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RESUMEN 

El daño cerebral por isquemia es el resultado de una reducción transitoria o 

permanente del flujo sanguíneo cerebral que provoca alteración en las funciones 

cerebrales. La pérdida del flujo sanguíneo causa daño cerebral a través de una 

serie de eventos que evolucionan en tiempo y espacio.  

Se ha propuesto que el estrés oxidativo es un evento importante que causa 

daño en el infarto cerebral isquémico. Lo anterior se debe a que comparado con 

otros órganos el cerebro parece ser particularmente vulnerable al estrés oxidativo. 

El estrés oxidativo que se induce durante la restitución del flujo sanguíneo o 

reperfusión, es un evento que exacerba el daño inducido por la isquemia cerebral. 

La reoxigenación provee de O2 a las células para mantener la viabilidad neuronal 

pero también, ese O2 sirve como sustrato para numerosas reacciones de 

oxidación en donde se producen especies reactivas de oxígeno y nitrógeno. 

 

En los modelos de isquemia cerebral in vitro se ha observado una gran 

heterogeneidad entre los tiempos de isquemia y de reperfusión empleados. 

Considerando estas variaciones de los modelos in vitro y la falta de datos 

definitivos acerca de los cambios en la actividad de las enzimas antioxidantes 

durante la isquemia/reperfusión, surgió el interés de investigar la respuesta de las 

principales enzimas antioxidantes después de diferentes tiempos de isquemia y de 

reperfusión. 

 

En este trabajo se utilizó un modelo in vitro de isquemia/reperfusión 

cerebral utilizando rebanadas corticoestriatales de rata sometidas a privación de 

oxígeno y glucosa. Se evaluó la viabilidad celular (tinción con cloruro de 2,3,5-

trifeniltetrazolio), la actividad de las enzimas antioxidantes (CAT, SOD y GPx) y el 

mecanismo de muerte neuronal, a través de la detección fluorométrica de 

actividad de caspasa 3 y detección por réplica en western de caspasa 3 y ADP-

ribosilación utilizando dos tiempos de isquemia (0.5 y 1.5 h) y diferentes tiempos 

de reperfusión (1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h). 
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Se observó que el aumento en el tiempo de isquemia (1.5 h) generó 

alrededor de un 20 % más de daño en las rebanadas sometidas a 

isquemia/reperfusión. Fue posible observar una respuesta en la actividad de las 

principales enzimas antioxidantes (CAT, GPx y SOD). 

Finalmente los resultados de actividad de caspasa 3 y de detección de 

ADP-ribosilación por réplica en western sugieren que el principal mecanismo de 

muerte neuronal en las rebanadas sometidas a 0.5 y 1.5 h de isquemia a los 

diferentes tiempos de reperfusión fue la necrosis.  
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I. ANTECEDENTES 

1.1 ENFERMEDAD VASCULAR CEREBRAL  

La enfermedad vascular cerebral (EVC) es una interrupción súbita del flujo 

sanguíneo en cualquier área del cerebro como consecuencia de la obstrucción de 

un vaso sanguíneo, causada por arteriosclerosis (acumulación progresiva de 

calcio, colesterol y otras grasas en la pared de las arterias) o un coágulo; o bien 

debido a la ruptura de un vaso sanguíneo (Adams et al., 1999).  

La EVC constituye la tercera causa de muerte en los países industrializados 

y es considerada como la primera causa de invalidez a nivel mundial (Ruiz-

Sandoval et al., 2003). En México, la EVC ocupó en el 2003 el sexto lugar como 

causa de muerte en personas de 15 a 64 años con una tasa de 9.41 por 100,000 y 

contribuyendo al 3.6 % de las defunciones. En el grupo de personas de 65 y más 

años la EVC fue la tercera causa de muerte (sólo por abajo de la enfermedad 

isquémica del corazón y la diabetes) con una tasa de 387.9 por 100,000 

contribuyendo al 8.2 % de las muertes (Ramírez et al., 2007). 

Existen factores de riesgo que predisponen a la EVC, dentro de los cuales 

existen factores de riesgo modificables y no modificables. Entre los factores de 

riesgo no modificables, se encuentran: la edad: se ha calculado que por cada 

década después de los 55 años se duplica el riesgo de EVC; el sexo: la incidencia 

de EVC es aproximadamente un 19 % mayor en los hombres que en las mujeres; 

la raza: la población negra tiene dos veces más la posibilidad de presentar EVC 

que los individuos de raza blanca, debido a que tienen una mayor incidencia de 

hipertensión arterial, sin embargo la incidencia es similar entre hispanos y blancos; 

la herencia: los miembros de una familia pueden tener una tendencia genética a 

factores de riesgo de EVC, tales como una predisposición heredada a la 

hipertensión o a la diabetes. 

Dentro de los factores de riesgo modificables, la hipertensión arterial es 

el más importante de todos, evidenciado tanto por su frecuencia, como por el 

hecho de que controlándola adecuadamente se reduce el riesgo de EVC; 

enfermedades cardíacas: especialmente los casos de anormalidades en las 

válvulas del corazón; diabetes mellitus: la diabetes es un factor de riesgo al 
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producir alteraciones en los vasos sanguíneos que a su vez derivan en 

hipertensión; niveles altos de colesterol en la sangre: los cuales pueden provocar 

arteriosclerosis; accidentes isquémicos transitorios (AIT) previos: en el 35 por 

ciento de los casos un AIT es seguido de EVC, aproximadamente la mitad de 

estos casos de EVC ocurren durante el año posterior al AIT; tabaquismo: el 

consumo de cigarros duplica el riesgo de una persona de sufrir una EVC al 

promover la arteriosclerosis y aumentar los niveles de factores de coagulación en 

la sangre, tales como el fibrinógeno. Además la nicotina y el dióxido de carbono 

del humo del cigarro dañan la pared endotelial del sistema cerebrovascular; abuso 

de drogas: el abuso de cocaína, anfetaminas y heroína aumenta entre 7 a 14 

veces el riesgo de EVC, debido a que estas sustancias tóxicas pueden estrechar 

los vasos sanguíneos del cerebro y por lo tanto reducir el flujo sanguíneo; 

consumo de alcohol: un consumo elevado de alcohol es un factor de riesgo de 

EVC debido a que provoca un incremento en la presión sanguínea; obesidad: se 

ha sugerido que la obesidad aumenta el riesgo de EVC porque se asocia a su vez 

con hipertensión y altos niveles de lípidos; terapia de reemplazo hormonal: se ha 

encontrado que la terapia de reemplazo aumenta el riesgo de EVC; uso de 

anticonceptivos orales: los anticonceptivos orales, independientemente, no 

constituyen un factor de riesgo significativo, pero combinados con otros factores 

de riesgo, tales como el hábito de fumar, el riesgo de sufrir una EVC aumenta. 

(Chaves, 2000; Gárate-Salazar et al., 2002; Ramírez et al., 2007).  

 

1.1.1 Tipos de EVC 

En 1990 fue propuesta la "III clasificación de enfermedades 

cerebrovasculares” por el National Institute of Neurological Disorders and Stroke 

(NINDS) con la finalidad de definir de forma precisa los tipos de EVC. Según su 

naturaleza, la EVC se puede presentar como isquemia o como hemorragia. Existe 

una mayor incidencia de EVC de tipo isquémico, aproximadamente 85 %, mientras 

que el tipo hemorrágico representa el 15 % de los casos (Díez-Tejedor et al., 

2001).  

 

http://sisbib.unmsm.edu.pe/Bvrevistas/neurologia/v08_n1/enfermedad_cerebrovascular_isqu%C3%A9mica.htm#2#2
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En un evento vascular hemorrágico lo que se produce es la ruptura de un 

vaso sanguíneo. La hemorragia puede ocurrir dentro de los hemisferios 

cerebrales, tallo cerebral o cerebelo denominándose "intraparenquimal" o bien en 

el espacio subaracnoideo sobre la superficie cerebral, denominándose 

"subaracnoidea". La causa más frecuente de ruptura de un vaso sanguíneo 

cerebral es la presencia de un aneurisma (dilatación permanente de una arteria 

ocasionada por la debilidad de su pared) (www.ucol.mx/acerca/coordinaciones/ 

cgic/cuadernos/infartocerebral.pdf). 

 

Durante un evento vascular isquémico, la circulación de una parte del 

cerebro se interrumpe debido a la obstrucción de un vaso sanguíneo (Aguilar et 

al., 2005), causada por arteriosclerosis o por un coágulo. La isquemia que 

involucra al cerebro completo y ocurre por la oclusión temporal de las arterias que 

irrigan la totalidad cerebral como son las arterias carótidas y las arterias 

vertebrales, se denomina "isquemia cerebral global". El daño resultante de este 

tipo de isquemia es difuso y afecta a neuronas que están en regiones más 

susceptibles al daño, como son la región CA 1 del hipocampo, el estriado, las 

capas 3, 5 y 6 de la corteza cerebral y el cerebelo. Aquella que afecta regiones 

restringidas del cerebro y se produce por la oclusión transitoria o permanente de la 

arteria cerebral media (ACM) se denomina "isquemia cerebral focal” (Massieu, 

1999). 

 

Después de la aparición de la isquemia cerebral focal es posible observar 

dos regiones morfológicas debido a que la reducción del flujo sanguíneo no es 

homogénea en el territorio isquémico. La completa pérdida del flujo sanguíneo 

produce una zona de infarto donde se observa muerte celular necrótica. La zona 

de infarto está rodeada por la zona de penumbra, la cual está localizada entre la 

zona de infarto y la zona no dañada o tejido irrigado normalmente. Las células de 

la zona de penumbra continúan irrigadas por arterias colaterales.  

La penumbra es una zona potencialmente viable, en la que la integridad de 

la membrana celular se preserva y puede ser rescatada de su conversión a zona 

http://www.ucol.mx/acerca/coordinaciones/%20cgic/cuadernos/infarto
http://www.ucol.mx/acerca/coordinaciones/%20cgic/cuadernos/infarto
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de infarto (Figura 1). El período de tiempo durante el cual la penumbra persiste 

representa una ventana de oportunidad terapéutica y es el blanco para la 

intervención con tratamientos neuroprotectores (Crack et al., 2005; Aguilera et al., 

2007). 

 
Figura 1. Evolución de zona de penumbra a zona de infarto en relación con el tiempo. Modificada 
de Dirnagl et al., 1999 
 

 

1.2 MODELOS USADOS EN ISQUEMIA 
Para estudiar el daño isquémico han sido desarrollados modelos de 

isquemia in vivo e in vitro. Los modelos de isquemia in vivo generalmente usan 

ratas, ratones o gerbos en los cuales puede ser inducida la isquemia global o 

focal. Los modelos usados para inducir la isquemia global en ratas son la oclusión 

de cuatro vasos (OV-4) y dos vasos (OV-2), mientras que en gerbos se utiliza el 

modelo de oclusión de la arteria carótida bilateral (OACB). El modelo de isquemia 

cerebral focal involucra la oclusión de la arteria cerebral media (OACM). Tanto en 

el modelo global como focal la isquemia puede ser transitoria (cuando involucra un 

período de reperfusión) o permanente (Hunter et al., 1995; Small et al., 2000).  

Entre las ventajas de usar un modelo in vivo para evaluar el daño por 

isquemia cerebral se encuentran que, debido a las similitudes entre la circulación 

craneal de ratas y humanos, los resultados reflejan más lo observado en los 

pacientes (Hunter et al., 1995), además se pueden hacer evaluaciones 

conductuales en los animales para complementar lo observado a través de 

histología. Entre las desventajas de usar modelos in vivo encontramos que es 



ANTECEDENTES 

7 

 

necesario controlar más variables como son la presión arterial, la temperatura 

corporal, el flujo sanguíneo cerebral y los gases disueltos en sangre (Traystman, 

2003), se necesita personal capacitado para llevar a cabo las cirugías, la 

variabilidad entre individuos es muy alta y se necesita más tiempo para la 

obtención de resultados.  

 

Para los modelos de isquemia in vitro se utilizan cultivos primarios de 

neuronas/glía de corteza, hipocampo, cerebelo o hipotálamo que se extraen de 

embriones de rata o ratón y cultivos organotípicos de rebanadas de hipocampo. 

Además pueden ser utilizadas rebanadas de tejido cerebral principalmente de 

hipocampo, corteza y estriado (Hossmann, 2008). Los cultivos y las rebanadas 

son incubados en soluciones saturadas de O2 95%/CO2 5% y luego cambiados a 

soluciones con N2 95%/CO2 5%. Cuando la glucosa es mantenida en el buffer 

anóxico, el daño es denominado anoxia o hipoxia y cuando la glucosa es omitida, 

se denomina isquemia in vitro o privación de oxígeno y glucosa (Lipton, 1999). 

Algunas de las ventajas de usar un modelo in vitro para evaluar el daño por 

isquemia cerebral son: un mejor control de algunas variables como la temperatura, 

la obtención de resultados en un menor tiempo y que se evita el uso de animales 

en el caso de cultivos celulares. Utilizar rebanadas cerebrales presenta además 

algunas ventajas sobre el uso de cultivos celulares. En las rebanadas se preserva 

la organización tridimensional y las características funcionales del tejido cerebral y 

por el contrario, en las células cultivadas se pierde la estructura anatómica del 

tejido original (Fekete et al., 2008).  

Entre las desventajas de usar un modelo in vitro se encuentran que la 

preparación de rebanadas está asociada con un severo trauma al tejido, así como 

también a un período de paro circulatorio antes de que la rebanada sea colocada 

en el medio de incubación. Además las preparaciones in vitro requieren medios de 

incubación, los cuales son sustancialmente diferentes del medio extracelular 

normal (Hossmann, 2008).  
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1.3 FISIOPATOLOGÍA DE LA ISQUEMIA CEREBRAL 

El cerebro requiere un alto y constante suministro de oxígeno y glucosa 

para mantener la viabilidad y las funciones normales de las células. Por lo tanto, la 

reducción transitoria o permanente del flujo sanguíneo en la isquemia cerebral 

desencadena una serie de eventos que finalmente llevarán a la muerte neuronal.  

La cascada de eventos involucrados en la muerte neuronal después de un 

episodio isquémico son: 1) la pérdida de la actividad eléctrica neuronal como 

consecuencia de la interrupción de los procesos dependientes de ATP; 2) la 

activación de canales de Ca2+ dependientes de voltaje y el incremento intracelular 

de Ca2+; 3) la liberación masiva de aminoácidos excitadores y el consiguiente 

incremento de sus concentraciones en el espacio extracelular; 4) la inhibición de la 

síntesis de proteínas; 5) la generación de especies reactivas de oxígeno y 

especies reactivas de nitrógeno; 6) inflamación y 7) apoptosis (Dirnagl et al., 1999; 

Aguilera et al., 2007; Durukan et al., 2007). 

 

1.3.1 Falla energética 

La disminución del flujo sanguíneo induce hipoxia e hipoglucemia. Al no 

haber aceptor final de electrones (oxígeno), se interrumpe la fosforilación oxidativa 

y consecuentemente la producción de ATP. Además se acumula lactato vía 

glucólisis anaerobia. La acidosis puede aumentar la formación de radicales libres, 

interferir con la síntesis de proteínas y empeorar el daño cerebral isquémico 

(Durukan et al., 2007). La falla energética provoca que la actividad de la ATPasa 

Na+/K+ sea deficiente, provocando la despolarización de la terminal presináptica. 

En estas condiciones se activan los canales de Ca2+ dependientes de voltaje 

incrementándose la concentración intracelular de este ión (Haces del Blanco et al., 

2005). El aumento de Ca2+ intracelular favorece la liberación de aminoácidos 

excitadores, principalmente glutamato y aspartato, incrementando su 

concentración en el espacio extracelular (Gundersen et al., 2001). La acumulación 

de glutamato también se debe a una falla en los sistemas de recaptura y de la 

enzima que cataliza la conversión de glutamato a glutamina, ya que ambos 

dependen de ATP (Bonde et al., 2005) (Figura 2). 



ANTECEDENTES 

9 

 

1.3.2 Excitotoxicidad 

El término excitotoxicidad se emplea para definir el daño celular inducido 

por la sobreexcitación de los receptores de glutamato (Olney, 1994). En el espacio 

extracelular el glutamato y el aspartato se unen a distintos tipos de receptores 

postsinápticos. Entre ellos, los receptores ionotrópicos que se han denominado de 

acuerdo a sus agonistas farmacológicos: el receptor de tipo N-metil-D-aspartato 

(NMDA), el receptor al ácido α-amino-3-hidroxi-5-metiloxazol-4-propiónico (AMPA) 

y el receptor a kainato. Estos dos últimos receptores están acoplados a canales 

iónicos permeables a Na+, que al activarse provocan un incremento intracelular de 

este ión generando la despolarización de la neurona postsináptica. Además de 

Na+, también entra agua a la célula, lo que favorece la formación del edema 

celular. Por otro lado, al despolarizarse las neuronas, el ión magnesio que 

normalmente bloquea el receptor NMDA es removido y el receptor es activado por 

la unión del glutamato. La activación de estos receptores provoca la entrada de 

Ca2+ y Na+ al interior de la célula. Esta despolarización también favorece la 

activación de los canales de Ca2+ dependientes de voltaje (Camacho et al., 2006), 

incrementándose de esta forma la toxicidad vía el exceso intracelular de Ca2+ 

(Figura 2). 

 

1.3.3 Elevación intracelular de calcio 

El Ca2+ puede entrar a la célula a través de los receptores de glutamato, 

principalmente los de tipo NMDA, los canales de Ca2+ dependientes de voltaje y el 

intercambiador Na+/Ca2+. El aumento intracelular no sólo se debe a la entrada de 

Ca2+, sino también a su liberación de organelos intracelulares: retículo 

endoplásmico y mitocondria (mecanismo mediado por el inositol trifosfato) 

(Neumar, 2000). La pérdida de la homeostasis de Ca2+ intracelular genera la 

activación de una gran variedad de enzimas involucradas en la muerte neuronal 

entre las que se incluyen: fosfolipasas (A2 y C), proteasas (calpaína), 

endonucleasas, proteína cinasa C, ciclooxigenasa y óxido nítrico sintasa (Bano et 

al., 2007). El aumento citosólico de Ca2+ provoca además la entrada masiva de 

este ión a la mitocondria generando daño mitocondrial. La activación de ciertas 
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enzimas y el daño generado en la mitocondria contribuyen a la producción de 

radicales libres (Dirnagl et al., 1999) (Figura 2). 

 

1.3.4 Generación de radicales libres 

Los radicales libres son moléculas que poseen un electrón desapareado en 

el último orbital, lo que los hace altamente reactivos pues tienden ya sea a donar 

ese electrón a alguna molécula vecina o bien a remover un electrón de otra para 

que su último orbital quede completo (Halliwell, 2006). 

Algunas de las enzimas activadas por calcio que producen radicales libres 

son: fosfolipasa A2 y la óxido nítrico sintasa. La activación de la fosfolipasa A2 

produce la liberación de ácidos grasos libres, entre ellos el ácido araquidónico, el 

cual es metabolizado por la ciclooxigenasa 2 (COX-2) produciendo superóxido, 

hidroperóxidos y cicloperóxidos. La óxido nítrico sintasa utiliza arginina y oxígeno 

como sustratos para producir óxido nítrico (NO●). El NO● se combina rápidamente 

con el superóxido para generar el peroxinitrito, que es sumamente reactivo 

(Margaill et al., 2005). Los radicales libres generados reaccionan irreversiblemente 

con varios constituyentes celulares tales como proteínas, dobles enlaces de 

fosfolípidos y ADN. Provocando peroxidación lipídica, daño a la membrana y 

mutaciones del genoma. Los radicales libres también sirven como importantes 

moléculas de señalización que provocan inflamación y apoptosis (Durukan et al., 

2007). 

 

1.3.5. Inflamación 

El incremento de radicales libres provoca la expresión de un número de 

genes proinflamatorios mediante la inducción de la síntesis de factores de 

transcripción como el factor nuclear κβ (NF-κB), el factor inducible por hipoxia 1 y 

el factor regulador de interferón 1. Por lo tanto, citocinas inflamatorias como el 

factor de necrosis tumoral α (TNF-α), la interleucina 1 (IL-1) y la interleucina 6 (IL-

6) son activadas y secretadas después de la isquemia. Estas citocinas pueden 

inducir reacciones inflamatorias y también actuar como quimioatrayentes para 

leucocitos (Leker et al., 2002). Además son expresadas moléculas de adhesión 
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intercelular 1 (ICAM-1), P-selectinas y E-selectinas (Bramlett et al., 2004). Las 

moléculas de adhesión interactúan con receptores que se encuentran en la 

superficie de neutrófilos. Los neutrófilos se adhieren al endotelio, cruzan la pared 

vascular y entran al cerebro. Los macrófagos y monocitos siguen a los neutrófilos 

y migran dentro del cerebro isquémico. La inflamación puede contribuir al daño 

isquémico por varios mecanismos: la obstrucción microvascular por neutrófilos, la 

producción de mediadores tóxicos por las células inflamatorias activadas y las 

neuronas dañadas. En modelos de isquemia cerebral en roedores y en pacientes 

con EVC la infiltración de neutrófilos activa la enzima óxido nítrico sintasa 

inducible (iNOS) que produce NO●. Las neuronas isquémicas expresan 

ciclooxigenasa 2 (COX-2) y pueden producir TNF-α una citocina que puede 

exacerbar el daño isquémico. La microglia activada también debido a la 

producción de radicales libres tiene el potencial para producir neurotoxinas, 

incluyendo NO●, especies reactivas de oxígeno y prostanoides tóxicos (Dirnagl et 

al., 1999). 

 

1.3.6 Inhibición de la síntesis de proteínas 

Uno de los parámetros más sensibles a reducciones de flujo sanguíneo 

cerebral es la síntesis proteica que se inhibe profundamente durante la isquemia, 

ya sea focal o global, a pesar de que no se observan cambios en la morfología de 

los polirribosomas que permanecen agregados durante el período de la isquemia. 

Ello impide la nueva síntesis de proteínas que, de prolongarse durante suficiente 

tiempo, podría provocar un déficit en proteínas esenciales para la supervivencia 

celular (Planas, 1997).  

 

1.3.7. Muerte neuronal 

La muerte neuronal puede suceder por apoptosis o necrosis. La apoptosis 

es la “muerte programada” donde las células mueren de manera controlada en 

respuesta a la activación de programas genéticos específicos y requiere de 

energía. En cambio, la muerte por necrosis ocurre en las células con pérdida de 

ATP acompañada de aumento intracelular de calcio que resulta en la pérdida 
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completa de su habilidad para regular procesos homeostáticos. La isquemia 

interrumpe la integridad de la membrana mitocondrial, permitiendo la liberación de 

citocromo C y la activación de caspasas (9 y 3) implicadas en la ejecución de la 

apoptosis. 

 

 
Figura 2. Fisiopatología de la isquemia cerebral. Abreviaturas: Glu, glutamato; Asp, aspartato; 
AMPA, ácido α-amino-3-hidroxi-5-metiloxazol-4-propiónico; NMDA, N-metil-D-aspartato; CCDV, 
canales de Ca2+ dependientes del voltaje; NOS, óxido nítrico sintasa. Modificado de Camacho et 
al., 2006 
 
 

1.4 GENERALIDADES DE ESTRÉS OXIDATIVO 

1.4.1 ESPECIES REACTIVAS DE OXÍGENO 

Aunque el oxígeno (O2) es indispensable para los organismos aerobios, a 

altas concentraciones o bajo ciertas condiciones llega a ser tóxico. La toxicidad del 

O2 se explica debido a la formación de las especies reactivas de oxígeno (ERO's). 

Estas especies derivadas del O2 son más reactivas que éste en su estado basal 

de triplete. La mayor parte del O2 que consumen los organismos aerobios se 

reduce a H2O por el complejo de la citocromo oxidasa de la cadena respiratoria 

mitocondrial. Esta reducción parcial del oxígeno molecular vía univalente conduce 

a la generación de ERO's (Figura 3). Las principales ERO's son: las especies que 

son producto de la ruptura o de la excitación del O2, o sea, el oxígeno atómico, el 
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ozono, el oxígeno singulete y las especies de oxígeno que están parcialmente 

reducidas, esto es, el superóxido, el peróxido de hidrógeno y el radical hidroxilo 

(Hansberg, 2002). 

 

 
Figura 3. Reducción univalente del oxígeno 

 

1.4.1.1 Oxígeno singulete 

El oxígeno singulete (1O2) se forma cuando uno de los electrones 

desapareados del oxígeno absorbe energía e invierte su rotación (giro). Cuando 

eso sucede, inmediatamente se aparea con el otro electrón libre. El 1O2 es muy 

reactivo y es capaz de reaccionar con la mayoría de los compuestos celulares. El 

producido fuera de las células reacciona fundamentalmente con las membranas 

plasmáticas; el producido dentro de las células reacciona con el ADN, las 

proteínas, los lípidos y otros compuestos celulares (Lledías et al., 2000). 

 

1.4.1.2 Anión superóxido 

El anión superóxido (O2
•-) se forma cuando el O2 capta un electrón. Ésto 

ocurre en todos los organismos que respiran, pues una pequeña parte de los 

electrones que pasan por la cadena respiratoria salen de ésta y son captados por 

el O2. Esto ocurre principalmente a nivel de la semiubiquinona o del ubiquinol y 

también del complejo I (NADH coenzima Q reductasa). El O2
•- también puede ser 

producido por enzimas como la NADPH oxidasa, xantina oxidasa (XO), 

lipooxigenasa (LOX) y la P450 oxidasa. Contrario a lo que generalmente se piensa, 

el O2
•- es poco reactivo. Sólo reacciona a una tasa importante con las quinonas, 

los fenoles, con el fierro libre o unido a algunas proteínas, por ejemplo los centros 

[Fe-S] y también con otros radicales (el propio O2
•-, el óxido nítrico y los radicales 

fenoxi) (Hansberg, 2002).   
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1.4.1.3 Peróxido de hidrógeno 

El peróxido de hidrógeno (H2O2) se forma por la actividad enzimática de la 

superóxido dismutasa. Aunque no es un radical libre, tiene una gran lipofilicidad 

que le permite atravesar las membranas celulares y reaccionar con el anión 

superóxido en presencia de metales de transición, para generar el radical 

hidroxilo. Por esta razón se le considera un oxidante importante en las células de 

los organismos aerobios (Nitan et al., 2001).   

 

1.4.1.4 Radical hidroxilo 

El radical hidroxilo (OH•) es altamente reactivo causando más daño que 

cualquier otra ERO's, pero es muy inestable, de modo que su tiempo de vida 

media es muy corto e interactúa con las moléculas más cercanas a él. La 

formación del OH• se puede lograr fácilmente por la reacción de Haber-Weiss 

entre el O2
•- y el H2O2 catalizada por un metal de transición o a través de la 

reacción de Fenton cuando el H2O2 acepta un electrón desapareado de un metal 

de transición como el Fe2+ o el Cu+, entonces se fragmenta y forma el OH• y el ión 

hidroxilo (OH-) (Figura 4). 

 

 
Figura 4. Formación del radical hidroxilo a través de las reacciones de Haber-Weiss y de Fenton 

 

 

1.4.2 ESPECIES REACTIVAS DE NITRÓGENO 

Además de las especies reactivas de oxígeno mencionadas, en la última 

década se ha descubierto que hay otras especies derivadas del nitrógeno que se 
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conocen como especies reactivas de nitrógeno (ERN's). Entre las ERN's se 

encuentran los radicales óxido nítrico y dióxido de nitrógeno (●NO2) y los no 

radicales como el ácido nitroso (HNO2) y el peroxinitrito, entre otros. 

 

1.4.2.1 Peroxinitrito 

El peroxinitrito (ONOO-) es una especie altamente citotóxica formada por la 

reacción entre el O2
•- y el NO•. El ONOO- reacciona con facilidad con el dióxido de 

carbono (CO2) para formar el anión nitroso peroxicarboxilato (ONOOCO2
-), 

también puede protonarse para formar el ácido peroxinitroso (ONOOH) que se 

homolisa en OH• y •NO2. 

El ONOO- o sus productos de reacción pueden oxidar a las lipoproteínas de 

baja densidad (LDL), liberar iones cobre por la destrucción de ceruloplasmina y 

atacar los residuos de tirosina de diferentes proteínas (Nordberg et al., 2001). 

 

1.4.2.2 Óxido nítrico 

El óxido nítrico (NO●) es un gas incoloro relativamente soluble. Es 

sintetizado por la óxido nítrico sintasa (NOS) a partir de L-arginina, O2 y NADPH 

(Figura 5). A concentraciones fisiológicas, el NO● funciona principalmente como 

segundo mensajero intracelular, siendo una de sus cualidades más conocidas el 

actuar como factor relajante del músculo liso (Porasuphatana et al., 2003). El NO● 

no reacciona fácilmente con biomoléculas a pesar de tener un electrón 

desapareado, sin embargo, lo hace con otros radicales libres (por ejemplo, 

radicales peroxilo y alquilo), generando moléculas menos reactivas, por lo que 

funciona como atrapador de radicales libres (Nordberg et al., 2001). También 

puede reaccionar con el O2, generando ●NO2 y con el O2
•- generando ONOO-

Ambos compuestos son más oxidantes que el NO● (Hansberg, 2002).  

 

 
Figura 5. Síntesis de óxido nítrico 
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1.4.3 DEFENSAS ANTIOXIDANTES 

Por el potencial efecto destructivo de las ERO's y ERN's, la célula cuenta 

con defensas para evitar el daño oxidativo (Yu, 1994). Estos sistemas de 

destoxificación presentes en la célula pueden ser de tipo enzimático y no 

enzimático (Krinsky, 1992). Los antioxidantes no enzimáticos están representados 

por el ácido ascórbico (vitamina C), α-tocoferol (vitamina E), glutatión (GSH), 

bilirrubina, ácido úrico, carotenoides, flavonoides, entre otros. Las defensas 

antioxidantes enzimáticas incluyen superóxido dismutasa (SOD), glutatión 

peroxidasa (GPx) y catalasa (CAT) (Margaill et al., 2005; Valko et al., 2007). La 

hemo-oxigenasa (HO), se considera una enzima antioxidante, porque cataliza la 

degradación del grupo hemo (un pro-oxidante) para formar biliverdina 

(antioxidante), hierro y monóxido de carbono. Posteriormente, la biliverdina es 

transformada a bilirrubina (antioxidante) por la biliverdin reductasa (Dennery, 

2000). 

 

1.4.3.1 Superóxido dismutasa  

La superóxido dismutasa (SOD) es una enzima antioxidante endógena que 

cataliza la dismutación del anión superóxido a peróxido de hidrógeno y oxígeno 

(reacción 1) (Danielisová et al., 2005). Esto se logra a través de oxidaciones y 

reducciones sucesivas del metal de transición del sitio activo de la enzima, en un 

mecanismo de tipo ping-pong (Meier et al., 1998). 

 

2 O2
•- + 2H+  →  H2O2 + O2     (1) 

 

Los mamíferos poseen tres isoformas de la SOD (Nozik-Grayck et al., 2005) 

que se sintetizan en los ribosomas citoplásmicos:  

 

* CuZn-SOD (SOD 1): es encontrada en el citoplasma de las células eucariotas 

(Yoon et al., 2006). La SOD 1 es una metaloenzima homodimérica de 32 kDa. Su 

sitio activo contiene dos iones cobre y un ión zinc por molécula. Los iones cobre 

son requeridos para la actividad enzimática, mientras que el ión zinc no tiene una 
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función en el ciclo catalítico, pero ayuda a estabilizar a la enzima. El Cu2+ de la 

enzima es reducido por el superóxido para producir dioxígeno y el Cu+ reducido de 

la enzima es posteriormente oxidado por otra molécula de superóxido para 

producir peróxido de hidrógeno (Choi et al., 2005). 

 

* Mn-SOD (SOD 2): se localiza en la mitocondria. Es un homotetrámero de 96 kDa 

que contiene un átomo de Mn por subunidad. Durante la dismutación del 

superóxido el Mn3+ pasa a Mn2+ y regresa nuevamente a Mn3+ (Mac MIllan-Crow et 

al., 1998). La SOD 2 proporciona la primera línea de defensa contra la 

sobreproducción de superóxido de la mitocondria (Kim et al., 2002).  

 

* SOD extracelular (EC-SOD): es una glucoproteína que se ha encontrado en el 

espacio intersticial de tejidos y también en fluidos extracelulares. Aunque 

ocasionalmente es encontrada como un dímero, en la mayoría de las especies, la 

EC-SOD es un tetrámero de subunidades idénticas de 30 kDa. El tetrámero está 

compuesto de dos dímeros unidos a través de puentes disulfuro. La enzima 

contiene un átomo de cobre y uno de zinc por subunidad y ambos son requeridos 

para la actividad enzimática (Nozik-Grayck et al., 2005; Maldonado et al., 2008). 

La SOD no es realmente una enzima destoxificante ya que el producto de 

su actividad, el H2O2, es un agente tóxico. Sin embargo, la dismutación del anión 

superóxido es el primer paso de una cascada enzimática que conduce a su 

inactivación completa. El H2O2 generado es metabolizado por la catalasa y la 

glutatión peroxidasa. 

 

1.4.3.2 Catalasa  

La catalasa (CAT) es una hemoproteína tetramérica de 240 kDa. Se localiza 

principalmente en peroxisomas, en donde cataliza la dismutación de peróxido de 

hidrógeno en agua y oxígeno molecular (reacción 2).  

 

2H2O2   →  2H2O + O2     (2) 
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La catalasa participa también en la destoxificación de diferentes sustratos, 

por ejemplo: fenoles y alcoholes, vía la reducción acoplada de peróxido de 

hidrógeno (reacción 3).  

 

H2O2 + R'H2 →  R' + 2H2O               (3) 

 

Uno de los papeles antioxidantes de la catalasa es disminuir el riesgo de 

formación del radical hidroxilo a partir de peróxido de hidrógeno vía la reacción de 

Fenton catalizada por iones Cu+ o Fe2+. La catalasa se une a NADPH, el cual 

protege a la enzima de la inactivación e incrementa su eficiencia (Nordberg et al., 

2001).  

 

1.4.3.3 Glutatión peroxidasa  

La glutatión peroxidasa (GPx) está formada por cuatro subunidades 

idénticas y cada una de ellas contiene un residuo de selenocisteína que es 

esencial para su actividad enzimática. La GPx (80 kDa) cataliza la reducción de 

hidroperóxidos (ROOH y H2O2) usando glutatión reducido (GSH) (reacción 4), así 

protege a las células contra el daño oxidativo. De hecho, el metabolismo del 

glutatión es uno de los más importantes mecanismos de defensa antioxidantes 

(Matés et al., 1999). 

 

ROOH/H2O2 + 2GSH  →  ROH + GSSG + H2O             (4) 

 

Hay cuatro principales isoenzimas de GPx depedientes de selenio en 

tejidos de mamíferos: la citosólica (GPx-1), la gastrointestinal (GPx-2), la 

plasmática (GPx-3) y la de hidroperóxidos de fosfolípidos (GPx-4). Son 

homotetrámeros con excepción de la GPx-4 que es un monómero de tamaño 

menor al de las subunidades de las otras glutatión peroxidasas (Takebe et al., 

2002; Fukuhara et al., 2005). La GPx-4 es capaz de actuar sobre los fosfolípidos 

de las membranas celulares y de las lipoproteínas, además de los hidroperóxidos 

de timina y de ésteres de colesterol. Todas las GPx son capaces de reducir el 
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H2O2 y los hidroperóxidos de ácidos grasos. La GPx-1 es la enzima más 

abundante sobre todo en los eritrocitos, el hígado, los riñones y los pulmones. La 

GPx-3 no sólo está en el plasma sanguíneo, también se encuentra en la mayoría 

de secreciones corporales. Se sintetiza en el riñón y de ahí es liberada a la 

sangre. La GPx-2 sólo se encuentra en el epitelio del tracto digestivo y en el 

hígado (Hansberg, 2002). GPx-4 se expresa mayoritariamente en células del 

epitelio renal y en los testículos. 

Se sabe que hay otras dos isoenzimas de GPx, llamadas GPx-5 y 6, que 

están presentes en tejidos de mamíferos. Aunque GPx-5 tiene una secuencia de 

nucleótidos similar con GPx-3, carece de selenocísteina en el sitio activo. GPx-6 

ha sido identificada recientemente como una GPx dependiente de selenio en 

humanos y cerdos, tiene una estructura similar con GPx-4 (Fukuhara et al., 2005). 

 

1.4.4 ESTRÉS OXIDATIVO EN LA ISQUEMIA/REPERFUSIÓN 

La pérdida del balance entre condiciones oxidantes y defensas 

antioxidantes puede deberse a un aumento en la producción de especies reactivas 

de oxígeno y de nitrógeno o bien, a una disminución en los sistemas antioxidantes, 

o a una combinación de estos factores. A tal condición se le denomina estrés 

oxidativo (Cárdenas-Rodríguez et al., 2006). 

Comparado con otros órganos, el cerebro parece ser particularmente 

vulnerable al estrés oxidativo: (1) las células del cerebro humano utilizan 20% del 

oxígeno consumido por el cuerpo, pero éste constituye sólo el 2% del peso 

corporal total, indicando que el cerebro genera más radicales libres que otros 

tejidos, (2) varias regiones del cerebro contienen altas concentraciones de hierro, 

el cual puede catalizar la generación de radicales libres, (3) el cerebro es rico en 

lípidos con ácidos grasos insaturados, blancos para peroxidación de lípidos y (4) el 

cerebro posee sistemas antioxidantes con capacidad de protección de baja a 

moderada comparada con los del riñón o el hígado (Margaill et al., 2005). 

El estrés oxidativo que se induce durante la reperfusión, es un evento que 

exacerba el daño inducido por la isquemia cerebral. La reoxigenación provee de 

O2 a las células para mantener la viabilidad neuronal; pero también, ese O2 sirve 
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como sustrato para numerosas reacciones de oxidación en donde se producen 

ERO's (Nita et al., 2001). A continuación se describen las principales fuentes de 

ERO's y ERN's durante la isquemia cerebral: 

 

1.4.4.1 Xantina oxidasa 

Durante la isquemia los niveles de ATP disminuyen y éste se metaboliza 

progresivamente a ADP y AMP; a su vez, el AMP es degradado a adenosina y 

ésta a inosina. La inosina a su vez se degrada a hipoxantina. En condiciones 

isquémicas la xantina deshidrogenasa se convierte en xantina oxidasa a través de 

la oxidación de sus grupos tiol (-SH) o de proteólisis. Esta oxidasa produce 

especies reactivas de oxígeno como el superóxido y el peróxido de hidrógeno al 

oxidar la xantina o la hipoxantina (Massieu, 1999). 

 

1.4.4.2 Mitocondria 

Se ha observado in vivo que la mitocondria es la principal fuente de 

radicales libres durante la reperfusión postisquémica. En ratones mutantes con 

una deficiencia en la enzima SOD 2 se aumenta la producción de O2
•- y se 

exacerba el infarto cerebral después de isquemia transitoria o permanente, 

mientras que la sobreexpresión de SOD 2 confiere resistencia a la peroxidación de 

lípidos de la membrana, cuantificado por niveles de sustancias reactivas al ácido 

tiobarbitúrico, bajo condiciones fisiológicas normales y después de isquemia 

transitoria.  

 

1.4.4.3 Leucocitos polimorfonucleares 

Los leucocitos polimorfonucleares (PMN) tienen también un papel 

importante en la producción de radicales libres durante la reperfusión 

postisquémica. Los PMN pueden contribuir a la producción de radicales libres a 

través de dos enzimas, mieloperoxidasa y NADPH oxidasa que producen ácido 

hipocloroso (HClO) y O2
•- respectivamente (Margaill et al., 2005). 
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1.4.4.4 Óxido nítrico sintasa 

Esta enzima sintetiza NO● a partir de arginina y oxígeno. El NO● puede 

reaccionar con O2
•- para generar el ONOO-. 

 

1.4.4.5 Ciclooxigenasa 2 

Otra fuente de ERO’s es el metabolismo del ácido araquidónico por la 

enzima ciclooxigenasa 2 (COX-2), una enzima que produce anión superóxido y 

prostanoides tóxicos. 
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II. JUSTIFICACIÓN 

La reperfusión después de la isquemia provoca muerte neuronal que ha 

sido asociada con un incremento en la producción de ERO's. Estas especies 

provocan daño oxidativo a macromoléculas celulares tales como lípidos, proteínas 

y ácidos nucleicos. Así, la actividad de las enzimas antioxidantes en el tejido 

afectado por la isquemia/reperfusión es particularmente importante como 

mecanismo de defensa endógeno contra el daño inducido por los radicales libres. 

Esta línea de defensa  involucra la acción cooperativa de las tres principales 

enzimas antioxidantes: la SOD, la GPx y la CAT. Durante la reperfusión, estas 

defensas antioxidantes endógenas pueden ser ineficaces como resultado de una 

sobreproducción de ERO's por las enzimas prooxidantes citosólicas y la 

mitocondria y una degradación de antioxidantes (Homi et al., 2002).  

 

En los modelos de isquemia cerebral in vitro se ha observado una gran 

heterogeneidad entre los tiempos de isquemia y de reperfusión empleados. 

Durante el período de isquemia cuando las rebanadas son colocadas en 

soluciones carentes de glucosa y burbujeadas con nitrógeno es común utilizar 

tiempos que van desde 5 hasta 120 min y para la reperfusión cuando las 

rebanadas son incubadas en medio oxigenado y con glucosa se utilizan períodos 

de tiempo más largos (2 a 24h) (Mathews et al., 2000; De La Cruz et al., 2004; 

Xue et al., 2004; Fernández-López et al., 2005). Considerando estas variaciones 

en los modelos in vitro y la falta de datos definitivos acerca de los cambios en la 

actividad de las enzimas antioxidantes durante la isquemia/reperfusión, surgió el 

interés de investigar la respuesta de las principales enzimas antioxidantes 

después de diferentes tiempos de isquemia y de reperfusión en un modelo in vitro 

de rebanadas corticoestriatales y la relación con la activación de caspasas y 

ADPribosilación.  

 

 

 

 

http://www.ncbi.nlm.nih.gov/sites/entrez?Db=pubmed&Cmd=Search&Term=%22Mathews%20KS%22%5BAuthor%5D&itool=EntrezSystem2.PEntrez.Pubmed.Pubmed_ResultsPanel.Pubmed_DiscoveryPanel.Pubmed_RVAbstractPlus
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/sites/entrez?Db=pubmed&Cmd=Search&Term=%22De%20La%20Cruz%20JP%22%5BAuthor%5D&itool=EntrezSystem2.PEntrez.Pubmed.Pubmed_ResultsPanel.Pubmed_DiscoveryPanel.Pubmed_RVAbstractPlus
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/sites/entrez?Db=pubmed&Cmd=Search&Term=%22Xue%20QS%22%5BAuthor%5D&itool=EntrezSystem2.PEntrez.Pubmed.Pubmed_ResultsPanel.Pubmed_DiscoveryPanel.Pubmed_RVAbstractPlus
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/sites/entrez?Db=pubmed&Cmd=Search&Term=%22Fern%C3%A1ndez-L%C3%B3pez%20D%22%5BAuthor%5D&itool=EntrezSystem2.PEntrez.Pubmed.Pubmed_ResultsPanel.Pubmed_DiscoveryPanel.Pubmed_RVAbstractPlus
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III. HIPÓTESIS 

� En el modelo de isquemia cerebral in vitro al aumentar el tiempo de 

reperfusión aumentará el daño celular, reflejándose en una disminución de 

la viabilidad celular y una respuesta en la actividad de las enzimas 

antioxidantes. 

  

IV. OBJETIVO GENERAL 

 Evaluar la respuesta de la viabilidad celular, la actividad de enzimas 

antioxidantes y el mecanismo de muerte neuronal en un modelo de isquemia 

cerebral in vitro utilizando dos tiempos de isquemia y diferentes tiempos de 

reperfusión. 

 

4.1 OBJETIVOS PARTICULARES 

� Evaluar el efecto de 0.5 y 1.5 h de isquemia y tiempo variable de 

reperfusión (1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h) sobre la viabilidad celular. 

 

� Evaluar el efecto de 0.5 y 1.5 h de isquemia y tiempo variable de 

reperfusión (1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h) sobre la actividad de las enzimas 

antioxidantes: superóxido dismutasa (SOD), catalasa (CAT) y glutatión 

peroxidasa (GPx). 

 

� Identificar el mecanismo de muerte neuronal a los tiempos de isquemia y 

reperfusión evaluados para viabilidad celular y actividad de enzimas 

antioxidantes.  
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V. MÉTODOS 

5.1 ANIMALES 

Se utilizaron ratas macho de la cepa Wistar de 200 a 250 g proporcionados 

por el bioterio del Instituto Nacional de Neurología y Neurocirugía “Manuel Velasco 

Suárez”. Los animales se mantuvieron con ciclos de 12 h luz/ 12 h oscuridad y con 

libre acceso al agua y al alimento. 

 

5.2 DISECCIÓN DEL CEREBRO Y OBTENCIÓN DE REBANADAS  

Los animales se anestesiaron con una dosis intraperitoneal de pentobarbital 

sódico 63 mg/Kg de peso. Para cada uno de los animales se siguió el siguiente 

procedimiento: La rata se colocó en posición dorsal sobre una superficie fría, se 

realizó una incisión ventral para exponer el corazón y se perfundió con líquido 

cefalorraquídeo artificial con sacarosa (LCRa sac) (sacarosa 215.5 mM, glucosa 

30 mM, NaHCO3 25 mM, KCl 3 mM y MgCl2 10 mM pH 7.4) frío durante 90 seg 

introduciendo una jeringa en el ventrículo izquierdo y realizando una incisión en la 

aurícula derecha. Se cortó la cabeza y se colocó en una solución fría de LCRa 

sac. Se extrajo el cerebro colocándolo en LCRa sac frío, se realizó un corte para 

desechar el cerebelo y el tallo cerebral. Se colocó en la base de un vibratomo 

Leika VT1000S y se mantuvo sumergido en LCRa sac frío. Se realizaron cortes 

coronales de 500 µm, obteniendo 5 rebanadas conteniendo tejido cortical  y 

cuerpo estriado. Las rebanadas obtenidas se sometieron a un período de 

preincubación durante 30 min en líquido cefalorraquídeo artificial sin sacarosa 

(LCRa s/sac) (NaCl 107.75 mM, glucosa 30 mM, NaHCO3 25 mM, KCl 3 mM y 

MgCl2 10 mM  pH 7.4) a temperatura ambiente. Posteriormente, las rebanadas se 

incubaron durante 30 min en líquido cefalorraquídeo artificial (LCRa) (NaCl 119 

mM, glucosa 30 mM, NaHCO3 25 mM, KCl 3 mM, MgCl2 1 mM y CaCl2 1.5 mM pH 

7.4) a 32°C. 

En todos los medios se mantuvo un burbujeo constante con O2 95% / CO2 5%. 
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5.3 MODELO DE ISQUEMIA/REPERFUSIÓN IN VITRO 

Las rebanadas se incubaron 0.5 o 1.5 h en líquido cefalorraquídeo artificial 

sin glucosa (LCRa s/glu) (NaCl 134 mM, NaHCO3 25 mM, KCl 3 mM, MgCl2 1 mM 

y CaCl2 1.5 mM  pH 7.4) a 32°C burbujeado con N2 95% / CO2 5%. Para inducir la 

reperfusión las rebanadas isquémicas se incubaron durante 1, 1.5, 2, 3, 6 u 8 h en 

LCRa a 32 °C burbujeado con O2 95% / CO2 5%. Como controles se emplearon 

rebanadas de una misma rata incubándolas 0.5 o 1.5 h en LCRa a 32°C 

burbujeado con O2 95% / CO2 5% e incubadas después a los distintos tiempos de 

reperfusión en el mismo medio. Transcurrido el tiempo de reperfusión las 

rebanadas se congelaron a –70°C para realizar posteriormente y por separado la 

determinación de la actividad de las enzimas antioxidantes, la determinación de  

actividad de caspasa 3 y la réplica en western de la caspasa 3 y la ADP-

ribosilación. En el caso de la determinación de viabilidad celular, las rebanadas se 

utilizaron inmediatamente.  

 

5.4 DETERMINACIÓN DE VIABILIDAD CELULAR 

5.4.1 Tinción con cloruro de 2,3,5-trifeniltetrazolio (TTC) y extracción de 

formazán 

Para determinar la viabilidad celular se utilizó el método de Preston & 

Webster (2000). Cada rebanada se incubó con TTC al 2%  en amortiguador de 

fosfatos 100 mM, pH 7.4 durante 30 min a 37ºC con agitación y protegido de la 

luz. Se lavó dos veces con solución salina. Se agregó una solución de etanol y 

dimetil sulfóxido (EtOH/DMSO 1:1) (20 mL por cada gramo de tejido). Se incubó 

24 h a temperatura ambiente con agitación y cubriendo de la luz. Transcurrido el 

tiempo se agitó ligeramente cada tubo y se tomaron 100 µL de extracto diluyendo 

con 900 µL de EtOH/DMSO fresco. La absorbencia se determinó empleando un 

espectro Beckman DU® 530 a una longitud de onda de 485 nm. Para calcular el % 

de daño se utilizó la siguiente fórmula: 

 

% daño = 100 x [1 – ((Absorbencia de tejido isquémico)/(Absorbencia de tejido control))] 
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5.5 DETERMINACIÓN DE ACTIVIDAD DE LAS ENZIMAS ANTIOXIDANTES 

5.5.1 Homogenización de las rebanadas  

Cada rebanada se homogenizó con 500 µL de amortiguador de lisis (Tris 20 

mM pH 7.9, sacarosa 0.5 mM y NaCl 30 mM) agregando una solución de 

inhibidores de proteasas (AEBSF 104 mM, aprotinina 0.08 mM, leupeptina 2 mM, 

bestatina 4 mM, E-64 1.4 mM y pepstatina A 1.5 mM) utilizando un homogenizador 

con punta de teflón Wheaton adaptado a un motor de taladro. En un tubo se 

colocaron 100 µL del homogenado y se agregaron 25 µL de tritón X-100 al 1%. Se 

centrifugaron a 12,000 rpm durante 30 min a 4ºC en una centrífuga refrigerada 

Eppendorf 5417R. Se separó el sobrenadante, se determinó la concentración de 

proteína total y la actividad de la enzima catalasa. El homogenado restante se 

centrifugó en las mismas condiciones. Se separó el sobrenadante, se determinó la 

concentración de proteína total y la actividad de las enzimas glutatión peroxidasa y 

superóxido dismutasa. 

 

5.5.2 Cuantificación de proteínas totales 

Se utilizó del método de Lowry et al. (1951). Los iones Cu2+, en medio 

alcalino, se unen a las proteínas formando complejos con los átomos de nitrógeno 

de los enlaces peptídicos. Estos complejos Cu2+ - proteína tienen un color azul 

claro. Además, provocan el desdoblamiento de la estructura tridimensional de la 

proteína, exponiéndose los residuos fenólicos de tirosina. La reducción del 

reactivo de Folín-Ciocalteau también ocurre en medio básico por los grupos 

fenólicos de los residuos de tirosina, en donde el cobre actúa como catalizador. El 

principal constituyente del reactivo de Folín-Ciocalteau es el ácido 

fosfomolibdotúngstico, de color amarillo, que al ser reducido por los grupos 

fenólicos da lugar a un complejo de color azul intenso.   

Se realizó una curva patrón utilizando un estándar de albúmina de suero de bovino 

(ASB) con concentraciones de 5 a 50 µg/mL. La absorbencia se determinó a 660 

nm.  

 

 



MÉTODOS 

27 

 

5.5.3 Actividad de catalasa (CAT) 

Se utilizó el método de Aebi (1984) que mide la desaparición de H2O2 a 240 

nm (Figura 6) 

 
Figura 6. Reacción para medir la actividad de CAT 

  

Se mezclaron en una celda de cuarzo 25 µL del sobrenadante con 725 µL 

de H2O2 30 mM en amortiguador de fosfatos 10 mM pH 7. Se leyó inmediatamente 

la absorbencia a 240 nm cada 30 seg durante 2 min. Como blanco se utilizó 

amortiguador de fosfatos 10 mM pH 7. Se usó la constante de reacción de primer 

orden (k) como la unidad de actividad de la catalasa. Los resultados se expresan 

como k/µg proteína. 

k/µg prot = [(1/t)*Log (A1/A2)]/25 

                     µg prot/µL sobrenadante 

 

Donde t = intervalo de tiempo medido, A
1
 y A

2
 son las absorbencias del H2O2 en 

los tiempos t
1
 y t

2
.  

 

5.5.4 Actividad de glutatión peroxidasa (GPx) 

Se empleó el método de Lawrence & Burk (1976), en el cual la GPx cataliza 

la reducción del H2O2 acoplado a la oxidación del GSH a GSSG, el cual a su vez 

es reducido por la glutatión reductasa (GR) en presencia de NADPH. La 

disminución de la concentración de NADPH se detectó a 340 nm (Figura 7).  

 

Figura 7. Reacción utilizada para medir la actividad de GPx 
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Se mezclaron en una celda de cuarzo 100 µL de sobrenadante con 800 µL 

de mezcla de reacción (EDTA 1 mM, NaN3 1 mM, NADPH 0.2 mM, GSH 1 mM y 1 

U de GR/mL en amortiguador de fosfatos 50 mM pH 7). De igual forma se preparó 

un ensayo inespecífico con 100 µL de amortiguador de fosfatos 50 mM pH 7. Se 

incubaron durante 5 min a temperatura ambiente y se adicionaron 100 µL de H2O2 

30 mM en amortiguador de fosfatos 50 mM pH 7 e inmediatamente se leyó la 

absorbencia a 340 nm cada 30 seg durante 3 min. Como blanco se utilizó 

amortiguador de fosfatos 50 mM pH 7. La actividad de GPx se expresa como U/µg 

proteína. Una unidad de GPx se define como la cantidad de enzima que oxida 1 

µmol de NADPH por min. 

 

 U/µg prot = ([∆A340/min]muest - [∆A340/min]inesp)/(6.22*100) 

                      µg prot/µL sobrenadante 

 

Donde ∆A340/min representa los cambios de absorbencia por minuto de la muestra 

y de la reacción inespecífica, respectivamente. 

 

5.5.5 Actividad de superóxido dismutasa (SOD) 

La actividad de SOD se determinó por el método de Oberley & Spitz (1984). 

El fundamento para medir la actividad de esta enzima se basa en la competición 

de la SOD con el nitroazul de tetrazolio (NBT) por los iones superóxido generados 

por el sistema xantina-xantina oxidasa (XO). Debido a que el NBT es reducido al 

interaccionar con los iones superóxido formando un compuesto colorido 

(formazán) que absorbe a 560 nm, la actividad de la SOD es directamente 

proporcional al grado de inhibición del NBT (Figura 8). 
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Figura 8. Reacción utilizada para medir la actividad de SOD 

 

 

Se preparó una mezcla de reacción (xantina 0.122 mM, EDTA 0.122 mM, 

NBT 30.6 µM, Na2CO3 49 mM y ASB 0.006%) y xantina oxidasa (2.5 mg/mL en 

[NH4]2SO4). Se colocaron 815 µL de la mezcla de reacción en todos los tubos. Se 

adicionaron 165 µL de la dilución 1 a 100 del sobrenadante en amortiguador de 

fosfatos 5 mM pH 7.8. Se inició la reacción con la adición de 20 µL de xantina 

oxidasa. De la misma forma se preparó un blanco para cada muestra sin xantina 

oxidasa. Se preparó además un tubo de 100% de reducción del NBT, con xantina 

oxidasa pero sin dilución del sobrenadante. Todos los tubos se incubaron durante 

30 min a temperatura ambiente. Se detuvo la reacción agregando 330 µL de 

CuCl2. Se leyó la absorbencia a 560 nm. Los datos se expresan como U/µg 

proteína. Una unidad de SOD se define como la cantidad de SOD necesaria para 

inhibir en un 50% la reducción del NBT.  

 

U SOD/µg prot = [((A100% red – (AM - ABlco ))/(0.5*A100% red))/165]*100 

                                                                    µg prot/ µL sobrenadante 

 

Donde A100% red  representa la absorbencia del tubo de 100% de reducción del 

NBT. AM y ABlco son las absorbencias de la muestra y su blanco respectivamente. 

 

5.6 DETERMINACIÓN DE ACTIVIDAD DE CASPASA 3 

Para determinar la actividad de caspasa 3 las rebanadas se homogenizaron 

en 400 µL de amortiguador de lisis para caspasas (HEPES 20 mM pH 7, DTT 5 
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mM, EDTA 2 mM, CHAPS 0.1% p/v, tritón X-100 0.1% v/v, PMSF 1 mM, 

aprotinina, pepstatina y leupeptina 1 µg/mL). Se centrifugaron a 10,000 rpm 

durante 10 min a 4ºC. Se separó el sobrenadante y se cuantificaron proteínas por 

el método de Lowry et al. (1951). En un tubo de ensayo se mezclaron: 500 µL de 

solución estándar (HEPES 100 mM pH 7, sacarosa 10% p/v, CHAPS 0.1% p/v, 

DTT 5 mM, EDTA 1 mM, PMSF 1 mM, aprotinina, pepstatina y leupeptina 1 

µg/mL), 60 µg de proteína del sobrenadante de las muestras y 0.025 mM de Ac-

DEVD-AMC sustrato específico para la caspasa 3 (solución stock 6 mM en 

DMSO). De la misma manera se prepararon un blanco y un control positivo. Este 

control positivo es un homogenado de células inducidas para activación de 

caspasas (el control positivo fue donado por el Dr. Julio Morán, con un cultivo 

celular tratado con estaurosporina. Instituto de Fisiología Celular, UNAM). Se 

incubaron a 37ºC durante 15 min con agitación y cubriendo de la luz. Se detuvo la 

reacción colocando los tubos en hielo y agregando acetato de sodio al 4% en 0.2 

M de ácido acético. Se leyó la intensidad de fluorescencia (excitación 370 nm, 

emisión 455 nm) en un fluorómetro Perkin Elmer Precisely LS55 cada 0.1 seg 

durante 1 min. Los resultados se expresan como unidades arbitrarias de 

fluorescencia (UAF).  

 

5.7 RÉPLICA EN WESTERN  

5.7.1 Detección de caspasa 3  

Para los ensayos de réplica en western cada rebanada se homogenizó con 

500 µL de amortiguador de lisis (Tris 20 mM pH 7.9, sacarosa 0.5 mM y NaCl 30 

mM) agregando una solución de inhibidores de proteasas (AEBSF 104 mM, 

aprotinina 0.08 mM, leupeptina 2 mM, bestatina 4 mM, E-64 1.4 mM y pepstatina A 

1.5 mM). Se centrifugaron a 12,000 rpm durante 30 min a 4ºC. Se separó el 

sobrenadante, se determinó la concentración de proteína total y el sobrenadante 

restante se procesó para la detección de caspasa 3 y ADP-ribosilación por réplica 

en western. 

Para cada una de las muestras se siguió el siguiente procedimiento: en un 

tubo se mezclaron el sobrenadante con amortiguador muestra (1:1) 2x (Tris-HCl 
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25 mM pH 6.8, SDS 2%, glicerol 10%, β-mercaptoetanol 5% y azul de bromofenol 

0.1%) y se hirvieron durante 4 min. Se prepararon geles de acrilamida en un 

soporte Bio-Rad con el gel concentrador al 4% (acrilamida 30% / bisacrilamida 

0.8%, Tris-HCl 0.5 M con SDS 0.4% pH 6.8, PSA 10% y TEMED) y el gel 

separador al 12% (acrilamida 30% / bisacrilamida 0.8%, Tris-HCl 1.5 M con SDS 

0.4% pH 8.8, PSA 10% y TEMED) según el método de Laemmli (1970). Se 

montaron en una cámara de electroforesis. Se cargaron en cada pozo del gel 100 

µg de proteína del sobrenadante previamente desnaturalizado y se corrió la 

electroforesis durante 30 min a 70 V y durante 1 h a 200 V. Las proteínas se 

transfirieron a membranas de PVDF Immobilon-P, Millipore durante 1.5 h a 350 

mA. Para comprobar que la transferencia fue completa, las membranas se tiñeron 

con rojo de Ponceau (Ponceau S 0.5%, CH3COOH 1% v/v, NaOH 200 µM y  

CH3CN 20% v/v) y se destiñeron con agua destilada. Las membranas se 

bloquearon con una solución de leche descremada al 3% en amortiguador de 

fosfatos salino PBS (NaCl 137 mM, KH2PO4 2 mM, Na2HPO4 10 mM, y KCl 2.7 

mM) durante 1 h, a temperatura ambiente y con agitación. Se incubaron con el 

anticuerpo anti-caspasa 3 (1:738) en PBS con leche al 3% durante 24 h a 4ºC. Las 

membranas se lavaron dos veces con agua destilada durante 10 min, agitación y a 

temperatura ambiente. Las membranas se incubaron con el anticuerpo secundario 

acoplado a peroxidasa (1:4000) durante 1.5 h con agitación y a temperatura 

ambiente. Después se realizaron dos lavados con agua destilada durante 10 min, 

a temperatura ambiente y agitación y otros dos lavados de 5 min con Tween 20 al 

0.05% en PBS en las mismas condiciones. Finalmente las membranas se 

enjuagaron con agua destilada. Los anticuerpos unidos a la membrana se 

observaron usando un sistema de detección que emplea quimioluminiscencia 

Immobilon Western, Millipore. 

 

5.7.2 Detección de ADP-ribosilación 

  Las membranas se bloquearon con una solución de leche descremada al 

5% en TTBS (Tris-HCl 20 mM pH 7.5, NaCl 0.5M y Tween-20 0.05%) durante 2 h, 

a temperatura ambiente y con agitación. Se incubaron con el anticuerpo anti-
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poliADPribosa (1:500) en TTBS durante 24 h a 4ºC. Las membranas se lavaron 4 

veces en TTBS durante 15 min cada uno con agitación y a temperatura ambiente. 

Se incubaron con el anticuerpo secundario acoplado a peroxidasa (1:8000) 

durante 1 h, a 37ºC y con agitación. Después de la incubación, las membranas se 

lavaron nuevamente. Los anticuerpos unidos a la membrana se observaron 

usando el sistema de detección antes mencionado. 

 

5.8 ANÁLISIS ESTADÍSTICO 

Los datos se presentan como la media ± la desviación estándar (DE). Los 

datos obtenidos de viabilidad celular, determinación de actividad de enzimas 

antioxidantes (catalasa, glutatión peroxidasa y superóxido dismutasa) y actividad 

de caspasa 3 se analizaron con el programa Prism 2.01, Graph Pad (San Diego, 

CA) usando una prueba de ANOVA y comparaciones múltiples con el método de 

Bonferroni. Un valor de P<0.05 se consideró estadísticamente significativo. 
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VI. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
6.1 VIABILIDAD CELULAR 

En los ensayos de viabilidad celular, actividad de enzimas antioxidantes, 

actividad de caspasa 3 y réplica en western se utilizaron dos tiempos de isquemia 

(0.5 y 1.5 h) y diferentes tiempos de reperfusión (1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h). 

Para evaluar la viabilidad celular las rebanadas se incubaron con cloruro de 

2,3,5-trifeniltetrazolio un compuesto incoloro, el cual es reducido por la enzima 

succinato deshidrogenasa de las mitocondrias del tejido viable a 1,3,5-

trifenilformazán, un compuesto de color rojo que se extrae con una mezcla de 

solventes y se detecta mediante espectrofotometría. 

Utilizando 0.5 h de isquemia y diferentes tiempos de reperfusión (1, 1.5, 2, 

3, 6 y 8 h) se observó que la viabilidad celular disminuyó significativamente 

(disminución de la absorbencia promedio) en las rebanadas sometidas a isquemia 

comparadas con sus controles. En las rebanadas expuestas a 2 h de reperfusión 

no se observaron diferencias significativas con su control. Esto representa una 

disminución del 50.54, 45.58, 41.91, 60.92, 54.01 y 49.03% para cada tiempo de 

reperfusión comparado con su control (Figura 9). 

Al aumentar el tiempo de reperfusión hasta 3, 6 y 8 h la viabilidad celular 

disminuyó significativamente (0.1851±0.0140), (0.1845±0.0423) y (0.1883±0.0326) 

con respecto al grupo de isquemia con 1 h de reperfusión (0.4765±0.0695). 

Aunque con 3, 6 y 8 h de reperfusión existe una diferencia con respecto a sus 

controles, la viabilidad celular de los propios controles (0.4737±0.0299), 

(0.4012±0.0606) y (0.3695±0.0714) fue menor comparada con el control de 1 h 

(0.9635±0.1099) (Figura 9). 
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Figura 9. Efecto de 0.5 h de isquemia y diferentes tiempos de reperfusión sobre la viabilidad 
celular. Los valores se presentan como la media ± DE (n=4 para cada grupo). *P〈0.05 vs su 
grupo control. aP〈0.05 vs grupo de isquemia con 1 h de reperfusión. 
 

Utilizando 1.5 h de isquemia y los mismos tiempos de reperfusión se 

observó que la absorbencia promedio disminuyó significativamente en las 

rebanadas expuestas a 1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h de reperfusión comparadas con sus 

controles. Esto representa una disminución del 61.95, 74.92, 69.16, 74.06, 72.73 y 

86.71% para el respectivo tiempo de reperfusión (Figura 10). Comparando el daño 

por isquemia utilizando 0.5 y 1.5 h, observamos que a mayor tiempo de isquemia 

(1.5 h) se genera alrededor de un 20 % de mayor daño a los mismos tiempos de 

reperfusión (Figura 10). 

A partir de 3, 6 y 8 h de reperfusión hay una disminución significativa en la 

absorbencia promedio (0.1369±0.0150), (0.1214±0.0329) y (0.0534±0.0259) 

contra el grupo de isquemia con 1 h de reperfusión (0.2380±0.0212). Además a 

partir de 3, 6 y 8 h de reperfusión también se observa una disminución en la 

viabilidad celular de los controles (0.5278±0.0537), (0.4453±0.0804) y 

(0.4019±0.0914) comparado con el control después de 1 h de reperfusión 

(0.6255±0.1089), lo que indica que utilizar mayor tiempo de reperfusión aumenta 

considerablemente la muerte neuronal (Figura 10). 
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Figura 10. Efecto de 1.5 h de isquemia y diferentes tiempos reperfusión sobre la viabilidad 
celular. Los valores se presentan como la media ± DE (n=4 para cada grupo). *P〈0.05 vs su 
grupo control. aP〈0.05 vs grupo de isquemia con 1 h de reperfusión. 
 

En un modelo de isquemia/reperfusión in vivo, Ramírez (2007) observó 

que después de 3 h de reperfusión el área de infarto ya no aumentaba 

considerablemente. En nuestro modelo se observó que la viabilidad celular de 

las rebanadas sometidas a 0.5 y 1.5 h de isquemia, ya no disminuyó después 

de 3 h de reperfusión. Resultados similares se observaron en sus respectivos 

controles, lo que sugiere que la incubación de las rebanadas por tiempos 

prolongados, aún oxigenando, resulta en una muerte celular considerable. 

Con ambos tiempos de isquemia se observó que la viabilidad celular de 

las rebanadas sometidas a isquemia/reperfusión disminuyó significativamente 

comparada con sus controles. En nuestro modelo las rebanadas son incubadas 

en un medio libre de glucosa y burbujeado con nitrógeno (isquemia), para 

después ser incubadas en un medio con glucosa y burbujeado con oxígeno 

(reperfusión). Durante este período de reperfusión se incrementa 

dramáticamente la producción de radicales libres (Nita et al., 2001; Margaill et 

al., 2005), ésto debido a que el tejido cerebral isquémico al estar en contacto 

nuevamente con el oxígeno (reperfusión), está sujeto al desencadenamiento de 

reacciones que favorecen la producción de radicales. 
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6.2 ACTIVIDAD DE ENZIMAS ANTIOXIDANTES 
6.2.1 Actividad de Catalasa  

Con el fin de determinar la respuesta antioxidante a los diferentes tiempos 

de isquemia y de reperfusión en las rebanadas cerebrales, se determinó la 

actividad de las enzimas antioxidantes: CAT, GPx y SOD. Estas tres enzimas 

intracelulares trabajan en conjunto para contrarrestar el estrés oxidativo generado 

por la isquemia/reperfusión. La SOD metaboliza el O2
•- a H2O2, mientras que la 

CAT y la GPx rompen el H2O2 terminando el ciclo de neutralización del O2
•- (Homi 

et al., 2002). La CAT reacciona eficientemente con el H2O2 para formar H2O y O2; 

y con donadores de H (metanol, etanol, ácido fórmico y fenoles) con actividad de 

peroxidasa (Matés et al., 1999). Para determinar la actividad de la CAT se utilizó el 

método de Aebi (1984) que mide la desaparición de H2O2 a 240 nm. 

Durante la isquemia cerebral y al inicio de la reperfusión se ha observado una 

disminución en la actividad de la CAT (Schaller et al., 2004; Margaill et al., 2005). 

En un modelo de isquemia global después de 15 min de isquemia y 3 h de 

reperfusión se observó una disminución en la actividad de la CAT en la región del 

hipocampo y del estriado (Homi et al., 2002). Por otro lado, usando el mismo 

modelo, pero con 20 min de isquemia y 1 o 24 h de reperfusión se observó un 

aumento en la actividad de la CAT en el hipocampo (Naga et al., 2007). En este 

trabajo, utilizando 0.5 h de isquemia y diferentes tiempos de reperfusión (1, 1.5, 

2, 3, 6 y 8 h) no se observaron cambios en la actividad de la CAT en las 

rebanadas sometidas a isquemia comparadas con sus respectivos controles 

(Figura 11). Después de 2 y 3 h de reperfusión aumentó significativamente la 

actividad de la enzima (1.774E-3±1.306E-4) y (2.048E-3±3.771E-4) 

respectivamente, comparando con el grupo de isquemia con 1 h de reperfusión 

(1.051E-3±3.75E-4). Este aumento se mantuvo a las 6 y 8 h de reperfusión (Figura 

11).  
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Figura 11. Efecto de 0.5 h de isquemia y diferentes tiempos de reperfusión sobre la actividad de 
la CAT. Los valores se presentan como la media ± DE (n=4 para cada grupo). aP〈0.05 vs grupo 
de isquemia con 1 h de reperfusión. 
 
 

El aumento en la actividad de la catalasa después de someter a las 

rebanadas a 0.5 h de isquemia y diferentes tiempos de reperfusión, contrasta 

con lo reportado por otros grupos (Nita et al., 2001), donde se ha observado que 

la actividad disminuye. Es importante notar que también se observó un aumento 

significativo en la actividad de las rebanadas control a partir de 2 h de 

reperfusión lo cual sugiere que esta respuesta de las células no es debida 

totalmente al período de isquemia. 

Después de incubar las rebanadas durante 1.5 h de isquemia y distintos 

tiempos de reperfusión (1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h) la actividad de la CAT no presentó 

cambios significativos en los grupos de isquemia comparado con su control 

(Figura 12). Sin embargo, a partir de 2 h de reperfusión se observó una 

disminución en la actividad de la enzima en los grupos de isquemia y sus 

controles. Se observó además una disminución significativa en la actividad de la 

CAT en los grupos de isquemia que se sometieron a 6 y 8 h de reperfusión 

(1.255E-3±1.88E-4) y (1.054E-3±1.35E-4) respectivamente, comparados con el 

grupo de isquemia con 1 h de reperfusión (1.593E-3±1.83E-4) (Figura 12). 
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Figura 12. Efecto de 1.5 h de isquemia y diferentes tiempos reperfusión sobre la actividad de la 
CAT. Los valores se presentan como la media ± DE (n=5 para cada grupo). aP〈0.05 vs grupo de 
isquemia con 1 h de reperfusión. 
 

 

Cuando las rebanadas fueron sometidas a 1.5 h de isquemia se observó 

una disminución en la actividad de la CAT, que concuerda con lo reportado por 

Schaller (2004) y Margaill (2005). A pesar de que disminuyó la actividad de las 

rebanadas isquémicas la disminución de sus controles indica que después de 

cierto tiempo es inevitable que se genere muerte neuronal a pesar de que las 

rebanadas continúen oxigenándose. La disminución en la actividad puede ser 

consecuencia de los radicales libres generados durante la isquemia/reperfusión, 

ya que éstos pueden oxidar a la CAT provocando su inactivación. 

 

6.2.2 Actividad de Glutatión peroxidasa  
La GPx protege a las células de los efectos tóxicos de hidroperóxidos 

(ROOH y H2O2) catalizando su descomposición en H2O usando como cofactor al 

glutatión reducido (GSH). Para determinar la actividad de la GPx se empleó el 

método de Lawrence & Burk (1976), en el cual la GPx cataliza la reducción del 

H2O2 acoplado a la oxidación del GSH a GSSG, el cual a su vez es reducido por la 

glutatión reductasa (GR) en presencia de NADPH. La disminución de la 

concentración de NADPH se detectó a 340 nm. 

En un modelo de isquemia global y varios períodos de reperfusión (20, 60 y 

240 min) se ha observado una disminución en la actividad de la GPx (Islekel et al., 
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1999). Por otro lado, usando el mismo modelo, pero con 20 min de isquemia y 1 o 

24 h de reperfusión se observó un aumento en la actividad de la GPx en la región 

del hipocampo (Naga et al., 2007). En un modelo in vitro utilizando rebanadas de 1 

mm expuestas a 120 min de privación de oxígeno y glucosa (POG) la actividad de 

la GPx aumenta un 25% (De la Cruz et al., 2004). En las rebanadas sometidas a 

0.5 h de isquemia y varios tiempos de reperfusión (1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h) no se 

observaron diferencias en la actividad de GPx entre los grupos de isquemia y sus 

controles. Se observó una disminución significativa de la actividad de GPx en los 

grupos con 1.5 (6.431E-5±1.273E-5), 2 (5.771E-5±3.297E-6), 3 (4.999E-5±1.422E-

5), 6 (4.199E-5±5.728E-5) y 8 (3.858E-5±1.410E-5) h de reperfusión comparados 

con el grupo de isquemia sometido a 1 h de reperfusión (1.069E-4±1E-5). Una 

disminución similar se observó en los respectivos controles (Figura 13). 
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Figura 13. Efecto de 0.5 h de isquemia y diferentes tiempos de reperfusión sobre la actividad de 
la GPx. Los valores se presentan como la media ± DE (n=4 para cada grupo). aP〈0.05 vs grupo 
de isquemia con 1 h de reperfusión. 
 
 

En las rebanadas sometidas a 1.5 h de isquemia y los mismos tiempos de 

reperfusión tampoco se encontraron cambios significativos en la actividad de GPx 

en los grupos de isquemia y sus controles. Se observó una disminución 

significativa en la actividad de GPx después de 1.5 (3.7239E-05±3.9028E-06), 3 

(5.6576E-05±3.5549E-06), 6 (5.434E-05±6.6023E-06) y 8 (5.9943E-05±7.756E-

06) h de reperfusión comparando con el grupo de isquemia con 1 h de reperfusión 

(7.0984E-5±5.501E-06) (Figura 14).  
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Figura 14. Efecto de 1.5 h de isquemia y diferentes tiempos reperfusión sobre la actividad de la 
GPx. Los valores se presentan como la media ± DE (n=5 para cada grupo). aP〈0.05 vs grupo de 
isquemia con 1 h de reperfusión 
 
 

En las rebanadas sometidas a 1.5 h de isquemia se observó desde el 

primer tiempo de reperfusión evaluado (1 h) una disminución considerable de la 

actividad enzimática (7.0984E-5±5.501E-06) comparada con las rebanadas 

expuestas a 0.5 h de isquemia y el mismo período de reperfusión (1.069E-4±1E-

5). Estos resultados confirman lo obtenido en los ensayos de viabilidad celular 

que indica que 1.5 h de isquemia genera un mayor daño celular, que se ve 

reflejado en este caso, desde las primeras horas de reperfusión.  

Con ambos tiempos de isquemia y al someter a las rebanadas a distintos 

tiempos de reperfusión se observó una disminución en la actividad enzimática, 

esta disminución también se observó en los propios controles lo que indica una 

muerte celular progresiva a lo largo del tiempo de incubación. 

La disminución observada en la actividad de GPx al someter a las 

rebanadas a 0.5 y 1.5 h de isquemia puede deberse a la oxidación de dicha 

enzima. La GPx es sensible a la oxidación por ONOO- y O2
•- . El ONOO- es un 

potente oxidante que puede provocar la oxidación del residuo de selenocisteína 

presente en el sitio activo de la enzima y en consecuencia provocar una 

disminución en su actividad (Blum et al., 1985; Padmaja et al., 1998). 
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6.2.3 Actividad de Superóxido dismutasa 
La SOD es una enzima antioxidante endógena que cataliza la dismutación 

del O2
•- a H2O2 y constituye la primera línea de defensa contra las ERO’s formadas 

durante la isquemia/reperfusión. La actividad de SOD se determinó por el método 

de Oberley & Spitz (1984). Se ha observado que durante la isquemia cerebral y al 

inicio de la reperfusión hay una disminución en la actividad de la SOD (Nita et al., 

2001; Schaller et al., 2004; Margaill et al., 2005). En un modelo de isquemia global 

en ratas después de 15 min de isquemia y 3 h de reperfusión se observó una 

disminución en la actividad de la SOD en el hipocampo y el estriado (Homi et al., 

2002). En otro estudio, con 15 min isquemia global y 2, 24 y 48 h de reperfusión, 

observaron sólo una disminución significativa de la CuZn-SOD durante la isquemia 

(Drgová et al., 2004). Por otro lado, en un modelo de isquemia cerebral global 

utilizando 5, 15, 30 y 60 min de oclusión y 30 min de reperfusión, se observó un 

aumento significativo en la actividad de la CuZn-SOD a los 60 min del inicio de la 

lesión isquémica (López et al., 2004). Después de incubar las rebanadas durante 

0.5 h de isquemia y 1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h de reperfusión no se observaron 

diferencias importantes en la actividad de la SOD entre los grupos de isquemia y 

sus controles. Por otro lado, la actividad de la SOD disminuyó significativamente 

después de 2 (1.4205±0.0644), 3 (1.0846±0.1168), 6 (1.4048±0.1126) y 8 

(1.2360±0.0830) h de reperfusión, comparando con el grupo de isquemia expuesto 

a 1 h de reperfusión (2.3140±0.4874) (Figura 15). 
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Figura 15. Efecto de 0.5 h de isquemia y diferentes tiempos de reperfusión sobre la actividad de 
la SOD. Los valores se presentan como la media ± DE (n=4 para cada grupo). aP〈0.05 vs grupo 
de isquemia con 1 h de reperfusión. 
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Aunque es posible observar una disminución en la actividad de la SOD a 

partir de las 2 h de reperfusión, esta disminución se mantuvo prácticamente 

constante al aumentar el tiempo de reperfusión. Esto concuerda con los datos 

obtenidos en los ensayos de viabilidad celular donde se observó que después de 3 

h de incubación se genera muerte celular considerable a pesar de que las 

rebanadas continúan oxigenándose. En este caso, como las células de las 

rebanadas están muriendo, aumentar el tiempo de reperfusión no tiene ya efecto 

sobre la actividad enzimática. 

La disminución observada en la actividad de SOD puede explicarse por un 

aumento de H2O2 que ataca el residuo de histidina presente en el sitio activo de la 

enzima, disminuyendo de esta forma su actividad (Mukherjee et al., 2007). 

 

Utilizando 1.5 h de isquemia y los mismos tiempos de reperfusión no se 

encontraron diferencias en la actividad de la SOD en los grupos de isquemia y sus 

respectivos controles. Después de incubar las rebanadas durante 1.5 

(1.2992±0.8674), 2 (1.9004±0.5375), 3 (1.5440±0.1800), 6 (1.2507±0.3500) y 8 

(1.5082±0.4214) h de reperfusión no se observaron cambios en la actividad de la 

SOD comparando con las rebanadas expuestas a 1 h de reperfusión 

(1.6670±0.3445) (Figura 16).  
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Figura 16. Efecto de 1.5 h de isquemia y diferentes tiempos reperfusión sobre la actividad de la 
SOD. Los valores se presentan como la media ± DE (n=5 para cada grupo).  
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En el caso de las rebanadas sometidas a 1.5 h de isquemia, una mayor 

producción de radicales libres podría estar generando la inhibición de la SOD 

desde las primeras horas de reperfusión. Se sabe que la producción de radicales 

es continua y proporcional con la duración de la isquemia (Nita et al., 2001). Esto 

concuerda con lo obtenido al evaluar la actividad de GPx después de 1.5 h de 

isquemia, en donde se observó una disminución en la actividad enzimática al inicio 

de la reperfusión. 

Las defensas enzimáticas contra las ERO's involucran la acción cooperativa 

de las tres principales enzimas antioxidantes intracelulares: la SOD, la CAT y la 

GPx. Esta cooperación involucra además una protección de la CAT y la GPx hacia 

la SOD protegiéndola de la inactivación por H2O2. Esta última también puede ser 

inactivada por ONOO-. Recíprocamente, la SOD protege a las enzimas CAT y GPx 

contra la inhibición por O2
•-. Además se ha observado que una disminución en la 

actividad de la SOD es paralela a una disminución en la actividad de la GPx (Blum 

et al., 1985; Homi et al., 2002). 

La aparente disminución observada al evaluar la actividad de las enzimas 

antioxidantes se mantiene constante al aumentar el período de reperfusión, lo cual 

concuerda con los resultados observados en la viabilidad celular. La disminución 

en la actividad de las enzimas antioxidantes se debe probablemente a los 

radicales libres generados, los cuales atacan el sitio activo de las principales 

enzimas antioxidantes. 

En los resultados de actividad de las enzimas antioxidantes no se 

encontraron diferencias significativas entre los grupos sometidos a 

isquemia/reperfusión y los controles. Hay reportes en los que se ha observado una 

disminución de la actividad enzimática de la SOD y la CAT pero solamente en la 

región del hipocampo y del estriado que son las regiones más vulnerables al daño 

generado por la isquemia, por otro lado no se observan diferencias en la actividad 

enzimática en el cerebelo y la corteza (Homi et al., 2002). Esto nos indica que en 

nuestro modelo al usar rebanadas corticoestriatales las regiones tienen respuestas 

diferentes a la isquemia lo cual posiblemente no nos permita observar diferencias 

significativas entre rebanadas control y aquellas expuestas a isquemia/reperfusión. 
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El hecho de que no se observen cambios durante los diferentes tiempos de 

reperfusión puede deberse a que durante la reperfusión la producción de radicales 

libres se da principalmente en la etapa temprana cuando el oxígeno es 

suministrado a la región isquémica (Nita et al., 2001). Pero también hay datos en 

donde este incremento de ERO's se mantiene durante un tiempo después de 

iniciada la reperfusión. Peters y colaboradores (1998) empleando un modelo de 

oclusión de la arteria cerebral media (OACM) durante 1 h observaron un aumento 

en la producción de ERO's después de 20 min de iniciado el período de 

reperfusión y este incremento se mantuvo durante las siguientes 2 h. Por su parte 

Dirnagl y colaboradores (1995) encontraron que con 20 min de isquemia cerebral 

global in vivo se incrementa la producción de ERO's durante la reperfusión y que 

estos niveles se mantienen después de 2 h. 

Además de evaluar la actividad de las enzimas oxidantes otro método 

alternativo que se podría usar para evaluar el estrés oxidativo inducido por los 

diferentes tiempos de isquemia y de reperfusión es la lipoperoxidación empleada 

como marcador de daño oxidativo. La peroxidación de lípidos puede ser evaluada 

por el método de sustancias reactivas al ácido tiobarbitúrico (TBARS). Este 

método evalúa el estrés oxidativo a través del malondialdehído, que es uno de los 

productos finales de la peroxidación lipídica (Matés et al., 1999). Otro método 

podría ser evaluar de manera indirecta el estrés oxidativo midiendo la disminución 

de la concentración de glutatión total (glutatión oxidado y glutatión reducido) 

(Lerouet et al., 2002). 

6.3 ACTIVIDAD DE CASPASA 3 
Los resultados de viabilidad celular indican que existe una muerte celular y 

que ésta es mayor conforme aumenta el tiempo de isquemia. Para investigar si la 

muerte celular ocurría por apoptosis o por necrosis se decidió usar un marcador 

de muerte apoptótica (actividad de caspasa 3) y un marcador de muerte necrótica 

(ADP ribosilación).  

Las caspasas son una familia de cisteín-proteasas que existen como 

zimógenos en las células (Dirnagl et al., 1999). La activación de las caspasas 
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puede tener lugar en respuesta a estímulos tanto extracelulares como 

intracelulares (Jordán, 2003). Las caspasas involucradas en la apoptosis son 

generalmente divididas en dos categorías, las caspasas iniciadoras, las cuales 

incluyen a las caspasas 2, 8, 9 y 10 y las caspasas efectoras, las cuales incluyen a 

las caspasas 3, 6 y 7. Todas las caspasas son producidas en las células como 

zimógenos inactivos y deben someterse a una activación proteolítica durante la 

apoptosis. La activación de una caspasa efectora (como la caspasa 3 o 7) es 

llevada a cabo por una caspasa iniciadora (como la caspasa 9) a través de un 

corte después de un residuo de ácido aspártico (Asp) que separa la subunidad 

grande de la pequeña. Las caspasas iniciadoras, sin embargo, son autoactivadas. 

Una vez activadas, las caspasas efectoras son responsables del corte proteolítico 

de un amplio espectro de blancos celulares, que conducen finalmente a la muerte 

celular (Shi, 2002). Entre los sustratos de las caspasas se encuentran: elementos 

del citoesqueleto, enzimas encargadas de reparar o degradar el ADN celular, 

factores de transcripción y proteínas reguladoras (Jordán, 2003). Las caspasas 1 y 

3 parecen tener un papel fundamental en la apoptosis mediada por la isquemia 

(Dirnagl et al., 1999).  

 

En el caso de la caspasa 3, la caspasa inactiva es un precursor de 32 

kDa. El corte proteolítico en el residuo Asp 175 genera dos subunidades 

conocidas como p17 y p11. Tanto el precursor inactivo como los fragmentos de 

17 y 11 kDa pueden ser detectados por réplica en western. Por otro lado la 

actividad de caspasa puede ser seguida utilizando sustratos específicos. 

Para determinar la actividad de caspasa 3 usamos el sustrato fluorogénico 

ácido N-acetil-Asp-Glu-Val-Asp-7-amino-4-metilcumarina (Ac-DEVD-AMC). Este 

sustrato sufre proteólisis y genera 7-amino-4-metilcumarina (AMC). Al liberarse el 

AMC emite fluorescencia a 460 nm (longitud de onda de excitación 360 nm). De 

este modo, la fluorescencia emitida es proporcional a la cantidad de sustrato 

procesado y por tanto, a la actividad de caspasa 3 presente en la muestra.  

La actividad de caspasa 3 utilizando 0.5 h de isquemia y diferentes 

tiempos de reperfusión (1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h) no presentó cambios significativos 
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entre los grupos de isquemia y sus controles ni entre los diferentes tiempos de 

reperfusión empleados (Figura 17).  
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Figura 17. Efecto de 0.5 h de isquemia y diferentes tiempos de reperfusión sobre la actividad de 
la caspasa 3. Los valores se presentan como la media ± DE (n=4 para cada grupo). 
 
  

Utilizando 1.5 h de isquemia y los mismos tiempos de reperfusión no se 

observaron cambios significativos en la actividad de caspasa 3 entre los grupos 

de isquemia y sus respectivos controles. Después de 1.5, 2, 3, 6 y 8 h de 

reperfusión no hay cambios en la actividad de caspasa 3 con respecto al grupo 

de isquemia sometido a 1 h de reperfusión (Figura 18). 
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Figura 18. Efecto de 1.5 h de isquemia y diferentes tiempos reperfusión sobre la actividad de la 
caspasa 3. Los valores se presentan como la media ± DE (n=4 para cada grupo).  
 
 

En el ensayo de actividad de caspasa 3 utilizando 0.5 y 1.5 h de isquemia 

no se observaron diferencias entre los grupos de isquemia y sus controles y los 
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diferentes tiempos de reperfusión empleados. Esto puede deberse a que los 

períodos prolongados de isquemia (0.5 y 1.5 h) producen una intensa estimulación 

de los receptores NMDA, generando que la mayoría de las células mueran por 

necrosis y no a través de apoptosis mediada por caspasas. Malagelada y 

colaboradores (2005) empleando cultivos celulares sometidos a POG observaron 

que la muerte celular por necrosis o apoptosis depende de la duración e 

intensidad del estímulo, en este caso la POG. Además ha sido reportado que los 

receptores NMDA están involucrados en la muerte por necrosis o apoptosis 

dependiendo de la intensidad del estímulo. Así, un estímulo leve de los receptores 

NMDA induce apoptosis, mientras que un estímulo intenso produce principalmente 

muerte por necrosis (Bonfoco et al., 1995). 

 

Para confirmar los resultados de actividad de caspasa 3 se realizó 

también un ensayo de réplica en western utilizando un anticuerpo anti-caspasa 

3. No se pudo eliminar el fondo para la detección de la caspasa 3, por lo que no 

se puede mostrar una imagen clara; sin embargo, en todos los casos se pudo 

observar la presencia del precursor inactivo, así como de los fragmentos de 17 y 

11 kDa, indicando una activación parcial de la caspasa 3 sin diferencias 

notables entre los diferentes grupos. Estos resultados junto con los de la 

actividad de caspasa 3, confirman que la muerte neuronal de las rebanadas no 

está asociada al menos totalmente, con la apoptosis mediada por caspasas y 

que la actividad observada corresponde a una actividad basal.  

 

6.4 DETECCIÓN DE ADP-ribosilación 
Como en los ensayos de réplica en western y de actividad de caspasa 3 

realizados en las rebanadas sometidas a isquemia/reperfusión no se observaron 

resultados que confirmaran muerte celular por apoptosis, se evaluó si era posible 

detectar un marcador del mecanismo de muerte neuronal por necrosis. 

La poli(ADP-ribosa) polimerasa 1 (PARP-1) es una proteína de 113 kDa 

presente en el núcleo de la mayoría de los tipos celulares. La PARP-1 es activada 

por rupturas en la hebra de ADN, que pueden ser inducidas por una variedad de 
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estímulos ambientales y por el ataque de los radicales libres, tales como el H2O2, 

el OH• y el ONOO-. En respuesta al daño, la PARP-1 se une al ADN lesionado y 

cataliza la transferencia sucesiva de unidades de ADP-ribosa de su sustrato β-

nicotinamida adenina dinucleótido (NAD+) a una variedad de proteínas entre las 

que se encuentran histonas, topoisomerasa I y II, proteínas cinasas dependientes 

de ADN y PARP-1. La adición de polímeros de poli(ADP-ribosa) cargados 

negativamente a las proteínas nucleares altera drásticamente las cargas 

electrostáticas de esas proteínas y contribuye al complejo proceso involucrado en 

la reparación del ADN (Szabó et al.,1998; Ha, 2000).   

PARP-1 media la muerte celular necrótica porque depleta el ATP. La 

activación excesiva de la PARP puede agotar el almacén celular de NAD+ y 

afectar principalmente las rutas metabólicas dependientes de NAD+ tales como 

glucólisis y cadena respiratoria. Como consecuencia, la producción de ATP es 

reducida. Además, en un esfuerzo para resintetizar NAD+, la célula consume una 

cantidad significativa de ATP (4 moléculas de ATP para regenerar una molécula 

de NAD+) de esta forma empeora la falla energética y contribuye a la generación 

de un círculo vicioso que conduce a la muerte celular (Meli et al., 2003). 

 

Para la detección de ADP-ribosilación se realizó una réplica en western. Se 

evaluó la detección de productos de ADP-ribosilación en rebanadas después de 

ser obtenidas en el vibratomo [(después del corte (DC), después de la 

preincubación (DP) y después de la recuperación (DR), ver métodos] sin ser 

sometidas a tiempos de isquemia o de reperfusión. En estos controles se observó 

claramente una señal de menor intensidad comparada con la obtenida al usar 0.5 

o 1.5 h de isquemia (Figura 19). 
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Figura 19. Detección de ADP-ribosilación en rebanadas control. DC, después del corte; DP, 
después de la preincubación y DR, después de la recuperación. 

 

En el ensayo utilizando 0.5 y 1.5 h de isquemia, se observó la presencia 

de productos de la ADP-ribosilación. Sin embargo, no hubo diferencias entre los 

grupos de isquemia y sus controles y entre los diferentes tiempos de reperfusión. 

Se muestra sólo la réplica en western de las rebanadas sometidas a 1.5 h de 

isquemia y diferentes tiempos de reperfusión (1, 1.5, 2, 3, 6 y 8 h) (Figura 20). En 

el caso de 0.5 h de isquemia no se pudo eliminar el fondo para la detección de 

ADP-ribosilación, por lo que no se puede mostrar una imagen clara. Además la 

señal obtenida con 0.5 h de isquemia no fue tan intensa como la observada al 

someter a las rebanadas a 1.5 h de isquemia, sin embargo, en todos los casos 

pudimos observar la presencia de productos de ADP-ribosilación. 

 

      
Figura 20. Detección de ADP-ribosilación en rebanadas sometidos a 1.5 h de isquemia. 
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Con estos resultados y los obtenidos en los ensayos de actividad y 

detección de caspasa 3 podemos concluir que el mecanismo de muerte celular en 

las rebanadas sometidas a isquemia/reperfusión es la necrosis. La muerte celular 

necrótica es consecuencia de la sobreactivación de los receptores NMDA y el 

subsecuente flujo de Ca2+ dentro de las células. Este aumento en la concentración 

intracelular de Ca2+ activa varias enzimas, entre las que se encuentran la óxido 

nítrico sintasa (NOS). Esta enzima produce NO• que reacciona con el O2
•- y genera 

ONOO- que puede causar rupturas en la hebra de ADN y en consecuencia 

provocar la activación de la PARP. Meli y colaboradores (2003) observaron una 

activación significativa de la PARP en cultivos neuronales expuestos a POG. 

Además demostraron que los inhibidores de la PARP previenen la activación de 

dicha enzima y la muerte neuronal. Sugiriendo que la PARP-1 está involucrada en 

el mecanismo que conduce a la muerte neuronal después de la isquemia cerebral. 

 

En resumen, los datos obtenidos en el presente trabajo sugieren que 

durante la isquemia se generan gran cantidad de radicales libres, los cuales 

pueden atacar rápidamente el sitio activo de varias enzimas entre ellas las 

antioxidantes. Se sabe que la isquemia/reperfusión altera la actividad de las 

enzimas antioxidantes y esta disminución en la actividad puede ser explicada 

debido al ataque del sitio activo de las enzimas por los radicales libres de oxígeno 

y la interacción de las enzimas con productos de peroxidación. Otra razón para la 

reducción de la actividad enzimática puede ser atribuida a la reducción del pH, por 

ejemplo durante la acidosis. La isquemia hace que las células se sometan a un 

metabolismo anaerobio donde hay producción de ácido láctico y acidosis (Naga et 

al., 2007). 

Los tiempos de isquemia utilizados (0.5 y 1.5 h) generan un estímulo 

intenso, muy probablemente sobre los receptores NMDA que provocan que el 

mecanismo de muerte celular sea la necrosis. Se ha demostrado que la intensidad 

en la estimulación de los receptores NMDA está implicada en el tipo de muerte 

celular observada después de un período de isquemia/reperfusión (Malagelada et 

al., 2005). 
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VII. CONCLUSIONES  

� Las condiciones de obtención, incubación y generación de isquemia y 

reperfusión in vitro nos permitieron obtener resultados reproducibles en la 

determinación de la viabilidad celular, actividad de enzimas y actividad de 

caspasas.  

� Con los resultados obtenidos con dos diferentes tiempos de isquemia (0.5 y 

1.5 h) se observó que el aumento en el tiempo de isquemia generó 

alrededor de un 20 % más de daño en las rebanadas sometidas a 

isquemia/reperfusión. 

� La actividad de catalasa en las rebanadas con 0.5 h de isquemia sólo 

mostró diferencias significativas después de 2 y 3 h de reperfusión, en los 

que se observó un aumento en la actividad con respecto al grupo con 1 h 

de reperfusión. Utilizando 1.5 h de isquemia se observó una ligera 

disminución en la actividad que es estadísticamente significativa sólo 

después de 6 h de reperfusión.  

� La actividad de GPx en las rebanadas con 0.5 h de isquemia muestra una 

disminución estadísticamente significativa a partir de 1.5 h de reperfusión 

con respecto al grupo con 1 h de reperfusión y hasta las 8 h evaluadas. 

Esta disminución significativa se observa también cuando las rebanadas se 

someten a 1.5 h de isquemia y diferentes tiempos de reperfusión.  

� La actividad de SOD en las rebanadas con 0.5 h de isquemia muestra una 

disminución estadísticamente significativa a partir de 2 h de reperfusión con 

respecto al grupo con 1 h de reperfusión y hasta las 8 h evaluadas. No se 

observaron diferencias en la actividad de SOD en las rebanadas con 1.5 h 

de isquemia a los diferentes tiempos de reperfusión.  

� Los resultados de actividad de caspasa 3 y de detección de ADP-

ribosilación por réplica en western sugieren que el principal mecanismo de 

muerte neuronal en las rebanadas sometidas a 0.5 y 1.5 h de isquemia a 

los diferentes tiempos de reperfusión es la necrosis.  
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