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INTRODUCCIÓN 

 

El sistema vestibular funciona como un sistema de navegación inercial, contribuyendo con 

información relativa a las aceleraciones a que es sometida la cabeza, con base en lo cual se 

generan los reflejos vestíbulo-oculares y vestíbulo-espinales relacionados con la estabilización 

de la mirada y el mantenimiento de la postura. A nivel superior y con la integración de 

información visual y propioceptiva contribuye a la percepción de la posición del cuerpo en el 

espacio y el desplazamiento del sujeto en su entorno, generando un marco de referencia para la 

actividad motora coordinada (Young, 1984). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Las células ciliadas constituyen la unidad funcional básica de los órganos auditivo, vestibular y 

de la línea lateral (Fig. 1) (Anniko, 1988). Estas células receptoras especializadas se encuentran 

localizadas en cada uno de los epitelios sensoriales del vestíbulo formando las máculas de los 

órganos otolíticos y las crestas de los canales semicirculares. En los mamíferos existen dos tipos 

de células ciliadas que se distinguen por su forma, sus propiedades electrofisiológicas y por las 

características de su terminal sináptica aferente (Guth y cols., 1998) (Fig. 1B).  

Ambos tipos celulares poseen en su región apical un haz de cilios (por el cual reciben su 

nombre); la superficie de membrana basolateral en el caso de las células ciliadas tipo I está 

cubierta casi en su totalidad por el telodendrón de la neurona aferente, mientras que en las 

células ciliadas tipo II la superficie basolateral está en contacto principalmente con células de 

soporte y hacen contacto sináptico en forma de botón con neuronas aferentes y eferentes (Fig. 

1B). Estas diferencias sólo las encontramos en mamíferos, aves y reptiles, en todos los demás 

vertebrados el epitelio sensorial de los órganos vestibulares sólo cuenta con células ciliadas tipo 

II. Las células ciliadas están bañadas por dos líquidos extracelulares distintos en su composición 

iónica, en su parte apical (al interior del órgano vestibular) por un líquido denominado endolinfa 

Figura 1. Esquema del aparato vestibular y las células ciliadas vestibulares. En A, aparato vestibular humano, 
se indica la inervación de cada uno de los órganos vestibulares. En B, esquema de las células ciliadas tipo I y 
II. Las células ciliadas tipo I son de forma redondeada y están inervadas por una terminal aferente que les 
rodea en toda su porción basolateral formando un cáliz. La neurona eferente hace sinapsis sobre la aferente. 
Las células tipo II, son de forma predominantemente cilíndrica y reciben inervación tanto aferente como 
eferente en forma de botones sinápticos. 
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que tiene una alta concentración de potasio y baja concentración de sodio, semejante a la 

composición del líquido intracelular. En su parte basolateral, las células ciliadas están bañadas 

por la perilinfa, que es un líquido extracelular convencional, con una alta concentración de sodio 

y baja de potasio (Young, 1984). 

Las deflexiones de los estereocilios de las células ciliadas activan el aparato 

mecanotransductor, generando un cambio de potencial eléctrico en la célula sensorial, el cual, a 

su vez, determina la liberación del neurotransmisor aferente y la subsecuente activación de las 

neuronas aferentes vestibulares que, junto con las neuronas auditivas, forman el octavo par 

craneal. 

 

Transducción mecanoeléctrica 

Los estereocilios en las células ciliadas están distribuidos de manera uniforme sobre la 

superficie del epitelio; cada cilio se encuentra rodeado de otros 6 cilios a la misma distancia y 

van incrementando su tamaño en forma regular, ubicándose los de longitud mayor cerca del 

kinocilio y los menores en la parte opuesta (Fig. 2a-c). Cabe aclarar que el kinocilio es el único 

cilio verdadero, que contiene el arreglo típico 9+2 de filamentos de tubulina, mientras que los 

estereocilios son microvellosidades y su esqueleto es de un arreglo denso de la proteína actina. 

La posición del kinocilio le confiere al aparato mecanostransductor polarización funcional, ya 

que deflexiones de los estereocilios en dirección del kinocilio generan una corriente iónica que 

despolariza la célula sensorial y posteriormente la liberación del neurotransmisor. 

Entre los estereocilios fueron descubiertas estructuras filamentosas que unen la punta de un 

estereocilio con la pared de otro inmediatamente superior (Fig. 2b y 2c), estas pequeñas 

estructuras fueron denominadas uniones de punta (tip links) y su integridad es dependiente de la 

concentración extracelular de calcio e indispensable para la generación de la corriente de 

transducción mecanoeléctrica  (MET por sus siglas en inglés) (Pickles y cols., 1984; Assad y 

cols., 1991). Se propuso inicialmente que estas estructuras eran las responsables de abrir los 

canales de MET uniéndose directamente a ellos en la punta del estereocilio más corto (donde 

harían contacto con el canal de MET). Así, cuando se lleva a cabo el movimiento del haz de 

cilios (en dirección del kinocilio) el aparato mecanoeléctrico es sometido a un estiramiento que 

produce la apertura del canal de MET. A esta teoría se le conoce como la apertura de resorte (o 

gating spring) debido a que cuando estas estructuras (las paredes de los cilios, el tip link y el 

canal de MET) son sometidas a un estiramiento debía necesariamente haber un elemento 

elástico que impidiera la ruptura de este sistema de acople mecanoeléctrico (Fig. 2d) (Pickles y 

Corey, 1992). Sin embargo, estudios posteriores sugieren que estas uniones de punta en realidad 

son estructuras rígidas formadas por la cadherina 23 y la protocadherina 15 y que presentan un 

arreglo helicoidal. Las cadherinas son moléculas de adhesión dependientes de calcio de la 

matriz extracelular, las mutaciones en cadherina 23 o protocadherina 15 en humanos causan el 



síndrome de Usher, caracterizado por sordera congénita, disfunción vestibular y retinitis 

pigmentosa; en ratones, causan desorganización del haz de cilios de las células ciliadas, por lo 

que también presentan una hipoacusia severa asociada con alteraciones de la función vestibular 

(Lèfevre y cols., 2008). El ión calcio produce que la cadherina se pliegue en forma globular 

aumentando su rigidez (Kazmierczac y cols., 2007), por lo que, aunque esta proteína sea 

necesaria como parte del gating spring, este elemento no es el que mantiene las características 

de resorte. Estudios posteriores han sugerido que el mismo canal de MET es el elemento 

elástico del gating spring (ver adelante).  

Las propiedades biofísicas y farmacológicas del canal de MET de diferentes especies animales 

se han estudiado detalladamente y sus características generales son: conductancia alta (100 a 

300 pS), poro de conducción catiónico no selectivo (hay consenso de que el Ca2+ es el ión más 

permeable, aunque en condiciones fisiológicas el K+ es el ión responsable mayoritariamente de 

la corriente de mecanotransducción, esto debido a la composición iónica peculiar de la 

endolinfa) y es bloqueado de manera no selectiva por amilorida y aminoglucósidos en el rango 

micromolar bajo (Crawford y cols., 1991; Corey y Hudspeth, 1979; Jorgensen y Ohmori, 1988; 

Rusch y cols., 1994). Desde su descubrimiento y debido a que la proteína que forma el canal de 

MET es escasa, su identidad molecular ha sido un enigma. Varios candidatos se han propuesto y 

estudiado con métodos farmacológicos y genéticos; la evidencia muestra que en vertebrados el 

MET podría ser de la familia de canales iónicos del Transient Receptor Potential (TRP), lo cual 

fue inferido debido a que estos canales comparten muchas características biofísicas con los de 

MET. Particularmente, el TRPA1 contribuiría formando parte del canal de MET en mamíferos 

(Corey y cols., 2004), lo cual fue sugerido debido a que la inhibición de la expresión del TRPA1 

Figura 2. El haz de cilios de las células ciliadas del órgano acústico-vestibular. En A un haz de cilios de una célula 
ciliada vestibular. En B vista lateral de un haz de cilios, la flecha muestra una unión de punta. En C micrografía 
electrónica de transferencia en la que se muestra una vista lateral de una unión de punta entre dos cilios y en el 
recuadro, una reconstrucción computacional de dicha unión en donde se observa un entrelazado de 2 o 3 fibras de 
modo helicoidal. En D esquema del modelo del gating spring en el cual el elemento elástico es la unión de punta 
(Tomado y modificado de Ricci y cols., 2006 y Holt y Corey, 2000). 
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con oligonucleótidos morfolinos en células ciliadas del ratón reduce la corriente de MET y a 

que la proteína de este canal (detectada con anticuerpos específicos) fue encontrada únicamente 

en la punta de los cilios. Sin embargo, el ratón transgénico que carece del canal TRPA1 

(desarrollado por dos distintos grupos de trabajo) tiene una función auditiva y vestibular normal, 

y sus corrientes de MET y las respuestas auditivas del tallo cerebral no muestran ninguna 

diferencia a las del ratón silvestre. De estos resultados se concluye que aunque el TRPA1 

pudiera estar involucrado en la formación del canal de MET, esta proteína no es esencial para el 

proceso de transducción mecanoeléctrica o bien, que el modelo de ratón transgénico sufre un 

cambio adaptativo en su expresión genética que permite compensar la ausencia del gen 

(Bautista y cols., 2006; Kwan y cols., 2006). En el pez cebra y en anfibios existen evidencias 

experimentales sólidas que muestran que el canal de mecanotransducción de las células ciliadas 

en parte está formado por el canal TRPN1. Shin y cols. (2005) muestran en Xenopus que este 

canal se encuentra en la punta de los cilios de las células ciliadas de la línea lateral, del órgano 

acústico-vestibular y de las células ciliadas epidermales, mientras que Sidi y cols. (2003) en el 

pez cebra, demuestran que inhibiendo la expresión funcional del TRPN1 (con oligonucleótidos 

morfolinos) se abaten por completo los potenciales micrófonicos de las células ciliadas de la 

línea lateral así como la captura del colorante FM1-43 (el poro de conducción del canal de MET  

es suficientemente amplio como para permitir el paso de moléculas relativamente grandes como 

el colorante FM1-43 [peso molecular = 611.55 Da]). Sin embargo, se piensa que este canal no 

está relacionado con la corriente de MET en vertebrados superiores debido a que en mamíferos 

no se ha encontrado un gen ortólogo al TRPN1. 

Los TRP de varios subtipos cuentan con repetidos de anquirina en su extremo amino 

terminal, siendo estos sitios de unión al citoesquleto especialmente abundantes en los subtipos 

N1 y A1 (29 y 17 respectivamente). El modelaje molecular de estas proteínas muestra que las 

propiedades elásticas de repetidos de anquirina sometidos a una fuerza de estiramiento similar a 

la que es sometido el aparato mecanoeléctrico auditivo y vestibular durante la estimulación 

natural reproduce las propiedades elásticas y mecánicas de los estimados biofísicamente para el 

gating spring de diferentes células ciliadas (Sotomayor y cols., 2005). Estos resultados, junto 

con aquellos que demuestran que los tip links son elementos relativamente rígidos, hacen pensar 

que el elemento elástico del gating spring es el canal de mecanotransducción por sí mismo, y 

que este elemento es el segmento largo amino terminal del TRPN1 o TRPA1 (Howard y 

Bechstedt, 2004; Sotomayor y cols., 2005). 

 

Potencial receptor y liberación del neurotransmisor 

En su membrana basolateral, la célula ciliada (tanto tipo I como tipo II) presenta canales iónicos 

de K+ dependientes de voltaje y en la zona de liberación del neurotransmisor canales de Ca2+ 

activados por voltaje. Una vez que se lleva a cabo el proceso de transducción mecanoeléctrica, 



la corriente generada produce un cambio de voltaje que activa a los canales de Ca2+ acoplados 

con la liberación de neurotransmisor y diversos canales de K+ que producen una repolarización 

de la célula receptora. 

Las células ciliadas se caracterizan por contar con una baja o nula densidad de canales de 

Na+ dependientes de voltaje, los cuales son prominentes durante la etapa embrionaria para luego 

desaparecer poco después del nacimiento (Masetto y cols., 2003; Marcotti y cols., 2003; 

Chabbert y cols., 2003; Wooltorton y cols., 2007). Por lo anterior, la principal corriente 

despolarizante de las células ciliadas es la de MET. Tanto las células tipo I como las tipo II 

expresan distintas corrientes de K+ entre las que se encuentran una corriente transitoria de K+ 

sensible a 4-aminopiridina (4-AP), un rectificador tardío sensible a tetraetilamonio (TEA+), una 

corriente de K+ dependiente de Ca2+, entre otras (Guth y cols., 1998). Adicionalmente, las 

células tipo I expresan predominantemente una conductancia al K+ que tiene un umbral de 

activación bajo denominada gKL, la corriente que se genera pasa por canales KCNQ y HERG y 

le confiere un potencial de membrana casi idéntico al potencial de inversión del K+ y una baja 

resistencia de entrada (Hurley y cols., 2006).  

La sinapsis entre la célula sensorial (ciliada) y la neurona aferente vestibular es de tipo listón 

(ribbon type synapse). Una de las principales características de esta sinapsis es la disponibilidad 

de una gran reserva de vesículas de neurotransmisor lista para ser liberada de manera 

dependiente de Ca2+. Lo anterior se correlaciona con la resolución temporal que requiere el 

procesamiento de la información auditiva, vestibular y visual (órganos en los que los receptores 

sensoriales establecen este tipo de sinapsis con sus neuronas aferentes primarias) (Nouvian y 

cols., 2006; Moser y cols., 2006). 

Las neuronas del ganglio vestibular constituyen una población heterogénea en cuanto a sus 

propiedades intrínsecas, tamaño, marcadores bioquímicos y a su patrón de inervación 

(Goldberg, 2000). Las neuronas de diámetro somático grande tienen axones gruesos e inervan 

con terminales en forma de cáliz a las células ciliadas tipo I; se caracterizan por presentar una 

descarga irregular de potenciales de acción y tienen como marcador bioquímico a la calrretinina. 

Por otro lado, las neuronas de diámetro somático menor inervan con terminales en forma de 

botón a las células ciliadas tipo II, presentan una descarga eléctrica regular y tienen como 

marcador bioquímico a la periferina. Las neuronas más abundantes son un grupo con diámetro 

somático intermedio y que forman contactos sinápticos con las células ciliadas tanto en forma 

de botón como en forma de cáliz, por lo que se les conoce como neuronas dimórficas. Se ha 

podido determinar que su marcador bioquímico es la calbindina (Goldberg, 2000; Leonard y 

Kevetter, 2002). 

Actualmente está claro que, al igual que en otros sistemas sensoriales, el neurotransmisor 

entre las células ciliadas y las neuronas aferentes es un amino ácido excitador (AAE), 

probablemente el glutamato, y que actuaría postsinápticamente a través de receptores NMDA y 



no NMDA (Fig. 3), aunque sobre las neuronas del ganglio espiral el cual inerva la cóclea, sólo 

se encontraron receptores no NMDA (Soto y Vega, 1988; Soto y cols., 1994; Eybalin, 1993; 

Guth y cols., 1998; Glowatski y Fuchs; 2002; Dayanithi y cols., 2007). Sobre las neuronas 

aferentes vestibulares aisladas y mantenidas en cultivo primario se reportó el incremento en la 

concentración intracelular de calcio ante la aplicación de glutamato, ácido kaínico y AMPA; 

dichos incrementos fueron antagonizados por CNQX lo que sugiere la entrada de calcio por 

canales tipo AMPA, probablemente a través de las subunidades AMPA GluR2/GluR3 que se 

sabe son permeables al ión Ca2+ (Dayanithi y cols., 2007). Por otra parte, existen vías de control 

eferente sobre la entrada aferente que participan en la regulación de la ganancia de la aferencia 

vestibular. La sinapsis en las vías eferentes (SNC-vestíbulo) tiene como neurotransmisor 

principal a la acetilcolina (Goldberg y Fernández, 1980; Pérez et al., 2008). Se ha descrito 

también la participación de otros sistemas de neuromoduladores como el óxido nítrico (Flores y 

cols., 1996, 2001), péptidos opioides (Andrianov y Ryzhova, 1999; Vega y Soto, 2003), 

histamina, ATP (Guth y cols., 1998; Soto y cols., 2001), entre otros. 

 

 

 

 

pH extracelular 

Desde el punto de vista funcional, el efecto de cambios de pH extracelular puede ser muy 

importante, ya que parece claro que las vesículas que contienen glutamato tienen una alta 

concentración de H+ (pH = 5.7; Miesenböck y cols., 1998), lo que las convierte en una fuente 

endógena de liberación sináptica de los mismos. Se ha observado que la actividad sináptica 

intensa promueve cambios transitorios del pH extracelular; por ejemplo, en rebanadas de 

hipocampo, la activación de las colaterales de Schaffer produce un cambio rápido de pH, 

inicialmente acidificando el medio extracelular (~10 ms) e inmediatamente después ocurre una 

alcalinización de mayor duración (Krishtal y cols., 1987). También se ha propuesto que el 

espacio sináptico puede acidificarse intensamente debido a la presencia de intercambiadores 

Na+/H+ en la membrana presináptica, lo cual fue demostrado en la unión neuromuscular de 

 
Figura 3. Diagrama de la sinapsis de una célula ciliada con una 
neurona aferente vestibular. Sobre la dendrita aferente se localizan 
receptores para aminoácidos excitadores (AAE). Se ha 
demostrado que esta vía involucra receptores de tipo ionotrópico, 
principalmente tipo AMPA y NMDA; evidencia menos sólida 
sugiere también la presencia de receptores a AAE de tipo 
metabotrópico. La activación de receptores tipo NMDA genera 
trenes de potenciales de acción como el que se muestra, en tanto 
que la activación de receptores AMPA genera respuestas fásicas. 



Caenorhabditis elegans, en donde se encontró que dicho intercambiador (pbo-4) acidifica el 

espacio sináptico y que el incremento en la concentración de H+ activa canales ionotrópicos en 

la membrana postsináptica (Beg y cols., 2008). Cabe mencionar que antes del trabajo de Beg y 

cols., en el 2008, la única demostración de que los H+ actuaban a nivel sináptico como 

neurotransmisores o neuromoduladores provenía del trabajo de DeVries (2001). Él encontró que 

en la sinapsis (que por cierto es en forma de listón) entre los conos y la neurona bipolar de la 

retina de ardilla, los protones liberados de las vesículas de neurotransmisor (en este caso 

glutamato) inhiben a los canales de calcio tipo L presinápticos, lo que evita la entrada de calcio 

de manera consecutiva entre dos estímulos muy próximos en el tiempo (τ = 157 ms); esta 

retroalimentación negativa en su momento fue interpretada como un nuevo mecanismo de 

modulación para la liberación del neurotransmisor (DeVries, 2001). Trabajos posteriores 

hicieron hincapié en la importancia de mantener la integridad del espacio sináptico para que la 

neuromodulación ocurriera (Palmer y cols., 2003). Adicionalmente también se describió que 

esta retroalimentación negativa sólo ocurría entre conos y neuronas bipolares y no entre los 

bastones y las neuronas bipolares (Hosoi y cols., 2005). 

Actualmente se conocen distintos tipos de receptores, tanto ionotrópicos como 

metabotrópicos, que tienen como ligando a los H+. Los canales iónicos ASIC (Acid Sensing Ion 

Channel), los pbo-5 y pbo-6 de la familia “cys-loop” y los TRPV1 (Transient Receptor 

Potencial Vanilloid 1) son activados por descensos en el pH extracelular (Reeh y Kress, 2001; 

Beg y cols., 2008). Por otro lado, Ludwig y cols., en el 2003 mostraron que el receptor 1 de 

cáncer de ovario acoplado a proteína G actúa como sensor de H+ y promueve la formación de 

inositol trifosfato intracelular. 

 

Por otra parte, se ha demostrado que cambios en el pH extracelular modulan distintos tipos 

de receptores ionotrópicos neuronales como: los purinérgicos (Stoop y cols., 1997), los de 

acetilcolina (Abdrakhmanova y cols., 2002), los de ácido gama amino butírico (GABAA) 

(Krishek y Smart, 2001), ácido alfa-amino-isoxasole-propiónico (AMPA) (Ilhe y Patneu, 2000) 

y N-metil-D-aspártico (NMDA) (Tang y cols., 1990; Traynelis y Cull-Candy, 1990). Además, 

se ha observado que los cambios en el pH extracelular también modifican corrientes iónicas 

activadas por voltaje. Este último efecto ha sido evaluado principalmente sobre las corrientes 

iónicas presentes en el músculo de mamífero, por ejemplo: sobre los canales KCNQ1 (Peretz y 

cols., 2002), los canales KV 1.5 y KV 1.4 (Kehl y cols., 2002; Claydon y cols., 2000), la 

subunidad Kcnk3 de los canales de K+ de dos poros (Lopes y cols., 2001), la corriente de Ca2+ 

de alto y bajo umbral (Tytgat y cols., 1990; Shah y cols., 2001; DeVries, 2001), la corriente de 

K+ activada por Ca2+ (Laurido y cols., 1991), la subunidad HERG (Anumonwo y cols., 1999), 

entre otras. 



Con base en la multiplicidad de acciones que afectan la excitabilidad celular, los protones  

extracelulares han sido propuestos como mensajeros de comunicación intercelular, 

particularmente como neuromoduladores (Waldmann y Lazdunski, 1998; Traynelis y Chesler, 

2001; Bianchi y Driscoll, 2002) y potencialmente como neurotransmisores (Beg y cols., 2008). 

 

Canales sensibles a la concentración extracelular de protones (ASICs) 

Krishtal y Pidoplichko reportaron en 1981 la presencia de una conductancia catiónica activada 

por H+ en neuronas de los ganglios de la raíz dorsal de la rata. En los últimos diez años los 

canales sensibles a H+ fueron clonados y denominados genéricamente como ASIC. Las 

subunidades que componen estos canales fueron clonadas por su homología con los miembros 

de la familia ENaC/DEG (Epithelial Sodium Channel/Degenerin) (Fig. 4). Comparten la 

propiedad de formar canales principalmente permeables al ión sodio y de ser bloqueados por el 

diurético amilorida y sus derivados, con excepción de ASIC1a, que se ha observado que 

también es permeable de manera sustancial al calcio y ASIC1a y 1b a los protones mismos 

(Waldmann y cols., 1997; Waldmann y Lazdunski, 1998; Kellenberger y Schild, 2002; Chen y 

Grunder, 2007). Se han identificado 4 genes que codifican para los ASICs, de los cuales se han 

clonado 6 subunidades que se conocen como: ASIC1a (Waldmann y cols., 1997), ASIC1b 

(Chen y cols., 1998), ASIC2a (Price y cols., 1996), ASIC2b (Lingueglia y cols., 1997), ASIC3 

(Waldmann y cols., 1997b) y ASIC4 (Grunder y cols., 2000). Por mucho tiempo se pensó que 

los canales de la familia ENaC/DEG se ensamblaban en tetrámeros, ya que la evidencia 

bioquímica más sólida así lo sugería (Coscoy y cols., 1998); sin embargo, recientemente se 

determinó la estructura de un canal ASIC1a mutante clonado de los ganglios de la raíz dorsal 

del pollo por cristalografía de rayos X, y ahora sabemos con certidumbre que los canales de la 

familia ENaC/DEG incluyendo los ASICs son trímeros, con una estructura peculiar ya que 

carecen de un vestíbulo evidente por el cual los iones puedan pasar del modo en el que lo hacen 

en otros canales (Jasti y cols., 2007) (Fig. 4). Como analogía, se ha propuesto que desde el 

punto de vista de su estructura tridimensional, el enorme segmento extracelular de cada 

subunidad (de ≈370 aminoácidos) tiene la forma de una mano (Fig. 6) y los canales funcionales 

se ensamblan como homo o heteromultímeros de prácticamente cualquier combinación entre 

ellos. Dependiendo de las subunidades que conforman el canal sus propiedades cinéticas y 

farmacológicas varían (Benson y cols., 2002; Hesselager y cols., 2004). Lo anterior es válido 

para todas las subunidades menos para ASIC2b y ASIC4, ya que como homómeros no forman 

canales iónicos activados por H+. Sin embargo, cuando ASIC2b se ensambla con alguna otra 

subunidad influye en la cinética y propiedades de conducción del canal (Lingueglia y cols., 

1997). Para ASIC4 no se había demostrado que formara heteromultímeros (Grunder y cols., 

2000; Akopian y cols., 2000; Hesselager y cols., 2004), aunque recientemente se ha mostrado 

que ASIC4 interactúa con ASIC1a y ASIC3 reduciendo su densidad en la membrana plasmática 



por medio de un sitio de ubiquitinización que ubicado en el extremo amino terminal de ASIC4, 

lo que finalmente reduce la corriente de otros ASIC cuando se coexpresa con ASIC4 (Donier y 

cols., 2008). También se ha visto que los ASIC pueden formar heterómeros con las proteínas 

ENaC (α, β, γ y δ), esta observación fue hecha con la técnica de FRET e inmunoprecipitación 

evaluando a las distintas subunidades ENaC en combinación con ASIC1a. Estas interacciones 

más que generar canales constitutivamente abiertos generan canales activados por protones con 

nuevas propiedades biofísicas, y con una selectividad iónica y sensibilidad farmacológica con 

cambios significativos y muy novedosos dentro de la familia ENaC/DEG (Meltzer y cols., 

2007). Debido a que las subunidades ASIC y ENaC son coexpresadas por varios tipos celulares 

no sería raro que se formaran canales híbridos en células de mamífero. 

Los ASICs se encuentran distribuidos ampliamente tanto en el sistema nervioso central como 

en el sistema nervioso periférico (principalmente sobre las neuronas de los ganglios de la raíz 

dorsal), excepto las subunidades ASIC3 y ASIC1b que se expresan únicamente en el sistema 

nervioso periférico (Waldmann y cols., 1997; Walddman y Lazdunski, 1998; Chen y cols., 

1998).  

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Activación, desensibilización y recuperación de la desensibilización  

El paso de iones a través de canales ASICs genera una corriente que tiene una cinética de rápida 

activación y desensibilización parcial. Los parámetros biofísicos que caracterizan a los ASICs 

son: su sensibilidad a los H+ extracelulares, la constante de tiempo de la desensibilización 

(τdesen), el porcentaje de corriente resistente a la desensibilización y la constante de tiempo de la 

recuperación de la desensibilización (τrecup). Para las subunidades clonadas hasta hoy en día se 

conocen muy bien los primeros dos parámetros, tanto para los homo- como para los 

heteromultímeros (Waldmann y Lazdunski, 1998; Benson y cols., 2002; Hesselager y cols., 

2004). Quizá la conductancia unitaria del canal es el único parámetro en el que coinciden de 

manera más o menos consistente todas las subunidades y es de entre 10-15 pS (Kellenberger y 

Schild, 2002). 

De la curva de sensibilidad a pH se obtiene el pH al cual se genera la mitad de la corriente 

(pH0.5) y su pendiente, y esta información da una idea muy próxima acerca de las subunidades 

que conforman el canal en estudio. 

En relación a la activación (gating) de estos canales, se ha propuesto que los ASICs son 

canales constitutivamente abiertos, pero se encuentran bloqueados por un ión calcio, y que los 

H+ abren el canal porque compiten por el sitio de unión a calcio (Fig. 5A) (Immke y McCleskey, 

2003).   

 

  

Figura 4. Miembros de la familia de canales ENaC/DEG (derecha) y esquema representativo de una de las 
cuatro subunidades que conforman los canales funcionales (izquierda). Las subunidades que forman estos 
canales típicamente tienen dos segmentos transmembranales, el amino y carboxilo terminal cortos e 
intracelulares y un gran segmento extracelular. Abreviaturas: ENaC = canal epitelial de Na+. DEG, UNC y 
MEC = degenerinas; FaNaC = canal de Na+ activado por FMRF-amida; PPK = canal de Na+ Pickpocket de 
Drosophila; RPK = canal de Na+ Ripped Pocket de Drosophila (Tomado y modificado de Bianchi y Drischoll, 
2002 y de Jasti y cols., 2007). 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

De este modelo se deduce que un incremento o decremento en la concentración extracelular 

de Ca2+ tiene un efecto directo en la curva de sensibilidad a los H+, en donde el incremento del 

Ca2+ extracelular reduce la sensibilidad de los ASIC por los protones y viceversa (Fig. 5B). 

Posteriormente se vió que este modelo es insuficiente para explicar la apertura de otras 

subunidades que no sean ASIC3. Por ejemplo, para ASIC1a se ha encontrado que tiene dos 

sitios de unión a Ca2+, uno de alta y otro de baja afinidad, y la ausencia de dichos sitios no 

modifica la apertura por H+ del canal ni su sensibilidad a ellos (Paukert y cols., 2004). También 

se describieron en el asa extracelular del canal 4 aminoácidos (residuos de ácido aspártico y 

glutámico, muy conservados en todas las subunidades ASIC) que afectan determinantemente el 

gating del canal, cualquiera de estas mutaciones reduce su sensibilidad a los H+ de manera 

significativa, lo que hace pensar que la apertura de los ASIC es más compleja e implica cambios 

conformacionales, cuando menos para ASIC1a (Paukert y cols., 2008).  

El bloqueo por calcio se ha vuelto una herramienta en la caracterización de las respuestas 

mediadas por ASICs, ya que permite diferenciarlas de las otras corrientes iónicas activadas por 

protones (TRPV1) que son acarreadas principalmente por iones calcio. De la estructura del 

cristal de ASIC1 se ha deducido que hay cuando menos 4 probables sitios de unión a protones 

(acidic pocket), si estos sitios los comparte o no con Ca2+ a pH 7.4 aún no ha sido determinado, 

ya que el cristal se logró conseguir a un pH menor a 7, por lo que se piensa que este canal está 

en estado desensibilizado (Jasti y cols., 2007). Sin embargo, la sustitución de dos aminoácidos 

de los sitios de unión a protones más sobresalientes (neutralización de residuos de Asp 

sustituidos por Asn) tiene profundos efectos en el gating del canal, reduciendo la sensibilidad a 

protones y corroborando la importancia de estos residuos para el sensor de pH (Jasti y cols., 
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2+
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Figura 5. En A se esquematiza el mecanismo probable de bloqueo de poro abierto por parte del 
Ca2+ sobre ASIC3. A la izquierda se muestra el canal a pH 7.4 con el Ca2+ unido en la boca del 
poro, a la derecha, se muestra el canal después de ser expuesto a pH ácido, se observa como los 
protones desplazan al Ca2+ fuera del poro y permite el paso de iónes a través de él. En B se muestra 
la curva de sensibilidad al pH de ASIC3 a diferentes concentraciones de Ca2+ extracelular. Como 
puede observarse las distintas curvas difieren en su EC50 pero no cambian su pendiente (H = 4), lo 
que sugiere que tanto el Ca2+ como los protones compiten por un mismo sitio receptor en el canal 
(Tomado y modificado de Immke y McCleskey, 2003). 

A 

Hill =  4 



2007). Se cree que la apertura de los ASIC involucra un cambio conformacional en el que los 

dominios extracelulares del canal se ven modificados una vez que el canal es expuesto a pH 

ácido (Fig. 6) (Jasti y cols., 2007). Aunque especulativo, este modelo no discrepa 

completamente de la evidencia electrofisiológica presentada en los últimos años; el modelo 

propone que los dominios de los dedos y pulgar del ASIC se encuentran coordinados por uno o 

más iones Ca2+ probablemente estabilizando el estado cerrado del canal, y que esta interacción 

se ve alterada cuando el pH extracelular desciende, lo que produce el movimiento de uno de los 

segmentos extracelulares abriendo una vía de permeación para los iones. Adicionalmente, se ha 

propuesto que el dominio de la palma también debe tener algún tipo de movimiento debido a 

que ahí se han localizado aminoácidos titulables indispensables para la activación del canal. 

Cuáles son los aminoácidos que están involucrados directamente en la unión al calcio y los 

protones se encuentra aún en debate (Jasti y cols., 2007; Paukert y cols., 2008).   

 

 

La τdesen generalmente se calcula de una corriente iónica generada al pH0.5, y se ajusta una 

función exponencial a la fase de caída de la corriente. Por reportes previos, dicha constante 

muestra una dependencia al pH, siendo más rápidas las τdesen de corrientes generadas a pHs más 

cercanos al fisiológico y más lentas las generadas a pHs más ácidos (Hesselager y cols., 2004). 

Figura 6. Esquema del mecanismo de apertura (gating) de los canales ASIC. El estado cerrado es de alta 
afinidad por el Ca2+, al aumentar la concentración extracelular de protones éstos desplazan al Ca2+ de su o sus 
sitios de unión, y pasa al estado abierto cuando se ligan los protones y se desliga el Ca2+ del canal. En 
presencia de H+ el canal sufre una transición adicional hacía un estado desensibilizado. Al aumentar el pH el 
canal se cierra nuevamente. Debido a este mecanismo de apertura las transiciones entre estado cerrado y 
abierto ocurren con una cinética sumamente rápida. Modificado de Jasti y cols., 2007. 



Por último, el parámetro menos estudiado es la recuperación de la desensibilización, y se 

debe principalmente a la dificultad técnica que conlleva, sin embargo, en los trabajos donde se 

ha analizado (por ej. Immke y McCleskey, 2003), se observa un comportamiento 

monoexponencial de la recuperación de la desensibilización de los homomultímeros. 

 

Selectividad iónica 

Todos los miembros de la familia ENaC/DEG comparten la propiedad de ser permeables 

principalmente al ión sodio, por lo que el potencial de inversión de la corriente se encuentra 

muy cercano al de dicho ión (Kellenberger y Schild, 2002). Los ENaCs discriminan fuertemente 

entre cationes divalentes y monovalentes, incluso, sólo cationes monovalentes pequeños 

atraviesan el poro del canal (Na+, Li+), de tal modo que el K+ queda casi imposibilitado para 

atravesarlo (PNa/PK > 100). Para los ASICs no es tan rigurosa la discriminación entre cationes 

monovalentes, se ha demostrado cierta permeabilidad al K+ en todas las subunidades ASICs 

(PNa/PK ~ 3-10; Kellenberger y Schild, 2002). Solamente la subunidad ASIC1a muestra una 

permeabilidad significativa al Ca2+ (PNa/PCa = 2.5; Waldmann y cols., 1997) y a los H
+ (PH/PNa ≈ 

5; Chen y Grunder, 2007), y se ha encontrado que puede incrementar los niveles de Ca2+ 

intracelular en las células, tanto nativas como transfectadas (Yermolaieva y cols., 2004). La 

permeabilidad de ASIC1a se ha estudiado comparándola con su variante de splicing ASIC1b 

que es muy selectiva para cationes monovalentes (PNa/PCa > 100; Bässler y cols., 2001). El 

análisis de la secuencia primaria de ambas proteínas muestra la mayor diferencia en la porción 

amino-terminal, antes del primer segmento transmembranal. Mediante quimeras en donde se 

intercambian los amino-terminales de ASIC1a y ASIC1b, se observó que cuando ASIC1b 

(normalmente impermeable a Ca2+) tenía el amino-terminal de ASIC1a se volvía permeable a 

Ca2+, y viceversa, la subunidad ASIC1a con el amino-terminal de ASIC1b es impermeable a 

Ca2+. De estos resultados se concluyó que la porción amino-terminal de ASIC1a es la 

responsable de la permeabilidad a Ca2+. Aunque resulta complicado imaginarse 

geométricamente cómo el extremo intracelular de la proteína participa en el filtro de 

selectividad (Bässler y cols., 2001). Adicionalmente, para obtener el cristal de la proteína 

ASIC1a lamentablemente fue necesario cortar los extremos amino y carboxilo intracelulares, 

por lo que estas porciones de la proteína no fueron visualizadas en la estructura de cristal, 

debido a lo anterior no se puede deducir nada sobre la permeabilidad a Ca2+ de ASIC1a y 

tampoco de ningún otro ión ya que el poro del canal desensibilizado parece colapsado (Jasti y 

cols., 2007). 

 

Farmacología 

En los últimos años se ha incrementado significativamente el número de herramientas 

farmacológicas con las cuales estudiar a los ASICs. El agonista de todas las subunidades son los 



H+, y su antagonista inespecífico es la amilorida (que cuenta con un sitio de unión, un solo 

aminoácido situado en la boca del poro) (Waldmann y Lazdunski, 1998). Entre las diferentes 

subunidades existe una sensibilidad diferenciada tanto a los H+ como a la amilorida, siendo 

ASIC3 la más sensible a los H+ (pH0.5 = 6.7), y ASIC1a la más sensible a la amilorida (IC50 =10 

µM). La subunidad menos sensible a los H+ es ASIC2a (pH0.5 = 4.4), y la subunidad menos 

sensible a la amilorida es ASIC3 (IC50 = 60-100 µM) (Tabla I; Kellenberger y Schild, 2002). En 

2006, Pidoplichko y Dani, mostraron que los canales ASIC de las neuronas de la sustancia nigra 

pars compacta del ratón (que son casi exclusivamente ASIC1a) eran activados por el ión amonio 

(NH4
+), y dicha apertura fue inhibida por bloqueadores selectivos de ASIC1a. Este hallazgo fue 

sorpresivo ya que se creía a los protones como los únicos agonistas de estos canales, aunque la 

EC50 muestra una muy baja afinidad del canal por el ión NH4
+ (EC50 ≈ 20 – 40 mM) 

(Pidoplichko y Dani, 2006).  

 

Tabla I 

 pH0.5 Amilorida 

IC50 µM 

Gadolinio 

 IC50 µM 

FMRFamida  

EC50 µM  

Neuropéptido  

SF EC50 µM 

Ác. Acetil Salicílico 

IC50 µM 

ASIC 1a 6.2 10 - ~ 33 - s/efecto 

ASIC 1b 5.9 21 - - - s/efecto 

ASIC 2a 4.4 28 > 1000 s/efecto - s/efecto 

ASIC3 6.7 63 ~ 50 - ~ 50 ~ 100 

( - ) = no determinado 

 

Por otro lado se ha estudiado el efecto del zinc (Zn2+), ya que este metal se encuentra altamente 

concentrado en algunas vesículas sinápticas (en rango µM) del sistema nervioso central y puede 

potencialmente ser coliberado con los protones y el neurotransmisor, de este modo, en ciertas 

condiciones competiría por el sitio de unión de los protones (algún residuo aminoácido titulable 

como la histidina). Se ha encontrado que el Zn2+ tiene un efecto paradójico sobre las corrientes 

ASIC. A concentraciones bajas bloquea con alta afinidad a las subunidades ASIC1a, y 

ASIC1a+2a (IC50 ~10 nM) (Chu y cols., 2004); mientras que a concentraciones altas (EC50 ~ 

100 µM) coactiva a ASIC2a y ASIC1a+2a (Baron et al., 2001). 

También se ha estudiado el efecto del gadolinio (Gd3+) como bloqueador de los ASICs. El 

Gd3+ es un bloqueador conocido de mecanotransductores, así como también lo son otros 

lantánidos; debido a que los ASICs están relacionados estrechamente con las degenerinas 

(DEG) en su secuencia primaria, se pensó que los ASIC podrían también ser susceptibles al 

bloqueo por Gd3+ así como lo son las DEG (Kelenberger y Schild, 2002). Se ha demostrado así 

que el Gd3+ es un bloqueador relativamente potente de ASIC3 y del heteromultímero ASIC2a+3 

(ambos IC50 ~ 50 µM), y tiene una menor eficacia sobre homomultímeros de ASIC2a (Babinski 



y cols., 2000). Otros metales pesados que se ha observado bloquean a los ASICs son el plomo, 

cobre, cadmio y níquel (Wang y cols., 2006; Staruschenko y cols., 2006; Wang  y cols., 2007). 

El plomo (Pb2+) inhibe de manera específica a las variantes de splicing del gen ASIC1, también 

son sensibles los heterómeros que contengan ASIC1a (IC50 ≈ 3 µM), mientras que los canales 

que contienen subunidades 2a, 2b y 3 sin ASIC1a son pobremente bloqueadas por el Pb2+; los 

autores sugieren que este bloqueo es independiente del sitio de unión a calcio y amilorida, sin 

embargo, datos obtenidos en nuestro laboratorio indican la posibilidad de que el Pb2+ interactúe 

con el sitio de unión a Ca2+ de los ASIC con mayor afinidad que el ión Ca2+ y que un bloqueo de 

estado cerrado sea el mecanismo por el cual este ión neurotóxico inhiba la corriente ASIC 

(Garza, 2007). Lo anterior es pensado debido a que en diversos sitios proteicos de unión a 

cationes divalentes (sitios de unión a Ca2+ o Zn2+ en enzimas, canales de calcio, calmodulina, 

dedos de zinc, etc.), el Pb2+ se une con mayor afinidad que el ión nativo (ya sea Ca2+ o Zn2+), 

ocupando el sitio activo interrumpiendo la actividad de la proteína, lo cual puede explicar la alta 

toxicidad del Pb2+ (Garza y cols., 2006). Por un mecanismo similar creemos que el Pb2+ actúa en 

el sitio de unión a Ca2+ de los ASIC. Otros metales pesados de interés toxicológico como lo es el 

cadmio y níquel también inhiben a los ASIC (Staruschenko y cols., 2006). El Ni2+ bloquea a 

ASIC1a sin afectar a las subunidades 1b, 2a, 2b y 3 con una IC50 de 600 µM, mientras que el 

Cd2+ bloquea a ASIC2a y 3 sin afectar a ASIC1a con una IC50 de 1 mM. El cobre también 

inhibe corrientes nativas de ASICs en la corteza cerebral e hipocampo de ratas neonatas en 

forma dependiente de la concentración con una IC50 de 50 µM (Wang y cols., 2007). 

 Los anti-inflamatorios no esteroideos (AINES, ej. ácido acetilsalicílico, ibuprofeno, 

diclofenaco, naproxeno) son inhibidores reversibles o irreversibles de la ciclo-oxigenasa II 

(COX-II). Debido a que los ASICs se expresan en neuronas nociceptivas, la acción de los 

AINES fue estudiada sobre las corrientes acarreadas a través de ASICs en las neuronas de los 

ganglios de la raíz dorsal (Voilley y cols., 2001). Los AINES inhibieron estas corrientes iónicas, 

algunos de ellos afectando el componente sostenido y otros la respuesta rápida al pico. Los 

autores que documentaron la inhibición que producen los AINES sobre los ASIC especulan que 

independientemente de su efecto sobre la COX-II, el hecho de que éstos fármacos bloqueen a 

los ASIC puede constituir, cuando menos en parte, una explicación del efecto analgésico y anti-

inflamatorio de estas substancias, sobretodo cuando se aplican de manera tópica (Voilley y 

cols., 2001). 

 Vale la pena destacar que se han descrito dos toxinas peptídicas con efecto selectivo 

sobre ASICs. La toxina 1 aislada del veneno de la tarántula Psalmopoeus cambridgei (PcTx1), 

es un potente y específico bloqueador de los homomultímeros de ASIC1a (IC50 = 0.9 nM; 

Escoubas y cols., 2000). El mecanismo por el cual esta toxina bloquea a ASIC1a es peculiar, ya 

que al unirse al canal en un amplio sitio de unión (Salinas y cols., 2006), la toxina incrementa la 

afinidad por los protones a pH 7.4, debido a esto el canal pasa de estado cerrado a 



desensibilizado y una vez que el canal se expone a una solución ácida ya no se observa ninguna 

corriente (Chen y cols., 2005, 2006). Por otro lado, la toxina 2 de la anémona marina 

Anthopleura elegantissima (APTx2) inhibe a la subunidad ASIC3 y a canales que contienen a 

esta subunidad combinada con alguna otra (IC50 de 63 nM a 2 µM) (Diochot y cols., 2004). 

 En neuronas de los ganglios de la raíz dorsal (GDR), el fármaco A-317567 (C-{6-[2-(1-

Isopropil-2-metil-1,2,3,4-tetrahidro-isoquinolin-7-yl)-ciclopropil]-naftalen-2-yl}-

metanediamine) bloquea de manera inespecífica a las subunidades ASIC (Dube y cols., 2005) . 

En este trabajo se observó que este compuesto tiene una potencia 10 veces mayor comparado 

con la amilorida (IC50 = 2-30 µM). La virtud de este fármaco es que parece interactuar muy 

poco con los ENaC. 

 Por último, un canal iónico de la familia de los ENaC/DEG el FaNaC, que es activado 

por el neuropéptido FMRF-amida tiene una gran homología en la secuencia de aminoácidos con 

los ASICs. Además, los péptidos relacionados en los mamíferos (Neuropeptido-FF y 

Neuropeptido-SF) tienen un papel modulador de las respuestas nociceptivas uniéndose a sus 

receptores acoplados a proteínas G (Panula y cols, 1999). Por esto se pensó que se pudiera 

modificar la respuesta de los ASICs por la FMRF-amida. Se encontró que tanto la FMRF-amida 

como los neuropéptidos relacionados incrementan significativamente la corriente sostenida de 

los ASICs, así como la excitabilidad de las neuronas de los ganglios de la raíz dorsal (Askwith y 

cols., 2000; Deval y cols., 2003). La FMRF-amida tuvo su efecto potenciador sobre las 

subunidades ASIC1a, 1b y 3 sin presentar efecto sobre la subunidad 2a (Askwith y cols., 2000). 

Curiosamente, los heteromultímeros ASIC1b-ASIC3 son significativamente más sensibles a la 

FMRF-amida y los péptidos relacionados que cualquiera de las otras combinaciones posibles de 

ASIC1a, 1b y 3 incluyendo los homomultímeros (Chen y cols., 2006b). Estos resultados han 

dado pie a relacionar estrechamente a los ASICs con la nocicepción. 

 

Otras corrientes sensibles a pH 

El canal iónico que es el prototipo de nociceptor es sin duda el TRPV1 (o VR1, receptor 

vainilloide 1). Su clonación ha permitido su estudio detallado y se ha descrito que es activado 

por distintas señales potencialmente nociceptivas, entre otras por pH < 6 (Caterina y cols., 1997; 

Tominaga y cols., 1998). En neuronas de los ganglios de la raíz dorsal (GRD), la activación de 

este receptor eventualmente contamina las corrientes iónicas mediadas por ASICs, ya que se 

distribuyen en el mismo tipo de neuronas. Lo anterior se puede evitar ya que el umbral de 

activación de los ASICs y de los TRPV1 por los H+ difiere en órdenes de magnitud, con 

excepción de ASIC2a cuyo umbral es similar al del TRPV1. Además, se cuenta con 

bloqueadores específicos de los TRPV1, como lo son la capzacepina y la iodoresiniferatoxina 

que en concentraciones adecuadas no afectan a los ASICs y bloquean a los TRPV1 (Szallasi y 

Blumberg, 1999; Wahl y cols., 2001). 



Los canales de K+ de dos poros (4TMD-2P; Robbins, 2001) del tipo TASK (Two pore-

domain Acid Sensitive K+ channel), han sido descritos como el correlato molecular de corrientes 

de fuga sensibles a acidez (para revisiones recientes ver Lesage y Lazdunski, 2000; Patel y 

Honoré, 2001; Patel y Lazdunski, 2004). La sensibilidad a pH de las subunidades TASK1 y 

TASK3 se encuentra muy cercana al pH fisiológico, y cuentan con una farmacología muy bien 

caracterizada en donde sus agonistas son los anestésicos volátiles halotano e isofluorano, y son 

inhibidas por acidosis, anandamida y el rojo rutenio. La mayor parte de los canales de esta 

familia son bloqueados por el Ba2+ (≈ 200 µM). Estos canales son resistentes al bloqueo por 

tetraetilamonio (TEA) y la 4-aminopiridina (4-AP). Además, reciben una importante 

modulación negativa por parte del receptor muscarínico M3 que opera a través de proteínas tipo 

Gq. 

En el oído interno, existen reportes de canales de K+ de dos dominios de poro. Por un lado, 

en la cóclea de ratas y ratones empleando RT-PCR e inmunohistoquímica se ha detectado la 

presencia del canal TWIK-1 pero no la expresión de TWIK-2 (Nicolas y cols., 2003). En 

contraste, otro grupo de trabajo detectó en la cóclea de ratón por PCR e inmunobloting al canal 

TWIK-2 (Mhatre y cols., 2004; Popper y cols., 2008). Aun así, ambos trabajos coinciden en que 

los receptores no se localizan sobre las células sensoriales, sino más bien en las células obscuras 

(TWIK-1) y en la estría vascularis (TWIK-2), pudiendo participar en la reabsorción de la 

endolinfa.  

 

Recientemente en invertebrados y organismos unicelulares se han descritos canales 

ionotrópicos que tienen como ligando a los protones, dichos canales difieren en su estructura de 

los ASIC o de los TRP, ya que pertenecen a la familia Cys-Loop, son catiónicos inespecíficos y 

se cree que al igual que los demás canales de la familia cada subunidad tiene cuatro segmentos 

transmembrana y cada canal está compuesto por 5 subunidades. Se clonaron 2 subunidades 

provenientes del C. elegans, denominadas pbo-5 y pbo-6 y cuando son expresados en sistemas 

heterólogos los protones los activan con un pH0.5 de 6.8 con una cinética de activación y 

desensibilización similar a la de los ASICs (Beg y cols., 2008). En la bacteria Gloebacter 

violaceus fue identificado otro receptor ionotrópico para protones (GLIC), al igual que pbo-5 y 

pbo-6 éste es miembro de la familia Cys-Loop. El pH0.5 de GLIC es de 5.1, este receptor fue 

cristalizado y su estructura fue determinada por difracción de rayos-X; se consiguió obtener el 

cristal del canal en estado abierto donde se visualizó su poro y filtro de selectividad (ya que el 

canal no desensibiliza ante la exposición prolongada de pH ácido) (Bocquet y cols., 2007; 

Bocquet y cols., 2009; Hilf y Dutzler, 2009).  

 

Papel fisiológico de los ASIC 



Con los años, las funciones atribuidas a los ASICs se han ampliado; inicialmente se les 

relacionó con la nocicepción (Krishtal y Pidoplichko, 1981; Waldmann y cols., 1997; Reeh y 

Kress, 2001), y se sugirió que participan en la percepción del sabor ácido (Lin y cols., 2002). 

Otra modalidad sensorial en la cual se ha podido relacionar la participación de los ASICs es en 

el tacto, como mecanotransductor. Esta función muy probablemente esté desligada a la de 

sensor de protones, posiblemente se deba a la similitud en la secuencia primaria entre los ASIC 

y las DEG que son propiamente mecanotransductores. Los autores, al evaluar esta modalidad 

sensorial postularon que los ASIC mantenían algunas de las funciones de mecanotransductor. 

Encontraron que los ratones knockout de los canales ASIC2a y ASIC3 presentan una 

disminución en la sensación táctil (Price y cols., 2000; Price y cols., 2001). Posteriormente, 

Allen y Attwell (2002) describieron por primera vez que el estiramiento de la membrana celular 

produce un incremento significativo de la corriente ASIC cuando es activada por protones, sin 

embargo, hasta la fecha no se ha demostrado que las deformaciones de la membrana produzcan 

una apertura directa de los ASIC.  

Uno de los hallazgos más consistentes es el de la participación de la subunidad ASIC3 en la 

percepción del dolor originada por la isquemia cardiaca (Sutherland y cols., 2001). También se 

ha encontrado que el bloqueo de ASIC1a con PcTx1 (administrada vía intra cerebro ventricular) 

o inhibiendo su expresión (con nucleótidos antisentido) produce analgesia tanto a nivel 

periférico bloqueando a ASIC1a (efecto agudo), como a nivel central a través de la activación 

de los receptores µ y δ opioides (efecto crónico) (Mazzuca y cols., 2007). Lo anterior se debe a 

que previniendo la activación de ASIC1a los niveles de expresión de Met-encefalina se ven 

incrementados por un mecanismo celular desconocido; dicho efecto analgésico mediado por 

opioides no ocurre en ratones que carecen del gen de la proencefalina cuando se bloquea a 

ASIC1a, pero sí en ratones que carecen de otros péptidos que son relacionados con la analgesia 

(proopiomelacortina, prodinorfina y taquiquinina) (Mazzuca y cols., 2007). 

Se ha postulado que la presencia de los ASICs en el SNC, específicamente en hipocampo y 

corteza (Baron y cols., 2002) sería importante en condiciones de isquemia (Onho y cols., 1989), 

ya que descensos en el pH incrementan la dinámica de disparo de las neuronas que padecen el 

insulto isquémico. Se ha demostrado que realmente la subunidad ASIC1a participa directamente 

en la fisiopatología de la isquemia en el sistema nervioso central (Xiong y cols., 2004), ya que 

el área de daño inducida por la oclusión de la arteria media cerebral se reduce 

significativamente en el ratón knockout de ASIC1a con respecto al silvestre, así como con la 

microinyección intra cerebro ventricular de amilorida (concentración final estimada 100 µM), o 

de PcTx1 (concentración final estimada 50 ng/ml), lo que indica que la muerte neuronal es, al 

menos en parte, producida por fenómenos secundarios a la activación de los ASICs por el 

cambio de pH extracelular característico de la hipoxia. También se demostró que la subunidad 

ASIC1a participa en la fisiopatología de la esclerosis múltiple; se observó que los ratones 



knockout de la subunidad ASIC1a muestran una mejoría marcada en los síntomas de la 

esclerosis inducida experimentalmente (encefalomielitis experimental autoinmune), así como 

una marcada reducción en la degeneración axonal producida por la misma estrategia 

experimental. Adicionalmente, en ratones silvestres se observa una mejoría de ambos 

parámetros aplicando amilorida (10 mg/Kg; los resultados de la mejoría fueron similares a nivel 

comparable al de los knockout pero la protección resultó menor) (Friese y cols., 2008).  

Por otro lado, también se encontró a ASIC1a como un componente importante de la 

fisiopatología de las crisis convulsivas; ésto se estudio en un modelo de convulsiones tónico-

clónicas inducidas por ácido kaínico en donde los ratones que carecían de la subunidad ASIC1a 

padecían convulsiones más severas que los silvestres. Lo anterior se piensa es debido a que las 

interneuronas inhibitorias de los cerebros de ratón cuentan con una mayor densidad de canales 

ASIC (en su mayoría 1a) que las excitatorias (Bolshakov y cols., 2002), y que la acidosis en el 

tejido cerebral producto del exceso de actividad por los episodios epilépticos activan los ASICs 

de dichas interneuronas que a su vez liberan el neurotransmisor inhibitorio sobre las neuronas 

excitatorias, poniendo freno a los episodios epilépticos (Ziemman y cols., 2008). También se 

propuso que los síntomas neurotóxicos secundarios a la hiperamonemia (por ej. en cirrosis, 

encefalopatía hepática, etc.) son debidos a la activación anormal de los ASIC por el ión NH4
+. 

(Pidoplichko y Dani, 2006). 

 Además de su participación en situaciones patológicas, también se ha reportado que los 

canales ASIC1a participan en el mantenimiento de la potenciación a largo plazo (LTP) en el 

hipocampo (Wemmie y cols., 2002). Los ratones knockout para ASIC1a fallan en el 

mantenimiento de la LTP. Esto ha sido corroborado por pruebas conductuales, en donde los 

ratones carentes de la subunidad 1a mostraron déficit de memoria y aprendizaje espacial. La 

explicación de este importante fenómeno se basa en que las vesículas sinápticas liberadas por 

las neuronas presinápticas glutamatérgicas son ácidas, con un pH alrededor de 5.7 (Miesenbock 

y cols., 1998), lo que podría acidificar el espacio sináptico y activar al ASIC1a, lo cual llevaría a 

una despolarización de la membrana postsináptica promoviendo la liberación del bloqueo que 

presentan los canales asociados al receptor N-metil-D-aspartato (NMDA) por parte del Mg2+. 

Por otra parte, y de manera paradójica, está bien documentada la inhibición de los canales 

NMDA por parte de los H+, hecho que también podría determinar una participación significativa 

del pH en la neuromodulación de la transmisión sináptica (Traynelis y Chesler, 2001; Bianchi y 

Drischoll, 2002). El problema con la idea de que los ASIC son activados por los protones que 

están contenidos en las vesículas de neurotransmisor es que no ha podido ser comprobada 

repetidamente de manera experimental, cuando menos en sinapsis del sistema nervioso central 

(Álvarez de la Rosa y cols., 2003; Wemmie y cols., 2003). 

 

Miembros de la familia ENaC/DEG en el oído interno 



Diversos grupos de investigación han estudiado la presencia de canales de la familia de los 

ENaC/DEG/ASIC en el oído interno. La mayor parte de estos trabajos se han orientado al 

estudio del transporte iónico en la cóclea (Couloigner, 2001; Grunder y cols., 2001; Zhong y 

Liu, 2004) o la mecanotransducción (Höger y French, 2002; Hildebrand y cols., 2004; Roza y 

cols., 2004). Las subunidades α, β y γ de ENaC se expresan en las regiones epiteliales y no 

epiteliales de la cóclea, incluyendo el ganglio espiral. Se ha propuesto que su función está 

relacionada con el mantenimiento de las bajas concentraciones de Na+ endolinfático y 

consecuentemente contribuyen a la generación del potencial endococlear (Couloigner, 2001; 

Grunder y cols., 2001; Zhong y Liu, 2004), esto podría explicar la aparición de una sordera 

congénita en los ratones knockout para ASIC3 (Hildebrand y cols., 2004).  

Por otra parte, debido principalmente a que las degenerinas (MEC-4 y MEC-10) se han 

asociado con la mecanotransducción y a que la transducción mecanoeléctrica en las células 

ciliadas en vertebrados es sensible a la amilorida (Jorgensen y Ohmori, 1988), varios autores 

han buscado en esta familia de canales, sin éxito hasta hoy, la probable identidad de los canales 

mecanosensibles de las células ciliadas (Hildebrand, 2004; Roza y cols., 2004). Por ejemplo, la 

presencia de ASIC1b ha sido detectada en la punta de los cilios con microscopia electrónica de 

transferencia, haciéndolo un candidato posible para la transducción mecanoeléctrica (Ugawa y 

cols., 2006). Contrario a esto, y como ya mencionamos, evidencias recientes sugieren que los 

canales de mecanotransducción en células ciliadas de los vertebrados están relacionados con la 

familia de los canales TRP. Estos resultados apuntan entonces a la familia de canales TRP, y no 

a los ENaC/DEG/ASIC, como la que más probablemente subyace a la mecanorrecepción en 

células ciliadas. 

Mediante estudios de inmunohistoquímica y RT-PCR en la cóclea de ratón, se ha 

demostrado la expresión robusta de la subunidad ASIC3 en las neuronas del ganglio espiral 

(Hildebrand y cols., 2004). Igualmente en la cóclea, se ha observado en un modelo de ratón 

knockout de ASIC2 (que incluye las variantes de splicing ASIC2a y/o 2b) que éste es el 

principal responsable de las corrientes iónicas activadas por H+ en el ganglio espiral, y que 

podría participar en la modulación de estímulos auditivos supraumbrales (Peng y cols., 2004). 

En el sistema vestibular de la rata se han clonado tres subunidades, ASIC la, 1b y 4 (Gründer y 

cols., 2000; Bässler y cols., 2001), y a través de RT-PCR se amplificó el cDNA para estas 

subunidades. Su papel funcional dentro de esta modalidad sensorial aún no es claro, y los 

autores no hacen ninguna propuesta respecto de su posible papel funcional en el vestíbulo. 

Cabe hacer notar que otros canales sensibles a pH extracelular como los receptores 

vainilloides (VR1) han sido amplificados a través de RT-PCR del aparato vestibular de la rata 

(Balaban y cols., 2003); también en el órgano de Corti, se ha descrito la expresión del receptor 

VR1 y se encontró que su agonista la capsaicina modifica la respuesta tonotópica de las células 

de la cóclea (Zheng y cols., 2003). 



 

Modulación de la descarga aferente en el vestíbulo por pH extracelular 

Nuestro grupo de trabajo se ha interesado por el efecto modulador que tienen los protones sobre 

la actividad eléctrica aferente del nervio vestibular (Vega y cols., 2003). El registro extracelular 

multiunitario del nervio del canal semicircular posterior del vestíbulo del axolotl, mostró que la 

actividad eléctrica de las neuronas aferentes de los canales semicirculares es sensible a cambios 

de pH extracelular. En este mismo trabajo se mostró que el efecto del pH podría deberse, 

cuando menos en parte, a la sensibilidad de los receptores a aminoácidos excitadores por los H+, 

entonces la disminución o aumento de la actividad de los receptores postsinápticos explicaría el 

efecto del pH sobre la descarga aferente vestibular (Vega y cols., 2003). De este modo, la 

evidencia que relaciona al pH, la neuromodulación y la neurotransmisión es cada día más 

abundante.  

La modulación de la descarga de las neuronas aferentes vestibulares por cambios en el pH 

extracelular puede tener un papel funcional importante ya que se ha propuesto que las 

terminales glutamatérgicas liberan hidrogeniones debido a que para concentrar glutamato en su 

interior, las vesículas sinápticas se valen del gradiente electroquímico creado por una H+-

ATPasa (sensible a bafilomicina A[1]), lo cual determina que su pH pueda llegar hasta 5.7 

(Miesenböck y cols., 1998). Esto implica que la liberación del neurotransmisor en las terminales 

glutamatérgicas puede producir cambios significativos en el pH del medio acidificándolo, sobre 

todo en las sinapsis en forma de listón en donde el contenido de una gran cantidad de vesículas 

de neurotransmisor son liberadas, tal como se ha demostrado que ocurre en la retina (DeVries, 

2001; Palmer y cols., 2003; Hosoi y cols., 2005). 

Además de la influencia "sináptica" que pudieran ejercer los protones que se liberan junto 

con el neurotransmisor, los cambios sistémicos de pH, podrían ocurrir durante estados 

patológicos de acidosis o alcalosis metabólica. Se ha reportado que estos cambios tienen 

influencia en los síntomas de la enfermedad de Ménière (Celestino y cols., 1976) y pueden ser 

causa de recurrencia de vértigo en pacientes con disfunción vestibular (Morinaka, 1994). Por 

otro lado, se ha observado que los estímulos eléctricos similares a los utilizados en implantes 

cocleares producen cambios importantes en el pH cuando se utilizan a alta frecuencia (Huang y 

cols., 2001).  

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 



RESUMEN 
Desde el desarrollo de los conceptos de medio interior y de homeostasis se ha considerado que 
ciertos parámetros fisiológicos varían en un rango muy restringido y algunos de ellos, como el 
pH, están regulados por sistemas redundantes de amortiguadores y bombas de membrana por lo 
que para fines prácticos su variabilidad es casi nula, a pesar de que ciertos compartimentos tanto 
intra (mitocondrias, vesículas sinápticas) como extracelulares (estomacal) pueden tener pHs 
diferentes al del plasma que es prácticamente neutro. 
 Sin embargo, se ha demostrado que debido a lo reducido del espacio extracelular y a las 
características complejas de los procesos de difusión en medios no homogéneos, es posible que 
haya variaciones importantes de pH en ciertos compartimentos y micro regiones del organismo. 
El hallazgo de receptores ionotrópicos específicos para protones (H+), y su localización 
principalmente en las membranas postsinápticas de las neuronas del sistema nervioso central de 
diversas especies ha llevado a postular a los H+ como mediadores en la comunicación 
intercelular. Previamente determinamos que la función del órgano vestibular de vertebrados es 
sensible a cambios de pH extracelular (Vega y cols., 2003). El objetivo del presente trabajo de 
tesis fue determinar si las células excitables del órgano vestibular de mamífero (células ciliadas 
y neuronas aferentes vestibulares) presentan corrientes iónicas activadas específicamente por 
cambios en el pH extracelular, y definir el papel que estas corrientes tienen en la fisiología del 
vestíbulo. 
El efecto de cambios en el pH extracelular fue evaluado en las células aisladas del órgano 

vestibular de la rata con la técnica de control de voltaje y de corriente en la configuración de 
célula completa. Las células ciliadas (tanto tipo I como II) no mostraron cambio en la corriente 
registrada al voltaje de mantenimiento cuando la perfusión se cambió de la solución con pH 
fisiológico (pH = 7.4) a una solución con pH = 5.5 (VH = -90 mV para las tipo I y VH = -60 mV 
para las tipo II). Por otro lado, en un subgrupo de neuronas aferentes vestibulares de diámetro 
somático y capacitancia pequeña, el cambio a pH extracelular ácido (pH < 7) activó una 
corriente iónica entrante acarreada principalmente por iones sodio; esta corriente incrementó su 
magnitud en función de la concentración extracelular de protones y se encontró completamente 
activada a pH ≈ 5.5. La corriente activada por protones mostró una cinética de activación rápida 
y una desensibilización casi completa con un curso temporal que se ajustó con una función 
exponencial simple. La corriente fue modulada por la concentración extracelular de calcio y fue 
sensible al bloqueo del diurético amilorida, gadolinio, plomo y el ácido acetil salicílico. El 
neuropéptido FMRF-amida y el zinc en altas concentraciones incrementaron la corriente 
activada por protones. Por las características electrofisiológicas y farmacológicas antes 
mencionadas se dedujo que esta corriente fue acarreada a través de canales ASIC (por sus siglas 
en inglés Acid Sensing Ionic Channels). Las neuronas que presentaron los ASIC dispararon 
potenciales de acción cuando el pH extracelular se modificó a 6.1, los cuales fueron inhibidos 
con amilorida. Para determinar qué subunidades conformaban los ASIC expresados en las 
neuronas aferentes vestibulares se realizó inmunohistoquímica de fluorescencia utilizando 
anticuerpos específicos para las distintas subunidades. Se encontró la expresión de las 
subunidades ASIC 1a, 2a, 2b, 3 y 4 en los cuerpos neuronales del ganglio vestibular, mientras 
que para la subunidad ASIC 1b no se observó inmunofluorescencia. Adicionalmente la 
expresión de la subunidad 1a y 2a fue localizada en las terminales nerviosas que inervan el 
epitelio sensorial del sistema vestibular. Las neuronas inmunoreactivas fueron medidas y su 
capacitancia fue estimada, encontrándose que este parámetro fue similar a la capacitancia 
medida electrofisiológicamente en las neuronas que presentaron funcionalmente ASICs.  
El patrón de expresión restringido a una subpoblación del ganglio vestibular sugiere que los 
ASIC participan en la generación de los patrones de descarga de potenciales de acción de las 
neuronas que los presentan, ya sea incrementando su entrada sináptica por acumulación de 
protones provenientes de vesículas sinápticas o modulando la respuesta de los receptores a 
aminoácidos excitadores que se reconocen como los neurotransmisores en la sinapsis entre las 
células ciliadas y las neuronas aferentes. 



PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 

 

Teniendo en cuenta que la transmisión aferente vestibular es glutamatérgica, es razonable 

pensar que los protones que se coliberan con el glutamato en esta sinapsis en forma de listón 

modulen corrientes iónicas de las células ciliadas y neuronas aferentes vestibulares, además de 

que las evidencias preliminares, sugieren que estas neuronas expresan conductancias iónicas 

activadas por H
+
 tipo ASICs que tendrían una influencia significativa en la transmisión de la 

información vestibular. Más aún, considerando las características peculiares de la sinapsis en las 

células ciliadas tipo I que poseen un cáliz complejo que restringe la difusión de los materiales 

liberados por la célula ciliada (Soto y cols., 2002), parece relevante estudiar la existencia de 

conductancias iónicas activadas por H
+
 extracelulares en las células ciliadas y en las neuronas 

aferentes aisladas del aparato vestibular de la rata.  

 



 

HIPÓTESIS 

 

Las neuronas aferentes vestibulares y probablemente también las células ciliadas expresan 

canales iónicos sensibles a protones (ASIC) cuya actividad influye en la descarga de las 

neuronas aferentes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



OBJETIVOS 

 

General 

Determinar la expresión de las diferentes subunidades de canales iónicos tipo ASIC y estudiar 

las corrientes iónicas activadas por H
+
 en las células ciliadas y en las neuronas aferentes 

vestibulares de la rata. 

 

 

Específicos 

• Determinar si las células ciliadas tipo I y tipo II aisladas del aparato vestibular de la rata 

expresan conductancias iónicas activadas por H+. 

• Determinar si las neuronas aferentes vestibulares en cultivo primario de la rata expresan 

conductancias iónicas activadas por H+. 

• Determinar las propiedades farmacológicas de las corrientes iónicas sensibles a H+ que 

hayamos identificado. 

• Realizar estudios inmunocitoquímicos de la expresión de las distintas subunidades de los 

ASICs en el sistema vestibular de la rata. 

• Determinar el efecto de cambios en el pH extracelular sobre el potencial de membrana de 

las neuronas aferentes vestibulares. 

 

 
Este proyecto pretende aportar pruebas sobre la participación de los protones como moduladores 

de la neurotransmisión en el sistema vestibular, campo en el cual todavía se especula sobre su 

función, y se utilizará un modelo experimental en donde no se ha evaluado su efecto. 

 



MATERIAL Y MÉTODOS 

 

Para el desarrollo del proyecto utilizamos técnicas electrofisiológicas (fijación de voltaje y 

corriente) e inmunohistoquímicas. 

Se usaron ratas de la cepa Wistar de entre 14 a 17 días de edad postnatal para aislar células 

ciliadas, y de 7 a 10 días para realizar cultivos de neuronas aferentes vestibulares. En estas 

preparaciones se estudiaron las corrientes iónicas producidas por cambios de pH. Los animales 

se anestesiaron y sacrificaron por decapitación. El número de animales en cada experimento se 

mantuvo al mínimo necesario para lograr significación estadística. Para aislar el oído interno, el 

maxilar inferior se separó del superior, el cráneo se fijó en una cámara con base de sylgard y se 

perfundió inmediatamente con solución extracelular normal de rata (tabla II). Bajo microscopio 

estereoscópico se quitaron los huesos de la bóveda craneal, se identificó el oído interno y se 

procedió a disecarlo. 

 En el caso de las disecciones en que se extrajeron tejidos para cultivos celulares, la 

disección se realizó en una campana de flujo laminar y en condiciones de estricta asepsia (Soto 

y cols., 2002). 

 

Disociación celular: células ciliadas 

Una vez que se disecaron los epitelios sensoriales de la rata, se realizó una disociación 

enzimática para aislar a las células ciliadas. Trabajos previos en nuestro laboratorio nos han 

llevado a establecer un método de disociación con el cual obtenemos células ciliadas aisladas en 

buenas condiciones (Almanza y cols., 2003; Vega y Soto, 2003). 

El procedimiento es el siguiente:  

1. Los epitelios se colocaron en solución extracelular normal, a la cual se le agregó colagenasa 

tipo IA (Sigma) 0.1 mg/ml durante 7 minutos a una temperatura de 35°C. 

2. La preparación se cambió a una solución extracelular sin Ca2+ y Mg2+ conteniendo tripsina 

(Sigma) 1 mg/ml durante 10 minutos a 35°C. 

3. Posteriormente, la preparación se colocó en solución extracelular sin Ca2+ y Mg2+ 

adicionada con albúmina sérica bovina (Sigma) 1 mg/ml durante 10 minutos a 4°C. 

Por último, el tejido se trasladó a la cámara de registro ubicada en la platina de un microscopio 

invertido (Nikon Diaphot) en donde las células ciliadas se separaron mecánicamente con dos 

disectores de vidrio con puntas finas redondeadas a fuego y se dejaron reposar durante 10 

minutos en solución extracelular normal (Tabla II) sin flujo para que las células se adhirieran al 

fondo de la cámara. Posteriormente se inició la perfusión con esta misma solución (1 ml/min). 

 

 

 



Tabla II Soluciones (en mM) 

 KCl NaCl MgCl2 CaCl2 HEPES MES EGTA GTPNa ATPMg Glucosa 

Extracelular normal
†
 5.4 140 2 1.8 10 ---- ---- ---- ---- 10 

Intracelular normal
††
 125 10 ---- 0.1 10 ---- 10 1 2 ---- 

Extracelular sin Ca
2+
 y 

Mg
2+
 
†
 

5.4 140 ---- ---- 10 ---- 1 ---- ---- 10 

Extracelular con pH < 6.5 5.4 140 2 1.8 ---- 10 ---- ---- ---- 10 

†
Las soluciones extracelulares fueron tituladas a pH con NaOH (300 mOsm). 

††
La solución intracelular fue titulada a pH 7.2 con KOH (≈ 280 mOsm). 

 

Disociación y cultivo de neuronas aferentes 

El cultivo celular se llevó a cabo en un cuarto especialmente destinado para ello; éste cuenta con 

una campana de flujo laminar seguridad I (Nuaire), una incubadora con atmósfera de CO2 

(Nuaire), un microscopio invertido de contraste de fase (Nikon) y uno estereoscópico para la 

disección (American Optical). Todo el material rigurosamente limpio (tanto el de disección 

como el de cultivo) fue previamente esterilizado con su exposición a luz UV. 

Las neuronas aferentes vestibulares se obtuvieron de ratas neonatas de la cepa Wistar con 

una edad de entre 7 y 10 días; éstas se anestesiaron con halotano y se sacrificaron por 

decapitación. La cabeza se lavó con etanol al 70%, se le retiró el maxilar inferior y el cráneo se 

colocó en una caja de Petri con medio de cultivo L-15 al 100% (Gibco) en la cual se llevó a 

cabo la disección de los ganglios vestibulares (GV). Los GV fueron inmersos en medio L-15 al 

100% adicionado con colagenasa y tripsina 1.25 mg/ml cada una (Sigma) durante 30 minutos a 

37°C, posteriormente fueron lavados 3 veces con medio L-15 al 100% sustituyendo el volumen 

del medio que contenía la enzima por medio fresco; entre cada lavado la suspensión se 

centrifugó por cinco minutos e inmediatamente después las células se resuspendieron y 

disociaron mecánicamente con ayuda de una pipeta Pasteur con la punta pulida a fuego. La 

última resuspensión se colocó en cajas de Petri de 35 mm de diámetro con un sustrato de poli-

D-lisina y 2 ml de medio L-15 modificado que contenía: suero bovino fetal al 10% (Gibco), 500 

UI de penicilina (Lakeside), fungizone 2.5 µl/ml (Gibco), NaHCO3 15.7 mM (Merck), HEPES 

15.8 mM (Sigma) y pH 7.7 ajustado con NaOH. Las células permanecieron en cultivo dentro de 

la incubadora con una atmósfera de 5% de CO2 por un periodo no mayor a 24 horas ni menor a 

18. 

 

Registro electrofisiológico (fijación de voltaje) 

Los registros de corrientes iónicas se llevaron a cabo mediante la técnica de fijación de voltaje 

en su versión de célula completa y se realizaron a temperatura ambiente (20-22°C) usando un 

amplificador de fijación de voltaje (Axopatch 1D ó 200B, Axon Instruments). La señal de salida 



del amplificador fue filtrada con un corte de frecuencias de 2 a 5 KHz y el muestreo fue a 5 

KHz. Los registros se digitalizaron con un convertidor analógico-digital (Digidata 1200 o una 

Digidata 1320A) utilizando un sistema pClamp (versión 8 o 9, Axon Instruments) y se 

almacenaron en el disco duro de una computadora PC compatible. Las pipetas para los registros 

de fijación de voltaje se hicieron con un estirador horizontal (Sutter P-96) y se emplearon 

pipetas de vidrio de borosilicato (WP Instruments) las que una vez llenadas con solución 

intracelular normal (Tabla II) tuvieron una resistencia de entre 1-5 MΩ. El potencial de punta 

para las soluciones de registro fue menor a 5 mV por lo que no fue corregido. 

La versión de célula completa de la técnica de fijación de voltaje se obtuvo después de 

cancelar la capacitancia de la pipeta y de formar un sello >2 GΩ. En estas condiciones, la 

resistencia de acceso (Ra), resistencia de membrana (Rm), constante de tiempo (τm) y 

capacitancia de membrana (Cm), se calcularon en línea con el programa pClamp. Para medir el 

potencial de membrana (Vm) de las células fue utilizado el método de fijación de corriente sin 

inyección de corriente. Una vez que se registraron las propiedades pasivas, la capacitancia y el 

80% de la resistencia en serie se compensaron electrónicamente en todos los registros.  

Para el estudio de las propiedades biofísicas de los canales activados por H+ se estimularon a 

las células con cambios rápidos de solución extracelular titulada a distintos pHs (lapsos de 5 

segundos de duración) con un sistema de perfusión SB-77 (Warner Inst.) o uno piezoeléctrico 

Burleigh LSS-3200 controlado por el programa Clampex 9.2 (Axon Inst.). Éste último permite 

un recambio ultrarápido de la solución extracelular que permitió determinar la cinética de 

activación de la corriente activada por H+ (ver RESULATADOS; la constante de tiempo del 

cambio de solución fue de 12 ms, se determinó por el cambio en el potencial de punta). Las 

células fueron mantenidas a un potencial de membrana de -60 mV durante todos los protocolos 

a menos que se indique lo contrario. Al principio de cada registro se aplicó un pulso de voltaje 

de -60 a -70 mV con una duración de 50 ms para monitorear la Ra. 

 

Protocolos de fijación de voltaje 

De los registros obtenidos se calculó la τdesen ajustando una función exponencial a la fase de 

caída de la corriente iónica (y = y0 + Ae
-x/t). También se determinó la corriente resistente a la 

desensibilización midiendo la corriente persistente al final de la estimulación y normalizándola 

con respecto al pico. 

 Para estudiar la recuperación de la desensibilización (τrecup) se utilizó un protocolo en 

donde la célula fue mantenida en un VH = -60 mV, se perfundió a pH0.5 durante 1 seg y luego de 

un intervalo de tiempo que fue aumentando se aplicó por segunda vez la solución con pH0.5, 

inicialmente el intervalo entre pulsos fue de 1 seg, y éste se incrementó (∆t = 500 ms) hasta que 

ambas corrientes tuvieron la misma amplitud, como se ilustra en el esquema siguiente: 



El intervalo entre cada protocolo fue de 50 segundos y los resultados se graficaron como la 

amplitud de la corriente en función del tiempo, normalizando la respuesta a la segunda 

aplicación de pH respecto a la corriente control. Los datos se ajustaron con una función 

exponencial. 

  

Protocolos farmacológicos 

La curva concentración-respuesta para el pH se realizó comparando la corriente evocada con 

una solución a pH 5 (que para las neuronas aferentes vestibulares fue saturante; ver 

RESULTADOS) con respecto a la respuesta con el pH de prueba (pH 7, 6.5, 6.1, 6, 5.5), en 

ambos casos la aplicación del pH ácido se realizó por duplicado. Para todos los experimentos el 

intervalo entre cada estimulación con cualquier pH fue de 50 segundos, lo anterior para 

asegurarnos que la corriente iónica se hubiera recuperado completamente de la desensibilización 

según lo reportado previamente y lo encontrado en el presente trabajo (ver RESULTADOS).  

Para el estudio de la farmacología de los ASICs en las neuronas aferentes que respondieron a 

los cambios de pH, se comparó la respuesta por duplicado en control a pH0.5 con una de prueba 

por duplicado coaplicando el fármaco. Al final del protocolo de farmacología se aplicó pH0.5 

(como en el control) para observar la reversibilidad del efecto del fármaco. Los fármacos 

estudiados fueron: amilorida (fármaco para el cual se realizó una curva concentración-respuesta 

utilizando las siguientes concentraciones: 0.1, 1, 3, 10, 30 y 100 µM), FMRFamida 100 µM, 

gadolinio 100 µM, acetato de plomo 10 µM, zinc 300 µM, N,N,N′,N′-Tetrakis(2-

piridilmetil)etilendiamina (TPEN) 10 µM y ácido acetilsalicílico (ASA) 100 µM y 1 mM.  

Los datos de las curvas dosis-respuesta (tanto de pH como de amilorida) fueron ajustados 

con una ecuación dosis-respuesta: y = A1 + [(A2 - A1)/1 + 10(logx0 - x)p]. En donde A1 es la 

asíntota inferior y A2 la asíntota superior de la curva,  logx0 es el punto medio entre A1 y A2 

(dosis inhibitoria o excitatoria 50) y p es el número de Hill. 

 Se estudió la influencia de la concentración de Ca2+ extracelular (1.8 y 3.6) sobre la 

activación de la corriente sensible a H+. Esto debido a que, como ya mencionamos, se ha 

propuesto que los ASICs están constitutivamente abiertos y bloqueados por iones Ca2+, los 

cuales entonces desplazan la curva de sensibilidad a los protones a la derecha. 

 Adicionalmente, se usó un agonista y un antagonista para el canal TRPV1: capsaicina y 

capzacepina, ya que se ha propuesto la expresión de los TRPV1 en el vestíbulo de la rata 

(Balaban y cols., 2003). 

pH 7.4 

pH0.5 

1 seg + ∆t 

1 seg 1 seg 

pH0.5 



 Todos los resultados se presentan como la media ± el error estándar de la media. Se 

consideró significativa una diferencia cuando su P fue menor a 0.05 utilizando la prueba t de 

Student. Los datos fueron analizados con los programas Clampfit 9, Origin 7 y Sigmaplot 10. 

 

Histología e inmunohistoquímica del oído interno 

Cabe destacar que esta parte del proyecto se realizó en colaboración con el Dr. Iván López de la 

Universidad de California campus Los Ángeles, con quien tuvimos un convenio específico para 

el estudio de los ASICs en el oído interno (apoyado vía la convocatoria UC-MEXUS-

CONACyT). Las ratas Wistar de edad 12 días de edad posnatal se anestesiaron y se 

perfundieron con paraformaldehido al 4% (López y cols., 2005). El hueso temporal se removió 

del cráneo y se mantuvo inmerso en fijador por 24-48 hrs. Posteriormente se descalcificó por 

inmersión en una solución de EDTA al 3% en buffer de fosfatos (PBS) por 7 días. Se completó 

la microdisección de la bula auditiva y el laberinto membranoso se mantuvo en inmersión en 

sucrosa al 30% por 3 días. Se realizaron secciones seriales de 14 µm usando un crióstato. Para 

ello, el oído se orientó para seccionar la parte modiolar media de la cóclea, las crestas de los 

canales semicirculares, la mácula del utrículo y los GV y espiral. Las secciones se montaron en 

laminillas de vidrio especiales para adherirse al tejido (Superforst plus slides) y se almacenaron 

a -80°C hasta su uso. 

 Para la tinción inmunohistoquímica, los tejidos se incubaron a temperatura ambiente por 

30 min con una solución bloqueadora conteniendo 5% de suero normal de cabra o caballo, 0.5% 

de albúmina sérica bovina, Tritón X-100 al 0.5%, todo en PBS. Posteriormente se removió esta 

solución y se aplicó el 1er anticuerpo (policlonal o monoclonal según el caso). Los anticuerpos 

utilizados en este trabajo fueron contra las proteínas siguientes: ASIC1a, ASIC1b, ASIC2, 

ASIC2b, ASIC3 y ASIC4 (diluidos 1:500, de las marcas Alpha Diagnostic International, 

Chemicon y Alomone). Los anticuerpos de la marca Alpha Diagnostic (se probaron los 

anticuerpos contra todas las subunidades) están dirigidos a reconocer epítopes contra la porción 

amino terminal, excepto el de ASIC3 que está dirigido contra el carboxilo terminal. Todos los 

epítopes que reconocen estos anticuerpos son intracelulares. De la marca Alomone se probaron 

los anticuerpos contra ASIC2a, ASIC3 y ASIC4, todos reconociendo partes del extremo amino 

terminal intracelular. Mientras que de Chemicon se probaron los anticuerpos contra ASIC1b y 

ASIC3, también contra la porción N-terminal. Las preparaciones se incubaron en una cámara 

húmeda a 4°C por 48 hrs. Luego de la incubación con el primer anticuerpo, los tejidos se 

lavaron tres veces por 10 minutos en PBS. Se aplicó entonces el anticuerpo secundario 

consistente en anticuerpos Anti IgG contra ratón o conejo marcados con Alexa 488 (1:1000) 

incubándose las preparaciones en la oscuridad por una hora a temperatura ambiente.  



 En todos los casos se realizaron controles incubando las preparaciones con el anticuerpo 

primario preabsorbido con el péptido bloqueador respectivo (Alpha Diagnostic), u omitiendo el 

primero o el segundo anticuerpo.  

 Luego de la incubación las preparaciones se lavaron tres veces con PBS y fueron 

montadas en Vectashield. Las laminillas se observaron en un microscopio de fluorescencia 

(Nikon Eclipse E800) y se digitalizaron usando una cámara digital (RTSlider, Spectra) y el 

software Image Pro Plus (MediaCybernetics). La inmunorreactividad a los ASIC se examinó en 

preparaciones completas de la cóclea y el vestíbulo. Adicionalmente se realizaron controles 

positivos en cortes de neuronas del ganglio de la raíz dorsal y en cerebelo que fueron obtenidos 

y tratados de igual manera que los del vestíbulo y ganglio espiral; en las imágenes presentadas 

en la sección de resultados se combinó el campo claro al campo de la fluorescencia para poder 

observar con mayor claridad las estructuras de la rebanada. 

 Las neuronas inmunorreactivas fueron medidas para hacer una estimación de su 

capacitancia. Para determinar la superficie de las células se asumieron como esféricas, el 

diámetro mayor y menor se promedió y se aproximó un radio. El área de la membrana de la 

célula fue calculada con la ecuación 4πr2, que se utiliza para determinar la superficie de una 

esfera. Al final, el área se transformó en capacitancia utilizando un valor de capacitancia 

específica de 1 µF/cm2. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



RESULTADOS 

 

Corriente activada por protones en las células ciliadas 

En las células aisladas se buscó la presencia de canales iónicos sensibles a la concentración 

extracelular de protones tanto en células ciliadas como en las neuronas aferentes vestibulares 

usando la técnica de fijación de voltaje (patch clamp) en la configuración de célula completa. 

En las células ciliadas tipo I (n = 7) y tipo II (n = 7) aisladas de los canales semicirculares del 

vestíbulo de la rata no se activó ninguna corriente iónica cuando fueron expuestas a un cambio 

en el pH extracelular de 7.4 a 5.5 (Fig. 7).  

 

 

 

 

 

 

 

Corriente activada por protones en las neuronas aferentes 

En las neuronas aferentes vestibulares de la rata (Fig. 8), se encontró que un cambio hacia pHs 

ácidos en el medio extracelular promueve la apertura de canales iónicos por los cuales pasa una 

Figura 7.  Efecto de cambios del pH extracelular en las células ciliadas aisladas de los canales semicirculares de la rata. En A 
y B se muestran micrografías de células ciliadas tipo I (A) y II (B). Éstas mantienen su forma característica de ánfora para las 
tipo I y predominantemente cilíndricas para las tipo II. La barra de calibración en A equivale a 10 µm. En C y D se muestran 
registros típicos de la corriente iónica total de células ciliadas tipo I y II respectivamente. Las corrientes iónicas fueron 
generadas por el protocolo de fijación de voltaje mostrado en el inserto. Las células tipo I presentan una conductancia iónica 
de bajo umbral de activación conocida como gKL, (por su bajo umbral al VH = -60 mV se observa su deactivación), y las 
corrientes iónicas de las tipo II presentan corrientes tipo rectificador retardado y transitoria de potasio. En E y F registro de 
fijación de voltaje donde se muestra el efecto que tuvo el cambio del pH extracelular sobre la célula ciliada tipo I (E, VH = -90 
mV), y tipo II (F, VH = -60 mV). El cambio de pH de 7.4 a 5.5 no produjo ninguna corriente iónica en ambos tipos celulares.  

C                                                                            E 

D                                                                            F -60 mV 

-100 mV 

50 mV 

Tipo I 

Tipo II 



corriente iónica de rápida activación y que se desensibiliza casi completamente durante la 

aplicación del pulso de pH (de una duración de 5 segundos) (Fig. 9A). 

 

 

 

La corriente iónica es conducida principalmente por iones sodio, debido a que su potencial 

de inversión es alrededor de 59 mV (n = 3; Veq del Na+ = 66 mV), y porque cuando se sustituyó 

equimolarmente el cloruro de sodio por cloruro de colina, sólo persistió el 1.8 ± 0.8 % de la 

corriente activada por pH 6.1 (n = 9) (Fig. 9A). La corriente presentó una sensibilidad a los 

protones dependiente de la concentración extracelular de los mismos; normalizando la corriente 

a la respuesta obtenida a pH 5, el ajuste de Hill mostró que a pH 6.2 se activa el 50% de la 

corriente (pH0.5) con una pendiente de 1.8 (Fig. 9B). Evaluamos el efecto de cambios en la 

concentración extracelular del ión calcio de 1.8 mM a 3.6 mM, y encontramos que la 

sensibilidad de la corriente a los H+ se redujo, ya que la curva de sensibilidad a los protones se 

desplazó a la derecha; bajo estas condiciones el ajuste dosis respuesta dio un pH0.5 de 6.05 con 

una pendiente de 1.8 (Fig. 9B). Posteriormente usando como estímulo la perfusión de solución 

extracelular a pH 6.1 (valor cercano al pH0.5 con una solución extracelular con calcio 1.8 mM), 

se estudiaron los parámetros biofísicos de la corriente. Se encontró que la corriente iónica 

producida por protones tuvo una densidad de corriente (medida al pico) de -56 ± 4 pA/pF (n = 

86). El porcentaje de corriente resistente a la desensibilización fue de 6 ± 0.7 % (n = 86; medida 

a los 4 segundos después del pico). La desensibilización de la corriente tuvo una constante de 

tiempo de 129 ± 4 ms (n = 86; Fig. 9A). La corriente ASIC se activó con una constante de 

tiempo de 33 ± 5 ms (n = 17; la constante de tiempo fue estimada con una función exponencial 

simple), cabe aclarar que el parámetro sólo se midió en las células que fueron estimuladas con el 

perfusor piezoeléctrico que permite un cambio ultra rápido de la solución extracelular. Mediante 

el uso del protocolo de doble pulso se encontró que la recuperación de la desensibilización se 

ajustó con la suma de dos funciones exponenciales simples que arrojaron una constante de 

Figura 8. Micrografía de una neurona aferente 
vestibular aislada y mantenida en cultivo 
primario. Al contraste de fases las neuronas 
que se registraron se mostraron refringentes 
con somas redondeados u ovoideos. La barra 
de calibración equivale a 10 µm. 



tiempo rápida de 0.9 segundos y una lenta de 4 segundos (n = 7; Fig. 9C). Cabe destacar 

finalmente que la corriente activada por protones sólo fue encontrada (cuando se utilizó el 

registro electrofisiológico) en las neuronas de menor capacitancia. Dichas neuronas tuvieron una 

capacitancia de 18.8 ± 0.7 pF (n = 146), mientras que las neuronas que no expresaron dicha 

corriente tuvieron una capacitancia de 37 ± 1.5 pF (n = 49; P < 0.001, prueba t de Student), lo 

que sugiere que la corriente se presenta principalmente en las neuronas de diámetro somático 

pequeño (Fig. 9D). 

 

 



 

Cuando se estimuló a las células mediante la perfusión de solución extracelular con pH 4 

(insistimos en que las células se perfunden con solución a pH 7.4 entre los estímulos con las 

soluciones a diferentes pHs), se produjo una corriente entrante que a diferencia de la 

Figura 9. Propiedades de la corriente activada por protones en las aferentes vestibulares. En  A, registro típico 
obtenido de una neurona aferente vestibular mantenida a un potencial de sostenimiento de -60 mV y estimulada con 
un pH de 6.1 (barra), cuando el Na+ se sustituye por colina y luego del lavado. Se observa que en el control y luego 
del lavado se produce una corriente iónica que se activa y desensibiliza rápidamente (en este caso con una τdesen = 
154 ms, el ajuste se muestra con una línea punteada en gris), y que es conducida principalmente por el ión sodio. En 
B, curva de sensibilidad a los protones de la corriente activada por pH ácido. Con una concentración de calcio 
extracelular fisiológica (círculos llenos, [Ca2+] = 1.8 mM) dicha curva presenta un pH0.5 de 6.2, mientras que cuando 
se duplica el calcio extracelular (círculos vacíos) la curva presentó un pH0.5 de 6.06, en ambos casos el número de 
Hill fue de 1.8 (r2 > 0.98). En C, gráfica de la recuperación de la desensibilización de la corriente. Los datos se 
ajustaron con la suma de dos funciones exponenciales con valores de constante de tiempo de 0.9 y 4 seg 
respectivamente. En los insertos se muestra un registro representativo y el protocolo de estimulación que se utilizó 
para medir este parámetro. En D, distribución de capacitancias de las neuronas que expresaron (en barras gris claro) 
y que no expresaron (en negro) corrientes iónicas activadas por protones (n = 146 y 49 respectivamente). Las líneas 
continuas son el ajuste con una función normal (ajuste con p < 0.05, prueba de Kolmogorov-Smirnoff). Sólo las 
neuronas de menor capacitancia expresaron dicha corriente. En el inserto se muestra un ejemplo de cada grupo 
neuronal (con su respectiva capacitancia) cuando fue estimulado con pH 6.1. 



anteriormente descrita tuvo una cinética bifásica, con un pico inicial de activación rápida y 

desensibilización parcial, seguida de una corriente de activación lenta que no decae durante la 

aplicación del pH ácido, obteniendo un rango muy variable de la magnitud de esa corriente (Fig. 

10).  

Este tipo de respuesta es típica de las corrientes ASIC que producen las subunidades ASIC3 

y ASIC3 + ASIC2b (Waldmann y cols., 1997b; Lingueglia y cols., 1997), aunque puede ser 

debida a la suma de la activación de canales ASIC y TRPV1 (Tominaga y cols., 1998). 

 

 

 

 

Farmacología de la corriente activada por protones en las neuronas aferentes 

En primera instancia decidimos analizar la posibilidad de que la corriente iónica fuera debida a 

la activación de receptores del tipo TRPV1 (vainilloide), que se sabe es activado por protones, 

capsaicina y temperaturas mayores a 42°C (Caterina y cols., 1997; Tominaga y cols., 1998). 

Para esto utilizamos capsaicina como agonista TRPV1 en concentración 1 µM y 10 µM. 

Cuando el fármaco fue aplicado a las neuronas mantenidas en condiciones de fijación de voltaje 

no se detectó ningún cambio en la corriente iónica, por lo que se concluyó que en las neuronas 

aferentes vestibulares no se expresa TRPV1 (VH = -60 mV; n = 11 y 5 respectivamente; Fig. 

11).  

 

 

Figura 10. Registro de una corriente 
activada por pH 4. La corriente producida 
con pH 4 (barra) es de tipo bifásico, 
observándose el pico con cinética rápida al 
inicio del pulso de pH seguido de una 
corriente de activación lenta. La línea 
punteada representa el cero de corriente. 



 

Enseguida se procedió a estudiar el diurético amilorida en concentración 100 µM coaplicándolo 

con el pH ácido (solución salina titulada a pH 6.1). En estas condiciones el fármaco bloqueó el 

80 ± 2.5 % de la corriente al pico con respecto al control, sin afectar el componente resistente a 

la desensibilización, este efecto fue completamente reversible con el lavado (n = 8; Fig. 12A). 

Se realizó una curva dosis-respuesta para la amilorida, se estimó una IC50 = 4.5 µM con un 

número de Hill de 2 (n = 3-8 para cada punto) (Fig. 12B). También se evaluó el efecto del 

lantánido gadolinio (Gd3+) que a concentración 100 µM bloqueó un 76 ± 2 % (n = 6) de la 

corriente al pico producida por pH 6.1. También produjo un aumento altamente variable, no 

significativo, de la corriente sostenida en un 40 ± 25 % (P > 0.05 prueba t de Student pareada). 

Se obtuvo un lavado parcial del bloqueo en casi todas las células en que se probó el Gd3+ (Fig. 

12C). Posteriormente se estudió el efecto del ácido acetilsalicílico (AAS) en concentración 100 

µM y 1 mM sobre la corriente generada por pH 6.1. Se encontró que con 100 µM la corriente al 

pico fue bloqueada en un 24 ± 4 %  y el componente sostenido se inhibió en un 24 ± 6 %, en 

ambos casos la diferencia fue estadísticamente significativa (P < 0.05, prueba t de Student 

pareada) y el efecto fue completamente reversible con el lavado (Fig. 12D). Mientras que para 1 

mM el pico fue bloqueado en un 41 ± 10 % (P < 0.05, prueba t de Student pareada) y la 

corriente sostenida disminuyó un 27 ± 15 %, éste último cambio no fue estadísticamente 

significativo (no mostrado). 

El plomo es un neurotóxico de interés médico y en la actualidad la intoxicación con este 

metal sigue siendo un problema de salud pública; la intoxicación por el ión produce entre otros 

síntomas mareos y vértigo, lo cual sugiere una posible participación vestibular (Garza y cols., 

2007). En fechas recientes se ha reportado que posiblemente el Pb2+ ejerza parte de su efecto 

neurotóxico bloqueando canales ASIC1 a nivel central (Wang y cols., 2006). Debido a lo 

anterior decidimos evaluar el efecto del Pb2+ 10 µM sobre la corriente evocada a pH 6.1. El Pb2+ 

bloqueó significativamente la corriente al pico en un 12 ± 4 % y aumentó la corriente sostenida 

Figura 11. Efecto del agonista 
TRPV1 capsaicina (Cap) sobre las 
neuronas aferentes vestibulares. En 
la gráfica se muestra un registro de 
corriente iónica a un potencial de 
sostenimiento de -60 mV antes, 
durante y después de la aplicación 
de Cap 1 µm durante 5 segundos 
(barra). 



en un 29 ± 18 % de manera no significativa (n = 5; P < 0.05, prueba t de Student pareada), este 

efecto fue reversible con el lavado (Fig. 12E). 

También se evaluó el efecto de dos coagonistas de los canales ASICs, el neuropéptido de 

caracol FMRF-amida y el zinc. La FMRF-amida modula las corrientes iónicas de los ASICs 

preincubando a la neurona con el neuropéptido antes de ser estimulada con el pH ácido, de este 

modo dicho neuropéptido incrementa la magnitud de la corriente ASIC e inhibe su 

desensibilización; estos neuropéptidos no abren a los canales ASICs por sí solos (Askwith y 

cols., 2000; Deval y cols., 2003). En nuestros experimentos, posterior al registro de la corriente 

control (pH 6.1), se pretrató a la neurona en estudio durante 35 s con solución salina a pH 7.4 

adicionada con FMRF-amida 100 µM y posteriormente fue estimulada con un pulso de solución 

salina titulada a pH 6.1, cabe mencionar que durante el tiempo de perfusión de la FMRF-amida 

no se observó ningún cambio de la corriente que se registró a -60 mV. Se encontró que la 

corriente al pico producida después del tratamiento con FMRF-amida se incrementó en 60 ± 3 

% respecto del control, y que la corriente sostenida medida a los cuatro segundos después del 

pico pasó de 8 ± 2 % (con respecto al pico de la corriente) en condiciones control a 57 ± 18 % 

luego del tratamiento con el neuropéptido (n = 12) (Fig. 12F). El incremento en la corriente 

sostenida con el neuropéptido fue de 1400 ± 420 %. Este efecto, al igual que el de la mayoría de 

los fármacos que probamos en este trabajo, fue reversible con el lavado, en este caso luego de 

50 segundos. 

El zinc por ser un agonista específico de ASIC2a en altas concentraciones (Baron y cols., 

2001; Chu y cols., 2004) fue estudiado con la intención de conocer la participación de dicha 

subunidad en la composición de los canales iónicos presentados por las neuronas aferentes 

vestibulares. El Zn2+ 300 µM incrementó la corriente al pico producida por pH 6.1 en un 20 ± 6 

% y  la corriente sostenida en un 15 ± 3 % (n = 9), ambos incrementos fueron estadísticamente 

significativos (P < 0.05, prueba t de Student pareada), sugiriendo una modesta participación de 

la subunidad 2a en la formación del canal ASIC en las neuronas aferentes vestibulares (Fig. 

12G). 

Como también está bien documentado el bloqueo de alta afinidad del Zn2+ principalmente 

sobre la subunidad ASIC1a, y debido a que las soluciones salinas elaboradas con sales de cloro 

están comúnmente contaminadas con zinc (aproximadamente en una concentración 50 nM), 

decidimos utilizar un compuesto quelante de zinc para evaluar si la subunidad ASIC1a participa 

en la formación del canal sobre las neuronas aferentes vestibulares. El TPEN 10 µM incrementó 

la corriente al pico en un 14 ± 4 %, dicho incremento fue estadísticamente significativo (P < 

0.05, prueba t de Student pareada). Mientras que la corriente resistente a la desensibilización 

aumentó de manera no significativa en un 6 ± 4 % (n = 5; Fig. 12H). En la figura 13 se resumen 



los efectos de los fármacos probados sobre la corriente activada por protones de las neuronas 

aferentes vestibulares. 

Figura 12. Efecto de los distintos bloqueadores y coactivadores de los ASIC sobre la corriente activada por protones 
(generada a pH 6.1) en las neuronas aferentes vestibulares. En A respuesta de una neurona a la perfusión de pH 6.1 
durante 5 segundos (control, trazo izquierdo), cuando se coaplica pH 6.1 y amilorida 100 µM (trazo de en medio) y el 
lavado (trazo derecho). En B curva dosis-respuesta del diurético amilorida sobre la corriente activada por protones. 
La línea continua representa un ajuste de Hill donde la IC50 fue de 4.5 µM y un número de Hill de 2. Cada punto 
muestra la media de 3 a 8 células. C-E: se muestra el efecto de gadolinio 100 µM, ácido acetil salicílico (AAS) 100 
µM y de acetato de plomo 10 µM sobre la corriente activada por pH 6.1. En F, la preaplicación de FMRFamida 100 
µM durante 35 segundos incrementa la corriente al pico e inhibe la desensibilización de la corriente activada por 
protones en forma reversible sin afectar la corriente de sostenimiento. G y H: La coaplicación de zinc 300 µM y 
TPEN 10 µM incrementan la corriente al pico de forma significativa. Las líneas punteadas representan el cero de 
corriente, la calibración de C es la misma que para todos los registros.  



 

 

Efecto de amilorida y cambios de pH en fijación de corriente 

Cabe destacar que las neuronas que presentaron corrientes iónicas activadas por protones 

produjeron potenciales de acción en respuesta al cambio de pH extracelular (Fig. 14). El cambio 

de pH produjo una despolarización que fue seguida por el disparo de potenciales de acción de 

manera similar a como la neurona lo hizo con la inyección de pulsos cuadrados de corriente. La 

despolarización inducida por el pH ácido se redujo por la coaplicación del diurético amilorida 

en concentración 100 µM (n = 8), caso en el cual la neurona ya no alcanzó el umbral de 

descarga del potencial de acción. Estos resultados sugieren de forma directa la posible 

participación de los ASIC en los procesos de  codificación de la información sensorial. 

 

Inmunohistoquímica 

Figura 14. Efecto de pH y amilorida en 
la generación de potenciales de acción. 
En el trazo de la izquierda se muestra un 
registro control en que se observa el 
efecto de la perfusión de pH extracelular 
6.1 (barra). Dicho cambio generó 
inicialmente la descarga de potenciales 
de acción y una despolarización 
sostenida durante la perfusión con pH 
ácido. En el trazo del centro se muestra 
en la misma neurona la coaplicación de 
pH 6.1 y amilorida (100 µM), el pico 
inicial de la despolarización que d origen 
a los potenciales de acción se inhibe, y el 
trazo de la derecha es el lavado del 
fármaco. La línea punteada representa el 
cero de voltaje. El inserto muestra una 
ampliación del trazo control. 

 
Figura 13. Farmacología de la corriente ASIC 
en neuronas aferentes vestibulares. Las barras 
representan la media ± el error estándar de la 
magnitud al pico (barras negras) y de la 
corriente sostenida (barras grises) después de la 
coaplicación de cada fármaco. Los datos se 
presentan como porcentaje de cambio con 
respecto a la corriente control. Los asteriscos 
denotan significancia estadística (P < 0.05, 
prueba t de Student pareada). 



Para observar la distribución y expresión de las distintas subunidades ASIC que conforman el 

canal iónico activado por protones en las neuronas aferentes vestibulares, utilizamos técnicas 

inmuhistoquímicas. Se utilizaron anticuerpos específicos contra las subunidades ASIC1a, 1b, 

2a, 2b, 3 y 4, los controles positivos se llevaron a cabo en neuronas del ganglio de la raíz dorsal 

(GDR) y en rebanadas de cerebelo (Fig. 15). 

En secciones congeladas de oído interno de rata (de 14-20 µm de espesor) se encontró que ni 

las células ciliadas tipo I y II, ni las células de sostén del epitelio sensorial fueron 

inmunorreactivas para ninguna subunidad de los ASICs, lo que concuerda con la evidencia 

electrofisiológica que muestra que las células ciliadas no responden a los cambios de pH (Fig. 

16A1-F1 y 16A2-F2). La inmunoreactividad específica provino de las neuronas del ganglio 

vestibular, en donde observamos que se encontraron las subunidades ASIC1a, 2a, 2b, 3 y 4 

(16A y 16C-F). Adicionalmente se detectó que los anticuerpos contra ASIC1a y 2a tiñen 

procesos que corren a través de los epitelios sensoriales de la cresta de los canales 

semicirculares y del utrículo (Fig. 16 A1, C1 y A2, C2). Los cuerpos de las neuronas 

inmunorreactivas fueron medidos y su capacitancia fue estimada. Estas neuronas tuvieron un 

diámetro somático de 17 ± 0.3 µm con somas que van de 10 a 25 µm de diámetro (n = 166). Los 

somas tienen una distribución de diámetros de tipo normal (no mostrado), y basado en esta 

medición, la media de la capacitancia de los cuerpos neuronales fue estimada en un 9 ± 3 pF 

(Fig. 17). Esta capacitancia es menor a la determinada electrofisiológicamente para las neuronas 

que presentaron corrientes iónicas activadas por protones (18.8 ± 0.7 pF). La discrepancia entre 

estos datos puede deberse al método que se utilizó para convertir área en capacitancia. Ya que 

como se ha descrito, la medición morfológica usando exclusivamente el diámetro como 

estimador tiende a subestimar la capacitancia ya que no considera en absoluto procesos 

celulares y tortuosidades de la membrana que en la fijación de voltaje si contribuyen a la 

capacitancia (García-Pérez y cols., 2004). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figura 15. Inmunorreactividad de ASIC en los ganglios de la raíz dorsal y cerebelo. A-F: 
Inmunorreactividad de ASIC en los ganglios de la raíz dorsal. La subunidad que reconoce cada 
anticuerpo específico está marcada en cada micrografía. G: Inmunorreactividad de ASIC2a en corteza 
cerebelar. H: Control negativo de ASIC2a en ganglio vestibular, el anticuerpo primario fue 
preabsorbido con su correspondiente péptido inmunogénico en una relación de 1 µg de anticuerpo por 
1 µg de péptido. En I control negativo de ASIC2a en ganglio vestibular, el anticuerpo primario fue 
omitido de la tinción. Las barras de calibración equivalen a: A-F, 90 µm, G, 70 µm y H-I, 100 µm. 



 

 

 

Figura 16. Inmunorreactividad de los diferentes ASIC en la periferia vestibular. A-F ganglio vestibular. 
A1-F1 cresta de los canales semicirculares. A2-F2 mácula utricular. El anticuerpo que fue utilizado contra 
cada subunidad está indicado en la micrografía de la izquierda (se utilizó el mismo para las micrografías 
marcadas con la misma letra). ASIC1b fue la única subunidad que no fue inmunorreactiva en la periferia 
vestibular. En fibras nerviosas que corren a través del estroma sólo fueron detectadas las subunidades 
ASIC1a y ASIC2a (flechas en A1, A2, C1, C2). SE = epitelio sensorial, ST = estroma, LU = lumen. Las 
barras de calibración equivalen a: A-F = 60 µm, A1-F1 = 30 µm, A2-F2 = 40 µm. 



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

DISCUSIÓN 

 

En este trabajo de tesis se demuestra la presencia de una corriente iónica activada por protones 

extracelulares en neuronas aferentes vestibulares de la rata, que de acuerdo a la caracterización 

realizada es producida por la activación de canales tipo ASIC. Lo anterior se basa en la 

evidencia que se colectó a través del uso de técnicas de registro electrofisiológico, 

farmacológicas e inmuhistoquímicas del oído interno. 

 

Características biofísicas 

La activación rápida y desensibilización de la corriente evocada por pH 6.1 es la primera 

evidencia de que esta corriente iónica podría ser acarreada por canales tipo ASIC. La dinámica 

del proceso de activación que reportamos aquí, de alrededor de 10 ms tiene un valor cercano a 

lo reportado con anterioridad utilizando un sistema piezoeléctrico (con un retraso < 2 ms) para 

el intercambio de las soluciones (Bassler y cols., 2001). Sin embargo, la desensibilización 

rápida y casi completa de la corriente es el indicador más claro para sugerir la participación de 

canales iónicos tipo ASIC (Reeh y Kress, 2001). Por ejemplo, la cinética de la otra corriente 

activada por protones en las células de mamíferos, la de los TRPV1 es distinta; su activación 

dista mucho de producirse en el orden de centenas de milisegundos como ocurre con los ASIC, 

y su desensibilización es muy lenta e incompleta al paso de segundos (Tominaga y cols., 1998). 

Se debe hacer hincapié en que la desensibilización de la corriente ASIC de las neuronas 

aferentes vestibulares es rápida comparada con la que presentan los homómeros de la familia de 

los ASICs (Benson y cols., 2002; Hesselager y cols., 2004), sin embargo, cinéticas de 

desensibilización similares se presentan en canales heteromultiméricos. Por ejemplo, en el caso 

de las neuronas de los ganglios de la raíz dorsal (GRD) del ratón, se ha observado que las 

respuestas rápidas ante cambios en el pH extracelular se deben a la combinación de las 

subunidades ASIC1a, 2a y 3, los cuales tienen una constante de tiempo de desensibilización de 

Figura 17. Distribución de capacitancias de 
las neuronas que presentaron (barras en gris 
claro) y que no presentaron (en negro) 
corrientes iónicas activadas por protones (n = 
146 y 49 respectivamente). Las barras en gris 
oscuro (ASIC IHQ) representan la 
capacitancia estimada de las células 
inmunoreactivas a las distintas subunidades 
ASIC (n = 166). Para estas células la media 
de la capacitancia estimada fue de 9 ± 3 pF. 



0.15 seg, que es similar a la que encontramos en las neuronas aferentes vestibulares (Benson y 

cols., 2002). 

Otro factor que hace pensar que esta corriente iónica activada por protones es debida a la 

apertura de canales ASICs es que es acarreada de manera primordial por el ión sodio. Se ha 

reportado que el poro de conducción de los ASICs es altamente selectivo al sodio (cuando 

menos para la mayoría de las subunidades), a diferencia de las corrientes iónicas de los TRPV1, 

las cuales se ha llegado al consenso de que son catiónicas inespecíficas y que las corrientes de 

estos canales se deben en gran parte al flujo de calcio (Waldmann y Lazdunski, 1998; Szallasi y 

Blumberg, 1999). Por lo anterior, la manipulación del calcio extracelular se ha convertido en 

una herramienta útil en la diferenciación de los canales ASIC de otras corrientes iónicas 

activadas por protones. Desde su clonación se encontró que concentraciones altas de calcio 

extracelular bloqueaban la corriente iónica (Waldmann y cols., 1997a). Posteriormente se 

propuso un modelo de apertura de los ASIC en donde se desbloquea el poro abierto. Esta 

propuesta da cuenta de manera simple de las propiedades biofísicas de los ASICs y sugiere que 

estos canales se encuentran bloqueados por el calcio de manera constitutiva a pH fisiológico 

(Immke y McCleskey, 2003). En nuestras condiciones, encontramos que el incremento en el 

calcio extracelular desplaza a la derecha la curva de sensibilidad a los protones de la corriente 

iónica (sólo cambia el pH0.5, manteniéndose sin cambio los demás parámetros del ajuste; ver 

Figura 7B), lo cual coincide con trabajos previos que estudian el proceso de activación (gating) 

del canal, donde se encontró que el aumento del calcio extracelular decrementa la sensibilidad a 

los protones de los ASIC (Immke y McCleskey, 2003). Hallazgos posteriores en cuanto al papel 

que juega el calcio sobre el gating del canal muestran que aún en ausencia de calcio extracelular 

ASIC1a sigue siendo activado por protones (Paukert y cols., 2004). Sin embargo, estos 

resultados no afectan la idea de que el calcio es un bloqueador de poro abierto, se sigue 

pensando que el calcio participa en la estabilización del estado cerrado bloqueando directamente 

el poro del canal ya que se demostró que el aumento de la concentración extracelular de calcio 

reduce la conductancia unitaria de ASIC1a, resultado que sugiere que el calcio obstruye la vía 

por donde pasan los iones (Paukert y cols., 2004). 

Tomando en cuenta las características biofísicas de la corriente activada a pH 6.1, podemos 

sugerir con razonable certidumbre que la corriente iónica entrante que hemos registrado es 

debida a la expresión de heteromultímeros de ASIC. Dado que es necesaria la interacción entre 

ASIC1a, 2a y 3 para tener desensibilización rápida como la que obtuvimos y que el pH0.5 que 

encontramos en las aferentes vestibulares se asemeja bastante al de ASIC1a ó 1b, sugerimos que 

los canales ASIC en el vestíbulo están conformados por subunidades ASIC1 (ya sea a o b), 

ASIC2 y ASIC3 (Benson y cols., 2002; Hesselager y cols., 2004). 

 

Características farmacológicas 



Encontramos que la corriente activada por protones de las aferentes vestibulares fue sensible a 

los distintos agentes farmacológicos que bloquean a los ASICs (Waldmann y cols., 1997; 

Bassilana y cols., 2000; Voilley y cols., 2001; Wang y cols., 2006), lo que corrobora que dicha 

corriente es debida a la apertura de canales tipo ASIC. De hecho, la curva dosis-respuesta a la 

amilorida muestra una sensibilidad marcada al diurético, aunque con amilorida no se obtuvo un 

bloqueo del 100% de la corriente con una dosis máxima de 100 µM, el bloqueo del 80% con esa 

dosis fue similar al obtenido en otros trabajos (Waldmann y cols., 1997a y 1997b). Para obtener 

un efecto inhibidor significativo de la corriente ASIC algunos autores utilizan dosis de hasta 1 

mM (Waldmann y cols., 1997a) y para ciertas subunidades y combinaciones de ellas, por 

ejemplo monómeros de ASIC3, esta última concentración resulta en un bloqueo de alrededor 

del 80% (Waldmann y cols., 1997b). Las corrientes ASIC que desensibilizan menos resultan ser 

más resistentes al efecto de la amilorida. Sin embargo, en nuestros experimentos, el efecto 

robusto de la amilorida sobre el pico de la corriente activada por protones en las neuronas 

aferentes vestibulares indica que se trata de una corriente ASIC. En cambio, existen reportes en 

que la amilorida a dosis 200 µM no muestra ningún efecto sobre la corriente que pasa por 

canales TRPV1 (Ugawa y cols., 2002). 

Evidencia adicional acerca de que la corriente activada por protones registrada en nuestras 

condiciones no fue debida a la apertura de canales TRPV1 fue el hecho de que al aplicar 

capsaicina a altas dosis (hasta 10 µM) no se observó ningún efecto sobre la corriente de 

mantenimiento (ver Figura 10). Se debe agregar que existe en la literatura un trabajo que 

describe que el Gd3+ en concentración 100 µM (misma concentración que la utilizada en esta 

tesis como bloqueador de los ASICs), es un activador de los canales TRPV1, lo que argumenta 

en favor de la ausencia de dichos canales y de que la corriente activada por pH 6.1 es una 

corriente tipo ASIC (Tousova y cols., 2005). 

Por otro lado el zinc, que a altas concentraciones coactiva a ASIC2a (Baron y cols., 2001, 

Chu y cols., 2004), tuvo un efecto modesto pero significativo sobre la corriente evocada a pH 

6.1, esto sugiere una participación de la subunidad ASIC2a en la formación del canal. Otro 

coactivador de los ASICs, el neuropéptido FMRF-amida modificó significativamente la cinética 

de la desensibilización de la corriente activada a pH 6.1; este resultado constituye una de las 

pruebas más convincentes de que la corriente se debe a la presencia de canales iónicos tipo 

ASIC (Askwith y cols., 2000; Deval y cols., 2003).  

Otro efecto de bloqueo por zinc se ha reportado específicamente sobre canales ASIC1a, con 

efectos del catión en el orden nanomolar afectando un sitio de alta afinidad (Chu y cols., 2004). 

Añadiendo 10 mM de TPEN (un quelante de zinc) en la solución de perfusión evidenció una 

fracción de corriente activada por protones que presumimos era bloqueada por este metal. La 

fuente del zinc en nuestras soluciones, que inhibiría la corriente de forma tónica, podrían ser las 



mismas sales (la mayoría de ellas cloruros) que presentan trazas de zinc y que alcanzan una 

concentración entre 20 a 50 nM de este metal (por ejemplo el reactivo ultrapuro de NaCl de la 

marca Sigma [S7653] contiene 0.0005 % de zinc) (Paoletti y cols., 1997). Este resultado 

apoyaría la idea de que ASIC1a está formando parte del canal las neuronas aferentes 

vestibulares. 

El AAS (ácido acetilsalicílico) es un conocido bloqueador de la ciclo oxigenasa II (COX II), 

pero en años recientes ha sido descrito también como un bloqueador de baja afinidad de los 

ASICs.  El AAS mostró un efecto inhibitorio moderado de la corriente activada por protones de 

las neuronas afrentes vestibulares a una concentración de 100 µM, sin embargo, las 

concentraciones de AAS que se alcanzan en plasma a dosis terapéuticas (en el rango de 1-3 mM 

cuando se administra la dosis máxima) son lo suficientemente altas como para bloquear de 

manera casi completa a ciertas subunidades de los ASICs (Voilley y cols., 2001). Este podría 

ser un mecanismo adicional que explique la analgesia producida por el AAS y los inhibidores de 

la COX-II cuando se aplican de manera tópica, ya que hasta el momento no se sabe con 

certidumbre la manera en que medicamentos como el naproxeno o diclofenaco ejercen su efecto 

analgésico cuando se aplican por esta vía. Es de destacar que al ser aplicados tópicamente los 

antiinflamatorios no esteroideos (AINES) alcanzan concentraciones de hasta 2 mM, que está por 

encima de la IC50 en la cual bloquean a los ASIC (Voilley y cols., 2001). En los casos de 

intoxicación por AINES cuyos síntomas característicos involucran de manera muy directa al 

oído interno (tinitus y vértigo) (Cazals, 2000), estos podrían ser, al menos en parte, originados 

por el bloqueo de los ASICs que parecen participar activamente en la transmisión sináptica de 

las aferentes vestibulares y en la generación de potenciales de acción en las neuronas aferentes 

que los presentan (ver sección referente al Papel fisiológico). 

La intoxicación por plomo produce algunos síntomas que pueden tener su origen en una 

disfunción vestibular (Garza y cols., 2006). Las concentraciones plasmáticas que se consideran 

severamente tóxicas son de alrededor de 1 µM, dicha concentración tiene un efecto muy 

modesto sobre la corriente ASIC1a expresada en sistemas heterólogos, sin embargo la 

concentración plasmática puede no reflejar la acumulación de este metal en los tejidos, en donde 

se ha visto que el tejido nervioso es especialmente susceptible de concentrar altas cantidades del 

metal (Garza y cols., 2006). En este trabajo se evaluó una concentración de 10 µM, y aunque el 

efecto de bloqueo que tuvo sobre los ASIC de las neuronas aferentes vestibulares es 

relativamente pequeño, se puede especular que pudiera producir algunos de los síntomas tóxicos 

de este metal, especialmente los de mareo y el vértigo, además de otros efectos neurotóxicos ya 

conocidos que a nivel celular incluyen bloqueo de canales de calcio, ocupación de sitios activos 

para cationes divalentes, etc. 

En conjunto, con base en el análisis de la sensibilidad farmacológica de la corriente, 

podemos concluir que la corriente iónica entrante activada por protones en las neuronas 



aferentes vestibulares es producida principalmente por la activación de canales tipo ASIC, y que 

en la formación de dichos canales podría participar la subunidad ASIC2. Desde el punto de vista 

farmacológico no es posible obtener información adicional acerca de las subunidades que 

forman el canal expresado en las neuronas aferentes vestibulares. 

 

Inmuhistoquímica del oído interno 

De trabajos previos, se sabía de la presencia de ASICs en el oído interno, en específico de las 

subunidades ASIC4 clonada de la cóclea y vestíbulo de la rata (Grunder y cols., 2000), la 

ASIC2 de la cóclea y vestíbulo de ratón detectada por inmunohistoquímicas (Peng y cols., 

2004) y ASIC3 de la cóclea del ratón detectada por RT-PCR e inmuhistoquímica (Hildebrand y 

cols., 2004). También se había clonado la subunidad ASIC1b de una biblioteca de cDNA 

específica del sistema vestibular de la rata (Bassler y cols., 2001). En el presente trabajo 

mediante la inmuhistoquímica encontramos una expresión prominente de ASIC1a que coincide 

bien con el pH0.5 y el número de Hill que obtuvimos en las curvas dosis-respuesta (Waldmann y 

cols., 1997; Benson y cols., 2002; Heselager y cols., 2004). El incremento en la corriente ASIC 

que se obtuvo con la coaplicación de zinc es consistente con la inmunorreactividad específica 

para la subunidad ASIC2a (Baron y cols., 2001; Chu y cols., 2004). Mientras que, la cinética 

rápida de la corriente coincide con la expresión de ASIC3 (Benson y cols., 2002).  

 A diferencia de lo reportado por Balaban y colaboradores (2003) quienes observan 

inmunorreactividad en las neuronas aferentes vestibulares (presumiblemente en membranas 

internas) y pudieron amplificar por RT-PCR el mensajero del TRPV1 proveniente del ganglio 

vestibular completo, en nuestras condiciones, no pudimos registrar corrientes atribuibles a la 

activación del TRPV1, por lo que concluimos que dicho receptor no se expresó funcionalmente 

en la membrana de las neuronas aferentes vestibulares. 

Por otra parte, la ausencia de corrientes iónicas producidas por protones en las células 

ciliadas aisladas, coincide con el hecho de que en la inmunohistoquímica no se detectó ningún 

tipo de marcaje en dichas células. Esto coincide también con reportes previos en la literatura en 

que los autores no encuentran marca para ASICs o TRPV1 en las células ciliadas (Balaban y 

cols., 2003; Peng y cols., 2004).  

 

Papel fisiológico 

Las neuronas aferentes vestibulares de la rata que presentaron la corriente ASIC dispararon 

potenciales de acción cuando el pH extracelular fue acidificado rápidamente, este fenómeno ya 

ha sido observado en otras preparaciones como lo son las neuronas de la corteza cerebral, las 

piramidales CA1 del hipocampo y las de los ganglios de la raíz dorsal (Varming, 1999; Baron y 

cols., 2002; Deval y cols., 2003; Vukicevic y Kellenberger, 2004). En la mayoría de estos 

reportes esta actividad ha sido interpretada como una respuesta ante un estímulo nocivo para la 



neurona; sin embargo se ha propuesto un cambio de enfoque, en el que la activación de los 

ASICs podría tener un papel en la transmisión sináptica (Bianchi y Drischoll, 2002; Wemmie y 

cols., 2002). Se ha discutido que los ASICs, por sus características, puedan ser considerados 

como un receptor postsináptico excitatorio, de manera similar a los receptores a acetilcolina o 

glutamato. Los ASIC muestran la mayoría de las características de los receptores postsinápticos 

excitatorios: se activan en el rango micromolar bajo, muestran cinética de desensibilización 

evidente y su corriente catiónica (acarreada principalmente por sodio) despolariza a la neurona 

que presenta estos receptores. Por otro lado, la interacción protones-ASICs tiene una cinética de 

interacción ligando receptor que resulta ser la más simple que se ha encontrado en la naturaleza 

(Krishtal, 2003). Se especula que en cierto contexto los protones en interacción con los ASIC 

pueden participar en la neurotransmisión en condiciones fisiológicas, interactuando con algunos 

otros receptores (como el NMDA) complementando la transmisión sináptica (Bianchi y 

Drischoll, 2002). En el trabajo de Beg y cols. (2008), se describe que para que una acidificación 

intensa del espacio sináptico, active de manera efectiva receptores ionotrópicos activados por  

protones es necesaria la presencia de un intercambiador Na+/H+. En sinapsis del sistema 

nervioso esto parece una condición necesaria ya que ante la entrada de calcio en la terminal 

presinaptica sólo se liberan una o dos vesículas sinápticas. Sin embargo, en las sinapsis en 

forma de listón existe una gran cantidad de vesículas listas para ser liberadas, por lo que el 

intercambiador puede no ser necesario para una acidificación significativa del espacio sináptico 

que pudiera activar receptores postsinápticos (Sterling y Matthews, 2005). Pese a lo anterior, en 

la membrana basolateral de la célula ciliada de rana ha sido descrita la isoforma NHE1 del 

intercambiador Na+/H+, que probablemente estuviera teniendo algún tipo de participación en la 

acidificación del espacio sináptico, independiente del papel en la homeostasis del espacio 

intracelular que se le ha atribuido (Hill y cols., 2006).  

En el caso de las neuronas aferentes vestibulares podemos sugerir que uno de los efectos 

fisiológicos de la activación de los ASICs sería el ajustar la dinámica de disparo de estas 

neuronas, posiblemente despolarizando directamente la neurona aferente ante la acumulación de 

protones en el espacio sináptico, ya sean provenientes de la vesículas de glutamato o expulsados 

de las células ciliadas a través de una ATPasa de Na+/H+. Cabe aclarar que estas dos últimas 

posibilidades de liberación de H+ al espacio sináptico aún no han podido ser demostradas en 

sinapsis de mamíferos. Sin embargo, los cambios de pH en condiciones experimentales 

generaron -por si solos- potenciales de acción, lo que deja abierta la posibilidad de que bajo las 

condiciones adecuadas (un cambio de pH en el medio extracelular o la liberación de péptidos 

relacionados con la FMRF-amida sobre la neurona aferente vestibular que inhiban la 

desensibilización de los ASIC) se pueda generar una corriente iónica mediada por ASICs 

suficiente para despolarizar a las neuronas aferentes.   



Por otro lado, el patrón de expresión de los ASICs se restringió a las neuronas de menor 

capacitancia; esto último puede tener importantes implicaciones funcionales, ya que dicho tipo 

de neuronas son las que inervan a las células ciliadas tipo II y presentan un patrón de descarga 

regular de potenciales de acción, diferentes desde el punto de vista morfológico y de su descarga 

a las neuronas que inervan las células ciliadas tipo I (Leonard y Kevetter, 2002; Goldberg; 

2000). La presencia de los ASIC en estas neuronas de menor tamaño puede incrementar su 

entrada sináptica y a su vez el patrón de su descarga. La misma distribución asimétrica de 

canales iónicos en las neuronas aferentes vestibulares de distinto tamaño ha sido identificada 

para canales como los de potasio activados por calcio (IKCa) y los canales de calcio activados por 

voltaje de bajo umbral (Limón y cols., 2005). En el caso de la IKCa se encontró que la densidad 

de su corriente es 4 veces más grande en las células pequeñas que en las de mayor diámetro. 

Esta corriente influye sobre la posthiperpolarización de manera significativa en las neuronas de 

menor tamaño, lo que sin duda tiene un impacto profundo en la regularidad de estas neuronas 

(Limón y cols., 2005). En el caso de los ASIC, no tenemos la misma certidumbre sobre la 

influencia que puedan tener sobre la descarga de las neuronas que las expresan, sin embargo, 

debido a su expresión restringida y a que conducen una corriente despolarizante es que 

proponemos que actúan directamente en la determinación de la magnitud de la entrada sináptica 

junto con los receptores a aminoácidos excitadores que se reconocen como el neurotransmisor 

de esta sinapsis (Soto y cols., 1988). 

Los resultados obtenidos en el presente trabajo de tesis señalan el tipo de experimentos que 

deben diseñarse en el futuro, que tengan específicamente el objetivo de hacer una evaluación 

amplia del papel de los ASICs en la descarga de las neuronas aferentes vestibulares. El diseño 

experimental debe de conducirse de manera cuidadosa, debido a la carencia de herramientas 

farmacológicas específicas accesibles en el mercado para el bloqueo de los ASICs (Krishtal, 

2003). Cabe destacar que resultados preliminares de nuestro laboratorio nos han permitido 

demostrar en una preparación del vestíbulo aislado tanto del axolotl como de la rata que la 

FMRFamida produce un efecto significativo sobre el patrón de descarga de las neuronas 

aferentes vestibulares, hecho que indica que los ASIC se pueden encontrar tónicamente activos 

y que probablemente participan en la generación de la descarga basal de dichas neuronas 

aferentes (Mercado y cols., 2006). 

 
 

 

 

 

 

 



CONCLUSIÓN 

 

Las neuronas aferentes vestibulares presentan una conductancia iónica activada por protones 

extracelulares, dicha corriente es acarreada a través de canales iónicos de la familia de los 

ASICs, conformados aparentemente por las subunidades ASIC1a, 2 y 3. La expresión de esta 

corriente está restringida a las neuronas de menor capacitancia, lo que sugiere que se encuentran 

expresados en las neuronas de diámetro somático pequeño, con axones delgados y con 

terminales en forma de botón. Su papel funcional puede estar relacionado con el ajuste de la 

excitabilidad y del patrón de descarga de las neuronas vestibulares, aunque debe considerarse la 

posibilidad de que jueguen también un papel de orden metabólico. Los ASICs pudieran tener 

también una participación relevante en algunos procesos patológicos que se acompañan de 

desequilibrio ácido básico y que afectan a los órganos vestibulares, como ha sido demostrado en 

la enfermedad de Ménière (Celestino y cols., 1976) y en la intoxicación por AAS que se 

caracteriza entre otros síntomas por tinitus y vértigo (Cazals, 2000). 
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