
  

 

 

 

CENTRO DE INVESTIGACIÓN Y DE ESTUDIOS 

AVANZADOS DEL INSTITUTO POLITÉCNICO NACIONAL 

 

                                 SEDE SUR 

                     DEPARTAMENTO DE FARMACOBIOLOGÍA 

 

“Estudio del efecto del cromoglicato de sodio en el daño e 

hiperexcitabilidad hipocampal inducidos por el Trauma 

Craneoencefálico severo en rata” 

 

Tesis que presenta 

 

Psic. Marysol Segovia Oropeza 

 

Para obtener el grado de 

Maestra en Ciencias en Neurofarmacología y 

Terapéutica Experimental 

 

Directores de Tesis: 

 Dra. Luisa Lilia Rocha Arrieta y Dr. Luis Concha Loyola 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
México D.F.                                                                                    Febrero 2019 
 
 



  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

La presente investigación se realizó en el laboratorio No. 8 del Departamento de 

Farmacobiología del Centro de Investigación y de Estudios Avanzados del I.P.N. 

(CINVESTAV, Unidad Coapa) bajo la dirección de la Dra. Luisa L. Rocha Arrieta y 

Dr. Luis Concha Loyola. Con el apoyo de la Dra. Sandra A. Orozco Suárez, de la 
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IV. Resumen  

  

El cromoglicato de sodio (CG) es un estabilizador de células cebadas que evita su 

desgranulación y migración. Originalmente utilizado para la profilaxis del asma, el 

CG bloquea los canales de Ca2+ y fosforila una proteína de 78 kDa que regula el 

paso de la señal entre la membrana y el citoesqueleto de las células cebadas. Se 

sabe que la administración de CG en modelos de hipoxia, isquemia y status 

epilepticus (SE) disminuye el daño neuronal, la inflamación, el edema y la atrofia 

del parénquima cerebral. Sin embargo, se desconoce si la administración 

subcrónica de CG posterior a un trauma craneoencefálico (TCE) severo, es capaz 

de disminuir el daño e hiperexcitabilidad hipocampal en ratas. Inicialmente los 

efectos de la administración subcrónica de CG fueron investigados. El grupo de 

animales tratados con CG (Sham+CG) no presentó diferencias significativas en 

comparación al grupo tratado con solución salina (SS) en ninguna de las 

evaluaciones realizadas (peso, función sensoriomotora, sobrevivencia neuronal, 

hiperexcitabilidad y volumetría hipocampal). En comparación al grupo Sham+SS, el 

grupo sometido a un TCE severo (TCE+SS) presentó una menor capacidad 

sensoriomotora (p<0.001) evaluada mediante el Neuroscore (NS). En las 

evaluaciones del peso y del volumen hipocampal este grupo también presentó 

menores valores (p<0.05) respecto al grupo Sham+SS. Esto estuvo asociado a un 

menor número de células vivas en el  Giro Dentado (GD), hilus, CA1 y CA3 

(p<0.001). Su valor de Umbral Post Descarga (UPD) fue menor que el del grupo 

Sham+SS (p<0.01) y presentó promedios de post descarga (PD) y frecuencia de 

espigas significativamente mayores (p<0.01). En comparación al grupo TCE+SS, 

el grupo sometido a un TCE y administrado con CG (TCE+CG) presentó un mejor 

estado sensoriomotor durante todas las mediciones realizadas con el NS (p<0.001). 

Respecto a la medición del volumen hipocampal, este grupo no presentó 

diferencias significativas en comparación al grupo TCE+SS (p≥0.05). Sin embargo, 

en comparación al grupo TCE+SS este grupo presentó más preservación neuronal 

en todas las áreas evaluadas (p<0.05) y su valor de UPD fue mayor (p<0.001).  Los 



                                                                                                                                                                 

 

IX 

resultados indican que la administración subcrónica de CG disminuye la 

hiperexcitabilidad hipocampal, el daño sensoriomotor y la muerte neuronal 

hipocampal subsecuente a un TCE severo. Para la clínica esto implica el posible 

reposicionamiento de un fármaco con efectos neuroprotectores que podría 

disminuir las consecuencias agudas y crónicas de un TCE severo. 

 

V. Abstract  

 

Sodium cromoglycate (CG) is a mast cell stabilizer that prevents its degranulation 

and migration. Originally used for the prophylaxis of asthma, CG blocks the Ca2+ 

channels and phosphorylates a 78 kDa protein that regulates the passage of the 

signal between the membrane and the cytoskeleton of the mast cells. It is known 

that the administration of CG in models of hypoxia, ischemia and status epilepticus 

(SE) decreases neuronal damage, inflammation, edema and cerebral parenchyma 

atrophy. However, it is not known whether the subchronic administration of CG after 

the induction of traumatic brain injury (TBI) is capable of diminishing hippocampal 

damage and hyperexcitability in rats. Initially the effects of the subchronic 

administration of CG were investigated. The group of animals treated with CG 

(Sham+CG) did not present significant differences compared to the group treated 

with saline solution (SS) in any of the evaluations performed (weight, sensorimotor 

function, neuronal survival, hyperexcitability and hippocampal volumetry). 

Compared to the Sham+SS group, the group subjected to severe TBI (TBI+SS) 

presented a lower sensorimotor capacity (p <0.001) evaluated by the Neuroscore 

(NS). In the hippocampal weight and volume evaluations, this group also presented 

lower values (p <0.05) with respect to the Sham+SS group. This was associated 

with a lower number of living cells in the Dentate Gyrus (DG) hilus, CA1 and CA3 (p 

<0.001). The After-Discharge Threshold (ADT) of the TBI+SS group was lower than 

that of the Sham+SS group (p<0.01) and presented significantly higher post 

discharge (PD) and spike frequency (p<0.01). In comparison to the TBI+SS group, 

the group subjected to a TBI and administered with CG (TBI+CG) presented a better 

sensorimotor state during all measurements made with the NS (p<0.001). 

 V 



                                                                                                                                                                 

 

X 

Regarding hippocampal volume measurement, this group did not present significant 

differences compared to the TBI+SS group (p≥0.05). However, in comparison to the 

TBI+SS group, this group presented more immunopositive cells to NeuN in all the 

areas evaluated (p <0.05) and its ADT value was higher (p <0.001). The results 

indicate that subchronic administration of CG decreases hippocampal 

hyperexcitability, sensorimotor damage and hippocampal neuronal death 

subsequent to severe TBI. For the clinic this implies the possible repositioning of a 

drug with neuroprotective effects that could diminish the acute and chronic 

consequences of a severe TBI. 
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1. Introducción 
 

El trauma craneoencefálico (TCE) resulta del impacto a la cabeza con un 

objeto o de las fuerzas de aceleración y/o desaceleración que producen movimiento 

vigoroso en el cerebro (Finnie, 2013). Las fuerzas que generan el daño inicial toman 

segundos, sin embargo, los eventos patofisiológicos son mucho más prolongados 

y progresivos. 

 

EL TCE es un trastorno heterogéneo que puede variar del tipo de lesión, 

distribución y/o mecanismos de daño (Gennarelli y Graham, 2005). Este se puede 

clasificar en leve, moderado y severo dependiendo del puntaje obtenido en la 

Escala de coma de Glasgow. En esta escala clínica los puntajes de 13 a 15 son 

indicadores de un TCE leve mientras que de 9 a 12 indican un TCE moderado. Los 

puntajes menores a 8 puntos corresponden a un TCE severo (Teasdale y Jennet, 

1974). 

 
1.1 Epidemiología del TCE 

 

El TCE afecta aproximadamente a 10 millones de personas alrededor del 

mundo (Bondi et al., 2015). En Iberoamérica la incidencia es de 200 – 400 por cada 

100,000 habitantes y se observa más frecuentemente en personas entre 15 – 24 

años (Peden, 2004; Hamdan, 2005). 

 

De acuerdo con La Secretaría de Salud, el TCE es la tercera causa de 

muerte en México. Este tiene una mortalidad de 38.8 por cada 100 mil habitantes y 

se presenta en una proporción de 3:1 con mayor incidencia en hombres (SS, 2008). 

 
1.2 Repercusiones sociales del TCE  

 
 

El TCE no solo afecta a la vida de la persona que lo padece y a su familia, 

este también tiene un alto costo social. El costo económico del TCE estimado para 
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Estados Unidos de América en el 2010 fue de aproximadamente 76.5 billones de 

dólares (https://www.cdc.gov/traumaticbraininjury/severe.html).  

 

En México, el Instituto Nacional de Rehabilitación reporta que el TCE tiene 

como consecuencia cerca de 20 mil casos de discapacitados al año (INR, 2009). 

De éstos la mayoría presentarán secuelas neuropsicológicas importantes en 

funciones ejecutivas como la atención, lenguaje y memoria entre otras (González 

et al., 2004). De las personas que sobreviven a un TCE, solo el 40% llega a 

reincorporarse a una actividad productiva (Van-Velzen et al., 2009). 

 
1.3 Fisiopatología del TCE 

 

Las consecuencias del TCE son moleculares, patológicas y clínicas. Estas 

dependerán del grado y tipo de lesión, paciente y del tratamiento utilizado después 

del mismo (Pitkänen et al., 2005). 

 
Desde un punto de vista anatómico, el daño ocasionado por el TCE se puede 

clasificar en focal o difuso dependiendo de la extensión y distribución del daño 

(Pitkänen et al., 2009). Entre los tipos de lesiones focales se encuentran el daño al 

cuero cabelludo, fractura de cráneo, contusión, laceración, hemorragia intracraneal 

y lesiones producidas por el incremento de la presión intracraneal. La lesión difusa 

incluye isquemia global, daño axonal difuso e inflamación cerebral (Gennarelli y 

Graham, 2005). 

 
Las consecuencias que induce el TCE también se pueden clasificar desde 

un punto de vista patofisiológico en agudas y crónicas. 

 
1.3.1 Consecuencias Agudas del TCE 

 

Las consecuencias agudas de un TCE corresponden a las heridas 

resultantes de una fuerza mecánica (aceleración, desaceleración, rotacional) 

directa a la cabeza que ocurren en el momento del golpe (Finnie, 2013). Estas se 
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caracterizan por la destrucción del tejido cerebral y vasos sanguíneos (Namas et 

al., 2009). 

 
La hemorragia cerebral es una consecuencia aguda del TCE. Esta consiste 

en la salida de sangre al parénquima cerebral por la ruptura de los vasos 

sanguíneos (Purves et al., 2004). Después de un TCE la hemorragia se puede 

presentar entre las meninges y de forma intracerebral en diversas estructuras entre 

las que se encuentran la corteza, cápsula interna, cuerpo calloso, fimbria, 

hipocampo, putamen, caudado, cerebelo, tallo cerebral entre otras (Cortez et al., 

1989; Sato et al., 2001). Al iniciar la hemorragia la oxihemoglobina de la sangre 

lleva a la liberación de radicales libres (anión superóxido y de peróxido de 

hidrógeno) y a la activación de caspasas que llevan a la apoptosis (Meguro et al., 

2001; Wang et al., 2002). 

 
La inflamación posterior al TCE es una respuesta fisiológica normal al daño 

tisular que busca proteger al cuerpo y reparar los tejidos dañados (Kempuraj et al., 

2017). No obstante, cuando esta respuesta se vuelve excesiva y crónica promueve 

el daño al tejido (Cedeberg y Siesjo, 2010). Existen una gran variedad de células 

que median la inflamación ante una lesión en el parénquima cerebral (Ver Tabla 1), 

sin embargo, las células cebadas son las primeras en responder ante el daño (Jin 

et al., 2009). Estas células tienen almacenes de TNF-𝛼 preformado y una gran 

cantidad y variedad de sustancias proinflamatorias que inician la cascada 

inflamatoria (Gordon y Galli, 1991; Mattila et al., 2011). Ante la lesión, la apertura 

de la barrera hematoencefálica (BHE) inicia la acumulación de leucocitos que 

liberan citocinas proinflamatorias, proteasas citotóxicas y especies reactivas de 

oxígeno (Morganti-Kossmann et al., 2007). Estos a su vez inician la activación del 

sistema inmune, con lo cual se inicia la liberación de sustancias que fomentan y 

perpetúan el daño. 
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Tabla 1. Células proinflamatorias participantes en el TCE 
 

Célula Sustancias liberadas 

Neutrófilos CI, LT, PG, ROS, RNS, EDT 

Monocitos CAI, CI, LT, PG, ROS, RNS 

Microglía CAI, CI, LT, PG, ROS, RNS 

Células cebadas AB, CI, EDT, PG, LT, ATP, FC, ROS, heparina 

Astrocitos CAI, CI 

AB, aminas biogénicas; CAI, citocinas antinflamatorias (p.ej. IL-10, TGF𝛽); CI, 

citocinas inflamatorias (p.ej. IL-1𝛽, TNF-𝛼, IL-6, IL-8); EDT, enzimas 

degradantes de tejido; FC, factores de crecimiento; LT, leucotrienos; PG, 

prostaglandinas; ROS, especies reactivas de oxígeno; RNS, especies 

reactivas de nitrógeno. Tabla tomada y modificada de Cederberg y Siesjö 

(2010). 

El edema cerebral es otra consecuencia aguda del TCE (Kharatishvili et al., 

2009). El edema se clasifica en vasogénico y citotóxico (Klatzo, 1987), de los cuales 

el vasogénico es el resultado del movimiento de agua de la vasculatura al espacio 

extracelular. Esto ocurre en respuesta a un gradiente osmótico generado por la 

filtración de componentes vasculares al parénquima (Greve y Zink, 2009). El edema 

vasogénico se presenta desde la primera hora posterior a un TCE (Marmarou et al., 

2000) y está acompañado por la apertura de la BHE, inflamación e incremento de 

la presión intracraneal (Donkin y Vink, 2010). Respecto al edema citotóxico, este se 

caracteriza por un incremento en el contenido de agua del compartimiento 

intracelular en respuesta a un gradiente osmótico (Donkin y Vink, 2010). Este tipo 

de edema inicia en los primeros días posteriores al TCE y continua hasta dos 

semanas después (O´Connor et al., 2006). El edema citotóxico se asocia a una falla 

en las bombas de Na+/K+ dependientes de adenosín trifosfato (ATP), lo cual altera 

las concentraciones de metabolitos intracelulares. 

 

Una de las consecuencias inmediatas después del TCE es la excitotoxicidad. 

Se sabe que desde los primeros minutos posteriores al daño se presenta un 
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incremento en la liberación de neurotransmisores excitatorios como el glutamato y 

el aspartato (Faden et al., 1989). El exceso de glutamato lleva a una sobreactivación 

de receptores ionotrópicos y metabotrópicos que generan exceso de Ca2+, Na+ y K+ 

(Floyd et al., 2005). El Ca2+ activa peroxidasas, proteasas, fosfolipasas y caspasas 

las cuales incrementan la concentración de ácidos grasos y radicales libres (Lau y 

Tymiansky, 2010). La excitotoxicidad inducida por el TCE lleva a la generación de 

especies reactivas de oxigeno (ROS) que inician la peroxidación de estructuras 

vasculares, celulares y proteínas. También genera la escisión del ácido 

desoxirribonucleico (ADN) y la inhibición de la cadena de transporte de electrones 

mitocondrial (Radi et al., 1991; Vagnozzi et al., 1999; Ansari et al., 2008).  Todos 

estos procesos en conjunto inducen muerte neuronal ya sea por apoptosis y/o 

necrosis (Werner y Engelhard, 2007). 

 

En relación con la muerte celular que induce el TCE, esta se presenta de 

forma difusa en el parénquima (Conti et al., 1998; McIntosh et al., 1989; Hallam et 

al., 2004; Rink et al., 1995; Sato et al., 2001). La muerte celular provocada por el 

TCE está mediada por diversos mecanismos entre los que se encuentran la 

respuesta inflamatoria, la excitotoxicidad y el daño mitocondrial (Ver Esquema 1). 

 

Las neuronas que sobreviven a los mecanismos de daño inducidos por el 

TCE pueden presentar hiperexcitabilidad. La hiperexcitabilidad es la susceptibilidad 

de una neurona a un estímulo excitatorio, por lo que, en lugar de disparar uno o dos 

potenciales de acción, tiende a disparar ráfagas de potenciales de acción 

(Stafstrom, 2010). Se sabe que la hiperexcitabilidad se puede presentar en áreas 

cerebrales como la amígdala y el hipocampo entre otras. Por ejemplo, en la 

amígdala cerebral se presenta disminución en las corrientes inhibitorias 

postsinápticas e incremento en las corrientes glutamatérgicas después de un TCE, 

estos cambios inducen hiperexcitabilidad (Almeida-Suhett et al., 2014). Por su 

parte, en el hipocampo la hiperexcitabilidad ha sido ampliamente estudiada y se ha 

encontrado que después de un TCE se presenta incremento en la población de 

espigas (Lowenstein et al., 1992), disminución en el umbral a crisis inducidas por 
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agentes químicos (Akasu et al., 2002; Zanier et al., 2003) y disminución de la 

respuesta inhibitoria de las interneuronas (Griesemer y Mautes., 2007). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Esquema 1. Consecuencias del TCE que llevan a muerte neuronal. BHE, 

barrera hematoencefálica; ADN, ácido desoxirribonucleico. Esquema tomado 

y modificado de Gupta y Sen (2016). 

 

1.3.2 Consecuencias Crónicas del TCE 
 

Este tipo de consecuencias resultan de complicaciones inducidas por las 

consecuencias agudas (Finnie, 2013). Las consecuencias crónicas engloban 

lesiones que se desarrollan desde los primeros minutos a meses después del daño 

inicial y que progresivamente contribuyen a empeorar el estado neurológico 

(Morganti-Kossmann et al., 2007). 

 
El TCE incrementa el riesgo de padecer la Enfermedad de Alzheimer 

(Fleminger et al., 2003). Esta enfermedad es una patología en la que existe una 

acumulación progresiva de placas -amiloides. Asimismo, la acumulación de 

péptidos -amiloides también se presenta en 38% de las personas que padecieron 

un TCE (DeKosky et al., 2007).  

 
En cuanto a trastornos del estado del ánimo, las personas que padecieron 
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un TCE tienen una incidencia de depresión del 6 al 77% (Seel et al., 2003). Algunos 

otros trastornos que se presentan como consecuencias del TCE son el Trastorno 

de Ansiedad Generalizada, Trastorno de Pánico, Trastorno Obsesivo Compulsivo, 

Trastorno por Estrés Postraumático y anhedonia (Silver et al., 2001; Kim et al., 

2007). 

 
Dentro de las consecuencias crónicas del TCE se encuentra el daño axonal 

difuso, en el que el impacto del TCE daña el citoesqueleto de los axones de las 

áreas focales a la lesión. Esto lleva a una interrupción del transporte axonal, 

proteólisis e inflamación, lo cual puede llevar a la desconexión y degeneración de 

los axones (Johnson et al., 2012). 

 
La Epilepsia Post Traumática es una consecuencia grave del TCE. Esta se 

define como un trastorno de crisis recurrentes inducidas por un daño al cerebro, 

ocasionado por un TCE (Pitkänen y Bolkvadze, 2012). Se sabe que la severidad 

del TCE influye en el riesgo de presentar crisis recurrentes (Annegers et al., 1998). 

En este sentido, TCE severos tienen un mayor riesgo (48.9%) de inducir Epilepsia 

Post Traumática que TCE moderados (Mahler et al., 2015). Estudios previos 

reportan que del 35% al 62% de los pacientes con Epilepsia Post Traumática la 

manifiestan como Epilepsia del Lóbulo Temporal Mesial (Diaz-Arrastia et al., 2000; 

Gupta et al., 2014; Hudak et al., 2004). En este tipo de epilepsia las crisis se originan 

en áreas límbicas del lóbulo temporal mesial, particularmente del hipocampo, 

amígdala, septum, hipotálamo, epitálamo y sus conexiones (Velasco, 2013). 

 
Como la evidencia de esta sección indica, las consecuencias crónicas que 

induce el TCE afectan de forma difusa al parénquima cerebral. Sin embargo, de las 

diversas estructuras que se ven afectadas de forma crónica por el TCE, el 

hipocampo es particularmente vulnerable al daño. 

 
1.4 La formación hipocampal 
 

1.4.1 Generalidades 
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La formación hipocampal es un conjunto de áreas cerebrales que 

comprenden al hipocampo con sus tres regiones conocidas como CA1, CA2 y CA3. 

También incluye al Giro Dentado (GD), subículo, presubículo, parasubículo y 

corteza entorrinal (CE). Las áreas de la formación hipocampal se comunican entre 

sí mediante la vía trisináptica. La entrada de esta vía es la CE la cual se conecta a 

través de la vía perforante con el GD, CA3, CA1 y subículo.  La vía trisináptica 

continúa con las fibras musgosas, las cuales son los axones de las células 

granulares del GD los cuales proyectan hacia el área CA3 (Andersen et al., 2007). 

Finalmente, la vía se completa por las colaterales de Schaffer, las cuales son los 

axones de las células piramidales de CA3 que proyectan hacia el área CA1 (Anand 

y Dhikav, 2012). 

 

 

Figura 1. La formación hipocampal. Las neuronas de la segunda capa de 

la CE proyectan al GD y a CA3 a través de la vía perforante. Las células 

granulares del GD proyectan a CA3 mediante las proyecciones de las fibras 

musgosas. Por su parte, las células piramidales de CA3 proyectan a CA1 a 

través de las colaterales de Schaffer. También existen proyecciones de CA1 

al subículo. Tanto CA1 como el subículo proyectan de regreso a la CE. CE: 

corteza entorrinal; Para: parasubículo; Pre: presubículo; Sub: subículo; GD: 
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giro dentado. Tomado y modificado de Andersen y cols. (2007). 

 

La organización citoarquitectónica del hipocampo se tiene bien 

caracterizada. La primera capa hipocampal es la piramidal, esta está conformada 

por células piramidales cuya densidad y diámetro dependen del área. En CA1 la 

capa celular es más densa y el diámetro de sus células es más pequeño (15 m) 

en comparación a CA3. Por su parte, en CA3 la capa piramidal es menos densa y 

sus células tienen de 20 a 30 m de diámetro. Por debajo de esta primera capa se 

encuentra la capa stratum oriens la cual contiene dendritas de las células 

piramidales y varios tipos de interneuronas. La tercera capa (stratum lucidum) sólo 

se encuentra en CA3, no tiene células, pero contiene a las fibras musgosas. La 

cuarta capa se conoce como stratum radiatum y esta contiene las conexiones de 

CA3 que van a las colaterales de Schaffer. Finalmente, la capa más superficial del 

hipocampo y donde terminan las fibras de la CE se conoce como stratum 

lacunosum-moleculare. Respecto a las interneuronas, el hipocampo tiene varios 

tipos de interneuronas entre las que se encuentran las células piramidales en 

canasto y las células candelabro (Purves et al., 2004). 

 
Por su parte, el GD está conformado por tres capas y la más superficial se 

llama capa molecular. Esta capa tiene un grosor de 250 m y contiene diversos 

tipos de interneuronas. Dentro de la capa molecular se encuentra la capa granular 

que contiene células granulares cuyos cuerpos celulares tienen un diámetro 

aproximado de 10 m. También en esta capa se encuentran células piramidales en 

canasta (interneuronas) cuyo diámetro es de 25-35 m. La capa granular envuelve 

a la tercera capa del GD que se conoce como capa polimórfica. Esta capa también 

conocida como hilus, se encuentra entre las células granulares del GD y las 

piramidales de CA3. En esta capa existen células piramidales en canasta y células 

musgosas glutamatérgicas cuyos cuerpos celulares tienen un diámetro de 25-35 

m (Andersen et al., 2007). 

 

Las células musgosas son altamente excitables y se ha demostrado en 
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estudios in vitro que responden a niveles bajos de estimulación provenientes de 

diversas regiones (vía perforante, stratum moleculare, stratum oriens, stratum 

lucidum, stratum pyramidale, CA3 y fimbria). Funcionalmente, las células musgosas 

presentan actividad espontánea y responden principalmente con potenciales 

despolarizantes en ráfaga. Además, estas células parecen tener una capacidad 

limitada para generar potenciales inhibitorios postsinápticos (Scharfman y 

Schwartzkroin, 1988). Algo importante a considerar es el circuito de 

retroalimentación positivo que forman las células musgosas con las células 

granulares. Las primeras dan y reciben sinapsis excitatorias hacia y de las células 

granulares (Ribak et al., 1985; Wenzel et al., 1997). Esto conecta a las células 

musgosas a cientos de células granulares en un circuito excitatorio, el cual se 

continúa a través de las fibras musgosas (axones de células granulares) al área 

CA3 (Andersen et al., 2007) y por las colaterales de Schaffer (axones de las células 

piramidales de CA3) hacia el área CA1 (Anand y Dhikav, 2012).  

 
Figura 2. Localización de las células musgosas y granulares. Las células 

musgosas se encuentran en el hilus y mandan su axón a lo largo del 

hipocampo para hacer sinapsis con las células granulares del GD. GD, giro 

dentado. Tomado y modificado de Ratzliff y cols. (2002).  

 

Existen dos hipótesis acerca de la participación de las células hilares en la 

hiperexcitabilidad. La hipótesis de las células en canasta silentes (Sloviter, 1994) 

propone que las células musgosas ejercen un efecto inhibitorio en las células 

granulares, por lo que su muerte induce la hiperexcitabilidad en el GD. Por otra 

parte, la hipótesis de las células musgosas irritables (irritable mossy cell hypothesis) 

refiere que las células musgosas sobrevivientes en patologías como la epilepsia, 
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incrementan su actividad causando la excitabilidad granular (Santhakumar et al., 

2000).  

En relación con las funciones del hipocampo, esta estructura está 

involucrada en la formación de nuevas asociaciones, en especial entre estímulos, 

contexto espacial y temporal. En específico, el hipocampo dorsal es fundamental 

para el proceso de formación y recuperación de la memoria declarativa, la cual 

corresponde a experiencias y hechos (Squire et al., 2004). Evidencia de esto se ha 

obtenido de ratas con lesiones hipocampales. En estos animales se presentan 

deficiencias en la realización de tareas de memoria, de reconocimiento de olores, 

de tiempo y de discriminación (Squire, 1992; Pothuizen et al., 2004). En otra serie 

de investigaciones se encontró que el hipocampo también se encuentra involucrado 

en la navegación espacial (O´Keefe y Dostrovsky, 1971; Stella et al., 2012). Esta 

función del hipocampo dorsal se ha explorado mediante modelos como el laberinto 

acuático de Morris, en el cual los animales con lesiones hipocampales presentan 

deficiencias para ubicarse en el laberinto (Morris et al., 1982; Bannerman et al., 

2002a; Hock y Bunsey 1998).  

 

El hipocampo ventral tiene funciones distintas a las del hipocampo dorsal. 

Existen evidencias que indican que las lesiones en esta región reducen la conducta 

de inmovilidad o freezing, la cual es un indicador de conducta tipo ansiosa en 

roedores (McNish et al., 1997; Richmond et al., 1999). La posibilidad de que el 

hipocampo ventral tenga un rol en la ansiedad se ha evaluado mediante pruebas 

de ansiedad incondicionada. En estos estudios se encontró que las lesiones 

hipocampales ventrales incrementaron la interacción social y disminuyeron el 

tiempo para cruzar a áreas normalmente ansiogénicas para los roedores (Kjelstrup 

et al., 2002; Bannerman et al., 2002b; McHugh et al., 2004).  

 

1.4.2 El hipocampo en el TCE 
 

 En la actualidad se sabe que el hipocampo es particularmente vulnerable al 

TCE. En un estudio retrospectivo se encontró que el 94% de los pacientes que 

padecieron un TCE presentaron pérdida neuronal hipocampal (Swartz, et al., 2006). 
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La muerte neuronal en regiones como el hilus, GD, CA1 y CA3 se reproduce en 

modelos murinos de TCE en los que, a partir de dos semanas se presenta pérdida 

del tejido hipocampal (Albensi et al., 2000; Immonen et al., 2009). 

 

 Evidencias señalan que las células del GD son particularmente vulnerables 

al daño inducido por el TCE. Las células granulares glutamatérgicas e 

interneuronas que se encuentran en el GD, se dañan desde los primeros minutos 

después de un TCE (Santhakumar et al., 2000; Grady et al; 2003; Hicks et al., 1996; 

Bao et al., 2011; Tran et al., 2006; Golarai et al., 2001). En el caso particular de las 

células hilares (GABAérgicas y glutamatérgicas), su pérdida por la inducción de un 

TCE se ha propuesto como una posible causa de la hiperexcitabilidad hipocampal 

postraumática (Santhakumar et al., 2000; Bao et al., 2011; Akasu et al., 2002; 

Zanier et al., 2003). Sin embargo, también la sobrevivencia y reorganización 

aberrante de estas células induce el incremento de la señal excitatoria hacia células 

granulares e interneuronas (Santhakumar et al., 2000; 2001).  

 

 Como conclusión, el TCE induce daño neuronal en diferentes regiones del 

hipocampo. Este daño neuronal y la reorganización estructural de las células 

sobrevivientes parecen hacer al hipocampo una estructura particularmente 

susceptible a presentar hiperexcitabilidad después de un TCE. 

 

1.5 Tratamiento farmacológico para las consecuencias del TCE 
 

 

 El tratamiento actual del TCE se basa en la prevención de las consecuencias 

agudas, la atención en el lugar del incidente, durante el transporte y del control de 

los mecanismos de lesión secundaria. Al momento del ingreso a la unidad de 

cuidados intensivos se busca controlar la posición, temperatura, agitación, dolor y 

hemodinámica. La sedación del paciente con TCE moderado y severo es 

importante, por lo que se utilizan fármacos de rápida acción y recuperación. Se 

busca utilizar sedantes que además controlen la presión intracraneal y el consumo 

metabólico. En la clínica se utilizan propofol, remifentanilo y benzodiacepinas (Alted 
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et al., 2009). La disminución de la presión intracraneal también es prioritaria, por lo 

que se utilizan fármacos como el manitol (IMSS, 2013). 

 Los tratamientos para las consecuencias crónicas se enfocan en la 

neuroprotección. Esta aproximación intenta bloquear las cascadas fisiopatológicas 

que desembocan en las consecuencias a largo plazo, así como contribuir a la 

reparación del sistema nervioso central (Schouten, 2007). Hasta la fecha se han 

realizado ensayos clínicos de fármacos con diferentes mecanismos de acción como 

bloqueadores de receptores excitotóxicos, antiinflamatorios, antioxidantes, 

estabilizadores mitocondriales, bloqueadores de calcio y de magnesio, entre otros. 

Sin embargo, ninguna de estas aproximaciones ha mostrado ser suficientemente 

efectiva para disminuir y/o evitar las consecuencias crónicas del TCE (Chew y 

Zafonte, 2009). 

1.6 Cromoglicato de sodio 

 

1.6.1  Generalidades 
 

El cromoglicato de sodio (disodio; 5- [3- (2-carboxilato-4-oxochromen-5-il) 

oxi-2- hidroxipropoxi] -4-oxocromen-2-carboxilato) es la forma de sal sódica del 

ácido cromoglícico. Su fórmula molecular es C23H14Na2O11 y su peso molecular es 

de 512.334 g/mol (Ashton et al., 1973). 

Figura 3. Cromoglicato de Sodio 

 
 El cromoglicato de sodio (CG) es un estabilizador de células cebadas que 

evita su desgranulación y migración (Howell y Altounyan, 1967; Kusner et al; 1973). 

Originalmente utilizado para la profilaxis del asma (Altounyan, 1967), el CG bloquea 

los canales de Ca2+ (Ashmole y Bradding, 2012). Además, fosforila a la proteína 

moesina de 78 kDa que regula el paso de la señal entre la membrana y el 

citoesqueleto de las células cebadas (Wang et al., 1999; Theoharides et al., 2000). 

La absorción del CG en la rata es rápida y completa por las vías subcutánea (s.c.) 
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y respiratoria (Moss y Ritchie, 1970). Después de 6 horas de su administración s.c. 

sólo se encuentra del 1.0 al 0.4% del fármaco en el sitio de inyección (Smith y 

Fisher, 1980). Por su parte, en seres humanos se ha encontrado que después de 

la administración de CG (80 mg; vía oral) el porcentaje de la excreción del fármaco 

durante un periodo de 8 h fue del 8.4% (Moss et al., 1971).  

 

 Después de su administración por vía intravenosa (i.v.) en ratas, el 99% del 

CG se depura rápidamente del plasma, por lo que su vida media es de 8 minutos. 

El restante 1% tiene una vida media aproximada de 9 horas (Brogden et al., 1974). 

Su pico de concentración en sangre es a los 15 minutos de su administración y se 

excreta sin metabolizar a través de la orina y en la bilis (Moss et al., 1970). En el 

ser humano, la excreción después de su administración i.v. es en proporciones 

iguales en la orina y heces (Walker et al, 1971). 

 

 Respecto a su toxicidad, administraciones crónicas de dosis altas de CG 

(200 mg/kg; s.c.) indujeron una mortalidad del 4% en ratas. Dosis de 80 mg/kg (s.c.) 

indujeron daño renal, mientras que con las dosis de 50 mg/kg (i.v.) no se encontró 

evidencia de toxicidad renal o de otro tipo (Cox et al., 1970). En seres humanos, el 

CG puede generar irritación local en la garganta y tráquea, efectos secundarios 

poco frecuentes y transitorios. Respecto a su administración crónica en seres 

humanos, no existe evidencia de que el tratamiento produzca anormalidades 

pulmonares, renales, hepáticas ni hematológicas (McLean et al.,1973).  

 

1.6.2 El cromoglicato de sodio como neuroprotector 
 

 El CG, al evitar la desgranulación de las células cebadas, disminuye la 

liberación de sustancias que fomentan y perpetúan el daño. Por esto se ha 

explorado su efecto en diversos eventos patológicos agudos. Por ejemplo, en 

modelos de isquemia, la administración de CG reduce el daño neuronal, la atrofia 

y la actividad astroglial en el hipocampo, tálamo y corteza (Jin et al., 2007 y 2009). 

Su administración también disminuye la inflamación cerebral, la entrada de 

neutrófilos, el volumen de hematomas y la mortalidad (Strbian et al., 2006 y 2007). 
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 En modelos de hipoxia se ha encontrado que la estabilización de las células 

cebadas con CG limita el daño cerebral, reduce el edema y la muerte neuronal 

(Tóosaki et al., 1994; Malagelada et al., 2004). Asimismo, la administración de CG 

conservó la morfología de las células piramidales del hipocampo en modelos de 

estrés oxidativo y daño nigroestriatal por rotenona (Abdel-Salam et al., 2016). 

 

 En un modelo de status epilepticus (SE) también se ha encontrado que la 

administración de CG (50mg/kg; s.c.) 30 minutos antes de la inducción del SE con 

pilocarpina, incrementa la latencia al establecimiento del mismo, elimina las 

sacudidas de perro mojado, disminuye la liberación de histamina y reduce el daño 

neuronal hipocampal en GD, CA1 y CA3 (Valle-Dorado et al., 2015). 

 

 En relación con los efectos agudos del CG, se sabe que la administración de 

CG (50mg/kg; s.c.) después de tres horas de la inducción de SE incrementa la 

sobrevivencia neuronal en el GD, CA1, CA3 e hilus del hipocampo dorsal. Este 

efecto no se encontró en el núcleo lateral posterior del tálamo ni en las capas V y 

VI de la corteza somato motora (Valle-Dorado et al., 2018). En el mismo estudio se 

evaluó el efecto de la administración crónica de CG (24 mg/kg; s.c.) en ratas a las 

que se les indujo SE. En este experimento las ratas con CG, en comparación al 

grupo control, presentaron un menor número de crisis convulsivas. Además, se 

encontró un mayor número de células viables en el núcleo lateral posterior del 

tálamo, efecto que no se presentó en el hipocampo dorsal ni en las capas V y VI de 

la corteza somatomotora. 

 

 La evidencia anterior sugiere que la administración de CG podría representar 

una estrategia terapéutica apropiada para reducir el daño y la hiperexcitabilidad 

hipocampal inducidos por el TCE severo. 

 

2. Justificación 
 

 El TCE es un problema de salud que trae consigo consecuencias agudas y 
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crónicas importantes para los afectados por TCE. De estas consecuencias, la 

hiperexcitabilidad y la muerte neuronal hipocampal no tienen un tratamiento eficaz. 

Dado que se requieren nuevos tratamientos y crearlos tiene altos costos 

económicos, una alternativa es encontrar nuevas aplicaciones a fármacos ya 

utilizados en la clínica. En este sentido, una buena opción es utilizar fármacos con 

perfiles farmacológicos conocidos y con propiedades neuroprotectoras como 

posibles tratamientos. Este es el caso del CG, un estabilizador de células cebadas 

con un perfil farmacológico bien conocido que ha demostrado tener efectos 

neuroprotectores en modelos de isquemia, hemorragia cerebral y SE. Por lo tanto, 

se considera que el CG es un buen candidato para disminuir el daño y la 

hiperexcitabilidad hipocampal inducidos por el TCE severo. 

 

3. Hipótesis 

 La administración de CG posterior a un TCE severo disminuye el daño y la 

hiperexcitabilidad hipocampal inducidos por el mismo. 

 

4. Objetivo general 

 Evaluar los cambios en la excitabilidad, población neuronal y volumen 

hipocampal, en ratas a las que se les indujo un TCE severo y que después fueron 

administradas con un tratamiento subcrónico de CG. 

 

4.1 Objetivos particulares 
 

4.1.1 Evaluar la excitabilidad, población neuronal y volumen hipocampal en ratas 

a las que se les indujo un TCE severo. 

4.1.2 Evaluar la excitabilidad, población neuronal y volumen hipocampal en ratas 

a las que se les indujo un TCE severo y que después fueron administradas 

con un tratamiento subcrónico de CG.  

 

5. Metodología 

5.1 Animales 
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 Se utilizaron ratas machos de la cepa Wistar con un peso de entre 250-300 

g. Los animales se mantuvieron en cajas de acrílico transparente bajo condiciones 

ambientales controladas (ciclos de luz/oscuridad 12 h, 22-25 ºC) con acceso a 

alimento y agua ad libitum. El protocolo experimental se realizó de acuerdo con la 

Norma Oficial Mexicana (NOM-062-ZOO-1999) y los Comités de Ética del Centro 

de Investigación y Estudios Avanzados del Instituto Politécnico Nacional (protocolo 

# 0125-15). 

 
5.2 Experimento 1 

 
 Con el objetivo de evaluar la excitabilidad, población neuronal y volumen 

hipocampal en ratas a las que se les indujo un TCE severo, se diseñaron cuatro 

experimentos. Estos se dividen en dos brazos iniciales que corresponden a las 

técnicas utilizadas. En general, los grupos indicados con la palabra “NeuN” 

corresponden a los grupos en los que se evaluó la preservación neuronal mediante 

inmunohistoquímica (Ver Sección 5.10.2) y la excitabilidad hipocampal mediante el 

umbral post descarga (UPD; Ver Sección 5.7). Los grupos nombrados con “RM” se 

refieren a aquellos experimentos en los que se evaluó la volumetría mediante 

Resonancia Magnética Ex Vivo (Ver sección 5.9). 

 

5.2.1 Grupo TCE + SS + NeuN (n= 7): El día 0 se evaluó el Neuroscore (NS; Ver 

Sección 5.4), una prueba que mide la función sensoriomotora de los animales. Al 

día 1 se pesó a los animales y posteriormente se les realizó la cirugía para la 

inducción del TCE severo (Ver Sección 5.5). Después de 90 minutos del TCE, se 

administró la primera dosis de SS (1 ml/kg; s.c.), la cual se administró cada 24 hrs 

durante 10 días (Figura 4). El día 2 posterior al TCE, se evaluó nuevamente el NS 

de los animales, prueba que se repitió los días 23 y 30. El día 23 después del TCE 

se realizó la cirugía para el implante del electrodo hipocampal (Ver Sección 5.6). Al 

día 30 se realizó la evaluación del Umbral Post Descarga (UPD) con el objetivo de 

cuantificar la excitabilidad hipocampal ventral (Ver Sección 5.7). Finalmente, el día 

31 post TCE se perfundió a los animales (Ver Sección 5.8.2) para la obtención de 

los cerebros y la realización de los análisis con NeuN (Ver Sección 5.10.2). 



                                                                                                                                                                 

 

18 

 

Figura 4. Diagrama del grupo TCE + SS + NeuN. Se indica el día (0) previo 

y los días 1, 2, 23, 30 y 31 posteriores al TCE. Con un círculo morado se 

señalan los días que se realizaron evaluaciones del NS. NS: Neuroscore; TCE: 

trauma cráneo encefálico; S.S: solución salina; ml: mililitro; kg: kilogramo; s.c.: 

administración subcutánea; min: minutos; UPD: umbral post descarga. 

 

5.2.2 Grupo TCE + SS + RM (n= 8): A este grupo se le realizó el mismo protocolo 

que al grupo TCE+SS+NeuN, con las diferencias de que no se le realizó la 

colocación del implante hipocampal, no se hizo el registro del UPD (Figura 5) y que 

la perfusión se realizó con Gadolinio (Ver Sección 5.8.1). Una vez realizada la 

perfusión, se obtuvieron las cabezas y se almacenaron a 4°C para su posterior 

análisis mediante Resonancia Magnética ex vivo (Ver sección 5.9). 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 5. Diagrama del grupo TCE + SS + RM. Se indica el día (0) previo y 

los días 1, 2, 23, 30 y 31 posteriores al TCE. Con un círculo morado se señalan 

los días que se realizaron evaluaciones del NS. NS: Neuroscore; TCE: trauma 

cráneo encefálico; S.S: solución salina; ml: mililitro; kg: kilogramo; s.c.: 

administración subcutánea; min: minutos; RM: Resonancia Magnética ex vivo. 
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5.2.3 Grupo Sham + SS + NeuN (n=7): Este grupo siguió el mismo protocolo que 

el grupo TCE+SS+NeuN con la diferencia de que a este no se le indujo TCE (Figura 

6). 

 
 

 

 

 

 

 

Figura 6. Diagrama del grupo Sham + SS + NeuN. Se indica el día (0) previo 

y los días 2, 3, 23, 30 y 31 posteriores a la craneotomía. Con un círculo morado 

se señalan los días que se realizaron evaluaciones del NS. NS: Neuroscore; 

S.S: solución salina; ml: mililitro; kg: kilogramo; s.c.: administración 

subcutánea; min: minutos; UPD: umbral post descarga. 

 

5.2.4. Grupo Sham + SS + RM (n=8): A este grupo se les aplicó el mismo protocolo 

que al grupo TCE+SS+RM, con la diferencia de que a este grupo no se le indujo el 

TCE (Figura 7). 

 

 
 

 

 

 

Figura 7. Diagrama del grupo Sham + SS + RM. Se indica el día (0) previo 

y los días 1, 2, 23, 30 y 31 posteriores a la craneotomía. Con un círculo morado 

se señalan los días que se realizaron evaluaciones del NS. NS: Neuroscore; 

S.S: solución salina; ml: mililitro; kg: kilogramo; s.c.: administración 

subcutánea; min: minutos; RM: Resonancia Magnética ex vivo. 
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5.3 Experimento 2 
 

 Se realizaron 4 grupos experimentales con el objetivo de evaluar la excitabilidad, 

población neuronal y volumen hipocampal en ratas a las que se les indujo un TCE severo 

y que después fueron administradas con un tratamiento subcrónico de CG. Estos se 

dividen en dos brazos iniciales que corresponden a las técnicas utilizadas. En 

general, los grupos indicados con la palabra “NeuN” corresponden a los grupos en 

los que se evaluó la preservación neuronal mediante inmunohistoquímica (Ver 

Sección 5.10.2) y la excitabilidad hipocampal mediante UPD (Ver Sección 5.7). Los 

grupos nombrados con “RM” se refieren a aquellos experimentos en los que se 

evaluó la volumetría mediante Resonancia Magnética Ex Vivo (Ver sección 5.9). 

 

5.3.1 Grupo TCE + CG + NeuN (n= 7): A este grupo se les realizó el mismo 

protocolo (Figura 8) que al grupo TCE+SS+NeuN, con la diferencia de que en lugar 

de administrar S.S, se administró CG disuelto en agua destilada (50mg/kg; s.c.) 90 

min después de la inducción del TCE severo, cada 24 hrs durante 10 días.  

 

 

 

 

 

 

Figura 8. Diagrama del grupo TCE + CG + NeuN. Se indica el día (0) 

previo y los días 1, 2, 23, 30 y 31 posteriores al TCE. Con un círculo morado 

se señalan los días que se realizaron evaluaciones del NS. NS: Neuroscore; 

TCE: trauma cráneo encefálico; C.G: cromoglicato de sodio; ml: mililitro; kg: 

kilogramo; s.c.: administración subcutánea; min: minutos; UPD: umbral post 

descarga. 

 

5.3.2 Grupo TCE + CG + RM (n= 8): A este grupo se le realizó el mismo protocolo 

(Figura 9) que al grupo TCE+SS+RM, con la diferencia de que en lugar de 

administrar S.S, se administró CG disuelto en agua destilada (50mg/kg; s.c.) 90 min 

después de la inducción del TCE severo, cada 24 hrs durante 10 días.  
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Figura 9. Diagrama del grupo TCE + CG + RM. Se indica el día (0) previo y 

los días 1, 2, 23, 30 y 31 posteriores al TCE. Con un círculo morado se señalan 

los días que se realizaron evaluaciones del NS. NS: Neuroscore; TCE: trauma 

cráneo encefálico; C.G: cromoglicato de sodio; ml: mililitro; kg: kilogramo; s.c.: 

administración subcutánea; min: minutos; RM: Resonancia Magnética ex vivo.  

 

5.3.3 Grupo Sham + CG + NeuN (n=7): Este grupo siguió el mismo protocolo 

(Figura 10) que el grupo Sham+SS+NeuN, con la diferencia de que en lugar de 

administrar S.S, se administró CG disuelto en agua destilada (50mg/kg; s.c.) 90 min 

después de la inducción del TCE severo, cada 24 hrs durante 10 días.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 10. Diagrama del grupo Sham + CG + NeuN. Se indica el día (0) 

previo y los días 1, 2, 23, 30 y 31 posteriores al TCE. Con un círculo morado 

se señalan los días que se realizaron evaluaciones del NS. NS: Neuroscore; 

TCE: trauma cráneo encefálico; C.G: cromoglicato de sodio; ml: mililitro; kg: 

kilogramo; s.c.: administración subcutánea; min: minutos; UPD: umbral post 

descarga. 

5.3.4. Grupo Sham + CG + RM (n=4): A este grupo se les aplicó el mismo protocolo 

(Figura 11) que al grupo Sham+SS+RM, con la diferencia de que en lugar de 

administrar S.S, se administró CG disuelto en agua destilada (50mg/kg; s.c.) 90 min 

después de la inducción del TCE severo, cada 24 hrs durante 10 días.  
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Figura 11. Diagrama del grupo Sham + CG + RM. Se indica el día (0) previo 

y los días 1, 2, 23, 30 y 31 posteriores al TCE. Con un círculo morado se 

señalan los días que se realizaron evaluaciones del NS. NS: Neuroscore; C.G: 

cromoglicato de sodio; ml: mililitro; kg: kilogramo; s.c.: administración 

subcutánea; min: minutos; RM: Resonancia Magnética ex vivo. 

5.4 Neuroscore 

 

La prueba de función sensoriomotora consiste en cuatro pruebas: prueba de 

extensión de extremidades anteriores (izquierda y derecha por separado), prueba 

de extensión de extremidades posteriores (izquierda y derecha por separado), 

pulsión lateral y plano inclinado. El máximo de calificación que se puede obtener en 

el NS es de 28 puntos, además se calculó la proporción de cambio de la capacidad 

motora (la diferencia entre el puntaje basal contra las mediciones del día 2, 23 y 

30). 

5.4.1 Prueba de contraflexión  
 

La prueba de contraflexión consistió en sujetar al animal en la parte media 

de la cola y elevarlo 10 cm con respecto a la base de un tapete. Posteriormente se 

fue acercando el animal hacia el tapete para inducir el reflejo de paracaídas 

(extensión rápida de las extremidades anteriores). Se observó la respuesta de las 

extremidades anteriores conforme se repitió tres veces la prueba. El movimiento 

del observador fue lento, suave y uniforme a través de las repeticiones.  

 
Para calificar esta prueba cada extremidad recibió un puntaje de 0 a 4 

puntos. En caso de una respuesta instantánea con la extremidad extendida hacia 

el tapete en un movimiento fluido y suave, y además se formó un espacio entre las 
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extremidades al extenderse, se otorgaron “4” puntos (Figura 12). Se calificó con “3” 

puntos si la extremidad estaba extendida por completo hacia enfrente, pero la 

respuesta careció de fuerza y fluidez. Además, se observó que la respuesta tardó 

aproximadamente 5 segundos en responder (no fue instantánea). La extremidad 

recibió “2” puntos si presentó espasmos y si estaba extendida a 45° respecto al 

plano corporal del animal. Se dio “1” punto si existió alguna respuesta, el brazo 

estaba extendido y perpendicular al plano del cuerpo del animal cuando estaba 

suspendido, y si la extremidad mostró espasticidad en flexión o extensión. Se dio 

“0” puntos si no hubo respuesta (la nariz del animal toca el tapete) y si se observó 

pérdida del tono muscular de la extremidad anterior.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 12. Diagrama de la prueba de contraflexión. Se indican los puntos 

(0 a 4) que se otorgan a cada extremidad anterior 

 

5.4.2 Prueba de extensión de extremidades posteriores 
 

Los ojos del animal fueron tapados con una mano mientras se realizaba la 

prueba. Se observaron las extremidades posteriores mientras se jaló al animal por 

la cola, gentil y rápidamente hacia atrás. Se observó la extensión cuando se levantó 

al animal para iniciar el movimiento. Un puntaje se dio por cada extremidad.  
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Se calificó con “4” puntos si la extensión hacia atrás fue completa e 

instantánea, la palma se movió hacia arriba y los dedos se separaron por completo. 

El puntaje fue de “3” si la extremidad posterior se extendió por completo, el 

movimiento no fue instantáneo y tardó aproximadamente 5 segundos en responder. 

Además, la palma se movió hacia arriba, pero los dedos no se separaron. Se dieron 

“2” puntos si la extremidad no se extendió por completo y si en su lugar se formó 

una curva hacia la cola. Además, la palma estaba hacia arriba y el movimiento 

careció de fuerza. Se dio “1” si la extremidad se voltea hacía atrás, con la palma 

hacia arriba, pero no hubo extensión. Finalmente, se dio “0” puntos si no hubo 

respuesta y si la extremidad posterior presentó espasticidad en flexión (Figura 13).  

 
Figura 13. Diagrama de la prueba de extensión de extremidades 

posteriores. Se indican los puntos (0 a 4) que se otorgan a cada extremidad 

posterior. 

 
5.4.3 Prueba de pulsión lateral 

 

Se empujó al animal de su parte lateral a lo largo de tapete para probar su 

fuerza y resistencia. El animal fue colocado longitudinalmente viendo en contra al 

observador. Se empujó al animal hacia la izquierda primero y luego a la derecha. 

Después se intentó voltearlo, primero a la izquierda y luego a la derecha. 

 

Se otorgó una puntuación de “4” si el animal ofreció resistencia, se agarró 

fuerte del tapete, y movió coordinadamente sus extremidades cuando fue empujado 

a través del tapete. Se dieron “3” puntos si ofreció resistencia, pero el observador 

aún así pudo empujarlo a través del tapete (no giró sobre sí mismo). Si la rata no 

se dio vuelta y ofreció poca resistencia se otorgaron “2” puntos. Se dio un puntaje 

de “1” si el animal ofreció un mínimo de resistencia antes de rodarse o si a pesar 
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de rodarse recuperó su posición lentamente por sí mismo. Se dio “0” puntos si el 

animal no ofreció resistencia, se dio la vuelta y no recuperó su posición (Figura 14). 

 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 14. Diagrama de Pulsión Lateral. Se indican los puntos (0 a 4) que 

se otorgan a cada extremidad. 

 
5.4.4 Prueba de plano inclinado 
 

Se limpió el tapete antes de comenzar. Para obtener la línea base se colocó 

a 40° el plano inclinado y se fueron agregando 2.5 % de grados hasta que el animal 

ya no se logró mantener en el tablero. Se tomó el mayor grado al que el animal se 

sostuvo durante 5 segundos, en cada una de las posiciones (vertical, izquierda y 

derecha). Para animales ya lesionados se colocó a 10° menos de su línea basal.  

Se colocó al animal en el tablero en posición vertical, luego hacia la izquierda y 

luego hacia la derecha. El animal debió sostenerse quieto durante 5 segundos sin 

sostenerse de la cola (se levantó gentilmente para verificar) para acreditar el 

ángulo. Se dieron tres intentos al animal en cada dirección antes de incrementar el 

ángulo. Se anotó el ángulo máximo obtenido.  

 

Un puntaje se otorgó por cada posición, dependiendo el grado obtenido en 

cada medición respecto al grado basal. Si el animal obtuvo el mismo grado que en 

su basal se dan “4” puntos, “3” si tuvo 2.5° menos, “2” si tuvo 5° menos, “1” si tuvo 

7.5° menos y “0” si tuvo 10° grados o menos. Se presenta un ejemplo de cómo 

calificar esta prueba en la Figura 15. 
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        Posición    Grado Basal Día 2 post TCE 

         Vertical  70°  67.5° (70 - 67.5= 2.5 grados) = 3 puntos 

Izquierda 70°  62.5° (70 - 62.5= 7.5 grados) =1punto 

Derecha 70°  60° (70 - 60= 10 grados) = 0 puntos 
 

Figura 15. Ejemplo de la calificación del plano inclinado. Se indican los 

puntos (0 a 4) que se otorgan a cada posición: vertical, izquierda y derecha. 

5.5 Percusión de Fluido Lateral 
 

La percusión de fluido lateral (PLF) es el modelo más ampliamente utilizado 

para caracterizar el TCE experimental (Laurer et al., 2002). El modelo de PLF 

permite transmitir presión hidráulica controlada a través de la duramadre intacta, 

por lo que simula el TCE inducido por daño no penetrante. Además, reproduce 

muchos de los aspectos del TCE en humanos como es la contusión focal, 

hemorragias intraparenquimales y subaracnoideas, ruptura de tejido y el daño 

axonal difuso (McIntosh et al., 1989; Graham et al., 2000). 

El equipo de PLF consiste en un recipiente cilíndrico de Plexiglás lleno de 

solución salina isotónica a temperatura ambiente (25°C). En uno de sus extremos 

el equipo tiene un “Leur-Loc” macho metálico al cual está conectado un transductor 

de presión que registra las atmósferas (atm.) del golpe. En uno de sus extremos, el 

cilindro tiene un pistón de corcho que recibe el impacto directo de un péndulo de 

metal. El péndulo se puede mover a diferentes ángulos de altura, por lo que la 

intensidad del golpe depende del ángulo al que se suelta el péndulo. Para todos los 

experimentos, el péndulo se colocó a 20 grados para asegurar que la presión 

hidráulica indujera una lesión severa (2.6 a 3.3 atm.) en los animales (Immonen et 

al., 2009). 
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Antes de inducir el TCE, se anestesió al animal con una mezcla de ketamina 

(80 mg/kg, i.p.) y xilazina (15 mg/kg, i.m.). Posteriormente se rasuró la piel del 

cráneo y se colocó al animal en un marco esterotáxico. Después se esterilizó el 

área y se realizó un corte sagital para revelar bregma, lambda y la línea sagital. Se 

retiró el periostio y se realizó una craneotomía de 4 mm de diámetro con un trefino 

entre bregma y lambda en el hemisferio izquierdo (borde anterior 3.0 mm posterior 

a bregma; borde lateral 3.0 mm a la izquierda de la línea sagital y 3.0 mm anterior 

a lambda). Después se retiró el hueso que cubría el agujero realizado con la 

craneotomía, se limpiaron los residuos del borde y se verificó que la duramadre 

estuviera intacta. Siguiendo con el protocolo, con el objetivo de tener un soporte 

para la preparación, se colocó un tornillo de acero inoxidable sobre la corteza frontal 

del animal. Después se fijó un “Leur-Loc” hembra (conector de plástico rígido) sobre 

el agujero con acrílico dental. Una vez seco el acrílico, se colocó solución salina al 

0.9% para verificar que no hubiera filtraciones entre el cráneo y el “Leur-Loc”. Para 

inducir el TCE, 90 minutos después de la anestesia, el animal se conectó al equipo 

de LFP mediante el “Leur-Loc”. Inmediatamente después se soltó el péndulo del 

aparato para inducir una presión transitoria (21-23 ms) sobre la duramadre 

expuesta del animal. Después de inducir el TCE se retiró el “Leur-Loc” y se 

registraron las atmósferas indicadas en el transductor de presión, la aparición de 

hematoma y de apnea. Posteriormente se suturó la incisión realizada en el cráneo 

y se le administró un analgésico al animal (Tramadol, 20mgl/kg, s.c.). 

 

5.6 Colocación del implante hipocampal 
 

Para la colocación del implante se anestesió al animal con una mezcla de 

ketamina (80 mg/kg, i.p.) y xilazina (15 mg/kg, i.m.). Posteriormente se rasuró la 

piel del cráneo y se colocó al animal en un marco esterotáxico. Después se 

esterilizó el área y se realizó un corte sagital para revelar bregma, lambda y la línea 

sagital. Se retiró el periostio y se realizó la implantación de un electrodo bipolar, a 

nivel del hipocampo ventral izquierdo con referencia a bregma (anteroposterior -5.3 

mm; lateral -5.2 mm; profundidad -7.5 mm; Paxinos y Watson, 2007). El electrodo 
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que estaba acoplado a un conector consistió en dos hebras torcidas de alambre de 

acero inoxidable aislado excepto en las puntas. Para dar soporte al implante se 

colocaron 3 tornillos de acero inoxidable en el cráneo sobre la corteza frontal, lateral 

y cerebelar. La preparación se fijó al cráneo con acrílico dental. Las ratas se dejaron 

recuperar durante 7 días. 

 

5.7 Evaluación de la excitabilidad hipocampal 
 

La estimación del umbral post-descarga (UPD) es una herramienta que 

permite evaluar la excitabilidad neuronal de un área específica del cerebro. El UPD 

se define como la intensidad mínima de corriente necesaria para producir un 

cambio conductual y/o post-descarga electrográfica mayor a 3 segundos (Racine, 

1972). 

El procedimiento consiste en la aplicación de un tren de estimulación 

eléctrico en el hipocampo ventral a través de un protocolo en escalera, esto es, 

aplicando una serie de pulsos cuadrados de 1 ms de duración a 60 Hz durante 1 s 

en intervalos de 1 min. Los estímulos iniciaron con una corriente de 10 µA, la cual 

se incrementa en escalones de 20% cada minuto con respecto a la corriente previa 

hasta alcanzar el umbral. El umbral consiste en un cambio conductual (guiño o 

movimientos de cabeza) o PD con una duración mayor a 3 segundos (Racine, 

1972). Los estímulos eléctricos se generaron con un estimulador modelo GRASS 

S-48. 

 

5.8 Perfusión 

 

5.8.1  Perfusión para análisis mediante Resonancia Magnética 
 

Para el proceso de perfusión el animal se anestesió con una mezcla de 

ketamina (80 mg/kg, i.p.) y xilazina (20 mg/kg, i.m.). Una vez anestesiado, se colocó 

en posición supina y se abrió la cavidad torácica. Se insertó una aguja en el 

ventrículo izquierdo del corazón y se empezó la perfusión de 250 ml de la solución 

de limpieza (SS + Heparina + 2mM de Prohance) a una velocidad de flujo de 

1ml/min. Inmediatamente después, se cortó la aurícula derecha para permitir la 
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salida de sangre. Posteriormente se inició la perfusión con 250 ml de la solución de 

fijación (PFA al 4% + 2mM de ProHance) a una velocidad de 1ml/min. Terminada 

la perfusión, se removió la cabeza del cuerpo del animal y se retiraron la piel y los 

ojos de la cabeza (Figura 16). 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura.16 Cráneo de la rata. Se presenta la vista lateral de un ejemplo de 

como se observa el cráneo de una rata, después de retirar la piel y los ojos para 

los estudios con Resonancia Magnética. 

Inmediatamente después de la disección, se colocó la muestra en un frasco 

de 50 ml con solución de fijación (PFA al 4% + 2mM de ProHance) durante toda la 

noche a 4C. Al día siguiente se transfirió cada muestra a un tubo Falcon con la 

solución de almacenaje (Buffer de Fosfatos + 0.02% azida de sodio + 2mM de 

Prohance) y se dejó en refrigeración a 4ºC evitando la congelación. Las muestras 

se dejaron en los tubos Falcón hasta su escaneo (Ver sección 5.9). 

 
5.8.2  Perfusión para Análisis Morfométrico 
 

Para el proceso de perfusión el animal se anestesió con una mezcla de 

ketamina (80 mg/kg, i.p.) y xilazina (20 mg/kg, i.m.). Una vez anestesiado, se colocó 

en posición supina y se abrió la cavidad torácica. Se insertó una aguja en el 

ventrículo izquierdo del corazón y se empezó la perfusión de 250 ml de solución 

salina (0.9%) con heparina (1mg/l) durante 15 min (aproximadamente 200-250 ml). 

Inmediatamente después, se cortó la aurícula derecha para permitir la salida de 

sangre. Posteriormente se perfundió con paraformaldehído al 4% + 0.2% de 

glutaraldehído en una solución amortiguadora de fosfatos. Terminada la perfusión, 

se extrajo el cerebro del animal para colocarlo en paraformaldehído al 4% a una 

temperatura de 4C (Luna, 1968). Pasadas 168 hrs, la muestra se incluyó en 

parafina para su procesamiento (Ver sección 5.10). 
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5.9 Resonancia Magnética 

 

La resonancia magnética se utilizó para cuantificar el volumen y daño 

hipocampal en los diversos grupos experimentales. Se utilizó un magneto de 7.0 T 

para adquirir las imágenes (Laboratorio Nacional enfocado en imagenología por 

resonancia magnética, Instituto de Neurobiología, UNAM Campus Juriquilla). Los 

parámetros para los escaneos se optimizaron para contraste de materia blanca-

gris, imagen tipo FLASH con adquisición 3D. La resolución fue de 85 micrómetros 

por lado, TR=30 ms, TE= 8.6 ms, ángulo de desviación=20 grados, tiempo de 

adquisición por animal=1 h. 

 

 El cálculo de los volúmenes totales de los hipocampos se realizó mediante 

la selección manual de las áreas de interés usando como referencia un atlas del 

cerebro de rata (Paxinos y Watson, 2007) y el programa ITK-SNAP versión 3.6.0 

(Yushkevich et al., 2018). Se delinearon máscaras individuales que contenían los 

voxeles correspondientes al hipocampo ipsilateral y contralateral al TCE. Los 

voxeles seleccionados fueron sumados para obtener los volúmenes totales. De 

forma similar se seleccionaron las áreas correspondientes al daño (voxeles 

hipointensos) por cada hipocampo y se obtuvieron los volúmenes de daño. 

 
5.10 Análisis histológico 

 

Se obtuvieron cortes coronales seriados de 5 μm de espesor a nivel de 

hipocampo ventral y dorsal. Los cortes obtenidos se montaron en laminillas 

previamente cubiertas con adhesivo poli-L-lisina (Sigma Aldrich). Para la evaluación 

del sitio de implante se utilizó tinción de Hematoxilina y Eosina, mientras que para 

cuantificar la preservación neuronal se utilizó NeuN. 

 
5.10.1 Tinción de Hematoxilina y Eosina 

 
 

La tinción de hematoxilina y eosina permite reconocer células en varios tipos 

de tejidos. La hematoxilina tiñe estructuras ácidas (basófilas) como los ácidos 

nucleicos y núcleos celulares en tono azul. La eosina tiñe componentes básicos 
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(acidófilos) como el citoplasma de las células en tonos rosas gracias a su naturaleza 

aniónica o ácida. El objetivo de usar esta tinción fue ubicar el sitio del implante del 

electrodo y el del sitio de lesión producida por el TCE.  

 
Las laminillas desparafinadas y rehidratadas se incubaron en una solución 

de hematoxilina durante 10 minutos. Posteriormente las muestras se lavaron con 

agua destilada y se sumergieron en alcohol ácido. Después las laminillas fueron 

colocadas 30 minutos en Eosina para después pasarlas a un tren de deshidratación 

de alcoholes. Finalmente se colocaron en xilol y fueron montadas con resina 

sintética Entellan® (Merck Millipore) para ser observadas con un microscopio 

óptico. 

 

5.10.2 Inmunohistoquímica  

 

Para evaluar la sobrevivencia neuronal, después de hidratar las laminillas se 

colocaron en una solución de recuperación antigénica (Diva, Biocare Medical) 

durante 10 min a 120 C. Después se lavaron en agua destilada y fueron incubadas 

en 3% H2O2 (10 min).  Posteriormente se incubaron con suero normal de cabra 

(1:200, 30 min) y después en anticuerpo primario monoclonal de ratón dirigido a 

NeuN (1:200; Millipore) durante 72 hrs. Después las muestras fueron lavadas tres 

veces con un buffer de fosfatos 10X (NaOH + NaH2PO4; pH 7.4) e incubadas con 

anticuerpo secundario peroxidasa anti-ratón (1:200; 2 hrs; Vector Laboratories). 

Para revelar se utilizó una gota de 3,3´-diaminobenzidina tetrahidrocloro disuelta en 

1 ml del buffer proporcionado en el Kit (Betazoid DAB Chromogen Kit, Biocare 

Medical). Finalmente, las laminillas fueron montadas en resina sintética Entellan® 

(Merck Millipore). 

 

5.10.3 Cuantificación Neuronal 

 

La densidad neuronal (mm3) de las regiones del GD, hilus, CA1 y CA3 del 

área dorsal del hipocampo se determinaron con el método de conteo fraccionario 

de West (West et al., 1991).  El análisis se realizó por cada una de las cuatro 
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regiones y por hemisferio en un mismo corte. Para este análisis se seleccionaron 3 

cortes a intervalos de 5 cortes seriados hipocampales. La fracción de muestreo (ssf) 

correspondió a 1/5. Para la realización del cálculo se tomó la fracción de volumen 

de cada área del hipocampo evaluada asf = área (cuadro) / área (x,y) y que 

correspondió al área de conteo (0.460 · 0.600 mm). La altura del disector (h) se 

calculó con relación al espesor del corte t (t/h). El número de células se calculó 

usando la siguiente fórmula: 

                                           N = (ΣQ-) · (t/h) · (1/asf) · (1/ssf) 

 

En esta fórmula, Q- representa el número de células positivas en una 

fracción de volumen conocido de cada área del hipocampo (West et al., 1991).  

 

5.11 Análisis estadístico 

Los datos fueron expresados en medias ± error estándar (EE), se consideró 

significancia estadística como un valor de p<0.05. Para la comparación de los 

valores del peso, capacidad sensoriomotora, UPD y espigas electrográficas, se 

utilizó la prueba T de Student o Mann Whitney dependiendo si los datos eran 

paramétricos o no paramétricos. Las comparaciones de los datos de volumetría y 

cuantificación neuronal fueron realizadas mediante la prueba ANOVA de dos vías 

seguida de un post-hoc de Tukey. En el caso de que los valores no fueran 

paramétricos, se utilizó la prueba Kruskal-Wallis seguida de un post-hoc de Dunn. 

Con el objetivo de comparar los valores de peso, capacidad sensoriomotora, UPD, 

volumen hipocampal y sobrevivencia neuronal de los cuatro grupos, se utilizó una 

prueba ANOVA de una vía seguida de un post-hoc de Tukey 

 

6. Resultados 
 
6.1 Experimento 1   
6.1.1 Grupo Sham+SS 
 

El grupo Sham+SS+NeuN tuvo un peso basal de 2513 g y mostró un 

incremento progresivo a lo largo del procedimiento experimental (Figura 17). Al día 

30 de la craneotomía, los animales presentaron un peso de 384.45 g. Con la 
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prueba del NS se identificó que los animales tuvieron un puntaje basal de 28 (Figura 

18). Los días 2, 23 y 30 posteriores a la craneotomía sus puntajes no cambiaron 

(27.60.12, 27.60.15 y 27.170.34) respectivamente. 

 

Mediante el registro del UPD se cuantificó que el grupo tuvo un promedio de 

384.318.09 A (Figura 19). Derivado de la evaluación del UPD, el 100% de los 

animales desarrollaron crisis fase I en la escala de Racine (Racine, 1972). Bajo 

nuestras condiciones experimentales no se registraron post descargas. Cabe 

señalar que mediante la tinción de Nissl se identificó que el área de implante del 

electrodo fue en el hipocampo ventral en el 100% de los animales. 

 

Los estudios con Resonancia Magnética ex vivo del grupo Sham+SS+RM 

permitieron obtener el volumen del hipocampo ipsilateral (51.90.9 mm3) y 

contralateral (52.60.9 mm3) a la craneotomía (Figura 20). Entre estos no hubo 

diferencias significativas (p=0.99). En el análisis por voxeles no se detectó daño en 

el hipocampo ipsilateral ni en el contralateral (Figura 21). 

 

El análisis estereológico del grupo Sham+SS+NeuN permitió cuantificar el 

número de células inmunopositivas a NeuN en el hipocampo ipsilateral (HI) y 

contralateral (HC) a la craneotomía, en las regiones del GD (HI, 3316292; HC, 

3659313), hilus (HI, 513.126; HC, 421.233), CA1 (HI, 1775133; HC,1659138) 

y CA3 (HI, 113282; HC, 115061). Los resultados indicaron que no hubo 

diferencias significativas entre el hipocampo ipsilateral y contralateral (p>0.05), en 

ninguna de las regiones evaluadas (Figuras 22 y 23).   

 

6.1.2 Grupo TCE+SS 

 

El peso basal del grupo TCE+SS+NeuN no fue diferente (p>0.05) al del 

grupo Sham+SS+NeuN bajo las mismas condiciones experimentales (Figura 17). 

Sin embargo, desde el día 1 posterior al TCE hasta el final del protocolo al día 30, 

los animales presentaron menor peso a comparación del grupo Sham+SS+NeuN 
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(p<0.05). 

Respecto al NS, el puntaje basal no fue diferente en comparación al del 

grupo Sham+SS+NeuN (p>0.05). Al día 2 posterior al TCE, el grupo presentó una 

disminución en su puntaje del 55.15% en relación con el grupo Sham+SS+NeuN 

(p<0.001). Los días 23 y 30 las disminuciones fueron del 39.57% (p<0.001) y 

38.68% (p<0.01) respectivamente (Figura 18).  

 

En comparación al valor del UPD del grupo Sham+SS+NeuN (Figura 19), el 

grupo presentó una disminución significativa del 63.3% (p<0.01). Al día 30 posterior 

al TCE, el 57% de los animales presentaron un promedio de post descarga de 

195.546 s de duración con una frecuencia de 7.170.3 espigas por segundo (Tabla 

2). El 100% de los animales presentaron crisis fase 1 (Racine, 1972). Cabe señalar 

que mediante la tinción de Nissl se identificó que el área de implante del electrodo 

fue en el hipocampo ventral en el 100% de los animales. 

 

En relación con las evaluaciones del volumen hipocampal (Figura 20), el 

hipocampo ipsilateral al TCE tuvo un volumen 18.72% menor en comparación al del 

grupo Sham+SS+RM (p<0.001). Asimismo, el hipocampo contralateral al TCE tuvo 

un volumen 9.3% menor (p<0.01). Al comparar los volúmenes del hipocampo 

ipsilateral y contralateral al TCE, se encontró que el primero presentó un volumen 

menor (p<0.001).  

 

Mediante los análisis por voxeles del grupo TCE+SS+RM, se determinó que 

a comparación del grupo Sham+SS+RM, el hipocampo ipsilateral al TCE presentó 

daño (0.17160.080 mm3). Respecto a los hipocampos contralaterales no se 

identificó daño en ninguno de los dos grupos (Figura 21).  Los promedios se 

muestran en la Tabla 3. 

 

Los análisis estereológicos indicaron que en comparación al grupo 

Sham+SS+NeuN, el GD ipsilateral al TCE mostró un 33% (p<0.05) menos de 

preservación neuronal. Por su parte el GD contralateral no mostró diferencias 
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significativas (p=0.20). Respecto al hilus del grupo Sham+SS+NeuN, el grupo 

presentó 77.68% y 51.8% menos células sobrevivientes en el hilus ipsilateral y 

contralateral al TCE, respectivamente (p<0.001). También el área CA1 ipsilateral al 

TCE mostró un 40% menos de células sobrevivientes (p<0.01) en comparación al 

grupo Sham+SS+NeuN, efecto que no se observa en el contralateral (p=0.92).  

En el área CA3 ipsilateral se identificó un 52% menos de preservación neuronal en 

comparación al grupo Sham+SS+NeuN (p<0.001). El área CA3 contralateral al TCE 

presentó 34% (p<0.01) menos células (Figuras 22 y 23). 

  El grupo TCE+SS+NeuN no presentó diferencias significativas en el número 

de células inmunopositivas a NeuN entre ambos hipocampos (Figuras 22 y 23), en 

ninguna de las estructuras analizadas: GD (HI, 2217168; HC, 2887268; p=0.31), 

hilus (HI, 11412; HC, 20224; p=0.96), CA1 (HI, 106268; HC,1332141; p=0.11), 

CA3 (HI, 53676; HC, 75769; p=0.17).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 17. El TCE induce pérdida de peso. Se muestra el porcentaje de 

cambio en el peso de los animales de los grupos SS (n=7; negro) y TCE+SS 

(n=7; morado) en condiciones basales (B) y a lo largo del protocolo. Los 

valores representan la media  EE del porcentaje de cambio en el peso con 

respecto a su basal, *p<0.05, **p<0.01, ***p<0.001 (TCE+SS vs SS), T de 

Student.   
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Figura 19. El TCE induce hiperexcitabilidad en el hipocampo ventral. Se 

muestran los valores del UPD de los grupos SS (n=7; negro) y TCE+SS (n=7; 

morado) obtenidos en la medición del UPD a los 30 días del TCE. Los valores 

son expresados como la media  EE de los A requeridos para inducir el UPD, 

***p<0.001 (TCE+SS vs SS), T de Student. 

Figura 18. El TCE induce disminución en la capacidad sensoriomotora. 

Se muestran los puntajes obtenidos en el NS de los grupos SS (n=7; negro) 

y TCE+SS (n=7; morado) en condiciones basales (B) y a los días posteriores 

2, 23 y 30 del TCE. Los valores representan la media  EE del puntaje 

obtenido en el NS, **p<0.01, ***p<0.001 (TCE+SS vs SS ), T de Student. 
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Grupo 
Experimental 

 
  
     Cambios                   Duración             Frecuencia de las 
 Conductuales              de PD(s)                    espigas (Hz) 

SS 

TCE+SS 

Fase 1 (n=7) 0 0 

Fase 1 (n=7) 195.5±46.6 (n=4)* 7.17±0.33 (n=4)* 

Tabla 2. Mediciones conductuales y electrográficas durante el registro del UPD 

Evaluaciones conductuales y electrográficas realizadas durante la determinación del 

UPD. Se muestran las medias  EE en segundos o Hz. Entre paréntesis se muestra 

el número de animales que presentaron la fase y post descarga (PD), *p<0.01 

(TCE+SS vs SS), Mann-Whitney.  

Figura 20. El TCE disminuye el volumen hipocampal en ambos hemisferios. 

Se  muestran los valores obtenidos en la cuantificación del volumen hipocampal 

mediante Resonancia Magnética ex vivo. La imagen está pesada a T2 y la 

evaluación se realizó 30 días después de la inducción del TCE. (A) Los volumenes 

del hipocampo ipsilateral y contralateral al TCE de los grupos SS (n=7; negro) y 

TCE+SS (n=7; morado) se expresan como la media (mm3)  EE, **p<0.01, 

***p<0.001 con respecto al grupo SS, @@p<0.01 con respecto al hipocampo 

contralateral, ANOVA de dos vías, Post Hoc de Tukey. (B) Se presentan imágenes 

representativas de la volumetría hipocampal, obtenida de las imágenes de 

Resonancia Magnética ex vivo de un cerebro de un animal del grupo SS y uno del 

grupo TCE+SS. El hipocampo ipsilateral a la lesión se marca con color verde 

mientras que el hipocampo contralateral con rojo. 
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Grupo 

Experimental 

     Promedios del daño hipocampal (mm3)  

    Hipocampo                                 Hipocampo 
   Ipsilateral al TCE (n)          Contralateral al TCE (n) 

SS 0 (0/5) 0 (0/5) 

TCE+SS 0.1716  0.08 (4/6) = 66.6% 0 (0/6) 

Análisis por voxeles en imágenes de Resonancia Magnética ex vivo pesada a T2. 

Los valores se expresan como medias (mm3)  EE. Entre paréntesis se muestran 

los animales que presentaron daño entre la n total por grupo. 

Figura 21. El TCE induce daño neuronal hipocampal en el hemisferio ipsilateral 

al TCE. Se muestran los valores obtenidos en la cuantificación por voxeles del daño 

hipocampal en imágenes de Resonancia Magnética ex vivo. La imagen está pesada 

a T2 y la evaluación se realizó 30 días después de la inducción del TCE. El daño en 

el hipocampo ipsilateral y contralateral al TCE de los grupos SS (n=5; negro) y 

TCE+SS (n=6; morado), se expresan como la media (mm3)  EE, *p<0.05 (TCE+SS 

vs SS), @p<0.05 con respecto al hipocampo contralateral, Kruskal-Wallis, Post Hoc 

de Dunn. (B) Se presentan imágenes representativas de Resonancia Mangética ex 

vivo de un cerebro de un animal del grupo SS y uno del grupo TCE+SS. El hemisferio 

ipsilateral a la lesión se señala con una flecha roja. El edema en el sitio de lesión se 

observa como hiperintesidad (asterisco amarillo) y la pérdida de tejido como 

hipointensidad (flecha blanca). 

 

Tabla 3. Datos cualitativos del análisis por voxeles  

 



                                                                                                                                                                 

 

39 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 22. El TCE induce muerte neuronal en el Giro Dentado e hilus. 

Se presentan los valores de las células positivas a NeuN en las áreas del 

GD (A) e hilus (B) del hipocampo dorsal ipsilateral y contralateral en los 

grupos SS (n=6; negro) y TCE+SS (n=6; morado). Los valores representan 

la media  EE de la preservación neuronal por mm3, *p<0.05, ***p<0.001 

(TCE+SS vs SS), ANOVA de dos vías, Post Hoc de Tukey. En el panel 

inferior se muestran microfotografiías representativas del GD (C) e hilus (D) 

del hipocampo dorsal  ipsilateral al TCE, de los grupos SS y TCE+SS. Se 

señalan con flechas negras las células inmunopositivas a NeuN. 
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Figura 23. El TCE induce muerte neuronal en CA1 y CA3. Se muestran 

los valores de las células positivas a NeuN en las áreas CA1 (A) y CA3 

(B) del hipocampo dorsal ipsilateral y contralateral al TCE, en los grupos 

SS (n=6; negro) y TCE+SS (n=6; morado). Los valores representan la 

media  EE de la preservación neuronal por mm3, **p<0.01, ***p<0.001 

(TCE+SS vs SS), ANOVA de dos vías, Post Hoc de Tukey. En el panel 

inferior se muestran microfotografías representativas de CA1 (C) y CA3 

(D) del hipocampo dorsal ipsilateral al TCE, en los grupos SS y TCE+SS. 

Se señalan con flechas negras las células inmunopositivas a NeuN. 
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6.1.3 Discusión del Experimento 1  

 

Los resultados del experimento 1 mostraron que la inducción del TCE 

disminuyó el peso y la capacidad sensoriomotora de los animales durante todo el 

protocolo. Además, al día 30 posterior al TCE se identificó que los animales 

presentaron disminución en el volumen, daño, muerte neuronal e 

hiperexcitabilidad hipocampal.  

La disminución en el peso de los animales provocado por el TCE, concuerda 

con lo reportado en la literatura tanto en estudios en animales (Kharatishvili et al., 

2006; Roe y Rothwell., 1997; Lyeth et al., 1990) como en pacientes (Crenn et al., 

2014). Una explicación a la pérdida de peso sostenida es el hipermetabolismo que 

va del 87 al 200% de incremento en el gasto energético y la anorexia asociada 

que se presenta frecuentemente después de una lesión y/o inflamación (Foley et 

al., 2008). Con el objetivo de esclarecer la pérdida de peso, Roe y Rothwell (1997) 

demostraron en un grupo de animales que sufrieron un TCE, que ésta era 

independiente de la ingesta de comida y que estaba más relacionada con el 

hipermetabolismo por la activación del sistema simpático periférico. La 

modificación en la alimentación también puede deberse a alteraciones en el 

hipotálamo. Esta estructura se relaciona ampliamente con la ingesta de comida, 

apetito y control del peso corporal (Liangyou, 2013; Minokoshi et al., 2014). Se 

sabe que después de un TCE el hipotálamo presenta alteraciones en su función. 

Por ejemplo, después de padecer un TCE los pacientes presentan niveles 

anormales en hormonas como la testosterona y T4 entre otras (Rosario et al., 

2013), sin embargo, son necesarios más experimentos para apoyar esta hipótesis.  

Respecto al NS de los animales, nuestros resultados coinciden con la 

literatura. En ésta se describe que la capacidad sensoriomotora de los animales 

disminuye a las 24 h posteriores al TCE, y que no regresa a valores normales 

hasta el segundo mes posterior a la lesión (McIntosh et al., 1989; Pierce et al., 

1998). El daño neuromotor también se observa en la clínica, ya que hasta dos 

años posteriores del TCE, los pacientes siguen presentado anormalidades en la 

examinación neuromotora (Walker y Pickett, 2007). Una posible explicación de 
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este resultado es que posterior a un TCE se podría presentar daño en alguna de 

las conexiones que existen entre la corteza, núcleos subcorticales, cerebelo, tallo 

cerebral y médula espinal, las cuales coordinan el movimiento del músculo 

esquelético (Purves et al., 2004). Una alteración de cualquiera de estas áreas y/o 

conexiones aunado a la atrofia de la corteza neuromotora inducida por el TCE 

(Smith et al., 1997), podría afectar la capacidad sensoriomotora de los animales. 

Mediante el registro del UPD se identificó que el TCE severo indujo 

hiperexcitabilidad neuronal en el hipocampo ventral al día 30 posterior a la lesión. 

Esto coincide con estudios previos in vitro que encontraron hiperexcitabilidad 

hipocampal desde una semana hasta 7 meses posteriores al TCE (Neuberger et 

al., 2014; D´Ambrosio et al., 2005; Santhakumar et al., 2000; 2001). Asociados a 

estos cambios, nuestros datos indicaron que el TCE induce postdescargas 

electrográficas que van acompañadas de crisis motoras fase I en la escala de 

Racine (Racine, 1972). De manera similar, Bao y colaboradores (2011) 

administraron dosis subumbrales del fármaco proconvulsivante pentilenotetrazol 

(PTZ) a animales a los que se les indujo un TCE dos semanas antes. Los animales 

presentaron crisis motoras fase I (80% de los animales), II (10% de los animales) 

y III (30% de los animales) de la escala de Racine (1978). 

 Una explicación a esta hiperexcitabilidad se asocia con la hipótesis de las 

células en canasta silentes (Sloviter, 1994). Esta propone que al morir las células 

de hilus se induce una denervación excitatoria de las interneuronas. Esto lleva a 

una inhibición hipoactiva de las células granulares, que a su vez produce la 

hiperexcitabilidad del GD. Aunado a esto, las células hilares sobrevivientes a un 

TCE presentan hiperexcitabilidad. Como ejemplo, en un estudio in vivo se 

encontró que al estimular la vía perforante, las células hilares presentaban 

descargas de trenes de potenciales de acción de mayor duración (Santhakumar 

et al., 2000). 

 La reorganización de los circuitos hipocampales también participa en la 

hiperexcitabilidad postraumática. Se sabe que después de la muerte celular 

hipocampal, las células granulares proyectan axones colaterales aberrantes hacia 

el hilus, capa molecular y capa granular del GD (Nadler et al., 1983; Santhalumar 
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et al., 2001; Wenzel et al., 2000). Estas colaterales aberrantes hacen sinapsis con 

otras células granulares, lo cual produce un nuevo circuito glutamatérgico que 

podría volver al hipocampo más hiperexcitable (Wenzel et al., 2000).  

 En relación con las evaluaciones de las imágenes de Resonancia 

Magnética ex vivo, los resultados indicaron que el TCE induce una disminución en 

el volumen hipocampal ipsilateral y contralateral al TCE. Por otra lado, 

la medición del daño mediante voxeles indicó que solo el hipocampo ipsilateral al 

sitio de lesión presentó daño. Esto coincide con lo descrito anteriormente por 

Bramlett y colaboradores (1997). A diferencia de nuestros datos que indican que 

la atrofia ocurre de forma bilateral, otros estudios han encontrado que sólo el 

hipocampo ipsilateral al TCE presenta disminución en el volumen (Immonen et al., 

2009). Sin embargo, estudios en pacientes coinciden en que la atrofia es 

bilateral (Ariza et al., 2006; Tomaiuolo et al., 2004). Entre las posibles 

explicaciones a la disminución en el volumen hipocampal, está la pérdida neuronal 

hipocampal progresiva. Esta se presenta desde las primeras horas hasta meses 

posteriores a un TCE (Smith et al., 1997; Cortez et al., 1989). También existe una 

pérdida significativa en el número de sinapsis por unidad de volumen de áreas 

hipocampales como CA1 y GD después de un TCE (Scheff et al., 2005; Gao et 

al., 2011). Las sinapsis, que forman parte del neuropilo aportan un porcentaje 

importante del volumen hipocampal. Por lo que no se descarta que daño en el 

neuropilo (dendritas, axones, procesos gliales, sinapsis) podría contribuir en la 

disminución del volumen hipocampal (Cobb et al., 2006). 

 En estudios previos se encontró que el daño a células del GD ipsilateral al 

TCE inicia desde las primeras 24 h posteriores a la lesión (Cortez et al., 1989; 

Colicos y Dash, 1996). Por lo que los resultados coinciden en que la disminución 

en el número de células granulares es exclusiva en el hipocampo ipsilateral 

(Figura 22). En el caso de esta estructura, se ha encontrado que la pérdida 

neuronal puede deberse tanto a necrosis como apoptosis (Rink et al., 1995; 

Colicos y Dash, 1996). En evaluaciones en las primeras 48 h posteriores al TCE, 

se encontró que células del GD presentaban características morfológicas de 

apoptosis como son las células encogidas con cromatina condensada y 
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segmentación nuclear (Colicos y Dash, 1996). También se observaron 

mitocondrias hinchadas, una morfología típica de la necrosis (Rink et al., 1995). 

 Respecto al hilus, los datos coinciden con diversos estudios en los que se 

ha encontrado que la muerte neuronal se presenta en el hipocampo ipsilateral y/o 

en el contralateral (Bramlett et al., 1997; Smith et al., 1997; Cortez et al., 1989; 

Grady et al., 2003). Es importante señalar que estas células son las más 

vulnerables después de un TCE. Mediante análisis histológicos realizados 1 

minuto después de la inducción del TCE, se ha cuantificado que las células hilares 

son las primeras en morir (Toth et al., 1997). Por lo que se considera que los 

procesos de muerte iniciales son dependientes de la presión hidráulica causada 

por el impacto. Aunado a esto, se sabe que la pérdida celular en el hilus está 

asociada a la hiperexcitabilidad hipocampal (Lowenstein et al., 1992). Por ejemplo, 

animales que desarrollan epilepsia post traumática presentan una menor 

población de células hilares en comparación a animales que no la presentan 

(Kharatishvili et al., 2006). Esto coincide con los datos de hiperexcitabilidad 

hipocampal, en donde se observó una disminución en el UPD. 

 En relación con el área CA1 del hipocampo, los resultados coinciden con la 

literatura. Se sabe que desde la primera semana después de un TCE, la pérdida 

de células piramidales es ipsilateral y progresiva hasta 6 meses después del TCE 

(Cortez et al., 1989; Bigler y Maxwell, 2011; Maxwell et al., 2003). Estudios han 

encontrado que estas células piramidales son especialmente sensibles a la 

isquemia (Bonnekoh et al., 1997), pero mucho más resistentes al daño mecánico 

inicial inducido por el TCE (Toth et al., 1997). Por lo que la disminución en el 

número de estas células después de un TCE, podría estar más relacionado con 

los procesos isquémicos que se presentan asociados al TCE. 

 En el área CA3 encontramos que el daño se presenta en el hipocampo 

ipsilateral y contralateral al TCE. En la literatura se reporta que la pérdida neuronal 

en CA3 se presenta solamente en el hipocampo ipsilateral al TCE (Bramlett et al., 

1997; Smith et al., 1997; Cortez et al., 1989). Sin embargo, en los estudios 

reportados la intensidad del TCE es de leve a moderada. Solo en un estudio 

realizado por Grady y colaboradores (2003) se utilizó un TCE de intensidad 
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severo. En este estudio se observó que a dos semanas posteriores al TCE, se 

presentó una tendencia en el área CA3 contralateral a presentar muerte neuronal. 

Por lo que es posible considerar que en nuestro trabajo, el daño bilateral se debe 

a que el TCE fue severo y a que los estudios histológicos se realizaron 4 semanas 

después de la lesión. Respecto a los posibles mecanismos involucrados con la 

muerte celular en esta área, se sabe que en el primer minuto después del TCE las 

células de CA3 más distantes entre sí mueren por necrosis (Toth et al., 1997). 

Minutos después el primer impacto, las células mueren por un proceso apoptótico 

(Rink et al., 1995). 

Respecto a estos resultados podemos concluir que la inducción del TCE 

disminuye el peso y la capacidad sensoriomotora de los animales durante todo el 

protocolo. Además, que al día 30 posterior al TCE se presenta disminución en el 

volumen, daño, muerte neuronal e hiperexcitabilidad hipocampal. 

 

6.2 Experimento 2 
 

6.2.1 Grupo Sham+CG  
 

El peso basal del grupo Sham+CG+NeuN no fue diferente al del grupo 

Sham+SS+NeuN (p0.05) bajo las mismas condiciones experimentales (Figura 

24). Durante el resto de las evaluaciones el peso fue similar entre ambos grupos 

(p0.05). 

El análisis del NS mostró que no existieron diferencias significativas (p0.05) 

en la capacidad sensoriomotora en comparación al grupo Sham+SS+NeuN, en 

ninguna de las evaluaciones realizadas (Figura 25). En el valor del UPD no se 

encontraron diferencias (p=0.93) entre estos grupos (Figura 26). Derivado de la 

evaluación del UPD, el 100% de los animales desarrollaron crisis fase I en la escala 

de Racine (Racine, 1972) y bajo nuestras condiciones experimentales no 

presentaron post descargas (Ver Tabla 4). Es importante indicar que en el 100% 

de los animales, el electrodo se ubicó en el hipocampo ventral. 

En relación con las evaluaciones del volumen hipocampal, no hubo 

diferencias entre los hipocampos ipsilateral y contralateral a la craneotomía 

(p0.05), respecto al grupo Sham+SS+RM (Figura 27). Mediante los análisis de 
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daño hipocampal por voxeles, se determinó que no hubo daño en el hipocampo 

ipsilateral ni contralateral (Figura 28). Los promedios se muestran en la Tabla 5. 

Los análisis estereológicos indicaron que en comparación al grupo 

Sham+SS+NeuN, las regiones del GD, hilus, CA1 y CA3 no mostraron diferencias 

(p0.05) respecto a la cantidad de células inmunopositivas a NeuN (Figuras 29-

32). 

 

6.2.2 Grupo TCE+CG 
 

En las mismas condiciones experimentales no se encontraron diferencias en 

el peso basal a comparación de los grupos Sham+SS+NeuN y TCE+SS+NeuN 

(p0.05).  Desde el primer día hasta el día 7 posterior al TCE, se observó una 

disminución de peso significativa con relación al grupo Sham+SS+NeuN (p<0.01). 

A partir del día 8 posterior al TCE ya no se observó esta diferencia (p0.05). 

Respecto al grupo TCE+SS+NeuN, el peso fue similar durante todo el protocolo 

(Figura 24). 

Respecto al NS, el puntaje basal no fue diferente en comparación al del 

grupo Sham+SS+NeuN ni al del grupo TCE+SS+NeuN (p>0.05). Al día 2 posterior 

al TCE, en relación con el grupo Sham+SS+NeuN, hubo 35% menos (p<0.001) 

capacidad sensoriomotora de los animales. Sin embargo, en los días 23 y 30 

posteriores al TCE, los puntajes de los grupos fueron similares (p>0.05). En 

comparación al grupo TCE+SS+NeuN, se cuantificaron puntajes más elevados 

desde el día 2 posterior al TCE (p<0.001) y durante el resto de las evaluaciones 

(Figura 25). 

En la evaluación del UPD, no se encontraron diferencias (p=0.21) respecto 

al grupo Sham+SS+NeuN (Figura 26). En relación al análisis electrográfico (Ver 

Tabla 4), se cuantificó que el 71% de los animales presentaron una post descarga 

de 24343 s de duración, con una frecuencia de espigas de 7.3801 por segundo. 

Durante la estimación del UPD, 71% de los animales presentaron crisis fase I, 

mientras que 28% tuvieron crisis fase IV en la escala de Racine (Racine., 1972). 

Respecto al grupo TCE+SS+NeuN, se encontró que el UPD fue 54.7% mayor 

(p<0.001). Por otro lado, la duración de la post descarga y la frecuencia de las 
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espigas presentaron características similares a las del grupo TCE+SS+NeuN 

(p0.05). Es importante indicar que en el 100% de los animales, el electrodo se 

ubicó en el hipocampo ventral. 

En relación con las evaluaciones del volumen por Resonancia Magnética, el 

hipocampo ipsilateral al TCE presentó 14.13% menos volumen respecto al grupo 

Sham+SS+RM (p<0.001). Este efecto no se presentó en el hipocampo 

contralateral (p=0.38). Respecto al grupo TCE+SS+RM, no se encontraron 

diferencias significativas en el volumen del hipocampo ipsilateral (p=0.47) ni 

contralateral (p=0.38) al TCE (Figura 27). En la evaluación por voxeles se encontró 

daño en el hipocampo ipsilateral al TCE, el cual no fue diferente al del grupo 

Sham+SS+RM (p=0.15). En el hipocampo contralateral al TCE no se identificó 

daño (Ver Tabla 5). Respecto al grupo TCE+SS+RM, no se encontraron 

diferencias (p0.05) en el daño del hipocampo ipsilateral ni contralateral al TCE 

(Figura 28). 

En relación con los análisis estereológicos, no se encontraron diferencias 

(p0.05) en ninguna de las áreas hipocampales evaluadas respecto al grupo 

Sham+SS+NeuN. En comparación al grupo TCE+SS+NeuN, el número de células 

inmunopositivas a NeuN en el GD ipsilateral y contralateral al TCE (Figura 29) no 

fue diferente (p0.05). Respecto al hilus del grupo TCE+SS+NeuN, se encontró 

una mayor (p<0.001) preservación neuronal tanto en el hipocampo ipsilateral 

como en el contralateral al TCE (Figura 30). En el área CA1 ipsilateral al TCE, se 

encontraron 39% (p<0.01) más células que en la del grupo TCE+SS+NeuN 

(Figura 31), efecto que no se encuentra en CA1 contralateral (p=0.17). En el área 

CA3 ipsilateral al TCE (Figura 32), se cuantificó un 49.5% más de preservación 

neuronal comparación al grupo TCE+SS+NeuN (p<0.001). En el CA3 contralateral 

al TCE, el número de células fue 32.2% mayor (p<0.05). 
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Figura 24. La administración de CG no recupera la pérdida de peso 

inducida por el TCE. Se muestra el peso de los animales en los grupos SS 

(n=7; negro), TCE+SS (n=7; morado), CG (n=7; verde) y TCE+CG (n=7; azul) 

en condiciones basales (B) y a lo largo del protocolo. Los valores representan 

la media  EE del porcentaje de cambio de peso con respecto a su basal, 

@p<0.05, @@p<0.01, @@@p<0.001 (TCE+SS vs SS); **p<0.01, ***p<0.001 

(TCE+CG vs SS); &p<0.05 (TCE+CG vs TCE+SS), ANOVA de una vía, Post 

Hoc de Tukey. 
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Figura 25. El tratamiento con CG mejora la capacidad sensoriomotora al 

día 23 y 30 del TCE. Se muestran los puntajes obtenidos en el NS de los grupos 

SS (n=7; negro), TCE+SS (n=7; morado), CG (n=7; verde) y TCE+CG (n=7; 

azul) en condiciones basales (B) y a los días posteriores 2, 23 y 30 del TCE. 

Los valores representan la media  EE del puntaje obtenido en el NS, 

@@@p<0.001 (TCE+SS vs SS), ***p<0.001 (TCE+CG vs SS), &&&p<0.001 

(TCE+CG vs TCE+SS), ANOVA de una vía, Post Hoc de Tukey. 
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Grupo                       Cambios                   Duración de            Frecuencia  
Experimental      Conductuales                    PD (s)               de espigas (Hz) 
SS 

CG 

TCE+SS 

TCE+CG 

Fase 1 (n=7) 0 0 
Fase 1 (n=7) 0 0 
Fase 1 (n=7) 195.5±46.6 

(n=4)* 
7.17±0.33 

(n=4)* 
Fase 1 (n=5) 

4(n=2) 
243±43  

(n=5) 
7.38±01 

(n=5) 

Tabla 4. Mediciones conductuales y electrográficas durante registro del UPD 

Evaluaciones conductuales y electrográficas realizadas durante la determinación 

del UPD. Se muestran las medias  EE en segundos o Hz. Entre paréntesis se 

indican el número de animales que presentaron la fase y post descarga (PD), 

*p<0.01 (TCE+SS vs SS), Mann Whitney; p0.05 (PD: TCE+CG vs TCE+SS), 

Mann Whitney; p0.05 (Espigas: TCE+CG vs TCE+SS), T Student. 

Figura 26. El tratamiento con CG induce un mayor valor de UPD a los 30 días 

posteriores de un TCE. Se presentan los valores del UPD de los grupos SS (n=7; 

negro), TCE+SS (n=7; morado), CG (n=7; verde) y TCE+CG (n=7; azul) obtenidos 

en la medición del UPD a los 30 días del TCE. Los valores son expresados como 

la media  EE de los A requeridos para inducir el UPD, ***p<0.001 con respecto 

al grupo SS; @@@p<0.001 con respecto al grupo CG; ###p<0.001 con respecto al 

grupo TCE+SS, ANOVA de una vía, Post Hoc de Tukey. 
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Figura 27. El tratamiento subcrónico con CG no disminuye la atrofia 

hipocampal inducida por el TCE. Se muestran los valores obtenidos en la 

cuantificación del volumen hipocampal mediante Resonancia Magnética ex vivo. La 

imagen está pesada a T2 y la evaluación se realizó 30 días después de la inducción 

del TCE. Los volúmenes del hipocampo ipsilateral (A) y contralateral (B)  al TCE de 

los grupos SS (n=8; negro), CG (n=4; verde), TCE+SS (n=7; morado) y TCE+CG 

(n=7; azul) se expresan como la media (mm3)  EE, *p<0.05, ***p<0.001 con 

respecto al grupo SS; @p<0.05 con respecto al grupo CG, ANOVA de una vía, Post 

Hoc de Tukey. En el panel inferior se presentan imágenes representativas de la 

volumetría hipocampal, obtenida de las imágenes de Resonancia Magnética ex vivo 

de un cerebro de un animal del grupo TCE+SS (C) y uno del grupo TCE+CG (D). 

El hipocampo ipsilateral a la lesión se marca con color verde mientras que el 

hipocampo contralateral con rojo. 
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Figura 28. El tratamiento con CG no evita el daño hipocampal ipsilateral 

al TCE. Se muestran los valores obtenidos en la cuantificación por voxeles del 

daño hipocampal en imágenes de Resonancia Magnética ex vivo. La imagen 

está pesada a T2 y la evaluación se realizó 30 días después de la inducción 

del TCE. El daño en los hipocampos ipsilateral (A) y contralateral (B) de los 

grupos SS (n=5; negro), CG (n=4; verde), TCE+SS (n=6; morado) y TCE+CG 

(n=5; azul) se expresan como la media (mm3)  EE. Kruskal-Wallis, Post Hoc 

de Dunn. En el panel inferior se presentan imágenes representativas de 

Resonancia Magnética ex vivo de un cerebro de un animal del grupo TCE+SS 

(C) y uno del grupo TCE+CG (D). El hemisferio ipsilateral a la lesión se señala 

con una flecha roja. El edema en el sitio de lesión se observa como 

hiperintesidad (asterisco amarillo) y la pérdida de tejido como hipointensidad 

(flecha blanca). 
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Tabla 5. Datos cualitativos del análisis por voxeles 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

                                               Promedios del daño hipocampal (mm3) 

Grupo 

Experimental 

Hipocampo  

Ipsilateral (n) 

Hipocampo 

Contralateral (n) 

SS 0 (0/5) 0 (0/5) 

CG 0 (0/4) 0 (0/4) 

TCE+SS 0.1716 ± 0.08 (4/6) = 66.6% 0 (0/6) 

TCE+CG 0.1215 ± 0.03 (6/7) = 85.7% 0 (0/5) 

Análisis por voxeles en imágenes de Resonancia Magnética ex vivo pesada a T2. 

Los valores se expresan como medias (mm3) ± EE. Entre paréntesis se muestran 

los animales que presentaron daño entre la n total por grupo. 
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Figura 29. El CG incrementa la sobrevivencia neuronal en el GD ipsilateral 

al TCE. Se muestran los valores de las células positivas a NeuN en las áreas del 

GD ipsilateral al TCE (A) y contralateral (B) del hipocampo dorsal en los grupos 

SS (n=6; negro), CG (n=5; verde), TCE+SS (n=6; morado) y TCE+CG (n=6; azul). 

Los valores representan la media  EE de la preservación neuronal por mm3, 

*p<0.05 con respecto al grupo SS, ANOVA de una vía, Post Hoc de Tukey. En el 

panel inferior se muestran microfotografías representativas del GD ipsilateral al 

TCE del hipocampo dorsal de los grupos SS (C), CG (D), TCE+SS (E) y TCE+CG 

(F). Se señalan con flechas negras las células inmunopositivas a NeuN. 



                                                                                                                                                                 

 

55 

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Figura 30. El tratamiento con CG incrementa la sobreviviencia neuronal en 

el hilus después de un TCE. Se muestran los valores de las células positivas a 

NeuN en el hilus ipsilateral al TCE (A) y contralateral (B) del hipocampo dorsal 

en los grupos SS (n=6; negro), CG (n=5; verde), TCE+SS (n=6; morado) y 

TCE+CG (n=6; azul). Los valores representan la media  EE de la preservación 

neuronal por mm3, ***p<0.001 con respecto al grupo SS; @@@p<0.001 con 

respecto al grupo CG; ###p<0.001 con respecto al grupo TCE+SS, ANOVA de una 

vía, Post Hoc de Tukey. En el panel inferior se muestran microfotografías 

representativas del hilus ipsilateral al TCE del hipocampo dorsal de los grupos 

SS (C), CG (D), TCE+SS (E) y TCE+CG (F). Se señalan con flechas negras las 

células inmunopositivas a NeuN. 
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Figura 31. El tratamiento con CG incrementa la sobrevivencia neuronal en 

el área de CA1 después de un TCE. Se muestran los valores de las células 

inmunopositivas a NeuN en CA1 ipsilateral al TCE (A) y contralateral (B) del 

hipocampo dorsal en los grupos SS (n=6; negro), CG (n=5; verde), TCE+SS 

(n=6; morado) y TCE+CG (n=6; azul). Los valores representan la media  EE de 

la preservación neuronal por mm3, **p<0.01 con respecto al grupo SS; @@p<0.01 

con respecto al grupo CG; ##p<0.01 con respecto al grupo TCE+SS, ANOVA de 

una vía, Post Hoc de Tukey.
 
En el panel inferior se muestran microfotografías 

representativas del área CA1 ipsilateral al TCE del hipocampo dorsal de los 

grupos SS (C), CG (D), TCE+SS (E) y TCE+CG (F). Se señalan con flechas 

negras las células inmunopositivas a NeuN. 
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Figura 32. El tratamiento con CG incrementa la sobrevivencia neuronal 

en el área de CA3 después de un TCE. Se muestran los valores de las 

células positivas a NeuN en CA3 ipsilateral al TCE (A) y contralateral (B) del 

hipocampo dorsal en los grupos SS (n=6; negro), CG (n=5; verde), TCE+SS 

(n=6; morado) y TCE+CG (n=6; azul). Los valores representan la media  EE 

de la preservación neuronal por mm3, *p<0.05, ***p<0.001 con respecto al 

grupo SS; @p<0.05 con respecto al grupo CG; #p<0.05, ###p<0.001 con 

respecto al grupo TCE+SS, ANOVA de una vía, Post Hoc de Tukey.
 
En el 

panel inferior se muestran microfotografías representativas del área CA3 

ipsilateral al TCE del hipocampo dorsal de los grupos SS (C), CG (D), TCE+SS 

(E) y TCE+CG (F). Se señalan con flechas negras las células inmunopositivas 

a NeuN. 

 



                                                                                                                                                                 

 

58 

6.2.3 Discusión Experimento 2 
 

Los resultados del experimento 2 mostraron que el grupo CG no fue diferente 

al grupo SS en ninguna de las evaluaciones realizadas (peso, capacidad 

sensoriomotora, UPD, atrofia y número de células hipocampales).  

En relación con los resultados de la administración de CG en animales control, 

obtuvimos que el CG no modificó el peso de los animales a lo largo del protocolo 

en comparación al grupo SS. Estos datos coinciden con estudios previos en donde 

la administración intraventricular (i.c.v) de CG (200g) a ratas privadas de comida 

y agua, no indujo diferencias en la ingesta ni en la actividad locomotora respecto al 

grupo control (Nava y Caputi, 1999). En contraste, en un modelo de anorexia en el 

que se administró CG (400 mg/kg, i.p.), éste incrementó la ingesta de comida y 

agua (Hayashi et al., 2008). Sin embargo, nuestros datos indicaron que la 

administración de CG no modifica la capacidad neuromotora, el valor del UPD, el 

volumen hipocampal ni la preservación neuronal en ninguna de las áreas 

hipocampales evaluadas. Esto sugiere que la administración repetida de CG (50 

mg/kg) en un animal sano no tiene ningún efecto en las mediciones realizadas. En 

este sentido, es importante recordar que la administración diaria durante 6 meses 

de CG (50 mg/kg; i.v.) en primates Rhesus, no indujo ningún tipo de efecto tóxico 

(Cox et al., 1970). En humanos su uso crónico no produce anormalidades 

pulmonares, renales, hepáticas ni hematológicas (McLean et al.,1973). Lo que nos 

sugiere que el CG es un fármaco seguro para su administración crónica.  

Respecto al grupo de animales que se les administró CG de forma subcrónica 

después de la inducción de un TCE severo, los datos indicaron que este fármaco 

no logró recuperar la pérdida de peso inducida por el TCE. Sin embargo la 

capacidad sensoriomotora mejoró desde el día 2 posterior a la inducción del TCE. 

Asimismo, se observó que la administración del CG mantuvo elevado el umbral a 

la hiperexcitabilidad en el hipocampo ventral. Por otra parte, este trabajo encontró 

que la administración de CG no logró evitar la disminución del volumen hipocampal 

inducido por el TCE. Adicionalmente se observó mediante los análisis histológicos, 

que la administración del fármaco durante 10 días tuvo un efecto neuroprotector en 
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el GD, hilus, CA1 y CA3.  

En este punto es conveniente recordar que el CG es un estabilizador de 

células cebadas con dos mecanismos de acción conocidos (Howell y Altounyan, 

1967; Kusner et al; 1973). Uno consiste en bloqueo de los canales de Ca2+ 

(Ashmole et al., 2012) y el segundo en la fosforilación de la proteína moesina (78 

kDa) que evita el paso de la señal entre la membrana y el citoesqueleto 

(Theoharides et al., 2000).  Es por lo anterior que la administración del CG evita 

que las células cebadas liberen las sustancias que contienen sus gránulos (aminas, 

citosinas inflamatorias, enzimas degradantes de tejido, prostaglandias, ROS y 

histamina entre otros) que se saben inducen y perpetúan el daño (Da Silva et al., 

2014).  

En relación con el CG y su efecto en la ingesta y el peso, dos estudios previos 

en modelos de hipofagia encontraron que la administración de CG incrementó la 

ingesta de comida y de agua en los animales (Hayashi et al., 2008; Nava y Caputi, 

1999). Una posible explicación a este efecto del CG es que al inhibir la 

desgranulación de las células cebadas se disminuyen los niveles de histamina. Esto 

evita la activación del receptor H1 en el núcleo paraventricular y ventromedial, lo 

cual a su vez disminuye la saciedad e incrementa la ingesta (Sakata et al., 1988). 

Sin embargo, esto es contrario a nuestros resultados. Los animales a los que se les 

administró CG de forma subcrónica después de la inducción de un TCE severo no 

tuvieron una recuperación general de peso. Esto sugiere que la pérdida de peso 

podría deberse al hipermetabolismo inducido por la lesión y no por disminución en 

la ingesta (Roe y Rothwell, 1997). 

 En la evaluación del NS de los animales a los que se les administró CG 

durante 10 días después del TCE, se cuantificó que el tratamiento mejoró la 

recuperación sensoriomotora a partir del día 2 posterior a la lesión. Estos datos 

coinciden con lo reportado por Strbian y colaboradores (2007) en un modelo de 

hemorragia intracerebral en el que se administró CG (i.c.v: 750 g o i.v: 100 mg/kg) 

5 minutos antes de la inducción de la hemorragia y se evaluó la capacidad 

sensoriomotora 24 h después. En este estudio los animales que recibieron el CG 

mostraron una mejor recuperación neurológica y motora en comparación al grupo 
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control y al grupo al que se le administró solución salina. Una posible explicación a 

esta recuperación motora es que la administración de CG podría estar protegiendo 

a la corteza sensoriomotora y sus conexiones que llegan hasta el músculo 

esquelético. Se podría suponer que el efecto del CG que evita la liberación de 

sustancias que fomentan y perpetúan el daño, estaría actuando de forma similar a 

lo que se ha demostrado en modelos de hemorragia-isquemia (Jin et al., 2009), en 

los que se encuentra que evita la inflamación cerebral.  

En la evaluación del UPD, los datos indicaron que la administración del 

tratamiento subcrónico de CG posterior a un TCE severo mantiene elevado el 

umbral para la inducción de la hiperexcitabilidad postraumática en el hipocampo 

ventral. Sin embargo, dado que la post descarga y el tipo de crisis motoras fueron 

similares a las del grupo sin tratamiento, se considera que el CG no evita la 

propagación de la hiperexcitabilidad. Esto quiere decir que aunque el hipocampo 

presenta menos hiperexcitabilidad después de la lesión, la actividad se propaga de 

esta primera estructura a otras áreas como el tálamo, neocorteza y ganglios 

basales (Engel et al., 1978; Ackermann et al., 1986; Handforth y Ackermann., 1988; 

Browning, 1986). Respecto a esto, consideramos que la menor hiperexcitabilidad 

identificada en los animales administrados con CG, es consecuencia de la 

disminución en los niveles de histamina por la inhibición de la desgranulación de 

las células cebadas. Esta hipótesis se respalda en estudios en los que se encontró 

que la histamina incrementa la población de espigas hipocampales (Kostopoulos et 

al., 1988) y la actividad sináptica mediada por receptores NMDA, proceso que lleva 

a muerte celular excitotóxica en células hipocampales (Skaper et al., 2001). Aunado 

a esto, en una serie de estudios en el modelo de status epilepticus (SE) inducido 

por pilocarpina, se encontró que la administración de CG antes del SE: 1) mantuvo 

en niveles control la liberación de histamina, 2) eliminó las sacudidas de perro 

mojado e 3) indujo neuroprotección hipocampal (Valle-Dorado et al., 2015). 

Posteriormente se determinó que la administración del CG después de la inducción 

del SE protegió a las células hipocampales y previno la expresión de crisis 

generalizadas, mientras que su administración crónica disminuyó el número y 

duración de las crisis presentadas por día (Valle-Dorado et al., 2018). Con esta 
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evidencia, se podría considerar que el tratamiento crónico de CG posterior a la 

inducción de un TCE severo está protegiendo al hipocampo tiempo después de la 

inducción del TCE de procesos inflamatorios y de la liberación de sustancias que 

suelen perpetuar el daño e inducir hiperexcitabilidad. 

Los resultados de la volumetría y daño hipocampal por Resonancia Magnética 

ex vivo en animales con TCE que recibieron el tratamiento con CG, indicaron que 

la administración del fármaco no modificó la atrofia. Estos resultados podrían ser 

reflejo de que la administración de CG sólo incrementa la sobrevivencia neuronal 

hipocampal, pero no afecta otros componentes como la glía, dendritas, axones y 

sinapsis, los cuales influyen considerablemente en el grosor volumétrico de las 

estructuras (Wagstyl y Lerch, 2018). 

  Los datos histológicos obtenidos en este estudio coinciden con datos de 

diversos modelos de daño como de hemorragia intracerebral, hipoxia-isquemia, 

daño por rotenona y SE en los que la administración de CG reduce la inflamación 

cerebral, muerte neuronal, activación astroglial y protege la morfología de células 

piramidales (Strbian et al., 2006, Jin et al., 2007, 2009; Abdel-Salam et al., 2016; 

Valle-Dorado et al., 2015; 2018). En el caso del GD, hilus y CA3, el mayor número 

de células sobrevivientes por la administración subcrónica de CG podría deberse a 

que el tratamiento detiene el proceso degenerativo que inician los diversos 

mediadores almacenados en las células cebadas. Entre estas sustancias se 

encuentran mediadores vasoactivos que promueven la ruptura de la BHE, 

extravasación, hemorragia y edema (Strbian et al., 2006, 2007). Lo cual a su vez 

incrementa la liberación de radicales libres y la activación de caspasas que llevan 

a apoptosis (Meguro et al., 2001; Wang et al., 2002).  

En el caso particular de CA1, esta es un área con una gran densidad de 

receptores NMDA y AMPA (Meldrum, 1993) cuya neurotransmisión es 

incrementada por histamina (Viviani et al., 2003). Esta facilita la acumulación 

intracelular de Ca2+ lo cual puede llevar a estrés oxidativo, falla mitocondrial y 

activación de proteasas dependientes de Ca2+. Éstos a su vez son capaces de 

inducir daño en el citoesqueleto de las neuronas postsinápticas, lo cual lleva a 

necrosis (Saatman et al., 2000). Además, es importante recordar que la histamina 
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es capaz de mantener abierta la BHE, lo cual permite el paso de más células 

cebadas al parénquima cerebral después de un TCE (Lozada et al., 2005). Esto a 

su vez podría mantener un continuo flujo de histamina después de un TCE. Lo 

anterior sugiere que la disminución en la liberación de histamina que induce el CG, 

podría explicar el mayor porcentaje en la sobrevivencia neuronal observado en los 

resultados. 

Respecto a estos resultados podemos concluir que el CG presenta cualidades 

neuroprotectoras en el TCE severo. Por lo que podría representar una alternativa 

farmacológica valiosa, en la búsqueda de nuevas estrategias para el control de la 

hiperexcitabilidad hipocampal y daño neuronal inducidos por el TCE severo. 

 

7. Conclusiones  

 

De los resultados obtenidos se desprenden las siguientes conclusiones: 

 

La administración subcrónica del CG posterior a la inducción de un TCE severo: 

 

 No modifica el peso en los animales 

 Mejora la capacidad sensoriomotora desde el día 2 posterior al TCE 

 Disminuye la hiperexcitabilidad hipocampal ventral, pero no evita 

su propagación a otras estructuras 

 No tiene efecto en la disminución del volumen hipocampal 

 Disminuye el daño neuronal en las regiones hipocampales del GD, 

hilus, CA1 y CA3 
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8. Perspectivas 
 

El presente trabajo demuestra que el CG tiene propiedades neuroprotectoras 

al ser administrarlo de forma subcrónica después de la inducción de un TCE severo. 

Este fármaco es seguro y no induce efectos secundarios graves. Es por lo anterior, 

que se considera necesario continuar con la investigación del CG como fármaco 

neuroprotector y posible tratamiento para evitar el desarrollo de la hiperexcitabilidad 

y muerte neuronal postraumática. En este sentido se mencionarán algunas 

perspectivas que derivan de esta investigación: 

 

 Estudiar el efecto de la administración subcrónica de CG durante el proceso 

de epileptogénesis inducido por el TCE. 

 Evaluar el efecto de la liberación sostenida del CG en la liberación de 

neurotransmisores excitatorios.  

 Analizar el efecto de la coadministración de CG con anticonvulsivantes y 

bloqueadores de receptores NMDA. 
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