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• RESUMEN 

Durante la ontogenia, la organización citoarquitectónica del cerebro depende de 
la acción concertada de numerosos factores entre los que destacan las hormonas 
tiroideas, las cuales ejercen un papel organizador del crecimiento nervioso y cuya 
deficiencia en edades tempranas, produce daños cerebrales generalizados 
particularmente en la organización de las conexiones callosas. 

Estudios previos muestran que en la rata adulta normal, las neuronas de la 
corteza auditiva que proyectan a través del cuerpo calloso se localizan desde las capas 
corticales 11-111 hasta la capa VI, delimitándose dos bandas de mayor densidad, una 
formada por las neuronas de las capas 11-111 y parte superior de la IV; la otra, por aquellas 
de la parte superior de la capa VI. Por el contrario, en la corteza de las ratas adultas 
hipotiroideas hay escasez de neuronas en las capas 11-111, que contrasta con la 
abundancia de neuronas en las capas 1V-V por lo que solo se delimita, una banda de 
mayor densidad neuronal. 

En el presente estudio se pretende definir si esta diferencia en el patrón de 
distribución laminar, se adquiere en los primeros días de edad, o si su aparición es 
gradual. Asimismo, que procesos involucrados en las conexiones callosas se afectan en 
las ratas hipotiroideas. 

Para indagar estas posibilidades, se analizó la distribución de las neuronas 
auditivas callosas a partir del día 5 y hasta el 103 postnatales. Empleando micropipetas 
de vidrio se inyectaron trazadores de transporte retrógrado (peróxidasa de rábano sola o 
conjugada con aglutinina de germen de trigo o fluomicroesferas) en la corteza temporal 
de ratas Wistar normales e hipotiroideas. El hipotiroidismo se indujo por la administración 
de metimazole desde el día 13 de gestación además de la tiroidectomía en el día 6 
postnatal. 

En la corteza auditiva de las ratas normales, las neuronas de proyección callosa 
se distribuyeron radialmente desde las capas corticales 11-111 hasta la VI, en todas las 
edades. La densidad neuronal disminuyó alrededor del día 26 postnatal, siendo más 
notorio el decremento en las neuronas de la capa V, lo que dió un aspecto bilaminar. Se 
hicieron reconstrucciones bidimensionales que mostraron una distribución tangencial 
continua, ésto es que, las neuronas ocuparon toda la extensión dorso-ventral de la 
corteza temporal. Los análisis cuantitativos indicaron que las neuronas de proyección 
callosa localizadas en las capas 11-111 y parcialmente en la IV, representaron el 28.5-40% 
del total de las neuronas marcadas. 

Las neuronas callosas de la corteza auditiva de las ratas hipotiroideas, tuvieron 
una distribución radial que también ocupó desde las capas 11-111, hasta la capa VI. Sin 
embargo, fue evidente la escasez de neuronas de las capas 11-111 contrastando con la 
densidad anormal neuronal de las capas 1V-V. Esto se observó desde el día 5 postnatal. 
Según las reconstrucciones bidimensionales las neuronas de proyección callosa 
abarcaron toda la extensión dorso-ventral de la corteza temporal. De acuerdo a los 
análisis cuantitativos las neuronas de las capas 11-111 y parcialmente IV representaron el 
8.4-16% del total de las neuronas marcadas. 

Estos resultados indican que el patrón de conectividad auditivo calloso se esboza 
en los primeros días postnatales para completarse alrededor de la tercera semana, tanto 
en los animales normales como en los hipotiroideos. Teniendo en cuenta estos 
hallazgos, es posible suponer que la deficiencia de hormonas tiroideas durante la 
neurogénesis de la corteza cerebral, produce alteraciones severas y permanentes en la 
citoarquitectura cerebral. Es posible que exista un deterioro en el proceso de migración 
neuronal, lo que a su vez limite el establecimiento de las conexiones callosas de las 
neuronas de las capas corticales 11-111. Las repercusiones funcionales de este patrón de 
conectividad interhemisférico alterado aún están por definirse. 
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SUMMARY 

During the ontogeny, the cytoarchitectonic organization of the brain depends of 
the action of various factors, among them the thyroid hormones which play an 
organizational role in the growing nervous system. Thyroid hormone deficiency at early 
ages produces generalized damage in the brain, particularly in the organization of 
callosal connections. 

Previous studies have shown that in normal adult rats the neurons of the auditory 
cortex project across the corpus callosum to terminate in cortical layers 11-111 to VI. Here, 
two bands of high density can be delineated, one formed by the neurons of layers 11-111 
and the upper part of layer IV and the other by neurons in upper part of layer VI. In 
contrast, in hypothyroid adult rats there is a lack of neurons in layers 11-111, but many in 
layers 1V-y, making it is possible to identify just one band of high neural density. 

The present study attempts to identify whether this difference in the pattem of 
laminar distribution occurs during the first few days of life or appears gradually, and which 
process associated with the formation of the callosal connections are affected in 
hypothyroid rats. 

In order to investigate these possibilities, the distribution of auditory callosal 
neurons was analyzed from postnatal days 5 to 103. Using glass micropippetes 
retrograde transpon tracers (horseradish peroxidase, wheat germ agglutinin-horseradish 
peroxidase or fluospheres) were injected into the temporal cotex of normal and 
hypothyroid Wistar rats. Hypothyroidism was induced by administering methimazole from 
embryonic day 13 followed by thyroidectomy on postnatal day 6. 

In the auditory cortex of normal rats, labelled callosally projecting neurons were 
distributed radially from cortica! layers 11-111 to the upper half of layer VI at all ages. Neural 
density decreased around postnatal day 26, and was clearest for the neurons of layer V, 
resulting in a bilaminar appearance. Bidimensional reconstructions showed callosally 
projecting neurons to have a continuous tangential distribution and quantitative analysis 
showed that 28.5-40% of the total number of labelled neurons were located in layers 11-111 
and partially in IV. 

Labelled callosal neurons in the auditory cortex of the hypothyroid rats were also 
distibuted radially also from layers 11-111 to VI. However, from postnatal day 5 a lack of 
neurons was evident in layers 11-111 compared to the density in layers IV-V. Bidimensional 
reconstructions showed labelled neurons to cover the entire extent of the dorso-ventral 
temporal cortex, and quantitative analysis showed that neurons located in layers 11-111 and 
partially in IV represented only the 8.4-16% of the total number of callosal labelled 
neurons. 

These results indicate that the basic outline of callosal auditory connectivity is 
present from the first postnatal days, that it is completed around the third week. This is 
the case in both normal and hypothyroid rats. Considering these findings it is possible to 
suggest that thyroid hormone deficiency during neurogenesis of the cerebral cortex 
results in permanent and severe alterations in the anatomy of the brain. Probably there is 
an impairment in the neuronal migration which prevents the establishment of callosal 
connections in layers 11-111. The functional consequences of such alteration in the pattem 
of interhemispheric connectivity have yet to be defined. 

8 
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I. INTRODUCCION 

En todos los vertebrados, el desarrollo cerebral está determinado tanto por 

la expresión de factores genéticos como por el impacto de influencias 

epigenéticas que concurren durante un período amplio de la ontogenia neural, 

que abarca desde la formación del neuroectodermo prospectivo hasta la edad 

postnatal temprana. La vulnerabilidad celular que prevalece durante los procesos 

que conducen a la formación del cerebro adulto varía de una etapa a otra del 

desarrollo, aunque para muchos de ellos, la mayor labilidad ocurre durante el 

período perinatal. Las células que componen el tejido nervioso muestran su 

máxima actividad durante una serie de procesos neurales entre los que cabe 

destacar la proliferación, la migración, la diferenciación y el establecimiento de 

contactos sinápticos. En esos períodos denominados críticos, el sistema nervioso 

puede modificar de manera importante su organización arquitectónica ante la 

incidencia de diferentes factores externos (Dobbing, 1970). Las zonas cerebrales 

siguen un ritmo y un tiempo distinto de desarrollo (heterocronía) por lo tanto, las 

acciones de un factor epigenético influyen con intensidad distinta dependiendo de 

su duración y del momento del desarrollo en que hayan incidido (Patel, 1983). 

1. Desarrollo cerebral 

1.1 	Períodos críticos durante el desarrollo cerebral 

Entre los diversos factores epigenéticos, las hormonas tiroideas 

desempeñan un papel fundamental en la organización del sistema nervioso 

central (SNC) y su deficiencia durante el desarrollo, provoca daños severos en la 

organización y la función cerebral. (Eayrs y Taylor, 1951; Eayrs, 1960). Por estas 

razones, las hormonas tiroideas se sitúan entre los reguladores fisiológicos más 

importantes de la maduración cerebral en los vertebrados en general y en los 
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INTAODUCCION 

mamíferos en particular. Su deficiencia en los períodos críticos del desarrollo 

cerebral humano, ya sea debida a una insuficiencia de yodo (cretinismo 

endémico) o bien a una disfunción o agenesia de la glándula tiroides fetal 

(hipotiroidismo congénito), provoca alteraciones en los procesos mentales 

(cretinismo) acompañadas de retardo en el crecimiento y/o trastornos 

neurológicos (Dussault y Ruel, 1987). 

Muchos aspectos del desarrollo cerebral se pueden comparar entre los 

mamíferos altriciales. En particular, algunos eventos del desarrollo humano 

también pueden compararse con los observados en los roedores, aunque en 

estos últimos tales eventos se encuentran comprimidos en el tiempo. Entre los 

mamíferos altriciales, la rata ha sido el animal de laboratorio comúnmente usado 

para el estudio de los efectos causados por la privación de las hormonas tiroideas 

durante los períodos fetal y perinatal, ya que al nacer muestran tanto inmadurez 

sensorial y motora como en la regulación homeostática (Adolph, 1957). Además, 

la rata ofrece algunas ventajas adicionales en el estudio del desarrollo dado que 

su gestación, crecimiento y desarrollo son cortos en el tiempo; se pueden 

determinar fácilmente los niveles de hormonas tiroideas mediante 

radioinmunoensayos realizados tanto en el plasma, como en los diversos tejidos, 

y la presencia de varias crías en la carnada, permite hacer repeticiones de un 

mismo tratamiento en poco tiempo. 

1.2 	Macroneurogénesis y microneurogénesis 

El esbozo del SNC se inicia cuando el neuroectodermo prospectivo se 

diferencia formando la placa neural y una vez que ésta alcanza su máximo 

espesor, se invagina para formar primero el surco neural y después el tubo 

neural. Aproximadamente, las dos terceras partes más rostrales de dicho tubo 

originan a las vesículas cerebrales; el tercio más caudal a la médula espinal. 

El período de gestación medio de la rata es de 22 días. Entre los días 

embrionarios (E) 11 y 14 ocurre la transformación del prosencéfalo tubular en dos 
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INTRODUCCION 

vesículas telencefálicas y una diencefálica. En cada una de las vesículas 

telencefálicas se forman los rudimentos del "techo", futura corteza cerebral, y del 

"piso", futuros ganglios basales y otras estructuras telencefálicas (Bayer y Altman, 

1991). 

En el día E12, el neuroepitelio cortical primordial es una matriz germinal 

pseudoestratificada, que se transforma en estratificada cuando la neurogénesis 

cortical comienza. De forma general, por el día E13, la matriz germinal sufre tres 

transformaciones sucesivas que en la neocorteza sensorial, coincide con tres 

períodos neurogenéticos principales: 1) estadío temprano (E13-14) cuando se 

producen las células de Cajal-Retzius y la subplaca; 2) el estadio medio (E15-17) 

cuando se originan las principales neuronas que formarán las capas V y VI; y 3) el 

estadio tardío (E18-21) cuando se originan la mayoría de las neuronas de las 

capas II, III y IV (Berry et al., 1964; Bayer y Altman, 1991). Estos períodos varían 

de una área cortical a otra, e incluso dentro de una misma área, estableciéndose 

una serie de gradientes. El proceso de histogénesis referido a las áreas auditivas 

de la rata será explicado en detalle más adelante. 

Como la mayoría de las neuronas se generan en/o junto al neuroepitelio 

periventricular del tubo neural y finalmente se establecen a cierta distancia de 

esta zona, tienen que migrar después de abandonar el ciclo proliferativo. En 

algunos casos, las células migran de la zona ventricular, pero continúan 

proliferando en la zona subventricular que se encuentra entre las zonas 

ventricular e intermedia. Esta capa es particularmente prominente en el cerebro 

anterior y da lugar a muchas de las neuronas de los ganglios basales, a las 

neuronas corticales y a muchas de las células gliales de la corteza cerebral 

(Cowan, 1983). La mayoría de las veces, la migración neuronal implica el 

movimiento de células postmitóticas. Dicha migración es necesaria para que las 

neuronas adquieran su posición correcta, lo cual es extremadamente importante, 

ya que ésto influirá, entre otras cosas, en su morfología, conectividad sináptica y 

función (Cowan, 1983; Hockfield y McKay, 1985; Shatz y Luskin 1986; Rakic, 

1988). 

12 



INTRODUCCION 

La forma como se desplazan las neuronas desde la zona proliferativa hasta 

su destino final fue sugerida por Rakic en 1972 (Figura 1). El modo de migración 

de las neuronas inmaduras se debe a que éstas se adhieren a células gliales 

dispuestas radialmente (de la superficie ventricular a la supeficie pial). Esta glía 

radial se considera una forma primitiva de astrocitos, dado que como ellos tienen 

en su citoesqueleto moléculas como la proteína fibrilar acídica glial y la vimentina 

(Levitt et al., 1981; Rakic, 1988, 1990). No obstante, la glía radial expresa de 

forma específica durante el desarrollo otras moléculas características (Hockfield y 

McKay, 1985). Tales moléculas permiten que las neuronas por una parte 

reconozcan, y por otra se adhieran a la glía radial para poder efectuar su proceso 

de migración. 

En el día E14, se forma la capa plexiforme primordial que consiste en la 

capa marginal (capa I) y la subplaca (capa VII). La población celular pionera de la 

neocorteza está representada por las células de Cajal-Retzius en la capa I 

(Retzius, 1893; Ramón y Cajal, 1911; Readler y Readler, 1978; Bayer y Altman, 

1991), que llegan a su posición permanente al día siguiente de su generación, 

ésto las distingue de las células de la subplaca y de las células de las capas II a 

la VI. En la corteza cerebral, las primeras sinapsis se establecen sobre las 

dendritas de las neuronas de Cajal-Retzius (Kónig et al,, 1975; Kristt y Molliver, 

1976). Estas sinapsis tempranas pueden ser las responsables de que las 

neuronas de Cajal-Retzius permanezcan en una posición superficial durante el 

resto del desarrollo neocortical (Ramón y Cajal, 1911; Marín-Padilla, 1978). 

13 
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INTAODUCCION 

Figura 1 	Las células gliales radiales se caracterizan por sus procesos extremadamente largos 
que atraviesan todo el espesor de la pared del tubo neural y sus estructuras derivadas. El dibujo 
de la parte superior muestra la glía radial en una sección transversal de la pared del hemisferio 
cerebral de un feto de mono. Los cuerpos celulares están en la zona ventricular y se distinguen 
mejor en el dibujo inferior izquierdo. La pequeña porción de tejido comprendida en el rectángulo se 
muestra amplificada en la imagen tridimensional de la parte inferior derecha, basada en los 
estudios microscópicos de Rakic. Así se revela la estrecha relación entre los procesos de las 
células gliales y las neuronas migratorias (Modificada de Cowan, 1983). 
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INTRODUCCION 

Por el día E16, aparece la placa cortical primitiva entre los componentes de 

la capa plexiforme primordial. Mientras avanza el desarrollo la placa cortica' se 

expande de modo que la separación entre la capa 1 y la subplaca se incrementa 

progresivamente. Las neuronas de la placa plexiforme muestran un desarrollo 

diferente respecto a las de la placa cortical. La capa plexiforme es un componente 

de diferenciación temprana de la corteza embrionaria, en contraste con la 

maduración retardada de la placa cortical (Figura 2). 

Probablemente, Vignal en 1888 (Marín-Padilla, 1988) fue el primero en 

proponer que la maduración neuronal de la placa cortical se inicia en su borde 

más profundo y progresa de manera ascendente. En los mamíferos, la placa 

cortical es una innovación en la filogenia cortical la cual origina a las capas II, III, 

IV, V y VI de la corteza cerebral adulta (Marín-Padilla, 1988). En 1961, Angevine y 

Sidman establecieron el concepto "inside-out" en la ontogenia neocortical, 

refiriéndose a la dirección que sigue el proceso de maduración neuronal. 

Propusieron que las neuronas de las capas más profundas maduran antes que 

aquéllas de las capas más superficiales. Dicho concepto se confirmó por diversos 

trabajos en diferentes especies de mamíferos (Sidman y Rakic, 1973; Rakic, 

1974). En estos estudios se mostró que las primeras neuronas migran y ocupan el 

borde más bajo de la recién formada placa cortical. Posteriormente, la placa 

cortical crece en grosor debido a la adición de nuevas neuronas que migran, 

pasando a través de la primeras para alcanzar el borde superficial de la placa 

cortical bajo la zona marginal. Así, en general, las neuronas localizadas en la 

región más profunda de la placa cortical son las más viejas y las de la región más 

superficial, las más jóvenes. 
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so, 	Células de Cajal-Retzius 
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Figura 2 	Resumen de la evolución de los estratos corticales durante la histogénesis de la 
corteza en la rata. En el día 15 de gestación (E15) la primera población celular fuera de la zona 
ventricular se localiza en la capa plexiforrne primordial. Esta diferenciación se aprecia mejor en 
E17, cuando progresivamente la capa plexiforme primordial se divide en la capa I, la placa cortical 
y la subplaca. En la placa cortical se irán ubicando las neuronas que darán origen a las capas 
corticales II, III, IV, V y VI. Las neuronas más viejas permanecerán en la región profunda; las más 
jóvenes, en la superficial (Modificado de Bayer y Altman, 1991). 
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Paralelamente a la migración neuronal, se inicia el crecimiento de los 

procesos nerviosos, y parece que muchas neuronas ya dirijen su axón hacia las 

áreas blanco cuando están aún migrando (Miller, 1988). Este hecho 

particularmente interesante sugiere que el fenotipo conexional de las neuronas 

callosas está determinado antes de la migración. Hay otras dos características 

que convienen resaltar sobre el crecimiento de los procesos nerviosos. La primera 

es que la mayoría de las neuronas generan muchos más procesos de los 

necesarios o de los que presentan en la fase de madurez. La segunda, se refiere 

a la fasciculación axonal dada la fuerte tendencia de los axones a crecer en 

estrecha asociación con sus vecinos (Cowan, 1983). 

De manera particular, la característica de generar procesos neurales en 

exceso es un evento que se ha descrito para las conexiones cortico-corticales de 

los mamíferos. Durante la ontogenia existe una cantidad supernumeraria de 

dichas conexiones que se reduce de manera importante durante el desarrollo 

postnatal; tanto el exceso como la reducción depende de la especie animal así 

como de las áreas cerebrales implicadas. Esta estrategia de sobreproducción 

axonal, parece ser un mecanismo general en el desarrollo del SNC (Innocenti, 

1991). 

1.3 	Desarrollo de las conexiones interhemisféricas 

Es importante el estudio de las conexiones cerebrales para entender cómo 

interactúan las distintas partes del cerebro entre sí para generar el 

funcionamiento del sistema nervioso y de manera particular las conexiones 

interhemisféricas telencefálicas dada la importancia que tienen en la integración 

de las funciones corticales superiores (Sperry, 1982). En los mamíferos, las 

conexiones interhemisféricas se agrupan en diversas comisuras, siendo el cuerpo 

calloso la principal de ellas. El cuerpo calloso sigue pautas de desarrollo bastante 

peculiares en los mamíferos. En la rata, el número de axones se incrementa 

durante un período perinatal corto, alcanzando a partir de la segunda semana de 
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edad el número encontrado en la rata adulta (Gravel et al,, 1990). Por el contrario, 

en el resto de los mamíferos estudiados hasta ahora (gatos y monos), el número 

de axones alcanza un máximo al terminar la fase de crecimiento inicial que ocurre 

en los primeros días después del nacimiento, posteriormente dicho número 

disminuye de manera importante hasta alcanzar los valores propios del animal 

adulto (Berbel e Innocenti, 1988; LaMantia y Rakic, 1990b). En el gato, se pierde 

el 70% de los axones callosos, permaneciéndo un 30% durante el proceso de 

eliminación-estabilización de los axones. Los axones que se estabilizan 

incrementan su calibre y se mielinizan, resultando de ello, el aumento progresivo 

en la superficie medio-sagita) del cuerpo calloso (Berbel e Innocenti, 1988). Este 

proceso se ha observado también en el mono (LaMantia y Rakic, 1984 y 1990a) y 

en el ser humano (Clarke et al,, 1989). 

Los cambios observados en el cuerpo calloso reflejan modificaciones en la 

distribución de las neuronas de proyección callosa que varía durante la ontogenia 

neural hasta alcanzar el patrón de conexión del adulto (Innocenti, 1981). 

1.4 	Histogénesis de la corteza auditiva 

En la corteza lisencefálica de la rata, las áreas auditivas se localizan en la 

pared cortica' postero-lateral, debajo del hueso craneal temporal. Se han 

publicado varios estudios citoarquitectónicos sobre la organización de la corteza 

auditiva de la rata aunque existen claras discrepancias entre ellos (Krieg, 1946; 

Pellegrino et al., 1979; Zilles, 1985; Zilles y Wree, 1985; Paxinos y Watson, 

1986). 

El área auditiva primaria es la región más dorsal y anterior, que siguiendo 

la clasificación de Krieg (1946) corresponde al área 41, o según Zilles (1985) y 

Zilles y Wree (1985) a Te1. Existen dos áreas secundarias y corresponden a las 

áreas 36 y 20 de Krieg (1946), y a Te2 y Te3 de Zilles (1985) y Zilles y Wree 

(1985), respectivamente (Figura 3). Caudalmente, el área Tel se encuentra 
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bordeada por la región lateral visual secundaria; rostralmente, por el área 

somatosensorial parietal primaria; ventro-caudalmente, por Te2; y ventro-

rostralmente, por Te3. También existen modelos de parcelación de la corteza 

auditiva, utilizando criterios basados en estudios de la citoarquitectura y 

mieloarquitectura (Krieg, 1946; Zilles, 1985; Zilles y Wree, 1985; Roger y Arnault, 

1989) y estudios de conexiones (Herbert et al., 1991; Berbel et al., 1994). 

Tel 

Te2 

lakew  

Figura 3 	Representación de las áreas auditivas de la corteza temporal de la rata. Las áreas 41, 
38 y 20 según Krieg en el esquema superior se corresponden con las áreas Te1, Te2 y Te3 
respectivamente según Zilles en en esquema inferior (Modificaciones de Krieg, 1948 y Zilles, 
1985). 

Te3 
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La citoarquitectura del área auditiva Tel se distingue de las otras regiones 

auditivas (Te2 y Te3) por presentar una capa cortical IV ancha de gran densidad 

celular y una capa V con grandes neuronas piramidales dispersas (Roger y 

Arnault, 1989; Berbel et al., 1994). Las áreas Te3 y Te2 son más difíciles de 

diferenciar entre sí, aunque Te3 tiene un menor espesor cortical y sus capas se 

identifican mejor que en Te2 (Roger y Arnault, 1989). Otra característica, 

especialmente visible en Te1, es que las capas V y VI son gruesas y representan 

aproximadamente dos tercios del espesor total de la corteza. En la capa VI, las 

neuronas piramidales son ligeramente más pequeñas y están más densamente 

empaquetadas que en la capa V. En las áreas secundarias, las neuronas 

granulares de la capa IV están más esparcidas y las neuronas piramidales de la 

capa V son más pequeñas y están más densamente empaquetadas que en Tel 

(Pellegrino et al., 1979; Games y Winer, 1988; Bayer y Altman, 1991). 

Las capas II a VI de la corteza cerebral presentan tres gradientes 

neurogenéticos espacio-temporales: uno radial, otro transversal y un tercero 

longitudinal (Bayer y Altman, 1991). 

El gradiente radial va de la parte más profunda a la más superficial de la 

corteza cerebral. En la corteza auditiva, las neuronas de la capa VI se originan 

mayoritariamente en el día E15; las de capa V en el día E16; las de capa IV en el 

día E17; las de capa III en los días E17-18; y las de capa II en el día E18 (Bayer y 

Altman, 1991). Siguiendo el modelo "inside-out", las neuronas más viejas se 

sitúan en la parte más profunda de la corteza cercanas a la sustancia blanca, 

mientras que las más jóvenes se localizan más superficialmente, cercanas a la 

capa I. Aproximadamente en el día postnatal (P) 5, la mayoría de las neuronas del 

nivel superior han alcanzado su posición (Bayer y Altman, 1991; Figura 4). 
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Figura 4 	Gradiente neurogenético radial en la corteza auditiva de la rata. Los animales 
sobrevivieron hasta el día 80 postnatal después de dos exposiciones consecutivas a timidina 
tritiada en la vida embriogénica temprana. Cada gráfica representa la porción de neuronas 
generadas desde el día 13 de gestación (E13) hasta E21 en capas separadas, consecutivamente 
desde la capa II (gráfica superior) hasta la capa VI (gráfica inferior). Las lineas verticales 
discontinuas indican la cantidad relativa de neuronas generadas antes y después de E15 (línea 
izquierda), de E17 (línea central) y de E19 (línea derecha). Los picos de neurogénesis ocurren 
progresivamente desde E15 en la capa VI hasta E18 en la capa II. Las zonas sombreadas 
representan la porción de neuronas que se generan junto con las neuronas de la capa siguiente 
(Modificado de Bayer y Altman, 1991). 
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El gradiente transversal va de la región ventro-lateral a la dorso-medial de 

la corteza cerebral. En la corteza auditiva se ha observado que las células 

situadas ventralmente en Te3 se generan antes que las situadas dorsalmente en 

Tel (Bayer y Altman, 1991). 

Por último, el gradiente longitudinal va de la parte anterior a la posterior del 

telencéfalo. En la corteza auditiva, este gradiente se observa en las neuronas de 

las capas V y VI, ya que las neuronas de estas capas en la región anterior (Te1) 

se generan primero que las de la región posterior (Te2). En cambio, las neuronas 

de capas superificiales II a IV se originan casi simultáneamente en la dirección 

antero-posterior (Bayer y Altman, 1991). 

Estos gradientes se han observado en diversas especies como la rata 

(Readler y Readler, 1978; Bayer y Altman, 1991), el ratón (Todd y Smart, 1982) y 

el gato (Luskin y Shatz, 1985). En resumen, en la neocorteza y particularmente en 

la corteza auditiva de la rata, las células más viejas se localizan en las capas 

profundas, en las regiones ventro-laterales y anteriores, mientras que las más 

jóvenes se encuentran en las capas más superficiales, en las regiones dorso-

mediales y posteriores (Bayer y Altman, 1991). 

2. Conexiones corticales 

En los mamíferos placentarios, la corteza cerebral está constituida por tres 

regiones: paleocorteza, arquicorteza y neocorteza. Filogenéticamente, la 

paleocorteza es el territorio telencefálico más antiguo y junto con el bulbo y el 

tracto olfatorio forman el rinencéfalo. La arquicorteza se encuentra en la parte 

medial del lóbulo temporal y está recubierta por la circunvolución parahipocampal. 

Finalmente, la neocorteza, constituida por las diferentes capas corticales, es la 

adquisición más reciente del telencéfalo (Ariens Kappers et al., 1936; Horel y 

Stelzner, 1981). Cada una de las regiones mencionadas se compone de 

poblaciones neuronales diversas que establecen conexiones ipsilaterales o 

contralaterales con neuronas de otras áreas corticales o subcorticales. Estas 

conexiones están formadas por fibras de asociación, de proyección y comisurales. 
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Dentro del mismo hemisferio, las fibras que unen entre sí neuronas de la misma 

área cortica' se denominan de asociación corta y las que unen neuronas de 

diferentes áreas corticales, de asociación larga. Las fibras de proyección 

conectan la corteza cerebral con centros subcorticales. Estas fibras se conocen 

como fibras del sistema ascendente si terminan en la corteza o del sistema 

descendente si se originan en ella. 

El análisis de los patrones de conectividad cortical utilizando trazadores 

muestran que de manera muy generalizada, las capas II y III son la principal 

fuente de proyecciones comisurales hacia otras áreas corticales, mientras que las 

capas V y VI proyectan a estructuras subcorticales (Somogyi et al., 1979; Hersch 

y White, 1982). La capa IV es la que principalmente recibe proyecciones 

talámicas y envía conexiones radiales cortas (DeFelipe y Fariñas, 1992). 

Probablemente, todas las neuronas con axones cortico-fugales también 

establecen conexiones locales valiéndose de colaterales axónicas (Gilbert y 

Wiesel, 1981). Asimismo, cada capa cortical contiene también neuronas de axón 

corto o de Golgi tipo II (Ramón y Cajal, 1911; Fairén et al., 1984; Feldman, 1984; 

Keller y Asanuma, 1993). 

Las fibras comisurales atraviesan la línea media y conectan los hemisferios 

cerebrales entre sí; las más importantes son las que constituyen la comisura 

anterior, la comisura hipocámpica y el cuerpo calloso. También, se puede 

distinguir entre fibras interhemisféricas homotópicas y heterotópicas. Las primeras 

unen las áreas corticales similares de ambos hemisferios; las segundas, áreas 

distintas. La mayor parte de las fibras del cuerpo calloso son homotópicas (Wise y 

Jones, 1976; Markowitsch y Gouldin, 1983; Innocenti, 1986; Kahle, 1992; 

Figura 5). 

En los mamíferos no placentarios (monotremas y marsupiales) la comisura 

anterior está mucho más desarrollada que en el resto de los mamíferos. En los 

mamíferos placentarios, el cuerpo calloso es la mayor comisura telencefálica y se 

compone de rodilla, cuerpo y esplenio, y está formado por axones de neuronas 

neocorticales (Innocenti, 1986). 
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• 

Figura 5 	Las fibras callosas se expanden a través de la sustancia blanca de ambos hemisferios 
constituyendo la radiación del cuerpo calloso. Las fibras que transcurren por la rodilla uniéndo los 
lóbulos frontales forman el fórceps menor (1); las del esplenio, el fórceps mayor (2) que 
interconectan a los lóbulos occipitales (Modificado de Kahle, 1992). 
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2.1 	Neuronas de proyección callosa 

El empleo de trazadores retrógrados ha hecho posible la identificación de 

neuronas que proyectan a través del cuerpo calloso (neuronas callosas) en 

diversas especies (Innocenti, 1986, 1991). La densidad de las conexiones 

callosas varía de una zona a otra de la corteza de modo que algunas áreas 

carecen de ellas. 

En los gatos pero no en los roedores, las neuronas callosas son en 

promedio más grandes que otras neuronas de la misma capa. Aunque la mayoría 

de las neuronas de proyección callosa son piramidales, también existen neuronas 

callosas polimórficas (Innocenti y Caminiti, 1980) y algunas neuronas piramidales 

invertidas (Van der Loos, 1965). Los axones callosos emiten colaterales que 

ascienden hacia la superficie pial o se distribuyen tangencialmente (Innocenti, 

1980). Se ha descrito usando técnicas de doble marcaje retrógrado (Wong y 

Kelly, 1981; Schwartz y Goldman-Rakic, 1982) que los axones callosos envían 

colaterales a las áreas corticales ipsilaterales, subcorticales o contralaterales 

diferentes. 

En muchas áreas, las terminaciones callosas presentan un patrón 

columnar. El primer trabajo donde se describió la organización columnar 

tangencial del patrón de terminaciones callosas en ratas fue el de Heimer et al. 

(1967). Una descripción más detallada se realizó en la corteza somatosensorial 

del mono (Jones et al., 1975). La distribución columnar de las terminales callosas 

también fue descrita en la corteza motora del mono (Goldman y Nauta, 1977), la 

auditiva del gato (Kelly y Wong, 1981) y la sensorial de la rata (Cipolloni y Peters, 

1979). En cortes coronales, las terminaciones callosas en columna miden entre 

200-1000 ItrY1 de ancho, son perpendiculares a la superficie cortica) y están 

separadas por espacios de aproximadamente igual grosor. La regularidad del 

patrón de bandas muestra grandes variaciones locales, es decir, las bandas 

individuales pueden bifurcarse o fusionarse en regiones de mayor o menor 

amplitud. A lo largo de las bandas, tanto la densidad de las terminales como su 
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posición laminar y tangencial pueden variar de manera considerable (Hartenstein 

et al., 1980; Innocenti, 1986). Desde el punto de vista funcional también se han 

descrito columnas en la corteza visual del gato (Hartenstein et al., 1980) y en la 

somatosensorial del mono (Jones et al., 1975). 

También la distribución radial de las neuronas callosas es característica. 

Los estudios con trazadores indican que la mayoría de las neuronas de 

proyección callosa se localizan de manera principal en las capas corticales III y 

VI. Sin embargo, algunas neuronas de otras capas, aunque de manera diferente y 

dependiendo de la especie y del área, también proyectan callosamente. 

2.2 	Desarrollo de las conexiones callosas 

En el desarrollo normal del sistema nervioso existen fenómenos regresivos, 

el más conocido de ellos, es la muerte neuronal (Hamburger y Levi-Montalcini, 

1949; Cowan, 1973; Innocenti, 1991). En 1976, Changeux y Danchin realizaron un 

estudio sobre la inervación múltiple transitoria durante el desarrollo de la sinapsis 

neuromuscular y propusieron la estabilización selectiva de sinapsis como un 

mecanismo general durante el desarrollo de las conexiones neurales. En su 

modelo, la selección para la estabilización de axones se basaba en la actividad 

nerviosa. Posteriormente, esta propuesta fue compatible con la demostración del 

papel que desempeña la experiencia visual en la segregación de las proyecciones 

geniculo-corticales (Hubel et al., 1977). En diversos trabajos, se ha determinado 

que las proyecciones cortico-corticales son generadas en exceso en el curso del 

desarrollo neural alcanzando las estructuras a partir de las cuales serán 

eliminadas de manera subsecuente (Innocenti et al., 1977; Diste! y Hollánder, 

1980; Ivy y Killackey, 1981). 
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La organización juvenil' de la conectividad cortica' se caracteriza por una 

serie de fases. En primer lugar, por la existencia de numerosas proyecciones 

transitorias. Así, Hubel et al. (1977) y Rakic (1976) describieron una 

superposición transitoria de los axones geniculo-corticales que llevan información 

de ambos ojos a la corteza visual. Otro ejemplo de exuberancia se encontró en la 

corteza visual del gato (Innocenti et al., 1977). Mientras que en los gatos 

neonatos, las neuronas callosas están localizadas en gran parte de las áreas 17 y 

18, en los gatos adultos sólo proyectan callosamente las neuronas localizadas en 

la zona limítrofe entre esas áreas. Asímismo, se ha visto que no existen en el gato 

adulto proyecciones callosas en la mayor parte de la corteza somatosensorial 

primaria, al contrario de lo que ocurre en el gato recién nacido (Innocenti y 

Caminiti, 1980). También, se han descrito proyecciones callosas transitorias entre 

las áreas auditiva y visual (Innocenti, 1988). Hallazgos similares se han 

encontrado en la corteza visual del hamster (Mooney et al., 1984), de la rata 

(Olavarria y Van Sluyters, 1985) y del conejo (Chow et al., 1981) y en las áreas 

somatosensoriales del mono (Killackey y Chalupa, 1986). Por lo tanto, el 

establecimiento de las conexiones callosas transitorias parece ser un hecho 

general en el desarrollo de las conexiones corticales intrahemisféricas en los 

mamíferos. 

En segundo lugar, la conectividad cortica! se caracteriza por la 

especificidad radial en el origen de las conexiones. Por ejemplo, tanto en los 

.gatos jóvenes como en los adultos, las proyecciones callosas de las áreas 17 y 18 

se originan en la capa III, parte superior de la capa IV y algunas en la capa VI 

(Innocenti, 1980; Innocenti y Caminiti, 1980). 

En tercer lugar, se caracteriza por la organización topográfica relativa en la 

distribución tangencial, las proyecciones juveniles ni son difusas ni se sitúan al 

Las palabras: axón, conexión, proyección acompañadas del término "juvenil" se emplean para 
indicar el sustrato neural anatómico de los animales neonatos y comprende todos los axones que 
posteriormente serán seleccionados para ser eliminados o mantenidos por el proceso denominado 
eliminación•estabilización axonal. Cuando las palabras anteriores se acompañan del término 
"adulto" se refiere al sustrato neural que ya tiene establecidos sus contactos sinápticos (Innocenti 
et al., 1977). 
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azar, esto significa que en el animal neonato, cada área proyecta hacia una zona 

particular, y recibe de un territorio más amplio que en el adulto. Se ha propuesto 

que las moléculas de adhesión celular pueden estar involucradas en este 

fenómeno ya que la utilización de anticuerpos contra estas moléculas provoca 

desórdenes en el crecimiento axonal (Hockfield y McKay, 1985). 

Finalmente, la conectividad cortical se distingue por las relaciones entre los 

axones corticales juveniles y sus órganos blanco. Se ha propuesto que el 

crecimiento axonal in vivo es un proceso discontinuo en el tiempo. En el desarrollo 

de las aferencias cortico-petates, los axones en crecimiento quedan "detenidos" 

en la subplaca (Shatz et al., 1988). Se desconoce si uno o algunos de los 

componentes de la subplaca (Oía radial, neuronas migratorias, entre otros) evita 

o provoca el crecimiento axonal, aunque las neuronas transitorias parecen recibir 

sinapsis transitorias (Chun et al., 1987). Los axones cortico-corticales 

particularmente los callosos también se detienen en la subplaca (Innocenti, 1981; 

Goldman-Rakic 1982). 

La muerte neuronal y la eliminación axonal selectiva podrían ser los dos 

mecanismos principales responsables de la eliminación de las proyecciones 

juveniles transitorias. El primero no debe descartarse ya que se ha visto que 

ocurre naturalmente durante el desarrollo de la corteza cerebral en diversas 

especies (Cowan et al., 1984; Stanfield, 1984; Ferrer et al., 1989). Por otro lado, 

en la rata se ha mostrado, mediante experimentos en los que se utilizan 

trazadores retrógrados de larga duración, que la mayoría de las proyecciones 

corticales transitorias se pierden por eliminación axonal, sin que exista muerte 

neuronal (O'Leary et al., 1981; Stanfield, 1984). 

En el gato, durante el primer mes de vida postnatal, en el momento que las 

proyecciones transitorias están siendo eliminadas, el cuerpo calloso pierde al 

menos el 70% de sus axones (Berbel e Innocenti, 1988). La pérdida masiva de 

axones ocurre antes de iniciarse la mielinización y durante la fase rápida de 

sinaptogénesis en la corteza visual. Este dato sugiere que el destino de los 

axones callosos juveniles está determinado antes de su mielinización y que 
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podría estar influenciado por la sinaptogénesis en su órgano blanco o por señales 

emitidas por éste (Berbel e Innocenti, 1988; Innocenti, 1991). Análisis 

cuantitativos, indican que se incrementa el número de microtúbulos y 

neurofilamentos de los axones callosos durante el período postnatal (Berbel et al., 

1994). Los estudios bioquímicos e inmunohistoquímicos, muestran que durante 

este período ocurren modificaciones en el citoesqueleto de los axones callosos 

(Figlewicz et al., 1988; Guadaño-Ferraz et al., 1990; Riederer et al., 1990). 

2.3 	Función de las conexiones callosas 

Por mucho tiempo se ha considerado al cerebro como estructura única, 

actualmente se acepta que está dividido en mitades. Estas dos partes o 

hemisferios permanecen ligadas por varios haces distintos de fibras nerviosas, 

que sirven como "canales de comunicación" entre ellas. Dichos canales reciben el 

nombre de conexiones interhemisféricas y son las conexiones callosas las 

principales en el cerebro de los mamíferos (Lent y Schmidt, 1993). 

Los primeros hallazgos que muestran el papel funcional de las conexiones 

callosas se basaron al observar a los pacientes epilépticos, que tras seccionarles 

las conexiones interhemisféricas (principalmente el cuerpo calloso y la comisura 

anterior), se evitó la expansión de la actividad epiléptica de un hemisferio al otro 

(Gazzaniga et al., 1965; Sperry, 1982, 1986). Sin embargo, el papel funcional de 

las comisuras interhemisféricas empezó a ser más evidente en los estudios de 

animales con el "cerebro-dividido" (Myers y Sperry, 1953; Myers, 1956). A estos 

animales, además de seccionarles el cuerpo calloso, se les destruía la vía 

cruzada de las fibras visuales mediante la sección del quiasma óptico limitando 

así la entrada visual principal a cada hemisferio. Los animales eran entrenados a 

la discriminación visual utilizando únicamente un ojo. A diferencia de los animales 

normales, cuando se probaban con el ojo no entrenado se comportaban como si 

fueran completamente inexpertos. Esto es, que los efectos del entrenamiento por 
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la experiencia se adquiría sólo por el hemisferio que había recibido la entrada 

visual (Myers y Sperry, 1953). 

En otros trabajos se ha correlaciononado la actividad eléctrica cerebral y el 

comportamiento condicionado en gatos con sección del quiasma óptico o del 

cuepo calloso y entrenados binocular o monocularmente a una luz intermitente. 

Se sabe que los estímulos condicionados producen patrones corticales de 

frecuencia específica, esto es, un ritmo específico se asocia con una respuesta 

	

.., 	condicionada. En animales con sección del quiasma óptico el ritmo sincrónico en 

ambas cortezas se presenta cuando el entrenamiento es binocular, pero cuando 

es monocular, únicamente la corteza visual homolateral al ojo funcionante sigue 

presentando el ritmo; la contralateral presenta desincronización. Los animales con 

sección de la comisura cerebral y entrenados binocularmente tienen la misma 

habilidad para aprender, no así cuando el entrenamiento es monocular. En otras 

palabras, estos animales son incapaces de desarrollar correctamente la respuesta 

condicionada. Esta incapacidad puede asociarse con la asincronía de la actividad 

	

• 	eléctrica cerebral de las áreas visuales (Gúzman-Flores et al., 1965). 

También se han hecho estudios con seres humanos y se ha observado que 

los pacientes con el "cerebro-dividido" son incapaces de hacer tareas específicas 

cuando uno de los hemisferios es forzado a trabajar independientemente del otro 

(Gazzaniga et al., 1965; Gazzaniga y Sperry, 1967). Sugiriendo así, que el cuerpo 

calloso es la vía de interconexión crucial para la transferencia de información 

entre los hemisferios cerebrales. 

En los pacientes con agenesia del cuerpo calloso se ha estudiado el papel 

	

• 	del mismo en el funcionamiento de la visión binocular (Myers, 1956; Trevarthen y 

Sperry, 1973; Brizzolara et al., 1994), el reconocimiento espacial (Lomber et al., 

1994), el funcionamiento cognitivo (Sauerwein y Lassonde, 1994), y en la 

coordinación motora bilateral (Brinkman y Kuypers, 1973). En general, el 

desarrollo motor se retarda en los individuos acallosos, que se muestran faltos de 

coordinación motora en la infancia temprana (Geffen et al., 1994). 

f 	
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El cuerpo calloso además de transferir la información interhemisférica, 

tiene un papel compensador cuando ocurre daño cerebral unilateral. Sin embargo, 

estos mecanismos de compensación parecen limitarse a los períodos del 

desarrollo cuando el cerebro es especialmente plástico. Se ha observado la 

reorganización y compensación neural en los pacientes cuyas lesiones 

quirúrgicas en el cuerpo calloso se produjeron antes de los 10 años de edad, al 

finalizar el proceso de mielinización de las fibras callosas (Jeeves, 1984). 

Estudiar los cambios morfológicos cerebrales y en especial el patrón de 

conectividad callosa, inducido por la deficiencia perinatal de hormonas tiroideas, 

puede aportar nuevos datos que ayuden a entender mejor la función de las 

conexiones callosas. 

3. Hormonas tiroideas y desarrollo cerebral 

Muchos factores fisiológicos influyen en la maduración cerebral mediante la 

regulación de la expresión génica durante la ontogenia. Entre ellos, las hormonas 

tiroideas son de los reguladores fisiológicos más importantes (Eayrs, 1960; Salas 

y Schapiro, 1970; Schapiro et al., 1970; Oppenheimer, 1986; Dussault y Ruel, 

1987; Muñoz et al., 1991). Las hormonas tiroideas son la 3-5-3'-triyodo-L-tironina 

(T3) y la 3-5-3'-5'-tetrayodo-L-tironina o tiroxina (T4). Se sintetizan en la glándula 

tiroides mediante la incorporación de yodo a los residuos tirosina de la 

tiroglobulina (Tg), una glucoproteína específica producida también por el tiroides. 

Se almacenan temporalmente en el coloide del folículo tiroideo, de ahí son 

tomadas por las células foliculares y secretadas al torrente sanguíneo. Las 

hormonas tiroideas se transportan unidas a diferentes proteínas hasta sus 

diversos órganos blanco (Oppenheimer, 1979). 

La glándula tiroides a través de sus hormonas yodadas (T4 y T3) juega un 

imporante papel morfogenético durante el desarrollo fetal, y durante toda la vida 

regula numerosos procesos metabólicos. Ejemplo de acciones morfogenéticas en 

los mamíferos son sus efectos sobre el crecimiento somático y sobre la 

31 



INTRODUCCION 

diferenciación y maduración del sistema nervioso central y en los anfibios, el 

control de la metamorfosis. Regulan el consumo de oxígeno de la mayoría de las 

células del organismo, intervienen en el metabolismo de las proteínas, lípidos e 

hidratos de carbono, de forma que no hay órgano o sistema en el que su 

presencia activa no sea necesaria para una función normal (Escobar et al., 1992). 

3.1 	Filogenia, ontogenia y embriología del tiroides 

El yodo es un elemento esencial para la síntesis de T4 y T3. Se ha 

detectado en los celenterados como la medusa, que no tiene glándula tiroides ni 

estructura alguna que se parezca al folículo tiroideo, pero que viven en un medio 

marino donde existe dicho elemento (Escobar et al., 1992). La glándula tiroides y 

sus productos de secreción tienen características peculiares: Se trata de un 

órgano cuyos antecedentes filogenéticos se remontan a los protocordados, 

invertebrados más próximos a los modernos vertebrados; la glándula almacena su 

producto de secreción extracelularmente; las hormonas tiroideas son la únicas 

hormonas naturales cuya molécula contiene yodo. Esta última característica ha 

permitido analizar, filogenéticamente, la capacidad para capturar e incorporar 

yodo a compuestos orgánicos, por lo general a los aminoácidos cíclicos. Este 

proceso se denomina organificación del yodo (Valverde-R. et  al., 1993). 

Los protocordados presentan una cavidad, el endostilo, situada en posición 

ventral a la faringe y en la que se organifica el yodo con formación de T4. Las 

yodoproteínas que contienen T4 se excretan al tubo digestivo, donde se 

hidrolizan, quedando en libertad las hormonas yodadas que son entonces 

absorbidas y vertidas al torrente circulatorio. 

El tiroides es la primera glándula endocrina que aparece durante el 

desarrollo embrionario. En el ser humano puede identificarse a los 16-17 días de 

gestación, cuando aún está en contacto con el corazón en desarrollo. Su origen 

es endodérmico y se forma como un apéndice en las 4' y 5' bolsas faríngeas, que 

incluyen también el cuerpo últimobranquial del que se derivan las células 
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parafoliculares productoras de calcitonina, y las glándulas paratiroides. El tiroides 

migra caudalmente, siguiendo el camino del conducto tirogloso y hacia los 40-50 

días alcanza su localización anatómica definitiva. Pesa entonces 1-2 mg; 100-300 

mg hacia la mitad de la gestación, 1-3 g al nacimiento y unos 20 g en el adulto 

(Escobar et al., 1992). 

3.2 	Metabolismo del yodo 

La fuente natural de yodo la constituyen los alimentos y el agua. El agua de 

mar contiene unos 60 mg I/L, por lo que los animales que viven en este medio 

cubren fácilmente sus necesidades de este elemento. Sin embargo, para los 

animales de vida terrestre este oligoelemento puede ser difícil de obtener en 

cantidades adecuadas, ya que su ingesta puede ser insuficiente y además muy 

variable. En el ser humano, los requerimientos oscilan entre 100 a 200 Itg al día y 

son satisfechos por la dieta. Se absorbe principalmente a nivel del intestino 

delgado en forma de yoduro, aproximadamente dos terceras partes se excretan 

por la orina, el resto es capturado por la glándula tiroides (Valverde-R. et  al., 

1993). Las hormonas son metabolizadas hasta yoduro en diversos tejidos, este 

yoduro vuelve al torrente circulatorio a partir del cual puede ser captado 

nuevamente por el tiroides. Otra parte del yodo se pierde por las heces, en su 

mayor parte en forma hormonal. No se conoce otro papel biológico del yodo que 

el de formar parte de las hormonas tiroideas. 

Cuando la ingesta de yodo es inferior a los requerimientos, se ponen en 

funcionamiento mecanismos para su conservación, aumentando la proporción que 

es captada y utilizada en el tiroides frente a la que se excreta por la orina. 

Cuando la ingesta es superior a los requerimientos, se excreta una proporción 

mayor del yodo por la orina (Escobar et al., 1992). 

La ingesta de yodo es extraordinariamente variable de unos países a otros. 

En algunas regiones geográficas, la escasez de yodo es el principal factor que 

determina que en sus habitantes, ocurra el crecimiento compensatorio de la 

glándula tiroides conocido como bocio endémico. Sin embargo, también se 
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conoce que algunos alimentos como la col y el nabo, contienen sustancias que 

interfieren con la organificación del yodo, sustancias llamadas genéricamente 

goitrinas (Valverde-R. et  al., 1993). Las legislaciones de diferentes países han 

hecho mandatorio la yodación de la sal de mesa. Esta es una medida de salud 

pública económica, segura y efectiva que ha permitido prácticamente erradicar el 

bocio endémico en diferentes regiones del mundo. 

3.3 	Síntesis de hormonas tiroideas 

Captación de yodo: La célula epitelial tiroidea (tirocito) concentra el yoduro 

contra el gradiente eléctrico y químico y lo transporta rápidamente de la 

membrana basal a la apical. El proceso tiene todas las características de un 

transporte activo. El mecanismo es saturable y obedece a la cinética de 

Michaelis-Menten con una Km  de 3x10"5  M; depende de la disponibilidad de ATP 

(adenosín trifosfato). 

Hay defectos congénitos por los cuales los tirocitos son incapaces de 

concentrar yoduro. La cantidad de yodo que entra por difusión es insuficiente para 

la biosíntesis de las cantidades de hormonas tiroideas necesarias y los individuos 

afectados son hipotiroideos. Tratándolos con dosis altas de yoduro, se puede 

conseguir que entre suficiente yodo por difusión como para corregir el 

hipotiroidismo debido a este defecto, ya que el resto de la maquinaria suele ser 

normal. 

Síntesis de tiroglobulina: La Tg es una glicoproteína que constituye el 

componente principal del coloide contenido en el lumen folicular tiroideo. Su 

síntesis es específica del tirocito. En condiciones normales de la función tiroidea, 

la Tg constituye el 75% de las proteínas tiroideas. La síntesis de la Tg y su 

exocitosis al lumen folicular están bajo control de la TSH (hormona estimulante 

del tiroides o tirotropina). 

Yodación de tiroglobulina: En el tirocito, el yoduro es oxidado a yodo y se 

une en cuestión de segundos a la posición 3 de los residuos de tirosina que se 

encuentran unidos a la Tg. Esto es mediado por la enzima peroxidasa tiroidea. 
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Enseguida, la monoyodotirosina (MIT) es yodada en la posición 5 para formar 

diyodotirosina (DIT). Dos moléculas de DIT entonces sufren una condensación 

oxidativa para formar T4, con la eliminación de la cadena lateral de alanina de la 

molécula que forma el anillo exterior. Hay dos teorías de cómo ocurre esta 

reacción de acoplamiento. Una sostiene que el acoplamiento sucede con ambas 

moléculas de DIT fijadas a la Tg (acoplamiento intramolecular). La otra sustenta 

que la DIT que forma el anillo exterior se separa primero de la Tg (acoplamiento 

intermolecular). En cualquier caso la peroxidasa tiroidea está involucrada en el 

acoplamiento, así como en la yodación. 

Los residuos de MIT y DIT que no son acoplados son desyodados en el 

tiroides y esta acción normalmente proporciona casi el doble del yodo que se 

requiere para la síntesis hormonal (Figura 6). 

Existen numerosas sustancias naturales y sintéticas, que interfieren en la 

organificación del yodo, tanto en la fase de su incorporación a yodotirosinas, 

como en la de acoplamiento, o en ambas. Entre ellas están los antitiroideos de 

síntesis, como el propiltiouracilo (PTU), mercaptoimidazol, tiourea, entre otros. 

que se emplean con éxito para bloquear la función biosintética del folículo tiroideo 

en caso de hiperfunción glandular. 

Debe resaltarse que con el proceso completo de organificación y 

acoplamiento no se ha terminado la biosíntesis tiroidea de las dos hormonas 

yodadas, pues están unidas por enlace peptídico a la Tg, secuestrada en el 

folículo tiroideo. En esa forma no pueden ser segregadas al torrente circulatorio 

para llegar a los tejidos donde ejercerán su acción. La Tg yodada puede 

considerarse como una prohormona y contiene unos 110 residuos tirosílicos 

incorporados por enlace peptídico. Sólo una fracción muy pequeña de tales 

residuos se yodan, con formación de MIT y DIT. En condiciones de aporte 

suficiente de yodo, hay unos 7 residuos de MIT, 5 de DIT y 2 de T4 por cada 

molécula de Tg y sólo 1 de cada tres moléculas de Tg contiene 1 residuo de T3. 

Liberación de las formas hormonales activas: La Tg yodada, reserva de T4, 

T3 y de yodo (en forma de MIT y DIT), se almacena extracelularmente en el 
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coloide folicular, hallándose en la zona central del lumen la Tg más vieja, y en el 

borde apical, la yodada más recientemente. Las hormonas incorporadas en estas 

Tg circulantes no pueden entrar en las células del organismo ni ejercer su acción. 

Para ello, tienen que circular como yodoaminoácidos libres de enlaces peptídicos. 

El proceso por el que se destruyen dichos enlaces es por lisosomas y tiene lugar 

en el tirocito. Rotos los enlaces peptídicos que las mantenían incorporadas a la 

Tg, las hormonas yodadas T4 y T3 pasan al torrente circulatorio, posiblemente 

por difusión (Escobar et al., 1992). 

Cuando se ha medido la relación entre la T3 y la T4 segregadas a la 

sangre por la glándula, se ha observado que es más alta que la relación en que 

se encuentran ambas en la Tg. Esto se debe a la existencia dentro de la glándula 

de una actividad enzimática que genera T3 a partir de la T4 liberda de las Tg por 

proteólisis. Se trata de una 5'-yodotironina desyodasa (5'D), diferente de la 

enzima que desyoda las yodotirosinas (DIT, MIT), y similar a las encontradas en 

tejidos extratiroideos. 

Este mecanismo implica la monodesyodación de las yodotironinas a través 

de dos vías, en las que participan tres enzimas. El mecanismo parece ser órgano-

específico. En estas vías de monodesyodación participan al menos tres enzimas 

diferentes, denominadas: Tipo I, II y III. Esta distinción se ha realizado en base a 

la selectividad del anillo que las enzimas desyodan; la preferencia o afinidad por 

el substrato y a la susceptibilidad a la inhibición por agentes bloqueadores de 

grupos tioles como el PTU. 

Desyodasa tipo I, desyoda los anillos externo e interno, presenta mayor 

afinidad por la 3,5,5"-triyodotironina (rT3) y es inhibida por PTU. Desyodasa tipo 

II, desyoda exclusivamente el anillo externo, su substrato preferente es la T4, no 

es inhibida por PTU. Se ha detectado en prácticamente todos los tejidos, y en el 

caso específico de los mamíferos, su concentración en el sistema nervioso es 

elevada. Desyodasa tipo III, desyoda exclusivamente el anillo interno. Su 

substrato preferente es la T3 y tampoco es inhibida por PTU. 

36 



PLASMA CELLA!. 
	 COLOIDE 

IIROIDEA 

NO CHI  — 

• INTRODUCCION 

Trunsporie 
1. —e» 

t—ociivo (Yoduro) (Yodo)  

Tirosino 

HO 

3-Monoyoduttrosino (MIT) 

C He — 

t. 

NO 

lN 

t II 

C 

CH 8 

I 

¡ 

	 3,5-Diyodotirosino (DIT) 

DIT + DIT 	Aloninu + HO CH,— 

Tiroxino (Te ) 

MIT + DIT 	Alonino + 3,5,3s -Triyodotironino (T3) 

DIT + MIT 	Monino + 3,3151•Triyodotironino (T3  inverso) 

Figura 6 	Biosíntesis de las hormonas tiroideas. La yodación de la tirosina y la reacción de 
condensación se realizan en los polos apicales de las células tiroideas mientras las moléculas 
están ligadas por unión peptídica a la tiroglobulina (Modificada de Ganong, 1992). 

37 



INTRODUCCION 

Mecanismo de acción de las hormonas tiroideas: Hasta hace unos años los 

conceptos relacionados con los posibles mecanismos de acción de las hormonas 

tiroideas eran eminentemente descriptivos. La principal incógnita era si existía un 

único mecanismo de acción mediado por un único receptor, capaz de 

desencadenar respuestas biológicas muy variadas determinadas por factores 

específicos de tipo celular, o si hay varios mecanismos de acción, posiblemente 

mediados por diferentes tipos de receptores, que a su vez darían lugar a 

respuestas diferentes según las características celulares. Los grandes avances 

de las dos últimas décadas apoyan fuertemente esta última posibilidad. 

Dado que la administración de hormonas tiroideas aumenta rápidamente la 

síntesis de ácido ribonucleico (ARN) en núcleos hepáticos se sugirió que estas 

hormonas podían actuar controlando la expresión génica. En 1972 Oppenheimer 

y su grupo (Escobar et al., 1992) mostraron la presencia en el núcleo de lugares 

de unión para T3 de alta afinidad y capacidad limitada, que con el tiempo han ido 

cumpliendo todos los requisitos para su aceptación como receptor hormonal 

específico. 

Uno de los problemas mayores durante años para la correcta 

caracterización del receptor nuclear de hormona tiroidea ha sido la falta de éxito 

en su purificación, lo que impidió la determinación de su estructura primaria y la 

identificación del gen que la codifica. Dos grupos mostraron simultáneamente que 

el homólogo celular de la región A del gen del virus de la eritroblastosis aviar (gen 

v-erb-A), codifica una proteína con propiedades muy similares a las del receptor 

nuclear de hormona tiroidea. El producto del gen celular (c-erb-A) es una proteína 

de peso molecular de 50000-55000 dalton, con características físico-químicas y 

afinidades por la T3 y análogos estructurales comparables a las del receptor. De 

esta manera, se pudo analizar la secuencia de aminoácidos de esta proteína 

producto del proto-oncogen c-erb-A, encontrándose grandes analogías con los 

receptores nucleares de esteroides (glucocorticoides, estrógenos, andrógenos, 

progestágenos), ácido retinoico y vitamina D, por lo que actualmente se habla de 
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la superfamilia de receptores nucleares de hormona tiroidea y esteroides (Sap et 

al., 1986; Weinberger et., 1986). 

En pocos años se ha mostrado que no hay un único receptor nuclear para 

T3 (TR, thyroid hormone receptor), sino que incluso para una misma especie 

animal se encuentran múltiples ARNm que codifican proteínas diferentes que 

cumplen los criterios para ser consideradas TR. Estas proteínas se han 

clasificado en formas a y 0. Basándose en las similitudes entre sus secuencias de 

aminoácidos, y en la localización de sus genes en diferentes cromosomas 

(Escobar et al., 1992). 

Los estudios llevados a cabo con las diferentes formas de TR identificados 

por técnicas de biología molecular, han llevado a una descripción más completa 

de los mecanismos por los que la T3 actúa sobre la expresión de genes 

regulados. Un TR verdadero no sólo es capaz de ligar T3 con alta afinidad y baja 

capacidad, sino que debe unirse a un dominio específico del ADN, ácido 

desoxirribonucleico (TRE, thyroih hormone response element), de sus genes 

diana. La zona del TR que interacciona con el ADN del gen sensible a hormona 

tiroidea reconoce una secuencia específica, la TRE, que puede conferir a otros 

genes insensibles la capacidad de responder a hormonas tiroideas. Hasta ahora, 

se han descrito varias secuencias que responden al criterio de TRE. Así mismo, 

se han ido aclarando las bases moleculares de algunos de los efectos sinérgicos 

entre hormonas tiroideas y otras hormonas relacionadas con la superfamilia de 

receptores, como el ácido retinoico, cuyo receptor puede ligarse a los TRE de los 

TR y viceversa. Este campo está en pleno desarrollo, por lo que resultaría 

prematuro exponer conclusiones generalizadas sobre la importancia relativa de 

diferentes TR en la inducción de los muy variados efectos biológicos atribuibles a 

las hormonas tiroideas (Escobar et al., 1992). 
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3.4 	Regulación de la concentración de hormonas tiroideas en el cerebro 

La función del tiroides se regula por una cascada de mecanismos 

estimuladores (Dumont et al., 1992) hormona liberadora de tirotropina (TRH) en el 

hipotálamo y TSH en la hipófisis. Existen otras señales (prostaglandinas, factores 

de crecimiento) liberadas por los tirocitos que actúan sobre ellos mismos 

(mecanismo autócrino) o por las células endoteliales o fibroblastos (mecanismo 

parácrino) que pueden influenciar a los tirocitos. La secreción de TSH es 

estimulada por TRH e inhibida cuando el nivel circulante de las hormonas 

tiroideas es alto (mecanismo de retroalimentación negativo). 

En el feto humano (Fisher et al., 1977; Fisher y Klein, 1981) durante la 

gestación, ocurre la transferencia de las hormonas tiroideas de la madre al 

producto, a través de la placenta, antes del inicio funcional del tiroides fetal. A la 

mitad de la gestación, la glándula tiroides fetal está casi completamente 

diferenciada y produce T4 (Bernal y Nuñez, 1995). 

La concentración de hormonas tiroideas tanto en el cerebro en desarrollo 

como en el adulto está determinada por varios factores, como la disponibilidad de 

yodo en la dieta, la eficiencia de la síntesis de estas hormonas en la glándula 

tiroides, la regulación de la actividad del tiroides por el eje hipotálamo-hipófisis, el 

transporte de las homonas tiroideas de la madre al feto antes del inicio funcional 

del tiroides fetal, la conversión de la prohormona T4 a la forma activa T3 y rT3 por 

la desyodación en las posiciones 5' y 5. 

Las hormonas tiroideas son transportadas desde la sangre al cerebro vía el 

plexo coroideo, están unidas de manera reversible a la trastiretina, proteína 

sintetizada en dicho plexo (Chanoine et al., 1992). La T3 presente en el cerebro 

es esencialmente producida por la desyodación parcial de T4. Esta reacción es 

catalizada por la desyodasa II, enzima que se encuentra fundamentalmente en el 

SNC. Comparada con otras desyodasas (tipo I y III), la tipo II tiene un Km  bajo 

(1-2 nmol/L) y es inhibida por T4. Esto significa que cuando la concentración de 

T4 disminuye, la conversión de T4 a T3 se estimula (Bernal y Nuñez, 1995). 
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3.5 Efectos causados por la deficiencia de hormonas tiroideas durante el 

desarrollo 

La deficiencia de las hormonas tiroideas produce alteraciones en la 

citoarquitectura de la neocorteza (Eayrs, 1971) y del cerebelo (Legrand, 1967). En 

la corteza cerebral, además de las alteraciones en la diferenciación neuronal tales 

como la morfología de las dendritas, hay cambios en los patrones corticales de 

laminación (Berbel et al., 1983) y de proyecciones axonales (Gravel y Hawkes, 

1990). Muchos procesos del desarrollo cerebral (mitosis, migración celular, 

crecimiento de los procresos neuronales, sinaptogénesis y mielinización) parecen 

retrasarse; mientras que otros procesos (proliferación de células gliales -gliosis- y 

muerte neuronal -apoptosis-) se incrementan. Estos eventos se han observado en 

muchas regiones del SNC, pero se estudian mejor en el cerebelo (Legrand, 1982; 

Nuñez et al., 1991). 

Mitosis: Los animales tiroidectomizados al nacimiento mediante la 

administración intraperitoneal de 150 µCi de 1311 sufren un decremento 

significativo en la densidad neuronal de las zonas del SNC que tienen una 

maduración tardía, e.g. las cortezas cerebral y cerebelosa. Así, la capa granular 

externa (germinal) del cerebelo tiene un menor número de neuronas. La duración 

promedio de los ciclos mitóticos no parece modificarse de modo importante (19.8 

h en los hipotiroideos versus 19.0 h en los eutiroideos). Además, este proceso se 

acompaña del retardo en la migración celular (Lauder, 1977). 

Migración y diferenciación neuronal: El proceso de migración desde los 

sitios de proliferación a las zonas de ubicación final de las neuronas, se retarda 

significativamente. El decremento en la proliferación neuronal y el hecho de que 

las neuronas pasen más tiermpo en las zonas proliferativas antes de ubicarse en 

su posición final, explicaría el decremento significativo en el número de neuronas 

de la capa granular externa cerebelosa (Lauder, 1977). 

Se ha sugerido según estudios inmunocitoquímicos, utilizando anticuerpos 

contra las proteínas asociadas a los microtúbulos de los axones (TAU; Brion et 
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al., 1988) y de las dendritas (MAP2; Lauder, 1978), que el crecimiento neurítico se 

retrasa en el cerebelo de los animales hipotiroideos. Simultáneamente, el 

crecimiento y arborización del árbol dendrítico de las células de Purkinje, que 

inicia postnatalmente en la rata, se reduce. En otros estudios se han detectado 

cambios en la síntesis y maduración de proteínas asociadas a los microtúbulos 

(Nuñez, 1985) y de proteínas constitutivas de los neurofilamentos (Grave) y 

Hawkes, 1990), lo que resulta en la alteración del citoesqueleto neuronal. 

En el caso de la corteza cerebral de los animales hipotiroideos, se han 

descrito alteraciones histológicas entre ellas, una disminución en el tamaño del 

soma de las neuronas piramidales de las cortezas somatosensoriales (Eayrs y 

Taylor, 1951) y auditiva (Berbel et al., 1993); disminución en el número de 

neuronas en el adulto relacionándose con una anomalía en la migración neuronal 

(Patel et al., 1976); disminución en la densidad de procesos dendríticos y 

axonales (Eayrs y Horn, 1955; Ipiña y Ruíz-Marcos, 1986); disminución en el 

número y alteración en la distribución de las espinas de las dendritas apicales de 

las neuronas piramidales (Ruíz-Marcos et al., 1983) y disminución en el número 

de microtúbulos de las dendritas apicales de las neuronas piramidales (Berbel et 

al., 1983). 

Sinaptogénesis: La densidad sináptica del cerebelo hipotiroideo está 

reducida importantemente ya sea porque el crecimiento axonal y dendrítico está 

deteriorado o porque las hormonas tiroideas tienen un efecto directo sobre la 

sinaptogénesis, síntesis y secreción de neurotransmisores (Legrand, 1982). 

Mielinización: 	En los animales hipotiroideos, se han observado 

alteraciones bioquímicas. La actividad de las enzimas implicadas en la síntesis de 

mielina, tanto in vivo (Malone et al., 1975; Hamburgh et al., 1977; Pasquini et al., 

1983; Virgilli et al., 1991) como in vitro (Hamburgh et al., 1977; Almazán et al., 

1985) se encuentra alterada. También, se reduce la expresión de glicoproteínas 

asociadas a la mielina, las proteínas proteolipídicas y las proteínas básicas de 

mielina sintetizadas por los oligodendrocitos (Farsetti et al., 1991, Muñoz et al., 

1991). La síntesis de mielina se reduce en todas las regiones del SNC (Legrand, 
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1982) sugiriendo que no sólo las neuronas, sino también los oligodendrocitos son 

blanco directo de las hormonas tiroideas. 

Gliosis y muerte neuronal: Se han descrito alteraciones en el tamaño y 

número de astrocitos (Rami y Rabié, 1988). La proliferación celular de la astroglia 

es uno de los procesos que se acelera en el cerebelo de los animales 

hipotiroideos, quizás, esto sea consecuencia de la muerte neuronal masiva, la 

cual debe ser secundaria a la reducción en la formación de las sinapsis (Bernal y 

Nuñez, 1995). 

Las alteraciones estructurales tienen consecuencias funcionales al 

producirse un notable retardo en la adquisición de respuestas conductuales 

innatas y adaptativas (Hamburgh et al., 1977). Las alteraciones funcionales 

inducidas por la deficiencia de hormonas tiroideas reflejan alteraciones severas 

en el patrón de conectividad, especialmente el de las conexiones cortico-

corticales interhemisféricas como se ha descrito en las conexiones callosas 

visuales (Gravel y Hawkes, 1990) y auditivas (Berbel et al., 1993). 

3.6 	Funcionamiento tiroideo en el feto 

Hasta hace poco se había considerado que la placenta de los mamíferos 

era impermeable a las hormonas tiroideas (Roti et al., 1983). También se pensó 

que durante la vida intrauterina de la rata no eran necesarias las hormonas 

tiroideas para el desarrollo fetal (Hamburgh, 1969). Sin embargo, con el desarrollo 

de las técnicas para la extracción y purificación de proteínas (Obregón et al., 

1984; Morreale de Escobar et al., 1985) y de la realización de 

radioinmunoensayos específicos muy sensibles (Obregón et al., 1978), se ha 

mostrado que las hormonas tiroideas maternas atraviesan la barrera placentaria y 

penetran en el compartimento fetal en una fase muy temprana de la gestación 

desde el día E10 y que esta transferencia disminuye y probablemente cesa en el 

día E17-18, cuando inicia el funcionamiento de la glándula tiroides fetal (Obregón 

et al., 1984; Morreale de Escobar et al., 1989). La aparición tanto de las hormonas 
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tiroideas como de sus receptores nucleares (Pérez-Castillo et al., 1985) es 

concomitante con el proceso de neurogénesis cortical, desencadenado a partir 

del día E16 (Berry et al., 1964; Bayer y Altman, 1991). Como la mayoría de los 

eventos implicados en la neurogénesis cortical ocurren y/o se desencadenan en 

estadios embrionarios, es necesario inhibir la síntesis de hormonas tiroideas 

maternas y fetales para entender el papel de estas hormonas en el desarrollo 

cortical. 
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u. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

La deficiencia de hormonas tiroideas durante la gestación (Eayrs, 1959) así 

como durante edades postnatales tempranas provoca alteraciones desde el nivel 

bioquímico, estructural, histológico hasta el conductual (Eayrs, 1960; Dussault y 

Ruel, 1987). 

Los principales estudios sobre el desarrollo de las conexiones callosas se 

han efectuado en el gato (Berbel e Innocenti, 1988) y en el mono (LaMantia y 

Rakic, 1990b) observando una pérdida masiva de axones del cuerpo calloso en 

distintas áreas corticales sensoriales (Innocenti, 1991). 

En la rata, se ha estudiado el desarrollo de las conexiones callosas 

somatosensoriales (Ivy y Killackey, 1981), visuales (Gravel y Hawkes, 1990) y 

existen pocos datos sobre las auditivas (Vauhgan, 1983). En estos trabajos, se 

utilizaron técnicas de lesión que producen resultados difíciles de interpretrar o 

técnicas de trazamiento de vías (Jacobson y Trojanowski, 1974; Ivy y Killackey, 

1981) analizando de forma colateral el desarrollo de las conexiones callosas 

auditivas. 

Faltaría entonces estudiar la corteza auditiva durante el desarrollo de ratas 

eutiroideas. Esto ayudaría a entender la ontogenia en la organización de las 

conexiones auditivas callosas. Además, resultaría interesante comparar dicha 

organización con la de los animales hipotiroideos dado que como se ha 

manifestado, las hormonas tiroideas ejercen un papel fundamental en la sincronía 

de los procesos del desarrollo. 
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III. HIPOTESIS 

1. Considerando que la distribución de las neuronas de proyección callosa 

se adquiere durante las primeras semanas postnatales, al menos en las cortezas 

somatosensorial y visual, se espera que la deficiencia de hormonas tiroideas 

modifique postnatalmente y de manera gradual, la distribución de las neuronas 

auditivas callosas. 

2. El hipotiroidismo inducido previo a la neurogénesis de la corteza 

cerebral auditiva disminuye el número de neuronas de las capas corticales 11-111, 

que son las de mayor proyección callosa. 

3. La menor densidad neuronal en las capas corticales 11-111 es debida a las 

alteraciones en los procesos de migración celular en animales con deficiencia de 

hormonas tiroideas. 

4. El total de las neuronas, es decir de las capas II, III, IV, V y VI, que 

proyectan por el cuerpo calloso es menor en los animales hipotiroideos. 



iv. OBJETIVOS 

General: 

Analizar la ontogenia de las conexiones callosas de la corteza auditiva 

mediante la inyección de trazadores de transporte retrógrado teniendo como 

modelo experimental a la rata. 

Particulares: 

1. Distinguir la distribución radial de las neuronas de proyección auditiva 

callosa desde edades postnatales tempranas hasta alcanzar el patrón adulto. 

2. Determinar la distribución tangencial de las neuronas auditivas callosas 

a diferentes edades postnatales. 

3. Señalar las causas provocadas por la deficiencia de hormonas tiroideas 

durante la gestación en el desarrollo postnatal del patrón laminar de las neuronas 

de proyección callosa de la corteza auditiva. 

4. Describir los efectos del hipotiroidismo en el patrón de distribución 

tangencial de las neuronas auditivas callosas. 
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V. MATERIAL Y METODOS 

1. 	Animales de experimentación 

Se utilizaron ratas Wistar mantenidas entre 21 y 23 °C en ciclo de luz-

obscuridad controlado (12-12 h). Las jaulas colectivas donde fueron alojados, 

medían 47.5 x 26.5 x 20.5 cm y tenían cama de aserrín. El alimento proporcionado 

ad libitum consistía de gránulos de pienso derivado de pescado. Se consideró el 

día E0 cuando se observó la expulsión del tapón vaginal; el día de nacimiento 

(PO) ocurrió entre los días E22-23. Las camadas se igualaron a 8 crías en el día 

P1. Se estudiaron ratas normales e hipotiroideas desde 5 hasta 103 días de edad. 

Ratas normales 

Provenientes de madres que antes, durante y después de su gestación 

bebieron agua del grifo. Las crías, una vez nacidas y hasta el día de su sacrificio, 

bebieron también agua del grifo. En el día P22, las crías fueron destetadas y 

separadas según su sexo. 

Ratas hipotiroideas 

A las madres gestantes se les administró 0.02% de metimazole (2-

mercapto-1-metil-imidazol; Sigma) en el agua de bebida con el propósito de 

inhibir la síntesis de hormonas tiroideas maternas y fetales, y la transferencia de 

hormonas maternas a los fetos (Morreale de Escobar et al., 1989). El tratamiento 

se inició en el día E13, antes del inicio de la neurogénesis cortical y se continuó 

después del nacimiento hasta el día P9. A partir de esta fecha y hasta el sacrificio 

de las ratas, se agregó gluconato de calcio al 1% a la solución de metimazole 

para suplir la falta de calcio en caso que se hubiesen extirpado las glándulas 

paratiroides durante la tiroidectomía. 
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En el día P6 se realizó la tiroidectomía siguiendo el procedimiento de 

Zarrow et al (1964). Luego de anestesiar a las ratas con éter anhídro se les 

practicó en el cuello, una incisión cutánea medial, de aproximadamente 1 cm 

desde el cartílago del manubrio del esternón hasta la tráquea. Se retrajeron la piel 

y el tejido adiposo subcutáneo para exponer y separar los músculos 

estemohioideos y esternocleidomastoideos y visualizar así la glándula tiroides 

que, luego de dividirla por el istmo se extirparon los dos lóbulos tiroideos evitando 

dañar los nervios recurrentes y las arterias carótidas. Se suturó la piel con hilo de 

seda y se aplicó un antiséptico no yodado. 

En el día P5 se tiroidectomizaron únicamente las ratas que fueron 

inyectadas con fluomicroesferas. Las crías se mantuvieron con sus madres hasta 

el día del sacrificio para evitar la desnutrición debida a las dificultades en la 

obtención el alimento sólido a causa del desarrollo dental retardado. 

El método para inducir el hipotiroidismo fue el mismo que utilizaron Berbel 

y colaboradores (1993) en un estudio anterior, donde los niveles de T3 y T4 

telencefálicos fueron medidos por radioinmunoensayo (Figura 7). En el presente 

trabajo, no se midieron los niveles de tales hormonas. La condición hipotiroidea 

se constató mediante el control del peso corporal de los animales, asumiendo que 

los niveles de T3 y T4 eran similares a los del citado estudio. 
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Figura 7 	Niveles de 3,5,3',5' tetrayodotironina (T4) y 3,5,3' triyodotironina (T3) obtenidos por 
radioinmunoensayo. Las ratas hipotiroideas (M = tratadas con metimazole y T = tratadas con 
metimazole y además tiroidectomizadas) mantienen niveles muy bajos de T4 durante toda la vida 
en comparación con los de las ratas normales (C=sin tratamientos, químico ni quirúrgico). Sucede 
lo mismo con T3 (Modificado de Guadaño-Ferraz et al., 1994). 
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2. 	Inyección de trazadores 

La peróxidasa de rábano sola (HRP; Sigma) al 50% o conjugada con 

aglutinina de gérmen de trigo (WGA-HRP; Sigma) al 5%, disueltas en solución 

salina y las fluomicroesferas (yellow-green FluoSpheres L-5201; Molecular 

Probes) se utilizaron como trazadores de marcaje retrógrado y anterógrado. Se 

inyectaron 46 ratas normales y 27 hipotiroideas (Tablas 1 y II). 

Las ratas entre 5 y 20 días de edad fueron anestesiadas con éter anhídro, 

y las de 21 días en adelante con Imalgéne 1000 (0.87 ml/kg i.p. Rhóne Mérieux). 

Una vez anestesiados los animales, se les hizo una incisión en la piel que cubre 

el borde superior del lóbulo temporal y se separaron del cráneo los músculos 

temporales. En el hueso temporal se hizo un orificio de 5-8 mm2  para exponer la 

corteza cerebral a ser inyectada. La inyección del trazador fue unilateral mediante 

micropipetas de vidrio de aproximadamente 40 plm de diámetro en la punta. La 

micropipeta colocada en un micromanipulador se conectó a una picobomba para 

administrar el trazador mediante presión. Expuesta la corteza temporal, se 

introdujo la micropipeta a diferentes profundidades que variaron entre 500 y 1100 

según la edad del animal. Las inyecciones más superficiales se hicieron en 

las ratas más jóvenes y las más profundas en las más viejas. Los animales 

recibieron de 1-4 inyecciones. Después de 2-4 min de haber aplicado el volumen 

deseado, se extraía la micropipeta y se suturaba la herida. 
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Tabla I Inyección de trazadores en ratas normales (n=46) 
EDAD 

INYECCION 
(dios) 

EDAD 
SACRIFICIO 

(dios) 
CODIGO TRAZADOR 

NUMERO 
DE 

INYECCIONES 

VOLUMEN TOTAL 
INYECTADO 

(m1) 
5 18 IR163 FLUOMICROESFERAS 1 0.8 
5 18 IR164 FLUOPAICROESFERAS 2 1.0 
12 14 IR81 50% HRP 2 1.2 
12 14 IR82 50% HRP 2 1.1 
12 14 IR92 50% HRP 2 1.2 
12 14 IR93 50% HRP 1 1.1 
12 14 IR98 5% WGA-HRP 2 1.0 
12 14 IR83 5% WGA-HRP 2 0.8 
13 15 R103 50% HRP 2 0.9 
13 15 R104 50% HRP 3 0.8 
13 15 R105 5% WGA-HRP 2 1.2 
20 22 R106 50% HRP 2 1.0 
24 26 R130 5% WGA-HRP 4 1.1 
24 28 R131 5% WGA-HRP 4 1.1 
24 28 R143 5% WGA-HRP 4 0.8 
24 28 R153 5% WGA-HRP 4 0.8 
24 28 R154 5% WGA-HRP 4 0.8 
25 27 R148 5% WGA-HRP 4 0.9 
25 27 R149 5% WGA-HRP 4 0.8 
28 28 R148 5% WGA-HRP 4 1.0 
26 28 R147 5% WGA-HRP 4 0.9 
27 29 R152 5% WGA-HRP 4 1.2 
27 29 R155 5% WGA-HRP 5 1.2 
27 29 R156 5% WGA-HRP 4 1.1 
28 30 R107 50% HRP 1 0.7 
28 30 R108 50% HRP 1 1.0 
28 30 R109 5% WGA-HRP 2 1.0 
28 30 R110 5% WGA-HRP 2 1.1 
28 30 R144 5% WGA-HRP 3 0.8 
28 30 R145 5% WGA-HRP 3 1.0 
32 34 R150 5% WGA-HRP 4 1.0 
32 34 R151 5% WGA-HRP 3 1.0 
35 37 R118 5% WGA-HRP 2 1.2 
35 38 R119 5% WGA-HRP 2 1.0 
42 45 R122 5% WGA-HRP 2 0.8 
42 45 R123 5% WGA-HRP 2 0.7 
47 49 R116 5% WGA-HRP 3 1.2 
47 49 R117 5% WGA-HRP 3 1.2 
48 50 R128 5% WGA-HRP 3 1.0 
52 54 R129 5% WGA-HRP 4 1.2 
58 58 R126 5% WGA-HRP 4 1.2 
56 58 R127 5% WGA-HRP 2 1.0 
72 74 R134 5% WGA-HRP 3 1.2 
72 74 R135 5% WGA-HRP 3 1.0 

101 103 R136 5% WGA-HRP 4 1.2 
101 103 R137 5% WGA-HRP 4 1.2 

Ratas normales inyectadas unilateralmente en el lóbulo temporal con diferentes trazadores de 
transporte retrógrado a edades comprendidas entre los días postnatales 5 y 103. 
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Tabla II Inyección de trazadores en ratas hipotiroideas (n=27) 

EDAD 
INYECCION 

(días) 

EDAD 
SACRIFICIO 

(días) 
CODIGO TRAZADOR 

NUMERO 
DE 

INYECCIONES 

VOLUMEN TOTAL 
INYECTADO 

(m1) 
5 18 IR157 FLUCMCROESFERAS 2 1.0 
5 18 IR158 FLUOMICROESFERAS 3 1.0 
5 18 1R159 FLUCMCROESFERAS 1 0.6 
5 18 IR180 FLUCMCROESFERAS 2 1.0 
5 26 1R161 FLUOMICROESFERA.5 1 0.8 
5 26 1R182 FLUOMCROESFERAS 1 0.8 
5 28 IR183 FLUOMCROESFERAS 1 0.8 

12 14 11,187 5% WGA-HRP 2 1.1 
12 14 IR88 5% WGA-HRP 2 0.9 
12 14 IR94 50% HRP 2 0.9 
12 14 IR95 50% HRP 2 0.8 
12 14 IR98 5% WGA-HRP 2 1.1 
12 14 IR97 5% WGA-HRP 2 1.2 
13 15 IR99 50% HRP 3 1.0 
13 15 IR100 50% HRP 2 0.8 
13 15 IR101 5% WGA-HRP 2 0.8 
13 15 IR102 5% WGA-HRP 3 0.9 
20 23 IR87 50% HRP 2 1.2 
20 22 IR88 50% HRP 2 0.9 
20 22 IR89 5% WGA-HRP 2 1.2 
20 22 IR90 5% WGA-HRP 2 0.9 
20 22 IR141 5% WGA-HRP 3 1.2 
20 22 IR142 5% WGA-HRP 3 0.8 
35 37 IR120 5% WGA-HRP 2 0.8 
35 37 IR121 5% WGA-HRP 2 1.2 
42 44 IR124 5% WGA-HRP 2 1.0 
42 44 IR125 5% WGA-HRP 2 0.8 

Ratas hipotiroideas inyectadas unilateralmente en el lóbulo temporal con diferentes trazadores de 
transporte retrógrado a edades comprendidas entre los días postnatales 5 y 44. 
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3. Perfusión transcardial 

Las ratas inyectadas con HRP o WGA-HRP fueron perfundidas 48 h 

después de la administración del trazador. Una vez anestesiadas con éter 

anhídro, se les realizó una incisión amplia sobre la pared abdominal hasta 

descubrir y pinzar a la aorta descendente. Se abrió la cavidad torácica 

seccionando las costillas por ambos costados y el diafragma. Se sostuvo al 

corazón con unas pinzas y se cortó el vértice inferior del ventrículo izquierdo para 

introducir un catéter hasta el inicio de la aorta ascendente. Inmediatamente 

después se realizó una incisión en la aurícula derecha para dar alivio a los 

fluidos. 

La perfusión se inició con cloruro de sodio al 0.9% en agua destilada 

durante 2 min, se siguió con un fijador compuesto por paraformaldehído al 1%, 

glutaraldehído al 0.5%, cloruro de calcio al 0.002% y sacarosa 0.1 M en tampón 

fosfato 0.1 M (pH 7.4) durante 15-20 min y se finalizó con sacarosa 0.1 M en 

tampón fosfato 0.1 M durante 10-15 min. Al terminar la perfusión, los cerebros 

fueron extraídos de la cavidad craneana y sumergidos en tampón fosfato 0.1 M 

durante 24-48 h, posteriormente fueron cortados. 

Las ratas inyectadas con fluomicroesferas fueron perfundidas entre los 14 y 

18 días de edad. La perfusión se inició con cloruro de sodio al 0.9% en agua 

destilada durante 2 min y se siguió con un fijador compuesto por 

paraformaldehído al 4%, cloruro de calcio al 0.002% y sacarosa 0.1 M en tampón 

fosfato 0.1 M (pH 7.4) durante 20 min. Los cerebros obtenidos fueron postfijados 

por inmersión durante 24 h en un fijador igual al utilizado durante la perfusión y 

finalmente cortados. 

4. Obtención y procesamiento de cortes 

Los cerebros inyectados con HRP o WGA-HRP se incluyeron en agar al 

4% antes de ser cortados coronalmente con un vibratomo (Palco). Las secciones 
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de 100 lim de espesor, se recogieron con un pincel y se colocaron 

secuencialmente en cubetas que contenían tampón acetato 0.1 M (pH 3.0). Para 

el revelado de los cortes se siguió el método de Mesulam (1982). Primero, las 

secciones se pre-incubaron durante 20 min en nitroprusiato de sodio (Panreac) y 

3,3',5,5"-tetrametilbencidina (Sigma) en tampón acetato 0.1 M, después se 

incubaron durante 20-25 min en una solución igual a la anterior y añadiendole 

peróxido de hidrógeno al 30%. La pre-incubación e incubación se hicieron en frío 

para mejorar la especificidad en la reacción. Se realizaron dos lavados en tampón 

acetato 0.1 M durante 10 min cada uno. 

Los cortes fueron montados en portaobjetos gelatinizados y se dejaron 

secar en la cámara fría durante aproximadamente 24 h luego, fueron brevemente 

deshidratados (10 seg) en etanoles de graduación ascendente (70, 96 y 100%), 

aclarados en xilol y montados con Eukitt. Uno de cada siete cortes fue teñido con 

borax al 1% y azul de toluidina al 1% en agua destilada durante 30 seg a 50 °C, 

decolorados en agua destilada y en alcohol-acético al 70%. Deshidratados (60 

seg) en etanoles de graduación ascendente (70, 96 y 100%), aclarados en xilol y 

montados con Eukitt. 

Los cerebros inyectados con fluomicroesferas también se incluyeron en 

altar al 4% antes de ser cortados coronalmente con el vibratomo. Las secciones 

de 100 pm de espesor, se recogieron con un pincel y se colocaron 

secuencialmente en cubetas que contenían sacarosa 0.1 M en tampón fosfato 0.1 

M. Los cortes obtenidos se montaron en portaobjetos gelatinizados, ordenados en 

11 subseries paralelas, y se dejaron secar en la cámara fría durante 

aproximadamente 48 h. Los cortes se aclararon brevemente en xilol (5 seg) y se 

montaron con Fluoromount (Serva). Una subserie se destinó para la tinción de 

Nissl, según el procedimiento anteriormente descrito. 

57 



MATERIAL Y ?MODOS 

5. 	Análisis del material histológico 

Los cerebros analizados fueron aquéllos que mostraron marcaje en el 

núcleo geniculado medial. Con un microscopio Labophot (Nikon) equipado con 

una cámara lúcida, se dibujaron usando el objetivo 1x los cortes procesados con 

tetrametilbencidina para señalar el sitio de inyección y los correspondientes halos 

de difusión del trazador. Luego estos dibujos fueron procesados con una tableta 

digitalizadora. 

En cada caso se seleccionaron de 4 a 6 cortes separados entre sí por 400 

abarcando la corteza auditiva contralateral a la zona de inyección. Se utilizó 

un microscopio-computador y el programa Neurograph para digitalizar, medir y 

representar espacialmente las neuronas callosas marcadas de manera retrógrada 

contenidas en estos cortes. El microscopio era un BH-2 (Olympus) provisto de 

una platina motorizada y una cámara de video DXC15-1P CCD/RGB (Marca 

Sony), ambos conectados a una computadora AT486 equipada con una tarjeta de 

video Screen Machine (Fast Electronic) y un monitor Trinitron Multiscan HG de 17' 

(Marca Sony). 

Primero se digitalizó el contorno de la corteza cerebral usando el objetivo 

1x y después la posición de las neuronas marcadas retrógradamente, localizadas 

primordialmente en la corteza auditiva, con un objetivo 20x. Posteriormente, los 

mapas de distribución de las neuronas callosas se imprimieron usando una 

impresora Laser Jet IIIP (Hewlett Packard). 

También, se cuantificó y se representó a manera de histogramas de barras 

las neuronas callosas auditivas. Para ello, se dibujó el límite entre el tercio 

superior (correspondiente a las capas 1-111) y los dos tercios inferiores 

(correspondiente a las capas IV-V1) de la corteza auditiva. Dicho límite se dividió 

en intervalos de 50 Itm y sobre cada intervalo se proyectaron las neuronas. A 

continuación se cuantificó el número de neuronas proyectadas en cada intervalo. 

Estos datos se representaron en histogramas de frecuencias absolutas de tal 

manera que las barras superiores correspondían a las frecuencias de las 
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neuronas callosas de las capas 1-111 y las barras inferiores a las neuronas callosas 

del resto de las capas corticales. 

Para los cortes marcados con fluomicroesferas se utilizó un microscopio 

Labophot (Nikon) con sistema de epi-fluorescencia provisto de filtros para la 

fluoresceína isotiocianato (FITC) equipado con una cámara de video DXC-930P 

3CCD/RGB (Marca Sony) con una unidad de memoria MPU-F100P (Marca Sony) 

y conectado a una computadora AT486 equipada con una tarjeta de video Screen 

Machine (Fast Electronic) y un monitor Trinitron Multiscan HG de 17' (Marca 

Sony). También, se utilizó el Neurograph para la digitalización y representación 

esquemática de las neuronas marcadas. Se digitalizaron de 4 a 6 cortes de cada 

cerebro separados a una distancia promedio de 400 pim. Se dibujó el contorno 

cerebral con el objetivo 1x y la posición de los somas que contenían las 

fluomicroesferas con el objetivo 20x. Se obtuvieron representaciones espaciales 

de la distribución de las neuronas marcadas retrógradamente y los 

correspondientes histogramas de frecuencias. 

Cortes seleccionados fueron fografiados con un microscopio Axiophot 

(Zeiss) usando objetivos 4x, 10x y 40x. Los cortes teñidos con Nissl y los 

procesados con tetrametilbencidina y que mostraban el marcaje retrógrado, se 

fotografiaron con luz transmitida normal. El transporte anterógrado se observó y 

fotografió usando filtros polarizados. Las neuronas marcadas con 

fluomicroesferas se digitalizaron y fotografiaron usando filtros de fluorescencia 

para la FITC. 
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vi. RESULTADOS 

1. 	Aspectos generales 

En las ratas hipotiroideas el tamaño corporal es muy inferior al de las 

normales. Es posible reconocer el enanismo (Figura 8) y los rasgos faciales 

infantiles. Además, presentan otras características como la implantación rala del 

pelo, que muchas veces mantienen erizado. La aparición de la dentición así como 

la apertura de los párpados se retrasa. 

En las ratas normales, el peso corporal aumenta continuamente desde 

6.2±0.7 g en el día P1 hasta alcanzar 227.0±4.2 g en el día P103, mientras que en 

las hipotiroideas, el incremento es mínimo desde 4.6±0.4 g en el día P1 hasta 

32.4±0.9 gen el día P42 (158.4±3.4 a P42 en ratas normales; Figura 9). 
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Figura 8 	Fotografías de ratas (a,b) y sus cerebros (c,d) a P44. La diferencia entre el tamaño 
corporal (a, b) entre la rata normal (C) y la hipotiroidea (H) es notoria. Nótese también menor 
tamaño cerebral de la rata hipotiroidea (d) Barra en b, 3 cm y en d, 1 cm. 
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Figura 9 	Gráfica que muestra el curso del peso corporal de las ratas normales (C) e 
hipotiroideas (H). En las ratas normales, la ganancia de peso corporal aumenta progresivamente 
con la edad mientras que, en las hipotiroideas, la ganancia es menor y se mantiene 
significativamente por debajo del de las normales. 
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2. 	Citoarquitectura de la corteza temporal durante el desarrollo 

La citoarquitectura de la corteza temporal se analizó en los cortes con 

tinción de Nissl. De acuerdo con otros autores (Zilles, 1985), se han distinguido 

tres áreas auditivas Te1, Te2 y Te3. Las áreas analizadas fueron primordialmente 

Tel y Te3, aunque también se analizaron cortes conteniendo Te2. De las tres 

áreas auditivas, Te3 es la que tiene menor grosor cortica'. En Tel y Te3, el borde 

entre las capas corticales aparece más nítido que en Te2, donde resulta muy 

difícil diferenciar el borde entre las diferentes capas corticales. 

En las ratas normales inyectadas en el día P12 y sacrificadas en el día P14, 

se observó en la corteza temporal gran densidad neuronal en todo el grosor 

cortica!, por lo que el límite entre las capas corticales no fue muy nítido. Es 

posible distinguir una banda delgada con numerosas células debajo de la capa I 

quizá, remanente de la placa cortical. En la capa V, la densidad neuronal no es 

tan alta y los cuerpos celulares de las neuronas piramidales son ligeramente más 

grandes que en el resto de las capas. Entre la capa VI y la substancia blanca 

subcortical, se observa una fina capa de células que puede corresponder a la 

subplaca (Figura 10a). 

A partir del día P30, la organización cortica' es similar a la de las ratas 

adultas, aunque el grosor cortical es menor. Conforme aumenta la edad, el 

empaquetamiento celular parece reducirse (Figura 10b). La capa 1 representa 

aproximadamente el 10% del grosor cortical y contiene escasos cuerpos 

neuronales. Las capas 11-111 ocupan alrededor del 25% y contienen células 

piramidales y no piramidales. La capa IV ocupa el 10% y contiene muchas 

neuronas de cuerpos celulares redondos y pequeños. La capa V representa el 

25% y presenta neuronas piramidales menos empaquetadas. La capa VI 

representa el 30% del espesor cortical y contiene neuronas piramidales y no 

piramidales, ligeramente más empaquetadas que en el resto de las capas 

corticales. 
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En la corteza cerebral de las ratas hipotiroideas, se observó mayor densidad 

celular en todas las capas corticales a cualquier edad (Figura 10d,e,f), aunque 

parece mayor a edades tempranas. El borde entre las capas V y VI es 

indistinguible debido al mayor empaquetamiento celular y al menor tamaño de los 

somas. A P14 también se observa un remanente de la placa cortical y restos de la 

subplaca (Figura 10d). De P22 en adelante, desaparecen los restos de la placa 

cortical y la citoarquitectura es muy similar a la de las ratas hipotiroideas adultas. 

Todas las capas parecen estar presentes pero solo los bordes inferior de la capa I 

y superior de la capa VI son claramente distinguibles. El borde entre las capas IV 

y V es muy borroso debido a la gran densidad celular similar en ambas capas. El 

tamaño de los somas neuronales permanece pequeño, siendo más notorio en las 

neuronas piramidales de la capa V (Figura 10 e,f). 

3. 	Trazadores y marcaje 

Con la WGA-HRP se obtuvo un marcaje retrógrado similar al de la HRP en 

cualquier edad, tanto en las ratas normales como en ias hipotiroideas (Figura 

11a,b). Con ambos trazadores se observaron somas neuronales bien teñidos y las 

porciones proximales de sus ramificaciones. 

El marcaje con las fluomicroesferas no fue tan compacto como el que se 

observó con los trazadores anteriores, sino disperso por el citoplasma neuronal. 

Sin embargo, se emplearon por permitir largos períodos de supervivencia 

después de la inyección al no degradarse en el interior de las neuronas. Se ha 

podido observar un excelente marcaje hasta 30 días después de la inyección sin 

pérdida aparente. 
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Figura 10 	Fotomicrografías de secciones coroneles de corteza auditiva primaria (Tal) teñidas 
con Nissl de ratas normales (a,b,c) e hipotiroideas (d,e,f). A P54, se observan con nitidez los 
límites entre las capas corticales, mientras que a P14, los límites entre capas son menos obvios 
debido a que la densidad celular es mayor. A P14, las diferencias entre ratas normales e 
hipotiroideas no son aparentes. Sin embargo, a P44 en las ratas hipotiroideas, se observa mayor 
empaquetamiento celular, lo que dificulta distinguir los límites entre las capas corticales, 
especialmente entre IV y V. El tamaño de los somas, particularmente los de la capa V es menor 
comparados con el de los somas de las ratas normales. En la parte superior de cada 
fotomicrografia se indica la edad a la que fueron inyectados los trazadores, la condición 
experimental (C: normales; H: hipotiroídeas) y el código de los animales entre paréntesis. Los 
animales fueron sacrificados dos días después de haber sido inyectados. SP: subplaca. Barra en 
d, 200 pm. Misma calibración para todas las fotomicrografías. 
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F igura 1 1 	Fotomicrografías de corteza auditiva primaria (Tal) que muestran los somas 
neuronales de la capa VI, marcados retrógradamente con WGA-HRP en ratas normales (a) e 
hipotiroideas (b) Nótese que en algunos casos se tiñeron también los segmentos iniciales de 
algunos procesos neuronales. Barra en a, 50 pm. Misma calibración para b. 
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4. Localización de los sitios de inyección 

Dada la falta de un atlas estereotáxico para la localización de las áreas 

cerebrales a diferentes edades del desarrollo, la localización de los sitios de 

inyección se confirmó a posteriori. En la literatura existen el atlas de Paxinos y 

Watson (1991) para ratas de edades embrionarias y hasta PO, y el de Paxinos y 

Watson (1986) para ratas adultas. Los sitios de inyección con sus 

correspondientes halos de difusión se determinaron observando la serie completa 

de los cortes de cada animal. Unicamente los cortes en los que se visualizaba un 

marcaje retrógrado masivo en el núcleo geniculado medial ipsilateral a la corteza 

inyectada fueron analizados. Este marcaje indicaba que la corteza temporal 

inyectada y por tanto la marcada retrógradamente correspondían al área auditiva. 

La localización antero-posterior del área de inyección correspondiente a 

Te1, Te2 y Te3 se determinó extrapolando la posición de estas áreas respecto al 

esplenio del cuerpo calloso. La localización medio-lateral de las mismas áreas se 

estableció en relación con el surco rinal. En todos los cortes analizados, las 

inyecciones y difusiones abarcaron las tres áreas auditivas Te1, Te2 y Te3 

(Figuras 13-18 y 21-25). 

5. Distribución de las neuronas de proyección callosa 

Durante el desarrollo de la corteza auditiva de las ratas normales parece que 

la densidad celular de las neuronas marcadas que proyectan callosamente 

observada a edades tempranas disminuye progresivamente con la edad. Las 

neuronas de proyección callosa se localizan en todas las capas, desde la 11-111 

hasta VI. Esta distribución conocida como radial pareciera homogénea en el día 

P14 -que en la figura se indica como P12 dado que, esa era la edad cuando el 

animal fue inyectado. Esta aclaración es para todas las figuras-. Sin embargo, es 

posible observar mayor densidad en las capas 11-111 y VI. (Figura 12a,b). La 
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distribución tangencial de las neuronas que fueron marcadas retrógradamente 

abarcaron toda la región dorso-ventral de la corteza temporal (Figura 13). 

A partir del día P26, se observa una aparente disminución en la densidad 

de somas neuronales marcados con el trazador. En la capa V, se detecta un 

decremento en la densidad neuronal lo que da un aspecto bilaminar a la 

distribución neuronal (Figura 12c,d). Este patrón de conectividad callosa es 

similar al descrito para las ratas adultas (Berbel et al., 1993). En el día P50, la 

distribución bilaminar es más evidente (Figura 12e,f). No se observan formaciones 

columnares o agrupaciones de ningún tipo a lo largo del desarrollo (Figuras 14-

18). 

Es posible decir entonces que, las distribuciones radial (bilaminar) y 

tangencial (en toda la extensión dorso-ventral) de la corteza temporal se esbozan 

alrededor del día P14 (Figura 13) y se evidencian claramente desde el día P26 en 

adelante (Figuras 14-18). 
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Figura 12 	Fotomicrografías (a,c,e) y dibujos de neuronas con marcaje retrógrado (b,d,f) de 
ratas normales (C). Los límites de las capas corticales se obtuvieron por sobreposición de las 
correspondientes secciones adyacentes teñidas con Nissl y utilizando una cámara lúcida. En cada 
caso se indica el área del dibujo que corresponde a la fotomicrografía. A P14 (a,b), las neuronas 
marcadas se distribuyeron entre las capas II y VI. A esta edad, se observa gran densidad celular. A 
P26 (c,d) y P50 (e,f), la densidad es menor, especialmente en la capa V, observandose la 
distribución radial bilaminar típica del adulto. En la parte inferior de cada fotomicrografía, se indica 
la edad en que fueron inyectados los trazadores, la condición experimental (C) y el código de los 
animales entre paréntesis. Las ratas se sacrificaron dos días después de haberles inyectado el 
trazador. 
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Figuras 13-18 	Distribución radial y tangencia' de neuronas marcadas retrógradamente con 
HRP o WGA-HRP en secciones coronales secuenciales (A-E, A-C o A-F) de cerebros de ratas 
normales (C). Los niveles de las secciones (A'-C) y (A-E, A-C o A-F) se muestran en el figurín de 
la derecha. Las zonas de inyección (sombreado doble) y disfusión del trazador (sombreado 
sencillo) en vista coronal (A'-C') y lateral señalando las áreas auditivas (Tel, Te2, y Te3) se 
muestran en los figurines de la izquierda. En todas las edades, las neuronas marcadas 
retrógradamente se localizan entre las capas 11-111 y VI. Durante el desarrollo, la densidad de las 
neuronas marcadas va disminuyendo en toda la corteza, especialmente en la capa V, 
acentuándose el aspecto bilaminar. Aparentemente, no hay una pérdida masiva tangencia' de 
neuronas de proyección callosa auditiva. En todas las edades la distribución tangencial de las 
neuronas marcadas fue parecida, distribyéndose en toda la extensión dorso-ventral. En la palle 
superior se indica la edad en que se realizó la inyección, la condición experimental (C) y el código 
de los animales entre paréntesis. m: medial, d: dorsal, a: anterior. La barra indica la calibración de 
los cortes con neuronas marcadas. 
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En la corteza de las ratas hipotiroideas, las neuronas marcadas 

retrógradamente se localizaron en toda la extensión dorso-ventral de la corteza 

temporal, en lo que a su distribución tangencial se refiere. La distibución radial 

cambió poco con la edad. Fue posible observar que en el día P5, las neuronas de 

proyección callosa se distribuyeron desde las capas 11-111 hasta la VI. Sin 

embargo, esta distribución no fue uniforme. En las capas 11-111 fueron muy pocas 

las neuronas marcadas, un gran número de neuronas se ubicaron en las capas 

IV-V. (Figuras 20 y 21). Se observó este mismo patrón de distribución radial a 

P14, utilizando como trazadores HRP o WGA-HRP (Figuras 19 y 22-25). 

Independientemente del tamaño de la inyección y del tipo de trazador 

inyectado, la distribución radial y tangencial se observó desde muy temprana 

edad, P5. 
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Figura 19 	Fotomicrografías (a,c,e) y dibujos de neuronas con marcaje retrógrado (b,d,f) de la 
corteza auditiva de ratas hipotiroideas (H). Los límites de las capas corticales se obtuvieron por 
sobreposición de las correspondientes secciones adyacentes teñidas con Nissl, utilizando una 
cámara lúcida. En cada caso se indica el área del dibujo que corresponde a la fotomicrografía. En 
todas las edades, el mayor número de neuronas marcadas se localizan en las capas 1V-1./. Nótese 
el menor número de neuronas en las capas 11-111. En la parte inferior de cada fotomicrografía, se 
indica la edad a la que fueron inyectados los trazadores, la condición experimental (H) y el código 
de los animales entre paréntesis. 
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Figura 20 	Fotomicrografías con luz normal (a) y fluorescente (b) de dos cortes adyacentes en 
ratas hipotiroideas inyectadas a P5 y sacrificadas a P18. En a, se muestra una zona de Tel teñida 
con Nissl, indicándose los límites entre las capas corticales. En b, se observa la distribución de 
neuronas marcadas retrógradamente con fluomicroesferas. La mayoría de neuronas marcadas 
retrógradamente están unicadas en las capas 1V-y. Barra en b, 200 pm. Misma calibración para a. 
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Figura 21 	Distribución radial y tangencial de neuronas marcadas retrógradamente con 
fluomicroesferas en secciones coronales secuenciales (A-D) en ratas hipotiroideas (H). Los niveles 
de las secciones (A'-C') y (A-D) se muestran el el figurín de la derecha. Las zonas de inyección y 
de difusión del trazador como en las figuras 13-18. Las neuronas marcadas (A-D) se distribuyen en 
toda la extensión dorso-ventral y la mayoría de ellas se localizan en las capas IV-y. En la esquina 
superior derecha, se indica la edad en que se realizó la inyección, la condición experimental (H) y 
el código del animal entre paréntesis. m: medial, d: dorsal, a: anterior. La barra indica la 
calibración de los corles con neuronas marcadas. 
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Figuras 22-25 	Distribución radial y tangencial de neuronas marcadas retrógradamente en 
secciones coronales secuenciales (A-E) de cerebros de ratas hipotiroideas (H). En los figurines se 
representan los niveles de las secciones (A-E), las zonas de inyección y de difusión del trazador 
como en las figuras 13-18. La mayoría de las neuronas marcadas se localizadan en las capas IV-
V. Durante el desarrollo, la distribución radial de las neuronas marcadas parece no cambiar. La 
distribución tangencial de las neuronas marcadas abarca la corteza temporal en toda su extensión 
dorso-ventral. En la parte superior de la figura se indica la edad en que se realizó la inyección, la 
condición experimental (H) y el código de los animales entre paréntesis. m: medial, d: dorsal, a: 
anterior. 
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P42H (1R125) 

Figura 25 
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6. 	Análisis cuantitativo de las neuronas de proyección callosa 

En la corteza auditiva de las ratas normales, tanto en el tercio superior 

como en los dos tercios inferiores, la distribución de frecuencias absolutas de 

neuronas callosas en cada uno de los niveles estudiados es uniforme en ambas 

direcciones dorso-ventral y antero-posterior. 

En el tercio superior, el número de neuronas marcadas retrógradamente 

por corte fue muy variable. Se cuantificaron en promedio, 1680.2 neuronas por 

corte a P14 y 537.8 neuronas a P103. En los dos tercios inferiores, el número de 

neuronas por corte, también fue muy variable con la edad y mayor al observado 

en el tercio superior. Se observaron en promedio, 2924.0 neuronas por corte a 

P14 y 1261.6 neuronas a P103. En promedio, el número total de neuronas por 

corte en ambos tercios estuvo comprendido entre 4604.2 neuronas a P14 y 

1799.4 neuronas a P103 (en promedio 3201.8 neuronas; Figuras 26 y 28). A 

pesar de que el número de neuronas marcadas retrógradamente fue variable, el 

porcentaje de neuronas marcadas retrógradamente con respecto al número total 

de las neuronas marcadas fue bastante constante con la edad, representando el 

36% a P14 y 30% a P54 en el tercio superior y el 64% a P14 y 70% a P54 en los 

dos tercios inferiores. En promedio, un 33% de neuronas se encontraron en el 

tercio superior y el 67% restante, en los dos tercios inferiores (Figura 29). 

En la corteza auditiva de las ratas hipotiroideas la distribución de 

frecuencias absolutas de neuronas callosas fue uniforme en los tres tercios, uno 

superior y dos inferiores en ambas direcciones dorso-ventral y antero-posterior. 

En el tercio superior, el número promedio de neuronas marcadas por corte 

fue de 155.6 a P14 y 121.6 a P44. En los dos tercios inferiores, el número de 

neuronas fue mayor al observado en el tercio superior. Se cuantificaron en 

promedio, 1235.8 neuronas por corte a P14 y 2162.0 a P44. En promedio, el 

número total de neuronas en ambos tercios quedó comprendido entre 1390 

neuronas a P14 y 2283 neuronas a P44 (en promedio, 1836.5 neuronas; Figuras 

27 y 28). 
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El número de neuronas marcadas retrógradamente por corte fue menos 

variable con la edad que en las ratas normales, consecuentemente el porcentaje 

también fue más constante con la edad, representando el 11% a P14 y 7% a P45 

en el tercio superior y el 89% a P14 y 93% a P42 en los dos tercios inferiores. En 

promedio, un 9% de neuronas se encontraron en el tercio superior y el 91% 

restante, en los dos tercios inferiores (Figura 29). 

Los resultados cuantitativos obtenidos con las fluomicroesferas fueron 

comparables a los obtenidos con HRP o WGA-HRP. A P5, se determinaron en 

promedio 260.5 neuronas marcadas en el tercio superior y 2757.5 en los dos 

tercios inferiores (3043 neuronas por corte en ambos tercios; Figura 27). Estos 

datos indican que un 8% de neuronas está en el tercio superior y un 92% está en 

los dos tercios inferiores (Figura 29). 
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Figura 26 	Histogramas que muestran el número de neuronas de proyección callosa de la 
corteza auditiva de ratas normales representadas en las figuras 13-18. Las barras por arriba 
indican el número de neuronas marcadas en el tercio superior de la corteza (correspondiendo a 
neuronas de capas 11-111; cifras por arriba). Las barras por abajo indican las neuronas marcadas en 
los dos tercios inferiores (correspondiendo a neuronas de las capas 1V-V1; cifras por abajo). En la 
parte inferior, se indica la edad en que se realizó la inyección y entre paréntesis, el código de los 
animales. La estrella marca el limite entre las áreas auditivas Tel y Te3. 
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Figura 27 	Histogramas que muestran el número de neuronas de proyección callosa de la 
corteza auditiva de ratas hipotiroideas representadas en las figuras 21-25. Se observa que el 
número de neuronas marcadas retrógradamente en las capas 11.111 es muy bajo a cualquier edad. 
Descripción de los componentes en la leyenda de la figura anterior. 
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Figura 28 	Número de neuronas marcadas retrógradamente de la corteza auditiva de ratas 
normales (gráfica superior) y de ratas hipotiroideas (gráfica inferior). Los datos se agruparon en el 
tercio superior (capas 11-111; barra rayada), dos tercios inferiores (capas IV-VI; barra blanca) y total 
(capas II-VI; barra negra). En las cortezas normales, en todas las edades se observa que el 
número de neuronas de proyección callosa de las capas 11-111 (barra rayada) representa alrededor 
de un tercio del total de las neuronas marcadas (barra negra). En las cortezas hipotiroideas, en 
cambio, independientemente de la edad, la cantidad de neuronas de las capas 11-111 (barra rayada) 
representa la décima parte del total de las neuronas marcadas (barra negra). 
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Figura 29 	Porcentaje de neuronas callosas de las capas 11-111 marcadas retrógradamente con 
HRP o WGA-HRP (triángulos y cuadrados) y con fluomicroesteras (rombo). Se observa que en las 
ratas normales (C), el número de neuronas callosas de las capas 11-111 representa el 30-40% del 
total de las neuronas marcadas en la corteza auditiva (cuadrados vacíos). Sin embargo, el 
porcentaje en las ratas hipotiroideas (H) representa entre un 7-15% (triángulos vacíos y rombo). 
Los cuadrados y triángulos llenos indican el porcentaje de neuronas callosas marcadas 
retrógradamente en ratas adultas obtenido por Berbel et al (1994). 
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7. 	Distribución de los axones de las neuronas de proyección callosa 

El análisis del marcaje anterógrado presentó ciertas ambigüedades 

debidas al solapamiento con el marcaje retrógrado y con el retro-llenado de los 

colaterales axónicos de las neuronas marcadas retrógradamente con HRP o 

WGA-HRP, del hemisferio contralateral al sitio de la inyección. 

En la corteza auditiva de las ratas normales se observó marcaje 

anterógrado en toda la extensión tangencial y radial. En la distribución radial se 

distinguieron tres bandas de marcaje más intenso. Estas bandas no fueron muy 

claras en el día P14 (Figura 30g,h) ni en el día P26 (Figura 30e,f). Sin embargo, a 

edades posteriores fue más fácil observar tales bandas. La primera se encontró 

en la capa I, en esta zona no se observaron células marcadas retrógradamente, la 

segunda banda se localizó en las capas IV y superior V y la tercera en la capa VI. 

Esta banda es la más intensa y ancha. 

En la corteza de las ratas hipotiroideas se observó marcaje anterógrado en 

toda la extensión radial de la corteza, distinguéndose cuatro bandas de marcaje 

más intenso. Estas bandas están más enmascaradas a edades tempranas. La 

primera banda se encontró en la capa 1 (Figura 31d); la segunda, en la parte 

superior de las capas 11-111 (Figura 31e), en estas zonas no se han observado 

células marcadas retrógradamente. La tercera banda se ubicó en la parte superior 

de capas IV-V, y la última, menos intensa, en la capa VI. (Figura 31f). 
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Figura 30 	Fotomicrografías con luz normal (a,b,c,d) y polarizada (e,f,g,h) mostrando 
respectivamente el transporte retrógrado y anterógrado en la corteza auditiva de ratas normales. 
P12 (a,e), P24 (b,f), P56 (c,g), P72 (d,h). Aunque, en todas las edades, el marcaje retrógrado se 
solapa con el anterógrado, se puede observar una banda de marcaje anterógrado en la capa I que 
carece de neuronas callosas (flecha en g). Barra en d, 500 pm. Misma calibración en todas las 
fotomicroyrafías. 
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Figura 31 	Fotomicrografías con luz normal (a,b,c) y polarizada (d,e,f) que muestran 
respectivamente el transporte retrógrado y anterógrado en la corteza auditiva de ratas 
hipotiroideas. P13 (a,d), P20 (b,e), P42 (c,f). En todas las edades, el marcaje retrógrado se solapa 
con el anterógrado. Se observan dos bandas de marcaje retrógrado en las capas I y 11-111, en las 
cuales el número de neuronas callosas es mínimo (flecha en f). Barra en c, 500 pm. Misma 
calibración en todas las fotomicrografías. 
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vii. DISCUSION 

1. 	Modelo de hipotiroidismo 

Uno de los objetivos de este trabajo fue estudiar el efecto causado por la 

deficiencia de hormonas tiroideas en el desarrollo de las conexiones callosas 

auditivas y para asegurarnos que las ratas tuvieran niveles muy bajos de tales 

hormonas, se siguió el mismo procedimiento utilizado en estudios precedentes 

(Berbel et al., 1993; Guadaño-Ferraz et al., 1994). 

En otros trabajos se ha utilizado el propiltiouracilo (PTU) para inhibir la 

síntesis de hormonas tiroideas maternas y fetales (Rami y Rabié, 1988; Gravel y 

Hawkes, 1990). Nosotros utilizamos el metimazole por presentar ventajas sobre el 

PTU. En primer lugar, el metimazole atraviesa fácilmente la barrera placentaria; el 

PTU, con dificultad (Formiguera y Casals, 1988). Por otro lado, la dosis de 

metimazole necesaria para inducir el hipotiroidismo es menor que la del PTU. 

Para tratar casos de hipertiroidismo, en el ser humano, se requieren de 10-25 

mg/día de metimazole con un efecto de 24 h, una dosis 25 veces mayor (500 

mg/día) de PTU dura entre 6 y 8 h (Marchant et al., 1978). Entonces, dosis bajas 

de metimazole pueden administrarse fácilmente a los animales en el agua que 

ingieren. En caso de usar PTU es necesario administrarlo por intubación gástrica 

para asegurar la dosis mínima necesaria. 

Aunque se ha sugerido que la administración de metimazole en edades 

tempranas del desarrollo puede producir efectos teratogénicos (Van Dijke et al., 

1987) cuando se administra a partir de E13, todas las ratas preñadas tratadas con 

metimazole llegan a término y el número de crías por carnada es similar al de las 

ratas normales (Berbel et al., 1993). 

El peso de las ratas tratadas con metimazole y tiroidectomizadas versus el 

de las ratas normales, se ha usado como control del hipotiroidismo inducido. Los 

valores obtenidos en las ratas hipotiroideas fue inferior al de las normales, y 
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parecido al encontrado en trabajos anteriores (Berbel et al., 1993; Guadaño-

Ferraz et al., 1994). Se observó también que los animales hipotiroideos son de 

menor tamaño que los normales, esto se explica porque se interrumpe el proceso 

de maduración ósea. Los efectos de las hormonas tiroideas sobre el crecimiento 

longitudinal, no se ejercen directamente sobre el hueso, sino que se deben 

indirectamnete a un efecto en las células somatotropas de la hipófisis, en las que 

la T3 activa el ARNm de la hormona de crecimiento (GH). Como consecuencia 

aumenta la secreción de GH que estimula la somatomedina. Algunos de los 

efectos indirectos de las hormonas tiroideas se ejercen al regular la síntesis y/o 

secreción de otras hormonas y factores de crecimiento (GH, insulina, 

gonadotrofina, NGF, entre otros), y al número de receptores para otras hormonas. 

Así, la interrupción del crecimiento de la rata tiroidectomizada se debe a la falta 

de síntesis de GH, a la disminución de la secreción de insulina, y a la disminución 

en el número de receptores hepáticos para la prolactina, hormonas ambas que en 

la rata también estimulan la producción de somatomedina (Escobar et al., 1992). 

2. 	HRP, WGA-HRP y fluomicroesferas 

La HRP es una enzima que ha sido ampliamente utilizada para trazar vías 

neuronales dada su fácil captación por las células nerviosas mediante la 

endocitosis. Todos los tipos celulares del sistema nervioso central o periférico son 

capaces de endocitar a la HRP o a las lectinas conjugadas con ella, como la WGA 

(Broadwell y Balin, 1985). Además, la HRP se transporta retrógradamente 

relativamente rápido, entre 48 y 120 mm/día (Mesulam, 1982). El transporte es 

ligeramente más rápido para las lectinas-HRP conjugadas que para el HRP libre 

(Mesulam, 1982). Ambas, HRP y WGA-HRP también son transportadas en el 

axón de manera anterógrada y lenta (Mesulam, 1982). Además, la HRP sóla o 

conjugada se hacen fácilmente visibles cuando reaccionan con cromógenos 

específicos como la tetrametilbenzidina (Mesulam, 1978). Reconociendo todas 

estas ventajas las utilizamos en este estudio. 
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Sin embargo, deben tenerse en cuenta otras características. La HRP marca 

no sólo los cuerpos celulares, sino también las colaterales axónicas. El 

mecanismo de transporte dentro de las colaterales no es claro (DeOlmos y 

Heimer, 1977). Estas colaterales normalmente se solapan con los axones 

marcados anterógradamente que proceden de los sitios de inyección, 

enmascarando así la interpretación del transporte anterógrado. Por otro lado, el 

tiempo de supervivencia después de una inyección de HRP o WGA-HRP tiene 

que limitarse a pocos días. Esta limitación en el tiempo esta en función de dos 

factores. En primer lugar, estos trazadores se degradan a los pocos días de ser 

inyectados. En segundo lugar, debido a que son exocitados por las neuronas que 

previamente los han captado, tienen también una transferencia celular después 

del transporte retrógrado o anterógrado (Trojanoski y Schmidt, 1984; Jankowska, 

1985). La ocurrencia y grado del marcaje transneuronal depende de muchas 

variables, incluyendo el tiempo de sobrevivencia (Takada y Hattori, 1986), la 

cantidad del trazador inyectado (Peschanski y Ralston, 1985) y posiblemente el 

tipo de sinapsis involucrada (Poder et al., 1985). Así pues, el tiempo de 

supervivencia ha de limitarse al necesario para que ocurra un transporte masivo y 

se eviten los inconvenientes citados. En nuestro estudio, este periodo fue de 48 h. 

Utilizamos también fluomicroesferas porque persisten en el interior de las 

neuronas por largos períodos, hasta un año en el animal in vivo, no causan 

toxicidad y ofrecen la gran ventaja de ser fotoestables durante su examinación y 

almacenaje (Yanagihara et al., 1993). Estas fluomicroesferas dieron un marcaje 

retrógrado bastante aceptable y las utilizamos solo en los animales de muy 

temprana edad (P5) porque por alguna razón que no descubrimos, el marcaje 

obtenido con la HRP sola o conjugada había sido extremadamente difuso, de 

manera que no podían circunscribirse los cuerpos neuronales, esto sucedió en las 

ratas normales y en las hipotiroideas. 
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3. 	Citoarquitectura de la corteza auditiva durante el desarrollo 

Hasta la fecha, los estudios con un enfoque particular sobre la 

citoarquitectura cortica' auditiva, hacen referencia sólo a la corteza de la rata 

normal adulta (Games y Winer, 1988; Roger y Arnault, 1989; Berbel et al., 1993). 

Este trabajo no es un estudio detallado de los cambios citoarquitectónicos de la 

corteza auditiva durante el desarrollo, pero dada la falta de información a este 

respecto, fue necesario estudiar secciones teñidas con el método de Nissl. Se 

analizaron cortes coronales adyacentes para situar con precisión los límites entre 

las distintas capas corticales de los cortes utilizados para determinar la 

distribución de las neuronas marcadas retrógradamente. En los cortes teñidos con 

Nissl se estudiaron los cambios citoarquitectónicos relacionados con el desarrollo 

postnatal de la corteza auditiva y, los resultados obtenidos indican que el patrón 

adulto de laminación de esta corteza se esboza a P14 pero se establece 

alrededor de la tercera semana postnatal. Así, a P30, ya se observa la laminación 

cortical característica de las ratas adultas, aunque el espesor de la corteza es 

menor. Se observó a esta misma edad, una mayor densidad celular en la capa V 

que disminuye a P54, edad en la cual la apariencia general ya es igual a la del 

adulto. Esta disminución en la densidad celular con la edad, puede deberse al 

aumento en el grosor de la corteza en desarrollo, tanto en su dimensión radial 

como tangencial. No obstante, la posibilidad de que esta disminución en la 

densidad se deba a la muerte de algunas células no debe descaratarse. De 

hecho, fenómenos regresivos asociados a la muerte celular son muy comunes 

durante el desarrollo en todo el sistema nervioso (Cowan, 1973; Cowan et al., 

1984; Innocenti, 1988; Clarke e Innocenti, 1989). 

En la corteza de las ratas hipotiroideas, los límites entre las capas fueron 

poco nítidos debido, entre otras cosas, a la densidad celular mayor. Esto nos 

obligó a considerar una laminación cortical compuesta básicamente por cuatro 

capas (i.e. I, 11-111, IV-V y VI). A partir de P22, la organización citoarquitectónica de 
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la corteza auditiva es semejante a la observada en las ratas hipotiroideas adultas 

(Berbel et al., 1993). Con la edad no se observa ningún cambio aparente en la 

densidad celular de la corteza, probablemente porque el aumento en el grosor 

cortical durante el desarrollo es menor que el que ocurre en una corteza normal. 

Tampoco se observaron signos de degeneración celular que indicaran una muerte 

celular masiva durante el desarrollo. 

4. 	Neuronas de proyección callosa 

En el desarrollo de las conexiones, se observa una gran población de 

neuronas juveniles de proyección callosa, situadas en diferentes áreas 

sensoriales, que posteriormente se reduce tanto en su distribución radial como 

tangencial (Wise y Jones, 1976; Ivy et al., 1979; Olavarria y Van Sluyters, 1985; 

Berbel e Innocenti, 1988). La transición en la distribución del patrón juvenil al 

patrón adulto requiere de la ocurrencia de procesos como la eliminación-

estabilización de axones y de la muerte neuronal. Se ha mostrado que el primero 

de ellos es más bien el responsable de la adquisición del patrón adulto (O'Leary 

et al., 1981; Cowan et al., 1984; Stanfield, 1984; Innocenti, 1991). Se han dado 

diversas explicaciones a los procesos que conducen a la eliminación de ciertos 

axones juveniles y a la estabilización de otros (Innocenti et al., 1977; Innocenti y 

Caminiti, 1980; Innocenti, 1981, 1988, 1991). Uno de los factores determinantes 

parece ser la maduración del citoesqueleto. Así, se ha podido observar que el 

número de microtúbulos y neurofilamentos en los axones callosos aumenta 

proporcionalmente con la edad. Aquellos axones que no madurasen su 

citoesqueleto se retraerían y no mantendrían su proyección callosa. Otro factor 

podría ser que los axones juveniles no fuesen capaces de establecer contacto con 

sus células blanco. Estas dos situaciones los identificarían como axones 

transitorios y que por lo tanto, debieran eliminarse. El mecanismo de eliminación 

de los axones callosos no está muy claro, es probable que sean fagocitados por 

macrófagos (Innocenti, 1986; Berbel e Innocenti, 1988), aunque también pueden 
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sufrir un proceso de retracción. La mayoría de las proyecciones callosas 

transitorias son eliminadas en el período postnatal temprano (Innocenti, 1991). 

Por el contrario, aquellos axones juveniles que madurasen su citoesqueleto y que 

establecieran conexiones con otras células neuronales, serían identificados como 

axones que debieran permanecer, esto es permitir su estabilización. 

Se ha sugerido que los factores que inducen a un axón a seguir por el 

cuerpo calloso son diferentes de aquellos que siguen por un área ipsilateral. 

Probablemente exista una característica común de un grupo de neuronas 

corticales o más aún, de un factor que actúe selectivamente sobre un grupo de 

neuronas con un carácter común (Innocenti, 1991). 

Diversos estudios proponen que los axones escogen rutas particulares a lo 

largo de las cuales crecen y hacen contacto en sitios blanco específicos. El 

mecanismo que guía el crecimiento axonal no está bien determinado pero la 

hipótesis de quimioafinidad (Ramón y Cajal 1929; Sperry, 1943) postula que las 

diferencias químicas entre los axones median rutas y especificidad hacia algún 

sitio blanco. Se ha mostrado que los axones en desarrollo tienen en la superficie 

diferencias moleculares (McKay et al., 1983). Estudios anatómicos han sugerido 

que hay distintas fases por las que tienen que pasar los axones en crecimiento 

(Rakic, 1976; Jones et al., 1982). Por ejemplo, aquellos axones que tengan su 

blanco en la corteza parece que tienen que esperar debajo de la placa cortica! 

una señal para crecer hacia su destino final (Hockfield y McKay, 1985). 

Se han explorado diversas estrategias experimentales para determinar los 

posibles factores responsables de la maduración de las conexiones callosas. 

Entre ellas, la manipulación de la experiencia sensorial y la lesión temprana del 

sistema nervioso. En el primer caso, el estrabismo inducido en el gato por la 

sección del músculo extraocular del ojo, a temprana edad (Innocenti y Frost, 

1978; Berman y Payne, 1983) amplia la zona de las fibras callosas del área 17, 

aparentemente por la estabilización de las proyecciones callosas transitorias. Los 

mismos resultados se han obtenido por períodos cortos de experiencia visual 

seguidos de la privación binocular (Innocenti et al., 1985) y monocular (Innocenti 
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y Frost, 1979). Estos estudios claramente' indican que la experiencia sensorial 

juega un papel crucial en el proceso de eliminación-estabilización de las 

conexiones callosas durante el desarrollo. En el caso de la condición hipotiroidea 

se observó que desde muy temprana edad (P5) escasas neuronas se ubicaron en 

las capas 11-111 que tradicionalemente, se consideran como las principales 

neuronas que proyectan callosamente. Esta observación sugiere que no ocurre 

un proceso de eliminación masiva de axones juveniles en estas capas y por lo 

tanto, este proceso no es el responsable del patrón de distribución que se 

observa en la corteza de las ratas hipotiroideas de temprana edad. Esto nos lleva 

a considerar que la ausencia de las hormonas tiroideas estarían afectando el 

proceso de migración. En otras palabras» que la escasez de neuronas de las 

capas 11-111 podría deberse entonces a que la glía encargada de guiar a estas 

neuronas migratorias estuviera deteriorada (Rami y Rabié, 1988). Entonces se 

esperaría que las neuronas se localizaran en otras capas que serían más 

profundas. Esto es parcialmente cierto dado que se observa una mayor densidad 

neuronal en las capas 1V-V que en el resto.de las capas corticales. Esta densidad 

también es mayor si se compara con la observada en las capas IV y V de la 

corteza de un animal normal. Parcialmente cierto porque, si se compara el total de 

neuronas que proyectan callosamente, independientemente en cual de las capas 

se ubiquen, y cual edad se escoja, se obtiene que es menor el número de tales 

neuronas en los animales con la deficiencia hormonal (Berbel et al., 1993). Por lo 

tanto, es pobible que otros procesos ontogenéticos también sean dañados, como 

lo sería la expresión del fenotipo calloso. Porque se ha mostrado que las 

hormonas tiroideas interactúan con receptores nucleares que son factores de 

transcripción ligando-dependientes, resultando en cambios fenotípicos debidos a 

una alteración en la transcripción de los genes blanco. Esto se ha observado en 

algunos productos génicos como la proteín:cinasa C de las células de Purkinje, en 

la proteína básica de mielina de los oligodendrocitos, en las neurotropinas de las 

células granulares del cerebelo (Muñoz et: al., 1991). Además, el efecto sobre la 

transcripción, las concentraciones de algunas proteínas están influenciadas por el 
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estado tiroideo con cambios en la abundancia de ARNm. En estos casos, el 

efecto de T3 podría deberse a cambios transcripcionales de ARNm o en la 

duración de su vida media (Bernal y Nuñez, 1995). 

En la corteza de las ratas normales e hipotiroideas, se observa una 

correspondencia en la localización de somas y axones callosos, sugiriendo que 

las conexiones callosas auditivas son recíprocas y homotópicas como ocurre en 

otras áreas sensoriales (Ivy y Killackey, 1981; Olavarria y Van Sluyters, 1985). El 

hecho de las conexiones sean recíprocas apoya la idea de que el patrón de 

conexión calloso puede estar condicionado por factores intrínsecos de las 

neuronas de proyección callosa. No obstante, las células blanco de estas 

neuronas posiblemente sean también neuronas no callosas, de hecho, tanto en 

ratas normales como hipotiroideas, se observan bandas de proyección callosa en 

capas donde la densidad de somas callosos es muy baja. 

5. 	El cuerpo calloso como modelo del desarrollo de las conexiones 

corticales 

Los hemisferios cerebrales están interconectados por las comisuras 

telencefálicas que transfieren la información cortical interhemisférica (Pribram, 

1986). En los mamíferos placentarios, el cuerpo calloso contiene la mayor parte 

de los axones comisurales neocorticales (Lent y Schmidt, 1993). Además del 

interés relacionado con sus funciones específicas, las conexiones callosas son un 

modelo útil para analizar los eventos relacionados con el desarrollo normal y 

anormal de la conectividad cortica' (Innocenti, 1991). 

Durante el desarrollo de las conexiones callosas, se observa la adquisición 

progresiva de una distribución laminar específica arreglada en dos bandas de 

proyección callosa por las neuronas de las capas 11-111 y VIa y con una banda 

acallosa en la capa V (Wise y Jones, 1976; Ivy y Killackey, 1981; Olavarria y Van 

Sluyters, 1985). 
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En la corteza auditiva de las ratas normales se encontró que las bandas de 

neuronas de proyección callosa se ubicaron también en dos bandas, una formada 

por las neuronas de las capas 11-111 y parte superior de la capa IV y la otra, por las 

neuronas de la capa VI. La banda acallosa se localizó en la capa V. La 

distribución laminar fue distinta en la corteza de los animales hipotiroideos, se 

identificó una sola banda callosa a nivel de las capas 1V-V. Diversos son los 

mecanismos que pudieran contribuir a esta configuración: término de la migración 

neuronal, que puede contaminar la banda acallosa con neuronas que ya poseen 

axones callosos, pero destinadas a las capas superiores (Schwartz y Goldman-

Rakic, 1986), pérdida de axones, y el efecto diluyente de la expansión cortical 

radial y tangencial. Se ha propuesto que el fenotipo conexional de las neuronas 

corticales en relación a su posición laminar está determinado tempranamente, en 

el momento en que las neuronas dejan el ciclo celular (Mc Connell, 1995). 

En la corteza de las ratas hipotiroideas se observa escasez de neuronas de 

las capas 11-111 y no ocurre el aclaramiento de la capa V. Estos eventos podrían 

estar relacionados y tener la misma causa, un defecto particular en la 

histogénesis cortical. Se sugiere que en el proceso de migración de las neuronas 

hay alteraciones en la organización de la glía radial, en la adhesión de las 

neuronas a la glía radial y en los movimientos migratorios de las neuronas. 

De este modo, se podrían explicar varias anormalidades citoarquitectónicas 

de la corteza hipotiroidea. Así, el ensanchamiento de la capa I puede deberse 

tanto a la migración anormal como a la muerte neuronal alterada. El 

estrechamiento de las capas 11-111 puede ser debido a que ciertas neuronas no 

migren a las capas superficiales y se queden detenidas en capas más profundas, 

lo que también causa el incremento en la densidad neuronal de la capas 1V-V. 

Similarmente, el adelgazamiento de la capa VI también puede explicarse por una 

migración anormal de neuronas destinadas a esta capa. Estas especulaciones no 

deben ocultar el hecho de que otras anormalidades en la histogénesis puedan 

contribuir a la adquisición del patrón de conectividad de la corteza del animal 

hipotiroideo, en particular, las que afecten al ciclo celular y por lo tanto a la 
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producción de neuronas. Estos procesos que ocurren durante el desarrollo -los 

días en que se originan las neuronas de las distintas capas corticales, (Sidman, 

1970) y el papel que tienen las células radiales gliales (Rackic, 1971)- provocan 

importantes consecuencias en la organización sináptica del cerebro adulto. 

Un defecto adicional podría ser un error en la muerte de las neuronas 

generadas tempranamente, aquellas destinadas a la zona marginal y a la 

subplaca. Esto último es particularmente interesante ya que la subplaca parece 

tener un papel crucial en el desarrollo cortical específicamente en guiar a los 

axones talámicos a sus áreas blanco (Shatz et al, 1988). 

6. 	Migración neuronal anormal, deterioro sináptico y neurológico 

La migración neuronal anormal no es un evento raro en el desarrollo de la 

corteza cerebral humana y ocurre en los modelos animales como resultado de 

características genéticas específicas (Caviness Jr. 1977; Caviness Jr. et al., 1988) 

o en otras condiciones experimentales como el alcoholismo fetal (Miller, 1988) e 

hipotiroidismo (Gravel y Hawkes, 1990; Berbel et al., 1993) donde las conexiones 

corticales están alteradas. En estos modelos experimentales parecen existir 

similitudes. Los cerebros están reducidos en tamaño que en el síndrome de 

alcoholismo fetal parece deberse a una reducción en la proliferación neuronal en 

la zona ventricular (Miller, 1988). La migración neuronal afecta particularmente a 

las neuronas destinadas a las capas supragranulares. No obstante, hay una 

pequeña duda de si todas estas anormalidades pueden influir en el cuadro clínico 

de los modelos animales e incluso en el de las enfermedades humanas. Estos 

síndromes clínicos asociados con la histogénesis cortical anormal y el desarrollo 

de las conexiones se han podido relacionar con la dislexia (Rosen et al., 1993) o 

la esquizofrenia en la cual, se ha encontrado una proporción muy alta de 

neuronas en la sustancia blanca (Akabarian et al., 1993), posiblemente debidas al 

mantenimiento de las neuronas en la subplaca cortical, normalmente transitoria. 
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7. ¿Cuál es la función de las comisuras cerebrales? 

Sabemos que las comisuras cerebrales transfieren la información obtenida 

por un hemisferio hacia el otro. Algunos investigadores han sugerido que 

principalmente es información sensorial la que se transfiere a través del cuerpo 

calloso, proveyendo una representación completa de todas las entradas 

sensoriales en cada hemisferio. Se ha postulado que en el curso de la evolución, 

las funciones de los hemisferios izquierdo y derecho comienzan a diverger. 

Ciertas áreas en el hemisferio izquierdo se adaptan más para generar cambios 

rápidos de los patrones motores tales como los involucrados en el control de las 

manos y del tracto oral. También se vuelven más hábiles para procesar el cambio 

rápido de los patrones auditivos producidos por el tracto oral durante la 

conversación. 

Una especulación mayor ha llevado a la idea de que el hemisferio izquierdo 

está capacitado para procesamientos secuenciales en general, siendo por lo tanto 

el más análitico de ellos. Esta forma analítica de procesamiento es considerada 

aplicable a toda la infromación entrante, no sólo al habla. Algunas áreas del 

hemisferio derecho se adaptan más al procesamiento simultáneo del tipo de 

información requerida para percibir patrones espaciales y sus relaciones. 

Dado que las comisuras son "simplemente" haces de fibras nerviosas, no 

pueden por sí mismas controlar nada, pero pueden servir de canales a través de 

los cuales se produce una sincronización de la función hemisférica, previniendo 

asi la duplicación o la competencia de esfuerzos. El cuerpo calloso, provee una 

completa y separada representación de todas las entradas sensoriales a cada 

hemisferio. 

En el curso de la evolución y en el desarrollo de la organización corporal 

bisimétrica, la transmisión continua de la información sensorial de un hemisferio al 

otro puede haber sido la única función esencial de las vías interhemisféricas. Sin 

embargo, parece posible que, con el desarrollo de las asimetrías en la función 

cerebral, el papel de estas vías haya adquirido mayor importancia. Si este es el 
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caso ¿por qué los pacientes con escisión cerebral no muestran problemas serios? 

Probablemente porque la desconexión hemisférica en estos pacientes no es 

realmente completa. Otra posibilidad es que el papel de las comisuras haya sido 

más importante en el período de desarrollo posterior al nacimiento. Su separación 

posterior puede no haber sido completamente crítica, dado que las diferencias 

hemisféricas e interhemisféricas ya habían sido establecidas. 

¿Qué ocurriría si las comisuras cerebrales hubieran sido divididas poco 

después del nacimiento? Aunque no existen casos de comisurotomía en niños, los 

informes sobre ausencia congénita del cuerpo calloso pueden proveer datos 

sobre su papel en el desarrollo. Estos casos son difíciles de interpretar. Es 

importante saber si cualquier deterioro es resultado de la ausencia de las 

comisuras o simplemente de otras manifestaciones del problema del desarrollo 

que dan como resultado agenesia. Los casos de agenesia del cuerpo calloso sin 

otros síntomas son extremadamente raros. Se ha sugerido que estos individuos 

tienen las funciones del lenguaje distribuidas más bilateralmente que en los casos 

de personas neurológicamente normales, lo que pone de manifiesto la plasticidad 

cerebral. 
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» La administración de metimazole a las madres gestantes a partir del 

día E13 (i.e. al inicio de la neurogénesis cortica') además de la tiroidectomía a 

las crías en el día P6, produce niveles bajos de hormonas tiroideas en la 

corteza cerebral. Por lo tanto, este método es adecuado para estudiar el efecto 

que produce la deficiencia de las hormonas tiroideas en el desarrollo cortical. 

» La HRP o la WGA-HRP marcaron retrógradamente las neuronas de 

proyección callosa de las ratas normales e hipotiroideas. Estos trazadores 

fueron apropiados para el estudio de la distribución de los axones callosos ya 

que también se transportaron anterógradamente. No obstante, en las ratas 

neonatas, se obtuvo mejor marcaje con las fluomicroesferas que además, 

permitieron períodos más largos de supervivencia por no degradarse 

rápidamente. 

> La presencia de neuronas marcadas retrógradamente en el núcleo 

geniculado medial ipsilateral al sitio de inyección, dió la certeza de haber 

administrado el trazador en la corteza auditiva, dada la falta de atlas 

estereotáxicos de la rata durante el desarrollo postnatal temprano. 

> Con la tinción de Nissl se observó que la laminación cortica' es más 

difusa en la corteza de las ratas hipotiroideas que en la corteza de las 

normales. En las hipotiroideas no se pudo establecer el límite entre las capas 

IV y V dada la similitud en la morfología y densidad neuronal en estas capas. 

Tampoco se observaron neuronas piramidales de gran tamaño en la capa V 

como en la corteza de las ratas normales. 

• En la corteza auditiva de las ratas normales, las neuronas callosas se 

localizaron fundamentalmente en las capas corticales 11-111, IV y VI, 

observándose una banda acallosa en la capa V. Este patrón se esbozó desde 

edades tempranas (P14) y se estableció alrededor de la tercera semana. La 

distribución tangencial de estas neuronas no cambió durante el desarrollo, 
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siempre se observó homogénea en toda la extensión dorso-ventral. En la 

corteza de las ratas hipotiroideas, las neuronas callosas auditivas se ubicaron 

principalmente en las capas IV-V contrastando con la escasez neuronal en las 

capas 11-111 desde muy temprana edad (P5). La distribución tangencial también 

fue homogénea y ocupó toda la extensión dorso-ventral. 

> Dado que en el día P5 como en edades posteriores se observó un 

número muy reducido de neuronas callosas auditivas en las capas corticales II-

III, se excluye la posibilidad de la eliminación masiva de conexiones transitorias 

en la adquisición del patrón cortical de los animales hipotiroideos. Podría 

entonces deberse a la alteración en la migración celular durante la 

histogénesis cortical de las neuronas callosas destinadas a las capas 11-111 o 

explicarse por un error en la expresión del fenotipo calloso de las neuronas 

localizadas en esas capas. 

> Los resultados cuantitativos ratifican las apreciaciones cualitativas. En 

la corteza auditiva de las ratas normales, el porcentaje de neuronas de 

proyección callosa de las capas 11-111 y parcialmente IV es de 33%; en la 

corteza de los animales hipotiroideos sólo representa el 9%. 

> Finalmente, estos datos sugieren que las hormonas tiroideas tienen 

efectos tanto directos como indirectos en las células neurales y filiales, que 

intervienen en la sincronía de los procesos durante el desarrollo y, que existe 

una regulación espacial y temporal dada por factores epigenéticos que 

permiten alcanzar la conectividad propia del adulto. 
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1. Glosario de abreviaturas 

ADN 	Acido desoxirribonucleico 
ARNm 	Acido ribonucleico mensajero 
ATP 	Adenosin trifosfato 
DIT 	3,5-Diyodotirosina 
E 	 Día embrionario 
FICT 	Fluoresceína isotiocianato 
g 	 Gramo (s) 
GH 	Hormona de crecimiento 
h 	 Hora (s) 
HRP 	Horseradish peroxidase, trazador 
I 	 Yodo 
kg 	Kilogramo (s) 
Km 	Concentración de sustrato correspondiente a la mitad de la velocidad 

máxima de reacción (Constante de Michaelis) 
L 	 Litro 
M 	Molar 
MAP2 	Proteínas asociadas a los microtúbulos de las dendritas 
mg 	Miligramo (s) 
min 	Minuto (s) 
MIT 	3-Monoyodotirosina 
mm 	Milímetro (s) 
PO 	Microgramo (s) 
ml 	Mililitro (s) 
lim 	Micra (s) 
NGF 	Factor de crecimiento nervioso 
P 	 Día postnatal 
pH 	Concentración de hidrogeniones de una solución 
PTU 	Propittiouracilo 
rT3 	3,5,5'-triyodotironina reversa 
seg 	Segundo (s) 
SNC 	Sistema nervioso central 
T3 	3,5,3'-triyodo-L-tironina 
T4 	3,5,3',5'-tetrayodo-L-tironina o tiroxina 
TAU 	Proteínas asociadas a los microtúbulos de los axones 
Tel 	Región auditiva primaria 
Te2 	Región auditiva secundaria 
Te3 	Región auditiva secundaria 
Tg 	Tiroglobulina 
TR 	Thyroid hormone receptor (receptor de hormona tiroidea) 
TRE 	Thyroid hormona response element (elemento de respuesta a hormona 

tiroidea) 
TRH 	Hormona liberadora de tirotropina 
TSH 	Hormona estimulante del tiroides o tirotropina 
WGA-HRP 	Wheat germ agglutinin-horseradish peroxidase, trazador. 
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Abstract 

Previous studies have shown that hypothyroidism modifies the development 

of callosal connections. In particular, adult hypothyroid rats, have fewer callosally-

projecting neurons in layers 11-111 of the auditory cortex and more in layer V. This 

might be due to disturbance in the stabilization/elimination of juvenile callosal 

axons, or to abnormal neuronal migration during cortical histogenesis. To 

distinguish between these possibilities we have studied the distribution of 

callosally-projecting auditory neurons at different postnatal ages using 

retrogradely transported tracers and the cortical neurogenetic gradients using 

DNA labeling with 5-bromo-2'-deoxiuridine. In hypothyroid rats, injected at 

postnatal day 5 (P5) and killed at P1 8-20, most of the neurons retrogradely 

labeled from the contralateral hemisphere are distributed between layers IV and 

VI, as in older rats. In hypothyroid rats, many neurons are at locations 

inappropriate for their birthdate, including the subcortical white matter, resulting in 

more diffuse radial neurogenetic gradients. These results indicate that early 

induced hypothyroidism alters neuronal migration and prevents the stablishment of 

callosal connections from cortica' layers 11-111. 

(Key Words: Cortica) histogenesis, thyroid hormones, development, callosa! 

connections, BrdU, labeling, neuronal migration] 
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Introduction 

Thyroid hormones deficiency, at earlier ages, impairs or delays some 

crucial developmental processes and results in cellular and molecular changes 

disrupting the organization of the brain and of its functions (see Legrand, 1983; 

Dussault and Ruel, 1987; Lauder, 1989; Ruíz-Marcos, 1989; Porterfield and 

Hendrich, 1993; Bernal and Nuñez, 1995 for reviews). In humans, these 

anomalies are the basis for neurologic disorders and mental retardation. In 

addition to affecting axonal myelination, and the development of spines and 

synapses, experimental hypothyroidism seems to alter the normal processes of 

axonal maintenance and elimination in development. The elimination of multiple 

innervation of muscles and Purkinje cells is delayed (reviewed in Legrand, 1983). 

Similary, in the oculomotor nerve of hypothyroid Xenopus a higher number of 

axons was maintained (Schdnenberger and Escher, 1988). 

In the cerebral cortex, experimental hypothyroidism causes a more 

widespread tangential distribution of callosally projecting neurons in the visual 

(Grave) and Hawkes, 1990) and auditory (Berbel et al., 1993) areas, probably 

because it interferes with the normal developmental elimination of transient 

callosal axons from parís of these areas. In addition, the maduration of axons both 

in the corpus callosum (Gravel et al., 1990; Berbel et. al., 1994) and the anterior 

commisure (Berbel et al., 1994) is impaired. 

In the auditory cortex additional changes in the laminar distribution of 

callosally proyecting neurons were found. In normal rats, callosally projecting 

neurons are located through layers II to VI with a peak in layers 11-111 and partially 

IV, and another in upper layer VI. In contrast, in hypothyroid rats, most of the 

callosally projecting neurons are located through layers IV to VI with a peak in 

layers 1V-V (Berbel et al., 1993). This abnormal laminar distribution could be 

related to the process of stabilization/elimination of callosa' axons in development 

(reviewed in lnnocenti, 1991). Callosal projections from neurons located in layers 

11-111 might be over-eliminated by selective axonal deletion or neuronal death. 
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Conversely, transient axons from neurons in layers 1V-VI might be maintained as 

occurs in occipital cortico-pyramidal projections (Li et al., 1995). A second 

explanation could be a defective radial migration of cortical neurons, in such a way 

that callosally projecting neurons normally located in layers 11-111 might remain 

confined to deeper layers in hypothyroid rats. Finally, hypothyroidism might modify 

the connectional phenotype of cortical neurons by altering the relation between 

birthdate, laminar fate and connectivity. 

In order to distinguish between the possibilities mentioned aboye, we 

anallyzed, in normal and hypothyroid rats, the pattern of development of callosal 

connections and that of migration of cortical neurons in the auditory cortex of the 

rat. 

Materials and methods 

Experimental hypothyroidism Hypothyroid rats followed antithyroid 

treatment with 0.02% methimazole (Sigma) from embryonic day 13 (E13). The 

drug was administered to pregnant rats 	their drinking water. The day of 

appearance of the vaginal plug was E0 and delivery was at E22-23 (=P0). After 

delivery, pups followed treatment with methimazole were subsequently 

thyroidectomized at postnatal day 6 (P6) as already described (Berbel et al., 

1993). The pups were maintained with their mothers until the day of sacrifice. This 

protocol ensured low levels of thyroid hormones in hypothyroid rats (Guadaño-

Ferraz et al., 1994). In our study, hypothyroidism was assessed by periodic control 

of the body weight of pups. 

Tracer injections A total of 46 normal and 27 hypotryroid Wistar rats ranging 

in age between day P5 and P103 were analyzed (Table I). Each rat received 1-4 

injjections either of 50% horseradish peroxidase HRP or 5% HRP coupled to 

wheat-germ agglutinin WGA-HRP both in physiological salina, or yellow-green 

FlouSpheres (L-5201, Molecular Probes. Inc., USA). Injections were placed in the 
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temporal cortex, aiming at the auditory areas. Tracers were delivered by pressure 

pulses through glass pipettes (tip outer diameter 40 pm) at 500-1100 pm under the 

pial surface (the depth of the injections increased with the age of the rats). 

Rats injected with HRP or WGA-HRP were deeply anaesthetized with 

Imalgéne 1000 (Rhóne Mérieux) after 2 days survival and perfused with 

physiological salive during 2 min followed by 1% paraformaldehyde, 0.5% 

glutaraldehyde, 0.002% CaCl2 and 0.1M sacarosa in 0.1M buffer phosphate (pH 

7.4) during 15-20 min. Brains were removed and coronally cut at 100 pm using a 

vibratome. Floating sections were processed with tetramethylbenzidine (Mesulam, 

1978). Every sixth section was counterstained with 1% borax and 1% toluidine 

blue at 50°C. 

Rats injected with Fluospheres were anaesthetized with ether and after 14-

18 days survival and perfused with physiological salive during 2 min followed by 

4% paraformaldehyde and 0.1M sacarose in 0.1M buffer phosphate (pH 7.4) 

during 15-20 min. Afterwards, the brains were removed and postfixed by inmersion 

in the same fixative during 24 h. Brains were coronally cut at 100 pm using a 

vibratome. Floating sections were mounted on gelatinized slides, air dried, briefly 

cleared in xylene and mounted in Fluoromount (Serva). 

Sections were studied and photographed with a Zeiss Axiophot microscope. 

For analysis of HRP or WGA-HRP labeled sections, we used a computer-linked 

microscope (Berbel et al., 1993). For the analysis of Fluospheres labeled sections 

we used a computer-Iinked fluorescence-microscope equipped with a SONY DXC-

930P 3CCD color video camera and a SONY MPU-F100P frame memory unit. In 

both cases we used the computer system Neurograph (Microptic, Spain) for 

charting the distribution of labeled neurons in two-dimensional outlines of selected 

coronel sections. 

Histograms showing the distribution of neurons in the upper tier and lower 

two tiers of the temporal cortex were obtained by projecting labeled neurons onto 

a line running half way between the white matter and pial surface, and parallel to 

the latter (Berbel et al., 1993). 
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5-bromo-2'deoxyundine (BrdU) experiments BrdU was administered to 

normal pregnant rats in three injections (20 mg/kg in physiological salive solution 

i.p.) either at E14, E15 and E16 or at E17, E18 and E19. Mating occuring during 

the night and was identified on the following morning (E0) by the presence of the 

vaginal plug sperm in the vagina. Therefore a maximal error in the order of the 12 

h could be generated in the assessment of embryonic age of the animals. At P40, 

the pups were perfused during 15 min and their brains were postfixed by 

inmersion in 4% paraformaldehyde and 0.1M sacarose in 0.1M buffer phosphate 

(pH 7.4) during 4 h. Brains were stored in 30% ethylene glycol and 30% glycerol in 

0.1M buffer phosphate (pH 7.4) at -20°C. Coronel sections were cut with a 

vibratome at 100 pm and collected in 0.15M NaCI in 10 mM buffer phosphate 

(PBS). Sections were treated with 2N HCI in distiled water and then with 0.1M 

sodium tetraborate. They were rinsed in PBS (2X5 min), treated with methanol and 

H202 (100:1, v:v) and rinsed in PBS (2X10 min). They were incubated in 0.25% 

gelatine and 0.1M lysine in PBS (30 min) and then in 0.25% gelatine and 3% 

horse serum in PBS (HS-PBS; 10 min). They were incubated in mouse anti-BrdU 

antibody diluted 1:40 in HS-PBS (2 h), rinsed in HS-PBS (10 min), in PBS (3X5 

min) and incubated in biotinilated horse anti-mouse antibody diluted 1:500 in HS-

PBS (1 h). Sections were rinsed in HS-PBS (10 min), in PBS (2X5 min) and 

processed following the ABC method. They were reacted with diaminobenzidine, 

mounted in gelatinized slides, dehydrated in ethanols, cleared in xylene and 

mounted in Eukitt. BrdU positive cells were classified as type 1, 2 and 3 (Fig. 10) 

according to Takahashi et al., (1992) and were plotted using different symbols with 

the Neurograph system. 

For quantitative analysis, 5 normal (from 2 litters) and 5 hypothyroid (from 2 

litters) BrdU-injected rats were used. In all cases, comparable sections were 

obtained dorsally at -5.8 to -6.0 mm from bregma. In each sections two probes 

spanning from layer I to the white matter were located over the temporal cortex, 

roughly corresponding to Tel and Te3; in total, 4 probes per rat were analyzed 

(20 probes per experimental group). Each probe was divided into 40 bins parallel 
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to the pial surface in normal rats, each probe was 300 pm-wide in hypothyroid 

rats, the bin width was expended as necessary to maintain probes of identical 

area. In both groups, bins were grouped by layers; in hypothyroid rats, the border 

between layers IV and V was placed at the same relative depth as in normal rats. 

The relative frequencies of labeled cells in each layer were averaged across 

probes and animals. We used the Neurograph system to obtain plots and counts, 

ans statistical computer package Systat (Systat Inc., USA) for basic statistics and 

two way analysis of variance considering differences across layers and 

experimental groups (normal vs hypothyroid). 

Resulta 

Body weight The body weight of hypothyroid rats increased less than that of 

normal rats and the difference became clearest at around P20-25 (Fig. 1). Thus, at 

P42, hypothyroid rats weighed on average 32.2±0.9 g and normal rats 158.4±3.4 

g. In normal rats body weight increased further to reach 227.0±4.2 g at P103. 

These values were very similar to those found previously (Guadaño-Ferraz et al., 

1994). Therefore although the levels of thyroid hormones were not measured in 

this study we assumed that, throughout development. They were lower than in 

normal rats, and similar to those observed previously. Size differences were much 

less clear for the brains although the hypothyroid brains might been slightly 

samaller than the normal ones (Fig. 1). 

Abnormal cytoarchitectonic development of the temporal cortex Nissl stains 

of temporal cortex of normal rats at P14 (Fig. 2a) the temporal cortex, at locations 

corresponding to Tel-Te3 (Zilles, 1985) showed an overall higher neuronal 

density than in the adult, and less clear-cut layers. One could distinguish a narrow 

band of higher neuronal density below layer I, the remanent of the subcortical 

píate, and a region of lower neuronal density, with slightly pyramidal cell bodies 

corresponding to layer V. From P28 onwards (Fig. 2b,c), onwards the layering 
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was similar to the adult cortex (Berbel et al., 1993, Bayer and Altman, 1991 for 

descriptions and references). In particular, at P54 (Fig. 2c), as in normal adults, 

layer V stood out for its large, less densely packed pyramidal cell bodies and layer 

IV, as a thin layer of smaller and round shaped cell bodies. Borders between 

layers II, III and IV were unsharp). 

In hypothyroid rats at P14 (Fig. 2d), a remanent of subcortical plate was 

also observed. The border between layer V and VI was undistinguished because 

of the higher density and the smaller size of layer VI neurons. In layer V stood out 

less clearly than in normal rats. From P20 onwards (Fig. 2e,f), the cortical 

cytoarchitecture was similar to that described for adult hypothyroid ones (Berbel et 

al 1993). The cortex had acquired its full thickness but only the lower border of 

layer I and the upper border of layer VI could be easily identified. The border 

between layers IV and V was blurred because the similarity of cell density in both 

layers. Pyramidal cells of layer V were smaller than in normal rats and they were 

intermingled with small cells. 

Abnormal distribution of callosally projecting neurons in hypothyroids rats 

Location of tracer injections Since the stereotaxic location of the auditory 

areas is unavailable for ages before adult (Paxinos and Watson, 1986) except at 

PO (Paxinos et al., 1991), location of injections in both normal and hypothyroid rats 

were determined a posteriori. Only rats in which the injection produced a massive 

retrograde labeling of the medial geniculate nucleus indicating involvement of the 

auditory cortex were analyzed. The cortica' sites of injection consisted of a core 

surrounded by a halo of diffusion (defined as in Berbel et al., 1993). The plausible 

anteroposterior location of the injection relative to T1, T2 and T3 complex was 

determined by extrapolating the position of these areas with respect to the 

splenium of the corpus callosum. The mediolateral location of the same areas was 

established relative to the rhinal sulcus. 
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Distribution of labeled neurons In normal rats, at all ages the distribution of 

labeled neurons projecting callosally were radially located from layer II to the 

upper half of layer VI. They covered the entire dorsoventral extent of the temporal 

cortex. Beginning at P14, but more clearly at P26 a decreased density of neurons 

in layer V gave a bilaminar distribution of labelled neurons (Figs. 3,4). 

In all hypothyroid rats, independent of age, the number of labeled neurons 

in layers 11-111 was drastically rediced compared to normal ones. At most, only a 

few patches of scattered neurons were found (Figs. 5,6). The band of lower 

density of labelled neurons in layer V was never as sharp as in normal rats and 

was also less niticiable than in a previous hypothyroid series (Berbel et al., 1993), 

although with minor individual variability unknown origin. 

At all ages, the laminar distribution of labelled neurons was similar to that 

previously reported in the normal adult rats (Berbel et al., 1993). The 28.5-40.5% 

were in the upper tier of the cortex, roughly corresponding to layers 11-111 and 

partially IV, vs 6.5-16% on average in the hypothyroid rats, with no noticeable age 

differences (Fig. 7). 

In all quantified cases (Fig. 7) the number of labeled neurons per section 

(1716+533 neurons) was lower than that found in the normal rats (3225+1021 

neurons). 

Lack of callosally projecting neurons in the upper layers of development of 

hypothyroid rats The lack of callosally projecting neurons from the superficial 

neurons of hypothyroid rats might have been due to a selective developmental 

elimination of axons (reviewed in Innocenti, 1991) and taking place before P12-14. 

In order to test this possibility of five rats were injected with fluospheres at P5 and 

killed either at P14-18. Because this tracer is not metabolized by cortical neurons 

in such a short period, the superficial cortical layers should contain labeled 

neurons at the time of sacrifice had callosa) projections existed at the time of 

tracer injection. A similar paradigm was previously used to detect elimination of 

transient projections in develpoment (Innocenti, 1981; O'Leary et al., 1981; Ivy y 

Killackey, 1982). 
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Very few labeled neurons were found in layers 11-111 on the hypothyroid rat 

cortex (Figs. 8-9). On the whole, the distribution of labeled neurons was similar in 

these long-survival rats and hypothyroid rats injected and sacrificad around the 

end of the second or during the third postnatal week. In contrast, labeled neurons 

were found throught layers II and III in normal rats injected with fluospheres at P5 

and killed at P18. 

Abnormal laminar distribution of BrdU-labelled cells in hypothyroid rats Both 

the abnormal cytoarchitectonics and the laminar distribution of callosal projections 

in hypothyroids rats could be related to defects in neuronal migration. This 

motivated the analusis of the distribution of neurons labeled by the BrdU injections 

at E14-15-16 or at E17-18-19 in normal and hypothyrois rats. 

In both groups of rats, BrdU-positive nuclei could be distinguished on the 

basis of different pattern of labeling (Fig. 10). Nuclei intensely and diffusely 

labeled corresponding to type 1 of Takahashi et al (1992) were the minority and 

showed the sharpest radial distribution (Fig. 11a,c,e,g) 

In normal P40 rats, type 1 cells labeled after E14,15,16 injections (Fig. 11a) 

were mostly located in layers V and VI. The number of cells in layers 11-111 and IV 

increased gradually, from dorsal to ventral, and was maximal and near the rhinal 

sulcus. Type 1 cells labeled after E17,18,19 injections (Fig. 11c) were mostly 

distributed throught layers 11-111 although several were also in layers IV,V and 

dorsally, in layer VI. 

In hypothyroid rats, the distribution of type 1 cells was much more 

widespread than that described aboye. Indeed these animals could be 

distinguished from normals on simple inspection of the histological preparations in 

double-blind tests, and irrespective of the age at injection. Cells labeled after 

E14,15,16 injections (Fig. 11b) were also mainly located in layers V and VI, but 

many of them were also found in all the other layers. A particularly striking finding 

was the high number of labeled cells in the subcortical white matter, including 

Iocations corresponding to the subplate of the developing neocortex (Figs. 
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10,11e). Similarly, cells labeled after E17,18,19 injections were found in all layers, 

including the white matter and layer 1, although the majority were in layers V and 

VI (Fig. 11g). 

In both normal and hypothyroid rats, the distribution of diffusely labeled 

nuclei but lighter than type 1 and with clumped chromatin (type 2 of Takahashi et 

al., 1992) was comparable to that described for type 1 cells although the radial 

distributions were less sharp. (Figs. 11b,d,f,h). 

The proportion of type 1 and 2 nuclei plotted along radially oriented probes 

(see Methods) was calculated for radial sectors, roughly corresponding to the 

cortical layers (Fig. 12). After E14,15,16 injections, in normal rats 69.8% of labeled 

cells were in layer VI, 25.7% in layer V, and the remaining 4.5% in the other 

layers. In hypothyroids rats, the proportion of labeled nuclei in layers VI (62.1%) 

and V (17.3%), normalizad to the cortica' layering of normal rats, was lower than in 

the latter (P<0.005); instead, 13.2% of labeled nuclei were found in the subcortical 

white matter (0.6% in normal rats) and 1.8% in layers 11-111 (0.8% in normal rats). 

After E17,18,19 injections, in normal rats, labeled nuclei were mostly found in 

layers 11-111 (47.5%), IV (22.0%), V (22.8%) and VI (7.0%); none found in the white 

matter in hypothyroid rats the proportions of labeled neurons decreased with 

respect to normal (P<0.005) in layers 11-111 (35.5%) and 15.0% while it increased in 

layers V (29.8%) and VI (15.8%) and in the white matter (1.5%). 

Discussion 

Experimental hypothyroidism is useful not only as a model for human 

congenital hypothyroidism (Morreale de Escobar et al., 1983) but also as a model 

for cortical development whose advantages and limitations were discussed 

previously (Berbel et al., 1993). The levels of thyroid hormones were not 

measured in this study. However, experimental hypothyroidism was induced with 

procedures similar to those used in previous studies (Berbel et al., 1993; 

Guadaño-Ferraz et al., 1994) where brain levels of thyroid hormones were 
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assessed. Therefore we assume that throughout development, thyroid hormones 

levels of the hypothyroid rats were similar to those observed previously and lower 

that in normal rats. 

Abnormal development of callosal connections in hypothyroid rats In normal 

adult rats, callosally projecting neurons are in layers 11-111 and Via, and there is an 

acallosal band in layer V (Wise and Jones, 1976; Ivy and Killackey, 1981; 

Olavarria and Van Sluyters, 1985) in the course of postnatal development, 

callosally projecting neurons are progressively added to layers VI to II in an inside-

out order related to neuronal migration (Ivy and Killackey, 1981; Olavarria and Van 

Sluyters, 1985). The mechanisms leading to the acallosal layers are not totally 

olear. A relatively acallosal band in layer V is distinguishable from the beginning of 

the first postnatal week in the somatosensory and visual cortices, which has 

become sharper by the end of the second week (Wise and Jones, 1976; Ivy and 

Killackey, 1981; Olavarria and Van Sluyters, 1985). A comparable clearing of layer 

V was observed in the present study. The clearing may be due to selective axonal 

elimination (Innocenti, 1981; Oieary et al., 1981; Ivy and Killackey, 1982; 

Aggoun-Zouaoui and Innocenti, 1994). However, the radial cortical expansion 

could contribute to sharpening the laminar distribution of callosal connections. 

In the adult hypothyroid rat, callosally projecting neurons are almost absent 

from the most superficial cellular layers, presumabty corresponding to layer II and 

possibly part of III. Furthermore, the acallosal band in layer V remains blurred, 

compared to normal rats (Berbel et al., 1993). 

The results of the present stydy confirm the radial distribution of callosally 

projecting neurons in hypothyroid rats reported previously (Berbel et al., 1993) and 

clarify twoo aspects of its development. 

First, few if any neurons in the most superficial cellular layers establish a 

callosal axon in development. This is supported by the results of WGA-HRP 

injections al P12-14 and confirmed by injection of fluospheres al P5-14 and P5-18. 

These results reject the hypothesis that the lacé of callosally projecting neurons in 
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the superficial layers might be due to an exaggerated elimination of juvenile 

callosal axons, The possibility thar neurons destined to layers 11-111 may have 

extended a callosa, axon and died before P14 is not eliminated by the present 

study. If experimental hypothyroidsm might induce abnormal patterns of cell death 

in the cortex will have to be assessed by appropiate experiments. 

Second, stunted radial migration of cortical neurons (see below) including 

callosally projecting neurons generated at E17,18,19 and destined for layers 11-111 

could, in principie, explain both the blurring of the acallosal band in layer V and 

the reduced number of superficial callosal neurons. This explanation is consistent 

with the finding that a connectional phenotype appropiate for a given birthdate is 

maintained in neurons with ectopic laminar location (Caviness, 1977; Jones et al., 

1982; Jensen and Killackey, 1984, Caviness et al., 1988, Innocenti y Berbel, 

1991). However, if the abnormal radial positioning were the only cause for the 

abnormal laminar distribution of callosally projecting neurons, this would imply that 

callosally projecting neurons in hypothyroid rats are more impaired in their radial 

migration than other neurons destined to layers 11-111. Furthermore, the radial 

distribution of callosally projecting neurons should be shifted towards the deep 

cortical layers including the white matter, which appears not to be the case. Thus, 

more probably, in a significant fraction of the neurons in the hypothyroid rats, the 

connectional phenotype has been modified. In particular, it seems plausible thar 

many neurons in layer 11-111, and possibly neurons destined to these layers but 

whose migration was arrested, failed to produce a callosal axon. Why this should 

be is unclear. Cues may come from the analysis of the factors involved in 

determining layer-specific neuronal phenotypes" (McConnell, 1995). 

Cortica! histogenesis in hypothyroid rats To our knowledge this is the first 

study on the histogenesis of cerebral cortex in hypothyroid animals. An abnormal 

laminar distibution of neurons generated within two epochs of embryogenesis was 

found. In hypothyroid rats, after BrdU injections at E14,15,16, the fraction of 

labeled neurons in the white matter significantly increased and that of neurons in 
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layers V and VI decreased, compared to normal rats. In addition, there was a small 

but significant increase in the fraction of labeled neurons in supragranular layers. 

After BrdU injections at E17-18-19, the fraction of labelled neurons in layers V and 

VI significantly increased, and that of neurons in layers II to IV decreased. These 

abnormalities were particularly clear cut when only the distribution of neurons with 

type 1 neclei labeling was considered. This pattern of labeling is the easiest to 

interpret since it denotes neurons which have saturated with BrdU during their last 

S phase and afterwards Ieft the cell cycle (Takahashi et al., 1992). Similar 

abnormalities in the laminar distribution of labeled neurons were observed when 

the more lightly labeled type 2 neurons wee considered. The interpretation of this 

labeling is less straight forward since it probably denotes neurons which have 

failed to saturate with BrdU as well as neurons which diluted the marker in cycles 

of cell division following the BrdU injection (Takahashi et al., 1992). 

The results of the BrdU labeling are not explainable by small differences in 

the time of injection between the normal and hypothyroid rats, given that different 

litters were used for normal and hypothyroid rats at each epoch of injection. The 

presence, in the hypothyroid rats, of neurons at deeper cortica, locations than 

predicted by their birthdate is compatible both with a delayed neurogenesis, as 

observed in the cerebellun (reviewed in Legrand, 1983; Lauder, 1989) and with a 

stunted neuronal migration. The latter was never clearly described although 

several observations (Nicholson and Altman, 1972; Patel et al., 1976; Aniello et 

al., 1991) point to a slowed migration possibly relatad to the delayed neurogenesis 

and neuronal maturation. However, in this study, the presence of labeled neurons 

in the white matter of the hypotyroid animals, not observed in our normal rats nor 

in those injected between E12 and EE15 by Valverde et al (1995) is a strong 

indication in favor of the defective migration. This is also supported by the small 

but significant increase in the number of labelled neurons in supragranular layers 

after E14.15,16 injections. While both delayed neurogenesis impaired migration 

may occur in the hypothyroid animals, the first, is even less able than the second 
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to explain the laminar differences in the distribution of callosally projecting 

neurons. 

The hypothesis of impaired neuronal migration could explain several 

cytoarchitectonic abnormalities reported previously (Berbel et al., 1993). In 

particular, the thinner layers 11-111 may result from the arrested migration in deeper 

layers of neurons normally destined to it, which could also cause the increased 

neuronal density in layer V. Similarly, the thinning of layer VI may be due to 

abnormal migration of neurons destined to this layer. These speculations should 

not obscure the fact that other histogenetic abnormalities might occur in the 

hypothyroid rats, in particular those affecting neuronal generation and survival. A 

failure in the death of the earliest generated neurons, those destined to the 

subplate cannot be excluded. The latter is particularly interesting since the 

subplate appers to play a crucial role in cortical development, specifically in 

guiding thalamic axons to their target areas (Shatz and Luskin, 1986). Finally, as 

discussed previously, (Berbel et al., 1993), age of onset and severity of 

hypothyroidism can affect type and degree of abnormality. 

In spite of the progress in the current understanding of the phenomenology 

and of the mechanisms of neuronal migration (Hatten, 1990; Rakic et al., 1994; 

Caviness et al., 1995; Rakic and Caviness, 1995) and of the molecular 

impairments in the hypothyroid rats (Muñoz et al., 1991; Bernal and Nuñez, 1995), 

the cause for the faulty migration in the hypothyroid rats is unclear. One possibility 

is that the altered expression of microtubular cytoskeletal preteins (reviewed in 

Nuñez et al., 1989; Bernal and Nuñez, 1995) may alter the interaction between 

migrating neurons and radial glia. This possibility is supported by the finding that 

the integrity of surface microdomains which are believed to be involved neuronal-

glial junctions require intact microtubules (Cameron and Rakic, 1995). However, 

other possible candidate targets of the hormonal deficiency include adhesion 

molecules involved in neuronal migration including astrotactin (Fishell and Hatten, 

1991) and integrins, for which no changes are known to occur in the hypothyroid 

animal. NCAM, on the other hand, may play a role in neuronal migration 
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(Tomasiewicz et al., 1993), and a slight increase in NCAM mRNA was observed in 

hypothyroid rats (Muñoz et al., 1991). Finally, the motility of migrating neurons 

seems to involve Ca2+ movement (Rakic et al., 1995), possibly because of its role 

in microtubule polimerization. 

Abnormal neuronal migration, connectional and neurological impairments 

Abnormal neuronal migration is not a rare event in the development of human 

cerebral cortex and can occur in animal models as the result of genetic mutations 

(Caviness, 1977; Rosen et al., 1993) or experimental conditions (Jensen and 

Killackey, 1984; Miller, 1986; McConell, 1988, this study). In general, radially 

misplaced neurons maintain the efferent connectional phenotype appropiate for 

their birthdate. In the reeler mouse, the afferent connections and the 

electrophysiological properties of individual cortical neurons (Dragar, 1981; 

Pearlman, 1985) are also maintained, at least to some extent. In three other 

conditions, i.e. fetal alcohol syndrome (Miller, 1987), hypothyroidism (Gravel and 

Hawkes, 1990; Berbel et al., 1993) and probably New Zealand black mica 

(Sherman et al., 19909 the cortica) connections are perturbed. Among these, fetal 

alcohol syndrome and hypothyroidism present interesting differences and 

similarities. In the fetal alcohol syndrome, reduced neuronal proliferation affects 

cortical histogenesis (Miller, 1989), and this cannot be excluded in hypothyroidism. 

In both syndromes, neuronal migration is affected, but in the alcohol treated rats 

particularly that of neurons destined to the supragranular layers. Finally there is 

evidence of stabilization of transient projections in both. These two conditions 

therefore point towards possible links between impaired cortical histogenesis, in 

particular affecting neuronal migration and impaired maintenance/elimination of 

axons in development. In the hypothyroid model the neurons remaining in the 

white matter, in particular the earlier generated ones normally destined for for the 

subplate, could provide a terget to the transient callosal axons as they might in 

normal development (Innocenti, 1991; Aggoun-Zouaoui and Innocenti, 1994). 
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There is little doubt that all these abnormalities must play a role in the 

clinical symptomatology of the animal models and of the corresponding human 

diseases. These clinical syndromes related to abnormal cortical histogenesis and 

development of connections may be at the extreme of a spectrum including 

syndromes as different as developmental dyslexya (Rosen et al., 1993) and 

schizophrenia. Interestingly, in the latter, an abnormally high number of neurons in 

the white matter was recently demonstrated (Akbarian et al., 1993). 
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Figure 1. 	Evolution of body weight in normal (C) and hypothyroid (H) 
rats. In H rats, body weight increases slightly and remains well under C values. 
Insets are photographs of c and H rats at P44, and of their respective brains. The 
brain of the H rat has been sectiones at the level of the cerebellum, ans only the 
forebrain is shown. C and H rats bodies are shown at the same magnification and 
so are the brains (scale bar for bodies represents 5 cm and for brains 1 cm). 

Figure 2. 	Photomicrographs of Nissl-stained sections showing the 
cytocrchitecture of the auditory cortex and borders between layers in normal (C) 
and hypothyroid (H) rats. In C rats (a,b,c) borders between layers become clear 
cut with age, while in H rats (d,e,f) they do not (compare c and f). The age at 
injection and death, the experimental condition and, between parenthesis, the 
code of the animal are indicated. SP: subplate. Scale bar: 200 mm; same 
calibration for a-f. 

Figure 3. 	Photomicrographs (a,c,e) showing retrograde labeled neurons 
and borders between layers in normal (C) rats at different developmental ages. 
Borders between layers were defined in each case by overlaying using a camera 
lucida, an adjacent Nissl-stained section. In b,d and f, plots retrograde labeled 
neurons are shown; boxes correspond to the photomicrographs. Note the 
decreased density, with age, of labeled neurons in layer V. The age at injection 
and death, the experimental condiction and, between parenthesis, and the code of 
the animal are indicated. 

Figure 4. 	Outlines of coronel sections (A-E) showing distribution of 
retrogradely labeled callosally-projecting neurons in a normal (C) rat injected at 
P24 and sacrificed at P26, following a HRP injection shown in sections (A"-C") and 
in lateral view of the brain (inset; anteroposterior and dorsoventral axes are in 
mm). Cross-hatched areas indicate the core of the injection, hatched areas the 
halos of diffusion of the tracer. Levels of sections (A-E) and (A"-C") are shown in 
the brain figurine in the lower right comer. Labeled neurons are distributed 
between layers II and VI with a marked decreased density in the lower part of layer 
V at all rostrocaudal levels. Scale corresponds to sections A-E. a: anterior; m: 
media!: d: dorsal. Code of the animal is indicated between parenthesis. 

Figure 5. 	Photomicrographs (a,c,e) showing retrograde labeled neurons 
and borders between layers in hypothyroid (H) rats at different developmental 
ages. At all ages, most of retrogrsde labeled neurons are located throuhght layers 
IV to VI. Conventions as in figure 3. 

Figure 6. 	Outlines of coronal sections (A-E) showing distribution of 
retrogradely labeled callosally-projecting neurons in a hypothyroid (H) rat injected 
at P20 and sacrificad at P22, following WGA-HRP injections. Note the absence of 
labeled neurons in the superficial part of the cortex, of the band of lower neuronal 
density in layer V, at all rostrocaudal levels. Conventions as in figure 4. 
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Figure 7. 	Histograms representing the mean number of retrogradely 
labeled callosally-projecting neurons per section (black bars), in the upper tier 
(hatched bars) and in the lower two tiers (white bars) in normal and hypothyroid 
rats at different developmental ages. Note the reduced number of labeled neurons 
in the upper tier in hypothyroid with respect to normal rats. Vertical lines represent 
standard deviations. 

Figure 8. 	Photomicrographs of two consecutive sections of a 
hypothyroid rat at P20. The cytoarchitecture of auditory cortex and borders 
between cortica' layers are shown in a. The distibution of retrograde labeled 
callosally-projecting neurons after injections at P5 with fluospheres is shown in b. 
Note the reduced number of labeled neurons in layers 11-111. Scale bar: 200 mm; 
same calibration for a and b: 

Figure 9. 	Outlines of coronal sections (A-D) showing distribution of 
retrogradely labeled callosally-projecting neurons in a hypothyroid (H) rat injected 
a P5 and sacrificad at P18, following an injection with fluspheres. Most labeled 
neurons are distributed between layers IV ans VI, the cell poor band in layer V is 
blurred compared to the normal animals and similar to that shown in figures 5 and 
6. Conventions as in figure 4. 

Figure 10. Photomicrographs showing anti-BrdU immuno-stained cells in 
layer VI and white matter (wm) of the auditory cortex; normal (a) and hypothyroid 
(b) rats at P40, after BrdU injections at E14,15,16. Type 1,2 and 3 immuno-labeled 
cells according to Takahashi et al (1992) are indicated. Note the increased 
number of immuno-stained cells in the white matter of hypothyroid with respect to 
normal rats. Scale bar: 50 mm; same calibration for a and b. 

Figure 11. Outlines of coronal sections (a-h) through auditory cortex of 
normal (C) and hypothyroid (H) rats, showing the distributions of labeled cells at 
P40, following BrdU injections at E14,15,16 and E17,18,19. In a,c,e,g type 1, and 
in b,d,f,h type 1 and 2 labeled cells are shown. Cells are more widely distributed in 
hypothyroid (e-h) than in normal (a-d) rats. Note the increased number of labeled 
neurons with respect to normal rats, in white matter (wm) of hypothyroid rats. 
Lower cortical border lies the ependyma. Mediodorsal is to the left. Scale bar: 1 
mm. 

Figure 12. 	Histograms representing the radial distibution of BrdU-labeled 
neurons in normal (C) and hypothyroid (H) rats. Ordinates values are the 
percentage of labeled cells in different cortical layers; layer IV and V distribution in 
hypothyroid rats rats was normalized to the cortical layering of normal rats (see 
Methods). Significant differences (asteriks; P<0.005) between normal and 
hypothyroid rats were found in layers 11-111, V and VI, and in the subcortical white 
matter (wm) at P40 following BrdU injections at E14,15,16, and in layers II.VI and 
wm after injectioins at E17,18,19. Vertical lines on bars represent standard 
deviations across layers from the same group; n.s.: non significant differences. 
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Tabla I Normal rats (n=46) 

AGE AT ANIMAL 	CONCENTRATION NUMBER OF TOTAL INJECTED 
INJECTION CODE 	AND TYPE OF INJECTIONS VOLUME 

(days) TRACER (m1) 
5 IR183 	FLUOSPHERES 1 0.8 
5 IR184 	FLUOSPHERES 2 1.0 

12 IR81 	50% HRP 2 1.2 
12 1R82 	50% HRP 2 1.1 
12 IR92 	50% HRP 2 1.2 
12 1R93 	50% HRP 1 1.1 
12 IR98 	5% WGA-HRP 2 1.0 
12 IR83 	5% WGA-HRP 2 0.8 
13 R103 	50% HRP 2 0.9 
13 R104 	50% HRP 3 0.8 
13 R105 	5% WGA-HRP 2 1.2 
20 R108 	50% HRP 2 1.0 
24 R130 	5% WGA-HRP 4 1.1 
24 R131 	5% WGA-HRP 4 1.1 
24 R143 	5% WGA-HRP 4 0.8 
24 R153 	5% WGA-HRP 4 0.8 
24 R154 	5% WGA-HRP 4 0.8 
25 R148 	5% WGA-HRP 4 0.9 
25 R149 	5% WGA-HRP 4 0.8 
28 R146 	5% WGA-HRP 4 1.0 
2e R147 	5% WGA-HRP 4 0.9 
27 R152 	5% WGA-HRP 4 1.2 
27 R155 	5% WGA-HRP 5 1.2 
27 R156 	5% WGA-HRP 4 1.1 
28 R107 	50% HRP 1 0.7 
28 R108 	50% HRP 1 1.0 
28 R109 	5% WGA-HRP 2 1.0 
28 R110 	5% WGA-HRP 2 1.1 
28 R144 	5% WGA-HRP 3 0.8 
28 R145 	5% WGA-HRP 3 1.0 
32 R150 	5% WGA-HRP 4 1.0 
32 R151 	5% WGA-HRP 3 1.0 
35 R118 	5% WGA-HRP 2 1.2 
35 R119 	5% WGA-HRP 2 1.0 
42 R122 	5% WGA-HRP 2 0.8 
42 R123 	5% WGA-HRP 2 0.7 
47 R118 	5% WGA-HRP 3 1.2 
47 R117 	5% WGA-HRP 3 1.2 
48 R128 	5% WGA-HRP 3 1.0 
52 R129 	5% WGA-HRP 4 1.2 
56 R128 	5% WGA-HRP 4 1.2 
56 R127 	5% WGA-HRP 2 1.0 
72 R134 	5% WGA-HRP 3 1.2 
72 R135 	5% WGA-HRP 3 1.0 
101 R136 	5% WGA-HRP 4 1.2 
101 R137 	5% WGA-HRP 4 1.2 
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Tabla II Hypothyroid rats (n=27) 

AGE AT ANIMAL CONCENTRATION NUMBER OF TOTAL 
INJECTION CODE AND TYPE OF INJECTIONS INYECTED 

(days) TRACERS VOLUME 
(m1) 

5 IR157 FLUOSPHERES 2 1.0 
5 IR158 FLUOSPHERES 3 1.0 
5 IR159 FLUOSPHERES 1 0.6 
5 IR160 FLUOSPHERES 2 1.0 
5 IR181 FLUOSPHERES 1 0.8 
5 IR182 FLUOSPHERES 1 0.8 
5 IR163 FLUOSPHERES 1 0.6 
12 IR67 5% WGA-HRP 2 1.1 
12 IR68 5% WGA-HRP 2 0.9 
12 IR94 50% HRP 2 0.9 
12 1R95 50% HRP 2 0.8 
12 IR96 5% WGA-HRP 2 1.1 
12 IR97 5% WGA-HRP 2 1.2 
13 IR99 50% HRP 3 1.0 
13 IR100 50% HRP 2 0.8 
13 IR101 5% WGA-HRP 2 0.8 
13 IR102 5% WGA-HRP 3 0.9 
20 IR87 50% HRP 2 1.2 
20 1R88 50% HRP 2 0.9 
20 IR89 5% WGA-HRP 2 1.2 
20 IR90 5% WGA-HRP 2 0.9 
20 IR141 5% WGA-HRP 3 1.2 
20 IR142 5% WGA-HRP 3 0.8 
35 IR120 5% WGA-HRP 2 0.8 
35 IR121 5% WGA-HRP 2 1.2 
42 IR124 5% WGA-HRP 2 1.0 
42 IR125 5% WGA-HRP 2 0.6 
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