la formación ósea 

 

Como se ha descrito, en un estado de deficiencia de estrógenos hay un aumento tanto de 

reabsorción como de formación, pero llega un momento en el que la formación no es 

suficiente para compensar las áreas de hueso perdidas, lo que resulta en una pérdida neta 

de hueso (Khosla et al, 2012). 

Existen tres mecanismos clave por los cuales la deficiencia de estrógenos provoca una 

menor producción de hueso: 1) aumento de la apoptosis de osteoblastos, 2) aumento del 

estrés oxidativo y 3) aumento de la actividad de RANKL (Koshla et al, 2012). Sin 

embargo, se ha demostrado que el estrógeno inhibe la apoptosis de osteoblastos 

aumentando su vida media y así su capacidad funcional formadora de hueso (Kousteni et 

al, 2001). Manolagas et al, en 2007, demostraron que las personas de edad avanzada 

experimentaban un aumento del estrés oxidativo en el hueso. Los productos resultantes 

de ese estrés oxidativo, incluido el oxígeno reactivo, (ROS) producen una disminución 

en la osteoblastogénesis y una reducción de la vida media de osteoblastos y osteocitos. 

Por el contrario, ROS favorece la generación, función y supervivencia de los osteoclastos 

(Manolagas et al, 2007). Por lo tanto, la combinación de envejecimiento y deficiencia de 

estrógenos conlleva a un deterioro en la formación ósea (Almeida et al, 2007).  

Por último, en cuanto al aumento de la actividad de RANKL, hay estudios que demuestran 

que la deficiencia de estrógenos está relacionada con un aumento importante en la 

actividad de RANKL en los osteoblastos (Chang et al, 2009).  
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4. ANTECEDENTES Y JUSTIFICACIÓN 

 

Al ser la osteoporosis la enfermedad ósea más prevalente y ante la posibilidad de que se 

vean afectados pacientes subsidiarios de tratamientos implantológicos, bien por la propia 

enfermedad o por los efectos adversos de los fármacos que actualmente están aprobados 

para su tratamiento, creemos justificado llevar a cabo la investigación de nuevas 

alternativas en la terapia contra la osteoporosis sistémica.  

La GH es una de las hormonas que regula el crecimiento y el remodelado óseo. Se sabe 

que la GH es anabólica para el hueso, pero además favorece el proceso de remodelado, 

es decir, favorece la proliferación y diferenciación de osteoblastos y osteoclastos. Se sabe 

que es capaz de aumentar las propiedades biomecánicas tras una fractura tibial 

experimental, tanto en ratas jóvenes como en ratas viejas (Bak y Andreassen, 1991). 

Existen estudios que demuestran que la deficiencia de GH durante la niñez, conduce a 

una disminución de la DMO en el hueso adulto, aumentando el riesgo de fractura (Boer 

et al, 1994; Holmes et al, 1994; Rosen et al, 1997; Simpson et al, 2002). Igualmente, se 

ha demostrado, que la administración de GH exógena aporta efectos beneficiosos en el 

hueso de aquellos pacientes que tienen un déficit de GH, (Landin-Wilhelmsen et al, 

1999). 

La prevalencia de la osteoporosis sufre un incremento a medida que aumenta la edad, 

tanto en mujeres como en hombres. Este hecho puede ser explicado por la consecuente 

disminución de peso, ejercicio físico y masa muscular, así como una falta de aporte de 

ciertos nutrientes importantes a la dieta (Krantz, et al, 2015). Además, con la edad 

también disminuye la secreción de GH, que suele ser medida como IGF-1 sérico. De 

hecho, hay autores que hablan de la “somatopausia”, como un déficit de GH que se 

produce con la edad (Toogood, 1996). 

Por otro lado, la deficiencia de estrógenos en mujeres postmenopáusicas se relaciona muy 

estrechamente con la aparición y gravedad de la osteoporosis. Un estudio de Turner et al., 

en 1994 demuestra que IGF-I es más bajo en mujeres postmenopáusicas con osteoporosis 

y en concreto, en aquellas que no recibían terapia de remplazo hormonal de estrógeno 

(TRH), en comparación con los controles (Turner et al, 1994). Sin embargo, en aquellas 

mujeres que, sí que estaban bajo esta terapia, se reducía notablemente el riesgo de 

fractura. Además, el estrógeno mejoraba la diferenciación osteoblástica de las células 

madre osteoprogenitoras mediante la activiacion de Wnt/ β-Catenina (Hong et al, 2006; 

Bhukhai et al., 2012).  
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Durante la última década, el uso de TRH estuvo controvertido debido a su relación con 

ciertos efectos adversos como el desarrollo de cáncer de mama, tromboembolismo 

venoso, accidente cerebrovascular y enfermedad coronaria (Rossouw et al, 2002). Sin 

embargo, un análisis más reciente de la Women’s Health Iniciative (WHI) asegura que el 

comienzo de la TRH de forma temprana tras la menopausia y mantenerla durante un 

tiempo limitado podría conseguir efectos beneficiosos sin aumentar el riesgo de 

desarrollo de efectos adversos (Sassarini y Lumsden, 2015).  

Por todo ello, y dado que no se ha investigado aún el efecto de la GH asociada a los 

estrógenos para mejorar el hueso osteoporótico, se plantea este estudio piloto como 

Trabajo de Investigación del Máster de Ciencias Odontológicas. 
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5. HIPÓTESIS DE TRABAJO Y OBJETIVOS 

 

Respecto a todo lo expuesto anteriormente, nos planteamos como HIPÓTESIS DE 

TRABAJO: Si administráramos GH (2 mg/kg/día durante 10 semanas), estradiol (125 

µg/semana durante 10 semanas) en ratas osteoporóticas, tanto por separado, como de 

manera conjunta, mejorarían las condiciones del hueso osteoporótico.  

Por lo tanto, teniendo como referencia la hipótesis planteada, este trabajo se propone los 

siguientes objetivos generales y específicos: 

 

Generales: 

1. Evaluar el efecto que produce la retirada de estrógenos en el hueso viejo  

2. Investigar el efecto de la administración sistémica de GH, de estrógenos o de 

ambos en el hueso osteoporótico 

3. Valorar las diferencias que se producen en el hueso osteoporótico con la 

administración de GH, de estrógenos y de GH + estrógenos 

 

Específicos: 

1. Estudiar mediante análisis morfométrico si la ovariectomía bilateral afecta al área 

ósea, área cortical, área trabecular y la porosidad cortical de la tibia de ratas viejas. 

2. Estudiar mediante análisis morfométrico si hay diferencias respecto al área ósea, 

área cortical, área trabecular y la porosidad cortical del hueso de las ratas a las que 

se les administra GH en comparación con el hueso de las ratas ovariectomizadas 

sin tratamiento.  

3. Estudiar mediante análisis morfométrico si hay diferencias respecto al área ósea, 

área cortical, área trabecular y la porosidad cortical del hueso de las ratas a las que 

se les administra estrógenos en comparación con el hueso de las ratas 

ovariectomizadas sin tratamiento. 

4. Estudiar mediante análisis morfométrico si hay diferencias respecto al área ósea, 

área cortical, área trabecular y la porosidad cortical del hueso de las ratas a las que 

se les administra GH + estrógenos en comparación con el hueso de las ratas 

ovariectomizadas sin tratamiento. 

5. Estudiar mediante análisis morfométrico si existen diferencias en las áreas 

estudiadas, entre la administración de GH, de estrógenos y de GH + estrógenos.  
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6. MATERIAL Y MÉTODO 

 

Animales 

En este estudio piloto se emplearon 25 ratas Wistar hembras viejas de 22 meses de edad 

y alrededor de 300 g de peso. Se clasificaron aleatoriamente en 5 grupos experimentales: 

5 ratas se consideraron como grupo control. Los 20 animales restantes se sometieron a 

ovariectomía bilateral (ovx). 5 de éstas se consideraron como grupo control ovx, otras 5 

se trataron con estrógenos (valerianato de estradiol) a dosis de 125 µg/semana, otro grupo 

se trató con GH a dosis de 2 mg/kg/día y el cuarto grupo se trató con GH (2 mg/kg/día) 

más estrógenos (125 µg/semana). Todos los tratamientos se llevaron a cabo durante 10 

semanas (Tabla II). 

 

Por tanto, los grupos quedaron constituidos de la siguiente forma: 

• Grupo control: ratas viejas sin tratamiento (n=5) 

• Grupo control ovariectomía: ratas viejas sometidas a ovariectomía (ovx) (n=5) 

• Grupo estrógenos: ratas viejas, sometidas a ovariectomía (ovx) y con tratamiento 

con estradiol (125 µg/semana durante 10 semanas) (n=5) 

• Grupo GH: ratas viejas, sometidas a ovariectomía (ovx) y con tratamiento de GH 

(2 mg/kg/día durante 10 semanas) (n=5). 

• Grupo GH+ estrógenos: ratas viejas, sometidas a ovariectomía (ovx) y con 

tratamiento de GH (2 mg/kg/día durante 10 semanas) más estradiol (125 

µg/semana, durante 10 semanas) (n=5). 

 

Todos los animales recibieron los cuidados necesarios de acuerdo con el Comité de 

Experimentación animal de la UCM y el estudio fue aprobado por el Comité Ético de la 

UCM. 

Al cabo de las 10 semanas, los animales se sacrificaron por decapitación y la sangre se 

recogió y centrifugó para analizar diferentes parámetros séricos mediante ELISA. 

 

Análisis morfométrico 

 

Se llevó a cabo un estudio morfométrico para cuantificar áreas óseas en la Facultad de 

Medicina de la Universidad de Alcalá de Henares. Tras el sacrificio de los animales, se 
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extrajeron las tibias y se eliminaron los tejidos blandos. Se fijaron en formaldehido al 

10% y tamponado a pH 7 y se cortaron en bloques de 2 cm que se incluyeron en 

metacrilato (2-hidroxietil-metacrilato). Esta forma de inclusión está basada en el trabajo 

de Donath y Breuner (1982), que permite el corte del hueso sin decalcificar. El estudio 

histológico se realizó a nivel de la unión entre la diáfisis y la metáfisis proximal de cada 

tibia. Los bloques iniciales se cortaron de nuevo mediante el sistema de corte y pulido 

Exakt® (Norderstedt, Alemania), que permite cortes de 200 micras. Cada muestra se pulió 

hasta un grosor de 50-80 micras. Las muestras se tiñeron con tricrómico de Masson y 

hematoxilina-eosina y se observaron al microscopio óptico. De cada tibia se obtuvieron 

5 medidas y se realizó la media aritmética de las mismas. El estudio morfométrico se 

realizó mediante el analizador de imagen MIP-4 (Barcelona, España), que permite la 

medición de áreas en mm2. Los parámetros morfométricos medidos fueron Área Ósea, 

Área Cortical y Área Trabecular, siguiendo el método descrito previamente (Tresguerres 

et al, 2002). Tabla III. Y, además, la porosidad cortical, medida en porcentajes. 

 

Análisis Estadístico 

 

Se calculó la media de cada grupo ± la desviación estándar. El análisis estadístico de las 

medias se realizó mediante el software SPSS 22.0. Se utilizó el análisis multifactorial de 

la varianza (ANOVA) para buscar significatividad estadística. Se consideró significativo 

si p<0.05. 
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7. RESULTADOS 
 
Resultados morfométricos  

 

Análisis de medidas y desviación estándar 

Realizadas las medidas morfométricas se realizaron las medias ± la desviación estándar 

de los valores de área ósea, área ósea cortical, área ósea trabecular (medidas en mm2) y 

porosidad cortical (medida en porcentaje).   

 

Análisis de diferencias entre grupos 

Para obtener las diferencias de las medias entre los diferentes grupos, se realizó la prueba 

estádistica de ANOVA tras realizar pruebas de normalidad, considerando valores 

estadísticamente significativos aquellos en los que la p < 0,05. Los resultados se 

representan en las figuras 1-4.  

  

Efecto de la ovariectomía bilateral en el hueso viejo 

 

Se observa una disminución del área ósea en el hueso de las ratas viejas ovx (4,53 ± 0,17) 

respecto al grupo control de ratas viejas sin ovx (5,05 ± 0,15), aunque estas diferencias 

no son estadísticamente significativas.  Lo mismo ocurre con el área ósea cortical y 

trabecular, que disminuyen con la ovx, pero las diferencias no son estadísticamente 

significativas. En cuanto a la porosidad, aumenta en las ratas ovx respecto al grupo control 

(0,63±0,04 vs 0,47 ± 0,09) pero también de manera no significativa. 

 

Efecto de la GH 

 

Se pudo observar que la GH aumentaba el área ósea (5,47±0,13 vs 4,53±0,17), el área 

cortical (5,34±0,16 vs 0,42±0,20) y el área trabecular (0,13±0,03 vs 0,11±0,03) en ratas 

ovx respecto a las ratas ovx sin tratamiento. Sin embargo, las diferencias solo fueron 

significativas para el área ósea (p=0,0001) y para el área cortical (0,003). En cuanto a la 

porosidad cortical, los cambios producidos no fueron significativos respecto al grupo ovx 

control (1,09±0,14 vs 0,63±0,04), sin embargo, la porosidad cortical aumentó 

significativamente respecto a las ratas sin ovx (p=0,01). 
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Efecto de los estrógenos 

 

Solo se observaron discretos incrementos del área ósea (4,77±014 vs 4,53±017) y del área 

ósea cortical (4,69±012 vs 4,42±0,20) en ratas ovx tratadas con estrógenos respecto a 

ratas ovx sin tratamiento. El área trabecular disminuye ligeramente (0,09±0,02 vs 

0,11±0,03) y la porosidad se mantiene constante (0,63±0,18 vs 0,63±0,04), pero ningún 

parámetro alcanzó significatividad estadística.  

 

Efecto de GH+ estrógenos 

 

La combinación de GH+estrógenos en ratas ovx aumentó el área ósea (5,18±0,60 vs 

4,53±0,17) de manera significativa respecto a las ratas ovx sin tratamiento (p=0,02). El 

área ósea cortical (4,92±0,08 vs 4,42±0,20), el área ósea trabecular (0,26±0,06 vs 

0,11±0,03) aumentan sin diferencias significativas y la porosidad disminuye (0,45±0,07 

vs 0,64±0,04) también sin alcanzar significatividad estadística.  

 

Diferencias entre los grupos de tratamiento estudiados 

 

Respecto al área ósea, se encuentran diferencias estadísticamente significativas al 

comparar el grupo tratado con GH y el grupo tratado con estrógenos (5,47±013 vs 

4,77±0,14), siendo p=0,01. Sin embargo, no se encuentran diferencias significativas con 

el grupo que combina GH+estrógenos, ni entre este grupo y el grupo tratado con 

estrógenos.  

Respecto al área ósea cortical y al área ósea trabecular no se encuentran diferencias 

significativas entre las formas de tratamiento. Sin embargo, en cuanto a la porosidad, se 

encuentran diferencias significativas entre las ratas ovx tratadas con GH y las ratas ovx a 

las que se les aplica tratamiento combinado de GH+ estrógenos (1,09±0,13 vs 0,45±0,07), 

siendo p=0,007. 
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8. DISCUSIÓN 

 

En este estudio piloto se estudia en primer lugar el efecto que produce la deprivación 

estrogénica debida a la ovx bilateral sobre el hueso viejo de rata Wistar. La ovx bilateral 

en ratas constituye el modelo experimental de osteoporosis internacionalmente aceptado 

(Turner et al, 2001). Se sabe que la rata, a diferencia de la mujer, sigue teniendo 

estrógenos toda su vida, aunque en pequeñas concentraciones plasmáticas, por eso debe 

ser ovariectomizada para simular la menopausia humana. La rata adquiere su máxima 

masa ósea a los 12 meses y a los 22 meses ya se considera rata vieja desde el punto de 

vista del esqueleto. La rata de 22 meses equivale a 60 años de edad en el humano y 10 

semanas de tratamiento equivalen a 6 años (Sengupta, 2013).  

Lo que hemos investigado en este estudio piloto es si es necesario realizar la ovx a la rata 

vieja para apreciar diferencias en las distintas áreas óseas y en la porosidad cortical. 

 

La ovariectomía no influye en las áreas óseas ni en la porosidad cortical 

En este estudio piloto no se han encontrado diferencias significativas en el área ósea, área 

cortical, área trabecular, ni porosidad cortical en las ratas viejas ovx respecto a las ratas 

viejas sin ovx.  

Se sabe que el déficit de estrógenos conduce a la pérdida de masa ósea, contribuyendo al 

desarrollo de la osteoporosis (Manolagas, O'Brien y Almeida, 2013) como ocurre en 

estudios de otros autores (Spalding et al., 2014). En nuestro estudio no encontramos 

diferencias significativas, lo que puede ser debido al pequeño tamaño de la muestra (5 

ratas por grupo) dado que es un estudio piloto. Si hubiéramos empleado 8-10 ratas por 

grupo, las diferencias seguramente serían significativas. 

Los efectos de los estrógenos sobre el hueso se deben básicamente a su acción sobre 

osteoclastos, osteoblastos y osteocitos. Cuando hay deficiencia de estrógenos, aumenta el 

número de UMB produciendo una mayor penetración trabecular y mayor porosidad 

cortical. Además, el balance negativo en las UMB contribuye a la pérdida ósea y a un 

cambio en la estructura (Almeida et al, 2017). Este equilibrio negativo puede ser debido 

a una cantidad excesiva de osteoclastos en relación con la necesidad de reparación (Sims 

y Martin, 2015; Almeida et al, 2017).  

 

 



 

55 
 

La GH aumenta el área ósea y el área cortical  

 

El segundo objetivo de este estudio piloto es estudiar el efecto que la administración 

exógena de GH podría tener sobre el hueso osteoporótico de un animal. Aunque la GH se 

ha utilizado en algunos estudios con excelentes resultados para tratar la osteoporosis 

posmenopáusica (Krantz et al, 2015), su uso está controvertido en la actualidad.  

En este estudio piloto, se ha comprobado que la GH, administrada de forma subcutánea 

a dosis de 2 mg/kg/día (en dos inyecciones diarias) durante 10 semanas, tiene la capacidad 

de aumentar el área ósea, el área ósea cortical y el área ósea trabecular, aunque solo las 

dos primeras de manera estadísticamente significativa. Estos resultados están de acuerdo 

con otros estudios, en los que la GH aumenta el área ósea cortical (Andreassen y Oxlund, 

2000; Banu et al, 2001; Wang et al, 2001). Además, estos estudios corroboran que la GH 

tendría más efecto sobre el hueso cortical que sobre el hueso trabecular. Sin embargo, 

estos autores usan dosis algo más altas, entre 2,5 mg/kg y 2,7 mg/kg. Mosekilde et al., en 

1998, compara diferentes dosis de GH en diferentes sitios óseos de ratas ovariectomizadas 

concluyendo que únicamente la dosis más baja (50 microg/kg) no tenía efecto 

significativo en ningún sitio probado. El resto de las dosis (1.25, 2.5, 5 mg/kg) tendrían 

efecto sobre el hueso cortical pero no sobre el trabecular (Mosekilde et al, 1998). 

La GH tiene la capacidad de estimular el número y la función de los osteoblastos e 

interviene de manera activa en la regulación del remodelado óseo. Además, puede inducir 

a la liberación de IGF-I por parte de diferentes órganos y por los osteoblastos, 

estimulando la síntesis de colágeno (Martín-Monge et al, 2017). A su vez, IGF-1, estimula 

osteoblastos y osteoclastos y así la formación y reabsorción ósea, resultando más 

predominante la formación (Kenkre y Bassett, 2018) afirmaciones que contrastan 

nuestros resultados. Han sido muchos los estudios que comprueban la eficacia del 

tratamiento con GH sobre el metabolismo óseo aumentando la densidad mineral y la 

resistencia ósea cuando existe un déficit de GH y en pacientes con osteoporosis (Wüster 

et al, 1998; Landin-Wilhelmsen et al, 2003). Toogood en 1996, anunciaba la “teoría de la 

somatopausia” en la que expresaba que los cambios en la composición corporal, la bajada 

de la DMO, el menor rendimiento físico y el aumento del riesgo cardiovascular, estaban 

relacionados con la disminución del eje GH/IGF-1. Ancianos y personas con deficiencia 

de GH experimentarían cambios similares por lo que ambos grupos se beneficiarían de 

terapias con GH.  
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Respecto a la porosidad, en este estudio la GH provocó un ligero incremento en la 

porosidad cortical en las ratas ovx respecto a las ratas ovx sin tratamiento, aunque las 

diferencias no alcanzaron significatividad estadística. Sin embargo, la administración de 

GH indujo un aumento en la porosidad cortical de forma significativa respecto a las ratas 

sin ovx. Esto podría explicarse por el hecho de que la GH es capaz de favorecer primero 

la reabsorción y después la formación. Es posible que ese aumento de porosidad pueda 

deberse a un estímulo en el proceso de remodelado. Otra explicación es que esos poros 

(medidos por el morfómetro como espacios vacíos) puedan deberse en realidad a nuevos 

frentes de osteoblastos. Futuros estudios serán necesarios para confirmar estos resultados. 

En este estudio no se observaron efectos secundarios después de la administración de GH 

durante 10 semanas (equivalentes a 6 años en edad humana). 

 

Los estrógenos no producen cambios significativos en el hueso osteoporótico 

 

El tercer objetivo es valorar los efectos de los estrógenos en el hueso osteoporótico a dosis 

de 125 µg/semana de estradiol de forma subcutánea durante 10 semanas. En este estudio 

solo se observan cambios discretos en cuanto a área ósea y a área ósea cortical sin ser 

estas diferencias estadísticamente significativas. En el estudio de Alaam y Hussien, 

(2016) se muestra que las ratas ovariectomizadas que recibían estradiol a una dosis de 0,5 

mg/kg/día durante 8 semanas experimentaban una disminución significativa de la 

osteocalcina sérica, la fosfatasa alcalina y la actividad de RANKL, sufriendo un aumento 

significativo de niveles de calcio sérico y OPG. Todo ello sugiere que los estrógenos 

pueden producir un efecto antirresortivo debido al incremento de OPG, factor que inhibe 

la reabsorción ósea y la diferenciación de osteoclastos (Alaam y Hussien, 2016). Los 

estrógenos se unirían directamente a los osteoblastos para incrementar la producción de 

OPG. Además, al disminuir RANKL se disminuye la activación de osteoclastos maduros. 

Bord et al, en 2003, documentaron que los osteoblastos humanos respondían a 

tratamientos con estrógenos a bajas dosis, disminuyendo RANKL y manteniendo OPG, 

que, a su vez, inhibe la unión RANK-RANKL reduciendo la reabsorción osteoclástica. 

De manera inversa, esto explica el mecanismo por el cual las ratas ovx sufrirían un 

aumento de reabsorción ósea al disminuir la producción de OPG y con ello facilitando la 

unión entre RANK y RANKL que estimularía la diferenciación de osteoclastos maduros 

(Okman-Kilic, 2015). Otros estudios (Sun et al, 2015; Spalding et al, 2014) demostraban 

que la terapia de reemplazo con estrógenos protegía frente a la pérdida de hueso en ratas 
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ovariectomizadas pero de manera transitoria. Indican que el momento en el que comienza 

la terapia es importante y que, pese a sus efectos preventivos, estos no serían suficientes 

para restaurar el nivel de hueso perdido. Sin embargo, estos estudios tenían una diferente 

metodología en cuanto a la edad de las ratas (12 semanas y 3 semanas respectivamente), 

y dosis distintas de estradiol, (10 µg/kg de peso y 5𝜇/100g de peso, respectivamente). 

White et al, en 2014, describen que los estrógenos no produjeron cambios significativos 

en la resistencia a la flexión de los huesos de ratas ovx ni mejoraron la porosidad de los 

mismos, apelando a la necesidad de estudios a largo plazo que determinen si los 

beneficios de la terapia con estrógenos superan a los riesgos asociados a la misma.  

 

La combinación de GH + estrógenos aumenta el área ósea   

 

El cuarto objetivo es lo más novedoso de este trabajo, ya que, para nuestro conocimiento, 

es la primera vez que se investiga el efecto de la administración sistémica de GH y de 

estrógenos conjuntamente en el hueso de un animal con osteoporosis inducida. 

Como ya es conocido, la terapia de reemplazo hormonal (TRH) con estrógenos previene 

la pérdida ósea en la menopausia (Compston, 2001) y es por ello, que comparamos la 

terapia con GH con la terapia con estrógenos y un último grupo con una terapia 

combinada de ambas.  

En este estudio se observó que la combinación de GH + estrógenos en ratas ovx 

aumentaba el área ósea de manera significativa respecto a las ratas ovx sin tratamiento. 

El resto de las áreas óseas aumentan y la porosidad disminuye, pero sin resultados 

significativos. Si ambos tratamientos por separado aumentan el área ósea podría 

suponerse que lo hicieran también de manera conjunta. Sin embargo, en este estudio, no 

se consiguen resultados significativos, posiblemente por el escaso tamaño de la muestra, 

los resultados parecen ir dirigidos a un aumento del área ósea, que ya es significativo con 

este escaso tamaño muestral y a la disminución de la porosidad. Sin embargo, serían 

necesarios estudios con un mayor tamaño muestral para confirmar estos resultados, 

puesto que, hasta el momento, no hay nada escrito.  

Además, solo se encuentran diferencias significativas entre el tratamiento con GH y el 

tratamiento con estrógenos en lo que respecta a área ósea. El resto de las áreas y el resto 

de los tratamientos no presentan diferencias significativas entre sí, lo que nos puede 

indicar que combinar los estrógenos con la GH, no supondría un aumento significativo 
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de hueso y que la GH podría ser suficiente para cumplir con este objetivo, eliminando los 

estrógenos y sus posibles efectos adversos.  
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9. CONCLUSIONES 

 

• La ovariectomía bilateral no induce cambios significativos en el área ósea, el área 

cortical y el área trabecular en las ratas viejas. 

• La porosidad cortical aumenta con la ovariectomía, pero de forma no significativa 

en este estudio. 

• El tratamiento con GH a una dosis de 2 mg/kg/día durante 10 semanas, aumenta 

el área ósea y el área cortical de manera significativa, respecto al grupo control de 

ratas ovariectomizadas sin tratamiento. 

• El tratamiento con GH en ratas ovx produce un aumento significativo en la 

porosidad cortical en comparación con las ratas no ovx e induce un aumento no 

significativo respecto a las ratas ovx control. 

• El tratamiento con estradiol a dosis de 125 µg/semana durante 10 semanas, no 

produce aumentos significativos en las diferentes áreas óseas respecto al grupo 

control de ratas ovariectomizadas sin tratamiento. 

• El tratamiento con estradiol no produce cambios significativos en la porosidad 

cortical. 

• El tratamiento combinado de GH+estrógenos aumenta significativamente el área 

ósea respecto al grupo control de ratas ovariectomizadas sin tratamiento. 

• El tratamiento combinado de GH+estrógenos no induce diferencias en cuanto a la 

porosidad cortical. 

• Solo existen diferencias significativas en las áreas estudiadas entre la GH y el 

estradiol, ya que la administración de GH indujo diferencias significativas 

respecto al área ósea al comparar con el grupo de estrógenos. 

• La administración de GH durante 10 semanas es capaz de mejorar las áreas de 

hueso estudiadas, sin producir efectos secundarios en este modelo de osteoporosis 

experimental.  
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Tabla I. 

Diferencias entre la osteoporosis tipo I y tipo II 
 
 Tipo I (postmenopáusica) Tipo II (senil) 
Edad 50-70 >75 
Género M/V 6/1 2/1 
Hueso afectado Trabecular Cortical y trabecular 
PTH Disminuida Aumentada 
Fracturas Aplastamiento vertebral 

Cúbito y Radio 
Cuello de femur 
Húmero 

Etiología Deficit de estrógenos Envejecimiento 
 
Modificado de Sosa Henriquez, 2003 
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Tabla II. Grupos experimentales y tratamientos 

 

Grupos n Ovx Tratamientos Tiempo 

Grupo CONTROL n=5 No No - 

Grupo CONTROL 

OVX 

n=5 Si No 12 meses 

Grupo EST n=5 Si estradiol 
(125 µg/sem) 

 

 

10 sem 
Grupo GH n=5 Si GH 

(2 mg/kg/día) 
Grupo GH+EST n=5 Si GH+EST 
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Tabla III. Parámetros morfométricos medidos mediante el MIP-4 

 

  

 

Área Total 

 

Área Ósea 

 

Área Trabecular 

 

Área Cortical 
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Figura 1. Análisis de diferencias entre grupos en Área Ósea 

 

 
 

Medias ± Desviación estándar. *p<0,05 

 

Respecto al área ósea no hay diferencias significativas entre el grupo ovx y el grupo no 

ovx. 

El área ósea aumenta de forma significativa en las ratas ovx tratadas con GH, respecto al 

grupo ovx control. 

El área ósea aumenta de forma significativa en las ratas ovx tratadas con GH + estrógenos, 

respecto al grupo ovx control.  

Hay diferencias estadísticamente significativas entre las ratas ovx tratadas con GH y las 

ratas ovx tratadas con estrógenos. 

No hay diferencias estadísticamente significativas entre las ratas ovx tratadas con GH y 

las tratadas con GH + estrógenos. 

No hay diferencias estadísticamente significativas entre las ratas ovx tratadas con 

estrógenos y las tratadas con GH + estrógenos.  
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Figura 2. Análisis de diferencias entre grupos en Área Ósea Cortical 

 

 
 

 

Medias ± Desviación estándar. *p<0,05 

 

El área cortical no se ve afectada significativamente por la ovariectomía. 

El tratamiento con GH aumenta significativamente el área cortical de las ratas ovx en 

comparación con las que no reciben tratamiento. 

No existen diferencias significativas entre las ratas ovx tratadas con estrógenos, ni en las 

tratadas con GH + estrógenos respecto a las que no reciben tratamiento.  

No existen diferencias significativas entre las diferentes modalidades de tratamiento.  
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Figura 3. Análisis de diferencias entre grupos en Área Ósea Trabecular 

 

 
 

Medias ± Desviación estándar. *p<0,05 

 

El área trabecular disminuye en las ratas ovx pero no de manera significativa. 

El tratamiento con GH y con GH + estrógenos aumenta el área trabecular de ratas ovx 

pero no de manera significativa. 

No hay diferencias significativas entre las distintas modalidades de tratamiento.  
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Figura 4. Análisis de diferencias entre grupos en la Porosidad Cortical 

 

 
 

 

Medias ± Desviación estándar. *p<0,05 

 

La porosidad cortical aumenta con la ovariectomía pero no de manera significativa.  

La administración de GH aumenta la porosidad cortical respecto al grupo ovx control de 

forma no significativa y respecto al grupo sin ovx de forma significativa. 

Con el tratamiento de estrógenos se mantiene constante y con GH+ estrógenos 

disminuiría, aunque ambas de forma no significativa.  
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