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ESTRUCTURA DE LA TESIS 
 

La presente tesis está organizada de la siguiente manera: 

 

 Resumen 
 Introducción 
 Planteamiento del problema 
 Hipótesis  
 Objetivos 
 Métodos 
 Resultados 
 Discusión 
 Conclusiones 
 Referencias 

 Apéndices: En esta sección se incluye el artículo de investigación que contiene 

los resultados de esta tesis doctoral: 

 
Glucose deprivation induces reticulum stress by the PERK pathway and caspase-7- and 

calpain-mediated caspase-12 activation. García de la Cadena S, Hernández-Fonseca K, 

Camacho-Arroyo I, Massieu L. Apoptosis, 2014, 19:414-427 

 

Y un artículo de revisión en dónde se aborda el papel de las caspasas en la 

inflamación y la muerte neuronal isquémica, destacando el papel de la caspasa-

12: 

 

Caspases and their role in inflammation and ischemic neuronal death. Focus on 

caspase-12. García de la Cadena S, Massieu L. Apoptosis, 2016 
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I. RESUMEN 
 

El retículo endoplásmico (RE) es un compartimento subcelular que tiene un 

importante papel como almacén de calcio. Además de servir como depósito de 

calcio, una función central del RE es el plegamiento y procesamiento, tanto de 

proteínas de membrana como de secreción, recién sintetizadas. Éstos son 

procesos estrictamente dependientes de calcio que requieren de una alta 

concentración de este catión para su correcto funcionamiento. Cuando estas 

funciones se alteran, se produce un estado patológico conocido como estrés 

reticular, durante el cual, las proteínas mal o no plegadas se acumulan en el lumen 

del RE. La acumulación de proteínas no plegadas puede inducir apoptosis si el 

funcionamiento del RE no es restaurado. La función del RE puede alterarse a 

través de varios mecanismos, que incluyen, el vaciamiento de los depósitos de 

calcio del RE, el bloqueo de la glucosilación de proteínas, el bloqueo del 

proteosoma y la presencia de mutaciones en proteínas que impide que éstas sean 

plegadas apropiadamente. Para hacer frente a esas condiciones, las células 

activan una respuesta que está altamente conservada en los organismos conocida 

como: respuesta a proteínas no plegadas (UPR). La principal función de la UPR es 

restaurar las funciones del RE reduciendo la carga de proteínas que necesitan ser 

plegadas y procesadas en el lumen, e incrementar la capacidad para plegar y 

procesar proteínas. Para llevar a cabo estas funciones la UPR reduce la síntesis 

de proteínas, mientras que aumenta la traducción de proteínas chaperonas y la 

degradación de proteínas mal plegadas/no plegadas. 

El objetivo del presente estudio fue evaluar la presencia del estrés reticular 

en neuronas de hipocampo cultivadas, después de ser expuestas a un periodo de 

ausencia de glucosa (AG), lo cual trae como consecuencia la muerte de las 

neuronas. Los mecanismos asociados a la muerte en esta condición no se 

conocen totalmente, pero experimentos de nuestro laboratorio sugieren que una 

disminución en las concentraciones de ATP y un aumento en la concentración de 

calcio intracelular participan en este proceso, activando a la proteasa dependiente 

de calcio, calpaína. Un segundo objetivo de esta investigación fue evaluar la 
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contribución del estrés reticular a la inducción de la muerte apoptótica inducida en 

esta condición. Para cumplir con estos objetivos se evaluó la presencia de algunos 

marcadores de estrés reticular como la proteína regulada por glucosa de 78 kDa 

(GRP78), el factor activador transcripcional 4 (ATF4), la proteína homóloga de la 

proteína de unión al potenciador CCAAT (CHOP) y la forma fosforilada de eIF2α 

(p-eIF2α), por medio de ensayos de inmunoblot. Además, se determinó la 

actividad y el procesamiento de la caspasa-3, -7 y -12, utilizando ensayos 

fluorométricos y de inmunoblot. La presencia de apoptosis se determinó 

cuantificando el número de núcleos fragmentados y condensados y evaluando el 

corte del DNA mediante la tinción con Hoechst y el ensayo de TUNEL, 

respectivamente. 

Los resultados indican que el estrés reticular es inducido durante la AG y 

que éste contribuye a la muerte neuronal a través de la activación de la vía de 

PERK de la UPR y de la caspasa-12. Además, los resultados demuestran que la 

activación de la caspasa-12 (mediada por calpaína y caspasa-7) está involucrada 

en la ejecución de la muerte neuronal, mientras que la vía mitocondrial 

dependiente de caspasas, tiene aparentemente un papel marginal. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



3 

 

II. INTRODUCCIÓN 
 
1. La glucosa en el sistema nervioso central  
 

El cerebro de los mamíferos depende de la glucosa como su principal 

fuente de energía. En el cerebro adulto, las neuronas tienen una alta demanda 

energética, requiriendo un aporte continuo de glucosa a través de la circulación 

sanguínea. En humanos, el cerebro representa el 2% del peso corporal total, sin 

embargo, es el principal consumidor de glucosa (aproximadamente 5.6 mg de 

glucosa por 100 g de tejido cerebral por minuto) (Mergenthaler et al. 2013). 

El cerebro, requiere una gran cantidad de energía para el mantenimiento de 

los potenciales de membrana y las funciones relacionadas con la 

neurotransmisión. Como comparación, el ATP consumido por gramo por minuto, 

que es usado para la señalización en el cerebro, equivale a la energía que utiliza 

el músculo de una pierna de un corredor durante un maratón, o la energía que 

requiere el riñón para llevar a cabo su trabajo osmótico. Aproximadamente el 75% 

de la energía consumida por el cerebro es utilizada en la señalización, mientras 

que el 25% restante se utiliza en funciones celulares esenciales, como, la síntesis 

y degradación de proteínas, nucleótidos y fosfolípidos, el transporte axoplásmico y 

para evitar la fuga de protones en la mitocondria (Attwell et al. 2001). 

Adicionalmente, el metabolismo de la glucosa proporciona la energía y los 

precursores para la biosíntesis de neurotransmisores (Mergenthaler et al. 2013). 

La glucosa es el principal sustrato energético usado por el cerebro adulto 

(Clarke et al. 1999). Sin embargo, bajo condiciones particulares el cerebro tiene la 

capacidad para usar otros sustratos energéticos, tales como los cuerpos cetónicos 

(acetoacetato y β-hidroxibutirato) durante el desarrollo y el ayuno prolongado, o el 

lactato durante periodos de intensa actividad física (McKenna et al. 2006; Bélanger 

et al. 2011; Mergenthaler et al. 2013). 
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2. Transportadores de glucosa  
 

La glucosa entra a las células mediante dos tipos de proteínas 

acarreadoras: los transportadores de glucosa dependientes de sodio (SGLT) y los 

transportadores de glucosa independientes de sodio (GLUT). Los transportadores 

SGLT acoplan el ingreso de Na+ y glucosa aprovechando el gradiente 

electroquímico a favor de la entrada del Na+, transportando a la hexosa en contra 

de un gradiente de concentración. Éstos se expresan principalmente en el epitelio 

del intestino delgado y el epitelio tubular renal (Castrejón et al. 2007; Shah et al. 

2012). Por otro lado, los GLUT que transportan la glucosa a favor de su gradiente 

de concentración, se expresan en todos los tejidos del organismo y constituyen el 

principal mecanismo de entrada de la glucosa a las células. En el cerebro la 

glucosa es transportada a través de la barrera hematoencefálica por difusión 

facilitada y los principales transportadores de glucosa en este órgano son los 

GLUT (Castrejón et al. 2007). Se han identificado 14 tipos de transportadores de 

glucosa (GLUT1–GLUT14), los cuales pueden ser dependientes o independientes 

de insulina. Para su estudio, se han dividido en tres subfamilias de acuerdo a las 

similitudes en su secuencia y a sus características funcionales. Estos 

transportadores son glucoproteínas cuya masa molecular fluctúa entre 55 y 45 

kDa, contienen doce segmentos transmembranales conectados entre sí por asas 

hidrofílicas; la primera asa es externa y en algunos GLUT presenta un sitio de 

glucosilación. Tienen sus grupos amino y carboxilo terminales del lado citosólico 

de la membrana. En estos transportadores, la selectividad a la glucosa está 

determinada por una serie de secuencias de aminoácidos altamente conservadas 

(Castrejón et al. 2007; Simpson et al. 2007). En el cerebro se encuentran 

presentes algunos de estos transportadores, como el GLUT1, GLUT3, GLUT4 y 

GLUT5 (Simpson et al. 2007). El transportador GLUT1 es un transportador 

independiente de insulina. Hay dos isoformas de GLUT1, con pesos moleculares 

de 55 y 45 kDa, las cuales son codificadas por el mismo gen y difieren solo en el 

grado de glucosilación (Vannucci et al. 1997). La isoforma de 55 kDa, que es 

comparable a la que se encuentra en la membrana de los eritrocitos, se localiza 
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exclusivamente en la membrana luminal y abluminal de las células endoteliales 

que conforman la barrera hematoencefálica. La isoforma menos glucosilada de 45 

kDa del GLUT1 se localiza en todas las células gliales, así como en las 

membranas basolateral y apical de las membranas del plexo coroide y el 

epéndimo (Simpson et al. 2007). El GLUT3 es un transportador independiente de 

insulina que presenta una alta afinidad por la glucosa. En el cerebro se expresa 

predominantemente en las neuronas, encontrándose en estructuras de la materia 

gris y en la neurohipófisis (Maher et al. 1994; Simpson et al. 2008). El GLUT4 es 

un transportador dependiente de insulina que se expresa en neuronas. La 

expresión de este transportador coincide con la presencia del receptor de insulina, 

sugiriendo que la translocación de GLUT4 de vesículas intracelulares a la 

membrana celular puede también estar regulada por insulina en el sistema 

nervioso central, particularmente en el hipocampo (Messari et al. 1998). En el 

cerebro, se ha confirmado la existencia del mRNA y de la proteína GLUT4 en 

células granulares del giro dentado, el cerebelo y el bulbo olfatorio (Vannucci et al. 

1997). El GLUT5 se considera principalmente como un transportador de fructosa, 

sin embargo su expresión ha sido detectada en una variedad de tejidos incluyendo 

el cerebro, donde los niveles de fructosa son bajos. En el cerebro se expresa 

exclusivamente en la microglía. El GLUT5 es un transportador poco eficiente de 

glucosa y probablemente contribuye poco al metabolismo de la glucosa cerebral 

(Maher et al. 1994; Vannucci et al. 1998). 

Los transportadores de glucosa más ampliamente expresados en el cerebro 

son el GLUT1 y el GLUT3 y su expresión varía durante el desarrollo. Los niveles 

de GLUT1 y GLUT3 se incrementan dramáticamente con la maduración cerebral y 

la sinaptogénesis (McKenna et al. 2006; Simpson et al. 2008). 

En el cerebro, también se encuentran presentes transportadores de ácidos 

monocarboxílicos (MCTs), los cuales son los responsables del transporte de 

lactato, piruvato, y los cuerpos cetónicos (acetoacetato y β-hidroxibutirato). Se han 

identificado 14 tipos de MCTs (MCT1-MCT14). En el cerebro se encuentran 

presentes cuatro de estos transportadores (Simpson et al. 2007; Halestrap et al. 

2012). El MCT1 se encuentra localizado en la barrera hematoencefálica y en los 
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astrocitos. El MCT2 se expresa principalmente en neuronas. La expresión del 

MCT3 está limitada al plexo coroide. Por otro lado, el MCT4 se ha identificado en 

algunas células gliales (Pierre y Pellerin 2005; McKenna et al. 2006). Estos 

transportadores se expresan en el cerebro en desarrollo, lo cual es consistente 

con la importancia de los ácidos monocarboxílicos como sustratos durante el 

periodo de lactancia (McKenna et al. 2006). 

 

3. Metabolismo de glucosa  
 

En el cerebro, la glucosa es usada como el principal combustible metabólico 

(Clarke et al. 1999). El primer paso es la entrada de la glucosa a las células a 

través de los transportadores de glucosa, GLUTs. A continuación, la glucosa es 

fosforilada por la enzima hexocinasa generando glucosa-6-fosfato (glucosa-6P). 

La glucosa-6P puede entrar en la vía de la glucólisis o en la vía de las pentosas 

fosfato, generando piruvato, ATP y NADH o produciendo equivalentes reductores 

en forma de NADPH y pentosas, respectivamente. Además, la glucosa-6P puede 

también almacenarse en forma de glucógeno (Wiesinger et al. 1997; Bélanger et 

al. 2011). El glucógeno, es la única reserva energética en el cerebro y se 

encuentra localizado exclusivamente en los astrocitos en el cerebro adulto 

(Bélanger et al. 2011; Mergenthaler et al. 2013). 

En la glucólisis, una molécula de glucosa, es inicialmente degradada a dos 

moléculas de piruvato en un proceso glucolítico que ocurre en el citosol. Durante 

la glucólisis, cuatro moléculas de ATP son generadas por cada molécula de 

glucosa convertida a piruvato. Sin embargo, dos moléculas de ATP son requeridas 

en la vía metabólica, una de esas reacciones es la fosforilación inicial de la 

glucosa. Mientras que, el segundo ATP generado es utilizado en la fosforilación de 

la fructosa 6-fosfato. De esta forma, la glucólisis tiene un rendimiento neto de 2 

ATP por molécula de glucosa (obtenidos por fosforilación a nivel de sustrato). 

También, durante la glucólisis se forman dos moléculas de NADH a partir de NAD+ 

por molécula de glucosa. Bajo condiciones anóxicas, el NADH reacciona en el 

citosol con el piruvato, formando lactato y regenerando el NAD+ (con un 
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rendimiento neto de 2 ATP por molécula de glucosa) (Hertz, 2008). Sin embargo, 

bajo condiciones aeróbicas, las dos moléculas de NADH son transportadas del 

citosol a la mitocondria, a través de la lanzadera malato-aspartato. En la 

mitocondria, las dos moléculas de NADH son oxidadas al entrar en la cadena 

respiratoria, generando adicionalmente 6 moléculas de ATP (Mergenthaler et al. 

2013). Por otro lado, el piruvato generado durante la glucólisis atraviesa la 

membrana interna mitocondrial mediante un mecanismo de simporte con protones. 

Dentro de la matriz mitocondrial, el piruvato sufre una descarboxilación oxidativa 

provocada por la enzima piruvato deshidrogenasa, generando acetil coenzima A 

(Ac-CoA), NADH y CO2. La Ac-CoA se condensa con el oxalacetato presente en el 

ciclo de los ácidos tricarboxílicos (TCA) y durante una vuelta del ciclo, el 

oxalacetato es regenerado y está listo para condensarse con otra molécula de Ac-

CoA. Cada molécula de glucosa produce a través de la glucólisis dos moléculas 

de piruvato, que a su vez producen dos moléculas de Ac-CoA, por lo tanto, el 

rendimiento del TCA es: 4 CO2, 2 GTP, 6 NADH, 6 H+ y 2 FADH2. En todos los 

tipos celulares, el TCA asociado con la fosforilación oxidativa, funciona como la 

principal fuente de energía. Cada NADH cuando se oxida en la cadena 

respiratoria, genera 3 moléculas de ATP, mientras que el FADH2 da lugar a 2 ATP. 

Por lo tanto, el rendimiento neto de ATP después de la oxidación de una molécula 

de glucosa en la glucólisis, el TCA y la fosforilación oxidativa es de 38 moléculas 

de ATP (Hertz, 2008) (Figura 1). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

Glucosa

glucólisis

2 piruvato + 2 ATP + 2 NADH

TCA

2 NADH

8 ATP

2 Ac-CoA

4 CO2 + 2 GTP + 6 NADH + 6 H+ + 2 FADH2

6 ATP

2 ATP Cadena 
respiratoria

18 ATP 4 ATP
24 ATP

38 ATP totales

Cadena 
respiratoria

NADH   = 3 ATP
FADH2 = 2 ATP

Piruvato
deshidrogenasa

2 CO2

Fig. 1 Oxidación de la glucosa. La glucosa es degradada durante la glucólisis a dos moléculas de piruvato, 2 ATP y 2 

NADH. Posteriormente, el piruvato sufre una descarboxilación oxidativa provocada por la enzima piruvato deshidrogenasa, 

generando 2 Ac-CoA, 2 NADH y 2 CO2. La Ac-CoA se condensa con el oxalacetato presente en el TCA, generando 4 CO2, 

2 GTP, 6 NADH, 6 H+ y 2 FADH2. Finalmente, el NADH y el FADH2 son oxidados en la cadena respiratoria. El rendimiento 

neto de ATP después de la oxidación de una molécula de glucosa en la glucólisis, el TCA y la fosforilación oxidativa es de 

38 moléculas de ATP. 

 

Como se mencionó al principio, el glucógeno es la única reserva energética 

en el cerebro, está presente en los astrocitos y puede ser rápidamente 

metabolizado sin necesidad de utilizar ATP. Aunque las neuronas expresan la 

enzima glucógeno sintetasa, necesaria para la síntesis de glucógeno; esta enzima 

se mantiene inactiva en las neuronas a través de mecanismos que dependen del 

proteosoma. La ruptura del glucógeno resulta en la producción de glucosa-6P, la 

cual es convertida a piruvato. El piruvato generado puede entrar al TCA o bien ser 

convertido a lactato por la enzima lactato deshidrogenasa 5 (LDH5). El lactato 

generado es liberado al espacio extracelular a través de los transportadores MCT1 

y MCT4, presentes en los astrocitos. El lactato liberado es recapturado por las 

neuronas vía el transportador MCT2. En las neuronas, el lactato puede ser usado 

como sustrato energético después de su conversión a piruvato por la enzima 

lactato deshidrogenasa 1 (LDH1), la cual es expresada principalmente en 

neuronas (Hertz, 2008; Bélanger et al. 2011). Finalmente, el piruvato generado por 

la acción de la enzima LDH1, puede entrar al TCA y pasar por la cadena de 
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transporte de electrones para cubrir los requerimientos energéticos de las 

neuronas (Bélanger et al. 2011) (Figura 2). Sin embargo, los niveles de glucógeno 

en el cerebro (6-7 µmol/g), son relativamente bajos comparados con los niveles 

observados en el hígado (100-500 µmol/g) (McCall, 2004; Khowaja et al. 2015; Öz 

et al. 2015). 
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Glucógeno
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Fig. 2 Interacciones metabólicas astrocito-neurona. La ruptura del glucógeno resulta en la producción de glucosa-6P, la cual 

es convertida a piruvato. El piruvato generado puede entrar al TCA o bien ser convertido a lactato por la enzima LDH5. El 

lactato generado es liberado al espacio extracelular a través de los transportadores MCT1 y MCT4, presentes en los 

astrocitos. El lactato liberado es recapturado por las neuronas vía el transportador MCT2. En las neuronas, el lactato es 

convertido a piruvato por la enzima LDH1. Finalmente, el piruvato generado por la acción de la LDH1, puede entrar al TCA y 

pasar por la cadena de transporte de electrones para cubrir los requerimientos energéticos de las neuronas. 

 

4. Hipoglucemia 
 

La hipoglucemia se define como la disminución en los niveles normales de 

glucosa por debajo de 40-60 mg/dL (Saunders y Ross 2002; Languren et al. 2013). 

La hipoglucemia es un estado generalmente transitorio, aunque puede 

presentarse en forma crónica, tanto en adultos como en infantes con trastornos 

hormonales, como es la deficiencia de glucagón o alteraciones en la hormona del 

crecimiento, entre otras. Los pacientes diabéticos dependientes de insulina 

(diabetes tipo 1) también están expuestos a estados de hipoglucemia, ya que al 

administrarse la insulina pueden excederse en la dosis y provocar así una 
9 
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disminución excesiva en los niveles sanguíneos de glucosa. La hipoglucemia 

también puede presentarse como consecuencia de un insulinoma que al sintetizar 

y liberar insulina de manera excesiva, produce la hipoglucemia (Haces et al. 2005; 

Languren et al. 2013). La concentración fisiológica de glucosa en sangre oscila 

entre 70-110 mg/dL (o 3.9-6.1 mM) y existen mecanismos encargados de 

mantener los niveles de glucosa dentro de este rango fisiológico. Cuando los 

niveles de glucosa en sangre disminuyen por debajo de 81 mg/dL disminuye la 

secreción de insulina de las células β pancreáticas. Una disminución por debajo de 

68 mg/dL aumenta la secreción de glucagón de las células pancreáticas y de 

epinefrina de la médula adrenal. El glucagón incrementa los niveles de glucosa en 

plasma por la estimulación de la producción de glucosa hepática a través de la 

glucogenólisis (degradación de glucógeno a glucosa) y la gluconeogénesis 

(síntesis de glucosa de piruvato). La epinefrina también incrementa la 

glucogenólisis y la gluconeogénesis en el hígado, estimula la lipólisis en el tejido 

adiposo y disminuye la secreción de insulina. Si la concentración de glucosa en 

sangre continúa bajando hasta 54 mg/dL se activa la respuesta simpatoadrenal 

que causa síntomas autonómicos (neurogénicos), como son sudoración, hambre, 

hormigueo, palpitaciones, temblores y ansiedad. Esos síntomas son críticos para 

la percepción del estado hipoglucémico. Cuando se alcanza este nivel de glucosa, 

también se presentan síntomas neurológicos (neuroglucopénicos), que incluyen 

confusión, visión borrosa, mareos, irritabilidad, dificultad para hablar y pensar, 

debilidad y somnolencia (Cryer 2007; Languren et al. 2013). La percepción de 

estos síntomas, particularmente los síntomas neurogénicos, induce al organismo a 

la ingesta de alimentos. Si todos esos mecanismos de defensa fallan y los niveles 

de glucosa alcanzan los 50 mg/dL se puede presentar una disminución en la 

cognición, conducta aberrante y crisis epilépticas. El coma se puede presentar 

cuando los niveles de glucosa se encuentran en el rango de 41-49 mg/dL, así 

como a niveles de glucosa más bajos. Todas esas respuestas son típicamente 

corregidas después de que la concentración de glucosa en plasma se restaura. El 

daño neurológico permanente es raro. Sin embargo, la hipoglucemia profunda (20 

mg/dL) y prolongada puede causar daño cerebral (Cryer 2007). La muerte 
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neuronal hipoglucémica es más pronunciada en poblaciones de neuronas 

específicas, como las neuronas de la región CA1 del hipocampo, el subículo, el 

giro dentado, las capas 2 y 3 de la corteza cerebral y el estriado dorso lateral. 

Mientras que otras áreas como el cerebelo y el tallo cerebral son más resistentes 

(Auer et al. 1984; Auer 1986). 

 
4.1 Mecanismos de muerte neuronal inducidos por la hipoglucemia 
 

Una variedad de mecanismos están involucrados en la patogénesis de la 

muerte neuronal inducida durante la hipoglucemia (Cryer 2007) y la isquemia 

cerebral (reducción transitoria o permanente del flujo sanguíneo cerebral) 

(Durukan y Tatlisumak 2007). Se ha propuesto que el daño neuronal asociado con 

esta condición puede ocurrir por un mecanismo excitotóxico, provocado por la 

liberación de glutamato, y particularmente de aspartato (Wieloch 1984; Sandberg 

et al. 1986). También, se ha sugerido que la liberación neuronal de zinc, la 

producción de especies reactivas de oxígeno (ROS), la activación de la poli (ADP-

ribosa) polimerasa-1 (PARP-1), la transición de la permeabilidad mitocondrial y la 

respuesta inflamatoria participan en la muerte neuronal hipoglucémica (Friberg et 

al. 1998; Suh et al. 2003, 2004, 2007, 2008; Cryer 2007; Páramo et al. 2010; Won 

et al. 2012). Suh y colaboradores utilizando cultivos neuronales y un modelo in 

vivo de hipoglucemia en ratones, identificaron una secuencia de eventos que 

conducen a la muerte neuronal después de la hipoglucemia. De acuerdo con este 

trabajo, la reperfusión de glucosa inicia la producción de óxido nítrico, el cual 

conduce a la liberación de zinc vesicular. Posteriormente, el zinc entra a las 

neuronas postsinápticas e induce la producción de superóxido a través de la 

enzima NADPH oxidasa (NOX). El superóxido producido por la NOX provoca la 

acumulación de zinc, activación de la PARP-1 y finalmente, la muerte neuronal 

(Suh et al. 2008). La mitocondria ha sido propuesta como una fuente generadora 

de ROS en la hipoglucemia y la isquemia-reperfusión. Sin embargo, se han 

identificado otras fuentes productoras de ROS. Suh y colaboradores (2007) 

usando cultivos neuronales de corteza y un modelo de hipoglucemia aguda 
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seguida de la reintroducción de glucosa, encontraron que la producción de 

superóxido se incrementa por la activación de la NOX durante el periodo de 

reperfusión de glucosa. Además, utilizando un modelo de AG en neuronas de 

hipocampo cultivadas, se observó que las ROS incrementan rápidamente durante 

la AG, de una manera dependiente de la activación de los receptores NMDA y no 

NMDA y de la presencia de calcio (Páramo et al. 2010). En este trabajo, se 

observó que la producción de superóxido depende de la activación de las 

enzimas, fosfolipasa A2 y xantina oxidasa, las cuales se activan por calcio y 

contribuyen al daño neuronal. También, se observó que la concentración de calcio 

intracelular se incrementa progresivamente durante el periodo de AG (Páramo et 

al. 2010), y que se activa la calpaína, una proteasa dependiente de calcio 

asociada con el daño excitotóxico (Páramo et al. 2013). Además, la salida de 

calcio del RE posiblemente contribuye a la activación de esta proteasa, ya que 

bloqueadores de los receptores a inositol 1,4,5-trifosfato (IP3R) y a rianodina 

(RyR), previenen su activación (Páramo et al. 2013). Por otra parte, en un modelo 

de inhibición glucolítica utilizando cultivos neuronales de hipocampo expuestos a 

yodoacetato, un inhibidor de la gliceraldehído-3-fosfato deshidrogenasa, se 

observó que la salida de calcio del RE posiblemente, participa en la producción de 

ROS y en la muerte neuronal. La exposición al yodoacetato, provoca una 

progresiva disminución en los niveles de energía y así, los mecanismos 

responsables de la extrusión y el almacén del calcio intracelular están alterados 

(Hernández-Fonseca et al. 2005). En este trabajo se observó que el quelante de 

calcio intracelular, BAPTA-AM, y bloqueadores de los IP3R y RyR previenen la 

generación de ROS y aumentan la sobrevivencia celular (Hernández-Fonseca et 

al. 2005). 

 
5. El Retículo endoplásmico 

 
El RE está formado por endomembranas organizadas en un complejo 

sistema de microtúbulos y cisternas. En las neuronas, el RE se extiende desde el 

núcleo y el soma a las dentritas y a través del axón a las terminales presinápticas 
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(Verkhratsky 2005). De acuerdo a la presencia o ausencia de ribosomas el RE se 

denomina RE rugoso y liso, respectivamente. El RE juega un papel central en la 

biosíntesis celular. Su membrana es el lugar de producción de todas las proteínas 

transmembranales y lípidos de la mayoría de los organelos celulares, incluyendo 

el propio RE, el aparato de Golgi, los lisosomas, los endosomas, las vesículas 

secretoras y la membrana plasmática. La membrana del RE, también contribuye 

de forma importante a la formación de las membranas de las mitocondrias y de los 

peroxisomas, ya que produce los lípidos de estos organelos. Además, todas las 

proteínas que serán secretadas al exterior celular y también las que permanecen 

en el lumen del RE, en el aparato de Golgi o en los lisosomas, son inicialmente 

transportadas al lumen del RE. El RE es también un organelo que lleva a cabo 

importantes funciones como el procesamiento de xenobióticos. Algunas de estas 

reacciones de destoxificación son llevadas a cabo por enzimas de la familia de la 

citocromo P450, las cuales se encuentran principalmente en el RE liso (Alberts et 

al. 2014). 

 

5.1 El calcio en el retículo endoplásmico 
 

El calcio es una molécula de señalización que regula una gran variedad de 

procesos celulares tales como: el metabolismo, la fosforilación y desfosforilación 

de proteínas, la proliferación y diferenciación celular, la transcripción de genes, la 

motilidad celular, la contracción-excitación del músculo, la muerte celular 

programada y la neurotransmisión. Además, el calcio es importante para la 

translocación, plegamiento, glucosilación y formación de enlaces disulfuro de las 

proteínas dentro del RE. El calcio interacciona directamente con una variedad de 

chaperonas moleculares residentes del RE y las funciones de estas chaperonas 

dependen de las concentraciones de calcio presente en el lumen del RE (Bonilla et 

al. 2002; Coe y Michalak 2009). Para lograr un balance del flujo de calcio dentro y 

fuera de la célula se requiere un elaborado sistema que incluye al intercambiador 

Na+/Ca2+ de la membrana plasmática, la ATPasa de Ca2+ del retículo 

sarco/endoplásmico (SERCA) y la ATPasa de Ca2+ de la membrana plasmática. 
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Estos últimos, usan ATP como fuente de energía para bombear Ca2+ en contra de 

un gradiente iónico a través de la membrana. (Krebs et al. 2015). El RE es el 

principal sitio para el almacenamiento de Ca2+ dentro de la célula. La 

concentración de Ca2+ en el lumen del RE es aproximadamente de 500 µM, 

mientras que, la concentración de este catión en el citoplasma es de 

aproximadamente 100 nM (Henderson et al. 2015). En respuesta a una variedad 

de estímulos, el RE libera Ca2+ del lumen al citosol a través de los canales de los 

IP3R y RyR. Sin embargo, la mayor parte del Ca2+ liberado es regresado después 

al lumen del RE por la acción de la SERCA. El mantenimiento de los niveles de 

Ca2+ dentro de la célula se logra mediante la acción de chaperonas moleculares, 

entre las que se encuentran: la calreticulina, GRP78, la proteína regulada por 

glucosa de 94 kDa (GRP94), la proteína disulfuro isomerasa A6 y las proteínas del 

RE de 72, 57, 44 y 29 kDa (ERp72, ERp57, ERp44 y ERp29). Tan solo la 

calreticulina une aproximadamente el 50% del Ca2+ almacenado en el RE. Por otro 

lado, GRP94 es una de las proteínas más abundantes en el lumen del RE. Así, 

debido a la alta presencia y capacidad de unión del Ca2+, calreticulina y GRP94 

son las proteínas más importantes para el mantenimiento de la homeostasis de 

Ca2+ dentro del lumen del RE (Halperin et al. 2014). 
 

6. Estrés del retículo endoplásmico y respuesta a proteínas no plegadas 
 

El RE es un organelo que regula los niveles de Ca2+ intracelulares y también 

es el principal compartimento subcelular involucrado en la síntesis y plegamiento 

de las proteínas transmembranales y de las que serán secretadas al exterior 

celular (Oyadomari y Mori 2004). Para realizar las funciones de plegamiento de 

proteínas el RE contiene chaperonas moleculares, las cuales facilitan el correcto 

plegamiento de las proteínas. Muchas de estas chaperonas son dependientes de 

Ca2+ y de ATP (Malhotra y Kaufman 2007). También, en el lumen del RE las 

proteínas son modificadas por glucosilación y por la adición de enlaces disulfuro 

hasta que éstas alcanzan su estructura terciaria (McCullough et al. 2001). Para 

que se lleve a cabo la formación de los enlaces disulfuro es necesario que exista 
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un medio oxidante dentro del lumen del RE (Malhotra y Kaufman 2007). La 

alteración de la homeostasis del RE puede ser causada por una variedad de 

factores, tales como: la privación de glucosa, la hipoxia, la depleción de Ca2+ y el 

estrés oxidativo (Chen y Gao 2002; Cao y Kaufman 2012). Todos esos procesos 

pueden inducir la acumulación de proteínas mal plegadas/no plegadas en el lumen 

del RE debido a que provocan la salida de Ca2+  o modifican el medio oxidante 

dentro del RE o bien, disminuyen los niveles de ATP (Healy et al. 2009). La 

acumulación de proteínas mal plegadas/no plegadas dentro del lumen del RE es 

una condición conocida como estrés reticular, el cual conduce a la activación de 

una respuesta celular adaptativa. La UPR promueve la expansión de la membrana 

del RE, reduce la síntesis global de proteínas, incrementa la traducción de 

proteínas chaperonas y aumenta la degradación de proteínas mal plegadas/no 

plegadas (Paschen y Mengesdorf 2005; Xin et al. 2014). La activación de la UPR 

conduce principalmente al restablecimiento de las funciones del RE. Sin embargo, 

si el funcionamiento del RE no puede ser restaurado, la UPR puede inducir muerte 

celular apoptótica (Chen y Brandizzi 2013). En mamíferos la vía de señalización 

de la UPR es mediada por tres proteínas transmembranales residentes del RE: la 

cinasa del retículo endoplásmico similar a PKR (PERK), el factor activador 

transcripcional 6 (ATF6) y la proteína 1 que requiere inositol (IRE1) (Schröder y 

Kaufman 2005; Merksamer y Papa 2010). Estas proteínas transmembranales 

responsables de iniciar la UPR tienen un dominio N-terminal en el lumen del RE y 

dominio C-terminal en el citosol (Kim et al. 2008). Bajo condiciones normales, cada 

proteína sensor es mantenida en un estado inactivo a través de su unión, vía su 

dominio luminal, con la proteína chaperona del RE, GRP78. Cuando las proteínas 

mal plegadas/no plegadas se acumulan dentro del RE, éstas se unen y atrapan a 

GRP78 y por lo tanto activan a las proteínas sensores de la UPR (Wang y 

Kaufman 2012) (Figura 2). 
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6.1 Cinasa del retículo endoplásmico similar a PKR  
 

PERK, es una proteína transmembranal del tipo I localizada en el RE, que 

tiene actividad de cinasa de serina-treonina (cataliza la fosforilación del grupo 

hidroxilo de la serina o treonina de ciertas proteínas) en su dominio citoplásmico. 

La disociación de GRP78 provoca la oligomerización, trans-autofosforilación y 

activación de PERK. Una vez activada, PERK fosforila la subunidad α del factor 

eIF2 (factor de iniciación de la traducción eucariota 2). El factor eIF2 está formado 

por tres subunidades: α, β y ɣ. Este factor se asocia con el guanosín trifosfato 

(GTP) y el tRNA-metionina iniciador (Met-tRNA) formando el complejo ternario que 

regula la síntesis de proteínas. Cuando el Met-tRNA es liberado al codón iniciador, 

el GTP unido al eIF2 es hidrolizado a GDP (guanosín difosfato). Posteriormente, el 

eIF2-GDP es reciclado a eIF2-GTP por una reacción catalizada por el factor 

eIF2B. Sin embargo, cuando la subunidad α de eIF2 es fosforilada, por ejemplo 

por la cinasa PERK, p-eIF2α inhibe la actividad de reciclamiento de eIF2B y como 

consecuencia, no se puede formar el complejo ternario y se inhibe la traducción de 

proteínas (Wek et al. 2006; Roussel et al. 2013). Existen otras tres cinasas que 

comparten homología con el domino catalítico de PERK y pueden fosforilar a 

eIF2α bajo ciertas condiciones de estrés: PKR, que se activa en presencia de RNA 

de doble cadena, principalmente ante las infecciones de virus; GCN2 y HRI que 

son activadas cuando las células son privadas de aminoácidos o por deficiencia de 

hierro intracelular, respectivamente (Ron 2002; Back y Kaufman 2012). La 

fosforilación de eIF2α, causa una inhibición global de la síntesis de proteínas. Sin 

embargo, esta inhibición de la traducción no es absoluta, RNAs mensajeros que 

tienen marcos abiertos de lectura río arriba (uORFs) en su extremo 5´ no 

traducido, pueden evitar el bloqueo de la traducción. Frecuentemente, la 

traducción de los uORFs inhibe la traducción del mRNA bajo condiciones 

normales. Sin embargo, cuando hay niveles bajos del complejo ternario, debido a 

la fosforilación de eIF2α, el barrido ineficiente del ribosoma altera los patrones de 

inicio de la traducción. Así, los sitios de inicio de los uORFs son ineficientemente 

detectados, favoreciendo el barrido del ribosoma y el reconocimiento del codón 
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AUG, el cual es el inicio del marco abierto de lectura (ORF) del mRNA y de este 

modo, se promueve su traducción (Cullinan y Diehl 2006). El más estudiado de 

esos genes es ATF4, el cual codifica para un factor de transcripción que se une a 

genes que contienen en su promotor una secuencia conocida como “elemento de 

respuesta a AMPc” (CRE) (Szegezdi et al. 2006). ATF4 induce la transcripción de 

genes que codifican chaperonas del RE, incluyendo GRP78 y GRP94, factores de 

transcripción asociados con la UPR, incluyendo XBP1 (proteína 1 de unión a la 

caja X) (Cao y Kaufman 2012). ATF4 también regula la expresión de genes que 

codifican proteínas involucradas en el transporte de aminoácidos, biosíntesis de 

glutatión y resistencia al estrés oxidativo (Harding et al. 2003). La expresión de 

esos genes restaura la homeostasis del RE y promueve la supervivencia celular. 

Sin embargo, en condiciones de estrés reticular severo o persistente, ATF4 

contribuye a la inducción de muerte celular controlando la transcripción de factores 

pro-apoptóticos, tales como, CHOP (Zinszner et al. 1998; Mercado et al. 2013) 

(Figura3). CHOP induce la transcripción de varios genes pro-apoptóticos, pero 

también induce la transcripción de GADD34 (gen 34 inducible por daño al ADN y 

detención del crecimiento), el cual codifica para la subunidad reguladora de la 

proteína fosfatasa 1 que desfosforila eIF2α, revirtiendo la inhibición de la 

traducción (Novoa et al. 2001). Así, la vía de PERK primero genera respuestas de 

pro-supervivencia, las cuales cambian a respuestas pro-apoptóticas cuando el 

estrés reticular es severo o prolongado (Gardner et al. 2013).  

 

6.2 Factor activador transcripcional 6  
 

ATF6 es una proteína transmembranal del tipo II localizada en el RE. La 

porción citoplásmica de ATF6 tiene un dominio básico de cierre de leucina 

(Rasheva y Domingos 2009). Durante el estrés reticular, GRP78 se disocia del 

dominio luminal de ATF6 desenmascarando las secuencias de localización al 

Golgi, las cuales promueven su translocación y activación (Shen et al. 2005). 

ATF6 (90 kDa) es transportado al aparato de Golgi por vía vesicular, donde es 

secuencialmente cortado por las proteasas de sitio-1 y sitio-2 (S1P y S2P) a 
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través, de un proceso llamado proteólisis intramembrana regulado (Ye et al. 2000). 

Primero S1P corta en el dominio luminal de ATF6, después S2P en el dominio 

transmembrana, finalmente, liberando el dominio factor de transcripción citosólico 

(Shen et al. 2005). El fragmento citosólico activado de ATF6 (50 kDa) es 

transportado al núcleo donde regula la expresión de genes que contienen en su 

promotor secuencias CRE y ERSE (elemento de respuesta a estrés del RE). ATF6 

inicia la transcripción de genes que codifican para componentes de la vía de 

degradación asociada al RE (ERAD), tales como, EDEM1 (proteína 1 similar a α-

manosidasa que aumenta la degradación del RE), HERP (proteína del RE 

inducida por homocisteína) y HRD1 (proteína ubiquitina ligasa E3); proteínas 

chaperonas, tales como GRP78, GRP94, proteína disulfuro isomerasa, calnexina y 

el factor de transcripción XBP1 (Oyadomari y Mori 2004; Chakrabarti et al. 2011; 

Cao y Kaufman 2012) (Figura 3). ATF6 regula la expresión de genes involucrados 

principalmente en la adaptación al estrés reticular y genes relacionados con pro-

supervivencia. Sin embargo, si la célula es incapaz de restaurar la homeostasis 

del RE y su habilidad para plegar proteínas; esta vía puede también inducir genes 

pro-apoptóticos (Carrara et al. 2013). Por ejemplo ATF6 incrementa los niveles de 

CHOP durante el estrés reticular sostenido (Logue et al. 2013). 

 
6.3 Proteína 1 que requiere inositol  
 

IRE1 es una proteína transmembranal del tipo I que tiene un dominio cinasa 

de serina-treonina y un dominio de endoribonucleasa (RNAsa) en su porción 

citosólica. Dos modelos han sido propuestos para explicar la activación de IRE1. 

El primero es un modelo de unión competitiva que propone que las proteínas no 

plegadas/mal plegadas en el lumen del RE compiten con IRE1 para unirse a la 

chaperona GRP78. El otro modelo, propone que las proteínas no plegadas/mal 

plegadas directamente se unen al dominio de unión a péptidos presente en el 

dominio luminal de IRE1 para inducir su dimerización, oligomerización y trans-

autofosforilación, lo cual conduce a un cambio conformacional que activa su 

dominio de RNAsa (Cao y Kaufman 2012). IRE1 activado procesa el mRNA que 
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codifica el factor de transcripción XBP1, cortando un intrón de 26 nucleótidos que 

cambia el marco de lectura de este mRNA. Esto resulta en la expresión de un 

factor de transcripción estable y activo, llamado XBP1s (XBP1 procesado) (Hertz 

2012). XBP1s se transloca al núcleo y se une a secuencias ERSE y UPRE 

(elemento de respuesta a proteínas no plegadas), para activar la expresión de 

genes que codifican chaperonas moleculares residentes del RE, componentes de 

la vía de ERAD y genes para la biosíntesis de fosfolípidos (Yoshida et al. 2001, 

Calfon et al. 2002; Lee et al. 2002; Parmar y Schröder 2012) (Figura 3). IRE1 

también degrada RNAs mensajeros específicos que codifican para proteínas de la 

vía secretora, en un proceso llamado degradación dependiente de IRE1 (RIDD). 

RIDD puede servir como un mecanismo adicional a la UPR para limitar la 

traducción de proteínas previniendo la sobrecarga del RE (Carrara et al. 2013). 

Así, las señales iniciadas desde el dominio cinasa citosólico de IRE1 son en gran 

parte pro-apoptóticas involucrando la vía de la cinasa N-terminal c-Jun (JNK) y la 

activación de caspasa-12 (Chakrabarti et al. 2011). 

 

 



Respuesta a proteínas no plegadas  (UPR)
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ATF4
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traducción

Núcleo
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Modificada de Merksamer y Papa (2010)   
Fig. 3 UPR. Cuando las proteínas mal plegadas/no plegadas se acumulan dentro del RE, éstas se unen y atrapan a 

GRP78, de esta forma activando a las proteínas sensores de la UPR: PERK, IRE1 y ATF6. PERK activado bloquea la 

síntesis de proteínas por fosforilación de la subunidad α del factor eIF2. Sin embargo, esta fosforilación también permite la 

traducción del RNAs mensajeros que contienen uORFs en su extremo 5´no traducido, entre los que se encuentran ATF4. 

ATF4 es un factor de transcripción que se transloca al núcleo e induce la transcripción de genes que codifican chaperonas 

del RE, incluyendo GRP78 y GRP94, factores de transcripción asociados con la UPR, incluyendo XBP1. ATF4 también 

regula la transcripción de proteínas involucradas en el transporte de aminoácidos, biosíntesis de glutatión, resistencia al 

estrés oxidativo y factores pro-apoptóticos, tales como, CHOP. IRE1 activado procesa el mRNA que codifica el factor de 

transcripción XBP1. XBP1s controla la transcripción de chaperonas y proteínas de la vía de ERAD. Después de la 

disociación de GRP78, ATF6 es transportado al aparato de Golgi donde es cortado y activado por S1P y S2P. ATF6 es un 

factor de transcripción que regula la expresión de proteínas de la vía de ERAD, proteínas chaperonas y del factor de 

transcripción XBP1. 

 

7. Estrés reticular y apoptosis 
 

La apoptosis es una forma de muerte celular evolutivamente conservada, 

presente desde nemátodos hasta mamíferos. La apoptosis involucra el 

desmantelamiento controlado de componentes intracelulares, mientras que las 

células son rápidamente fagocitadas y eliminadas sin la iniciación de una 
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respuesta inflamatoria (Thornberry y Lazebnik 1998; Mcllwain et al. 2013; Creagh 

2014). El proceso de apoptosis involucra la activación secuencial de caspasas. 

Las caspasas son un grupo de proteínas que pertenecen al grupo de las cisteín-

proteasas, caracterizadas por presentar un residuo de cisteína en su centro 

catalítico. Las caspasas cortan específicamente después de un residuo de ácido 

aspártico (Jordán et al. 2000; Parrish et al. 2013). Estas proteasas son 

sintetizadas dentro de la célula como zimógenos inactivos conocidos como 

procaspasas. Las procaspasas son sintetizadas como una cadena polipeptídica 

sencilla de 32-55 kDa (Chowdhury et al. 2008). Las caspasas apoptóticas han sido 

subdivididas en caspasas iniciadoras y efectoras, considerando su secuencia de 

activación, su papel en la apoptosis y la longitud de sus prodominios (Shalini et al. 

2014). Las caspasas iniciadoras (caspasa-2, -8, -9 y -10) tienen prodominios N-

terminal largos y son, en su mayoría monómeros. Este grupo de enzimas es 

activado a través de proximidad inducida, cuando las proteínas adaptadoras 

interactúan con su prodominio y promueven la dimerización de caspasas por 

reclutamiento dentro de complejos de señalización oligoméricos (Park 2012; 

Parrish et al. 2013). En contraste, las caspasas efectoras (caspasa-3, -6 y -7) 

tienen prodominios cortos y existen en la célula como homodímeros preformados, 

pero inactivos, los cuales son usualmente convertidos en enzimas activas después 

del procesamiento proteolítico realizado por una caspasa iniciadora (Thornberry et 

al. 1998). Hay dos vías para la activación de caspasas iniciadoras: la vía mediada 

por receptores de muerte (vía extrínseca) y la vía mediada por la mitocondria (vía 

intrínseca) (Chowdhury et al. 2008). Esta última vía, se ha relacionado 

directamente con la muerte inducida por estrés reticular. Las tres vías de la UPR 

contribuyen a inducir apoptosis cuando los cambios generados en la célula son 

insuficientes para restaurar el funcionamiento del RE. La proteína CHOP, la cinasa 

JNK y las caspasas han sido involucradas en la activación de la apoptosis en 

respuesta al estrés reticular (Lai et al. 2007). CHOP es un factor de transcripción 

que pertenece a la familia de proteínas que se unen al potenciador CCAAT. CHOP 

fue originalmente identificado en respuesta al daño al ADN, pero su inducción es 

más sensible a condiciones de estrés reticular (Zinszner et al. 1998). Durante el 
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estrés reticular prolongado, las tres vías de señalización de la UPR inducen la 

transcripción de CHOP. Sin embargo, la vía de PERK-eIF2α-ATF4 es esencial 

(Oyadomari y Mori 2004; Szegezdi et al. 2006; Lai et al. 2007). CHOP promueve la 

apoptosis por regulación a la baja de la proteína anti-apoptótica Bcl-2 (linfoma 2 de 

células B), mientras que incrementa la expresión de factores pro-apoptóticos, tales 

como DR5 (receptor de muerte 5), PUMA (modulador de apoptosis sobreregulado 

por p53), TRB3 (homólogo de la proteína tribbles 3), ERO1α (oxidoreductasa del 

RE) y Bim (mediador de muerte celular que interactúa con Bcl-2) (Mccullough et al. 

2001; Reimertz et al. 2003; Cao y Kaufman 2012; Logue et al. 2013) (Figura 4). 

Otra vía de señalización que opera en paralelo con CHOP está mediada por la 

cinasa JNK. La señalización de JNK incrementa durante el estrés reticular de una 

manera que depende de la activación de IRE1 (Merksamer y Papa 2010). La 

fosforilación de IRE1 en el dominio citosólico estimula su interacción con el factor 

2 asociado al receptor del factor de necrosis tumoral (TRAF2). El complejo IRE1-

TRAF2 recluta y activa a la cinasa 1 reguladora de la señal de apoptosis (ASK1) 

(Cao y Kaufman 2012). ASK1 fosforila y activa dos cinasas río abajo MMK4 y 

MMK3, que a su vez, activan JNK y MAP cinasa p38, respectivamente. Una vez 

activada, JNK modula por fosforilación la función de varios miembros de la familia 

Bcl-2. JNK inhibe la actividad de las proteínas anti-apoptóticas Bcl-2 y Bcl-xL 

(linfoma de células B extra grande), mientras que activa proteínas pro-apoptóticas 

tales como, Bid (agonista letal que interacciona mediante dominios BH3) y Bim. 

Después de la fosforilación mediada por JNK, Bim se transloca a la membrana 

mitocondrial externa, donde promueve la liberación de citocromo c y la activación 

de caspasas. Finalmente, la inhibición de Bcl-2 y la activación de Bim conducen a 

la apoptosis dependiente de Bax (proteína X asociada con Bcl-2)/Bak (proteína 

killer antagonista homóloga a Bcl-2) (Figura 4). Además, el complejo IRE1-TRAF2 

también recluta a la cinasa IκB (IKK) donde es fosforilada y activada. IKK activada 

fosforila al inhibidor del factor nuclear-κB alpha (IκBα) que resulta en la disociación 

de IκBα de NF-κB (factor nuclear-κB) por lo tanto activando la vía de NF-κB, lo 

cual conduce a muerte celular (Urra et al. 2013) (Figura 4). Además de la 

inducción de CHOP y la activación de la cinasa JNK; uno de los mecanismos por 



los cuales el estrés reticular contribuye a la muerte celular es a través, de la 

activación de la caspasa-12 (Rao et al. 2004; Kosuge et al. 2008).  
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Fig. 4 El estrés reticular y la inducción de apoptosis. La activación de PERK induce la fosforilación de eIF2α, provocando 

una inhibición de la síntesis de proteínas. Sin embargo, bajo estas condiciones se promueve la traducción de ATF4. Este 

factor de transcripción induce la expresión de CHOP. CHOP promueve la apoptosis por regulación a la baja de la proteína 

anti-apoptótica Bcl-2, mientras que incrementa la expresión de factores pro-apoptóticos, tales como DR5, PUMA, TRB3, 

ERO1α y Bim. Por otro lado, la fosforilación de IRE1 estimula su interacción con TRAF2. El complejo IRE1-TRAF2 activa 

ASK1. ASK1 fosforila y activa a la cinasa MMK4, que a su vez, activa JNK. Una vez activada, JNK fosforila e inhibe la 

actividad de las proteínas anti-apoptóticas Bcl-2 y Bcl-xL, mientras que fosforila y activa proteínas pro-apoptóticas tales 

como, Bid y Bim. Después de la fosforilación mediada por JNK, Bim se transloca a la membrana mitocondrial externa y junto 

con Bax/Bak promueven la liberación de citocromo c y la activación de la caspasa-9 y -3 promoviendo la muerte celular 

apoptótica. El complejo IRE1-TRAF2 también recluta a IKK donde es fosforilada y activada. IKK activada fosforila a IκBα 

que resulta en la activación de la vía de NF-κB, lo que finalmente provoca muerte neuronal apoptótica. 
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7.1 Activación de caspasa-12 por inducción de estrés reticular 
 

La caspasa-12 (~55 kDa), se localiza principalmente en el lado citoplásmico 

RE y es activada específicamente durante el estrés reticular, y no por señales 

apoptóticas mediadas por la mitocondria o por los receptores de muerte (Szegezdi 

et al. 2006; Lai et al. 2007). El estrés reticular induce el corte y la translocación de 

la caspasa-12 activa (42 kDa) del RE al citoplasma (Nagata et al. 2007). En el 

citoplasma, la caspasa-12 activa, puede activar a la caspasa-9 y -3 (Morishima et 

al. 2002). La caspasa-12 es convertida en una enzima activa después del corte 

por otras proteasas, tales como la calpaína y la caspasa-7. La calpaína, es una 

proteasa citoplásmica activada en respuesta al calcio liberado del RE durante el 

estrés reticular, que corta a la caspasa-12 en sus fragmentos activos (Nakagawa y 

Yuan 2000; Martínez et al. 2010; García de la Cadena et al. 2014). Además, la 

caspasa-12 puede ser cortada por caspasa-7 (Rao et al. 2001; Martínez et al. 

2010; García de la Cadena et al. 2014). El estrés reticular conduce al 

reclutamiento de la caspasa-7 a la superficie del RE. La caspasa-7, forma un 

complejo con caspasa-12 y GRP78, y esta interacción resulta en el corte de 

caspasa-12 mediado por caspasa-7 (Rao et al. 2001; Heath-Engel et al. 2008). 

GRP78 existe como una proteína del lumen del RE, pero también, se encuentra en 

el citosol unida a caspasa-7, en un complejo que suprime la activación de esta 

caspasa (Reddy et al. 2003). Sin embargo, el mecanismo por el cual la caspasa-7 

es reclutada al RE y activada durante el estrés reticular continúa sin ser 

determinado. Por otro lado, la caspasa-12 es capaz de procesarse autolíticamente 

después de su homodimerización, una actividad promovida por la activación de 

IRE1 (Roy et al. 2008). Bajo condiciones basales, TRAF2 forma un complejo 

estable con la caspasa-12. Sin embargo, el estrés reticular induce la disociación 

de la caspasa-12 de TRAF2, promoviendo la dimerización de esta caspasa, que 

eventualmente provoca su activación (Yoneda et al. 2001). La caspasa-12 activa 

funciona como una caspasa inductora, iniciando el reclutamiento secuencial de la 

caspasa-9 y -3 de una manera independiente de Apaf-1/citocromo c (Morishima et 

al. 2002), aunque ha sido también sugerido, que la actividad catalítica de la 



25 

 

caspasa-12 es limitada a su autoprocesamiento (Fujita et al. 2002; Roy et al. 

2008). La apoptosis inducida después del estrés reticular y la activación de 

caspasa-12 ha sido sugerida como uno de los mecanismos involucrados en la 

muerte neuronal inducida por enfermedades neurodegenerativas crónicas y 

agudas, incluyendo: esclerosis lateral amiotrófica (Wootz et al. 2004; Oh et al. 

2008; Vijayalakshmi et al. 2011), enfermedad de Alzheimer (Nakagawa et al 2000; 

Fonseca et al. 2013; Kang et al. 2013), enfermedad de Huntington (Kouroku et al. 

2002; Reijonen et al. 2008, Jiang et al. 2012) y enfermedad de Parkinson (Chun et 

al. 2001; Zeng et al. 2014). Además, el estrés reticular y la activación de la 

caspasa-12 tienen un importante papel en la patogénesis del daño neuronal 

provocado por la isquemia cerebral (DeGracia et al. 2002). 

 

8. Estrés reticular y caspasa-12 en la muerte neuronal inducida por la 
isquemia cerebral 
 

La isquemia cerebral es la consecuencia de una reducción transitoria o 

permanente en el flujo sanguíneo cerebral (CBF) que es restringido al territorio de 

una arteria cerebral principal. La reducción en el flujo, es en la mayoría de los 

casos, causado por la oclusión de una arteria cerebral provocada por un émbolo o 

por una trombosis local (Dirnagl et al. 1999). Cuando el CBF disminuye, dos áreas 

de daño neuronal son generadas: el núcleo isquémico, donde el flujo sanguíneo es 

más severamente restringido y las neuronas mueren principalmente por necrosis, 

y la zona de penumbra, adyacente al núcleo isquémico, donde la irrigación 

colateral existe y las células pueden permanecer viables por un periodo de tiempo 

variable. Sin embargo, si el flujo sanguíneo no es restaurado, la muerte celular 

ocurre vía mecanismos tales como la apoptosis y la inflamación (Camacho y 

Massieu 2006; Doyle et al. 2008). El daño cerebral isquémico depende de la 

severidad y duración de la reducción del CBF. Los principales mecanismos 

involucrados en el daño cerebral isquémico incluyen: excitotoxicidad inducida por 

la estimulación de los receptores de glutamato, despolarizaciones peri-infarto, 

estrés oxidativo y apoptosis (Dirnagl et al. 1999; Durukan y Tatlisumak 2007; 



26 

 

Doyle et al. 2008). El papel de la vía intrínseca de la apoptosis en la muerte 

neuronal isquémica es bien conocido. La translocación del citocromo c de la 

mitocondria al citosol y la activación de la caspasa-3 han sido observados después 

de la isquemia cerebral focal o global en ratas (Broughton et al. 2009; Peng et al. 

2011; Espinosa-García et al. 2013; Wen et al. 2015).  

Por otro lado, varios estudios han mostrado que la caspasa-12 es cortada 

después de la isquemia cerebral focal permanente o transitoria. Además, la 

activación de esta caspasa, correlaciona con un incremento en la expresión de 

marcadores de la vía de PERK e IRE1 de la UPR durante la reperfusión 

isquémica. En un estudio en ratas sujetas a la oclusión de la arteria cerebral media 

(MCAO) permanente, se observó un incremento en la expresión del mRNA de la 

procaspasa-12. Además, se detectó el fragmento activo de la caspasa-12 en el 

núcleo isquémico 24 h después de la isquemia (Mouw et al. 2003). De igual forma, 

en el modelo de isquemia/reperfusión (I/R) de MCAO, se observó un marcado 

incremento en la expresión de GRP78, ATF4 y CHOP desde las 3 y hasta las 24 h 

después de la reperfusión. En este trabajo, también se observó un incremento en 

el procesamiento del mRNA de xbp1 después de la I/R en las regiones del cerebro 

afectadas, estriado y corteza (Nakka et al. 2010). El incremento en los marcadores 

de estrés reticular correlacionó con la expresión aumentada del mRNA de la 

caspasa-12 en el núcleo isquémico 24 h después de la isquemia (Nakka et al. 

2010).  

Por otro lado, el salubrinal, un compuesto que inhibe la desfosforilación de 

eIF2α y mantiene la supresión de la síntesis de proteínas contrarrestando el estrés 

reticular (Boyce et al. 2005), reduce el volumen del infarto isquémico, soportando 

el papel del la vía de PERK de la UPR en la muerte neuronal isquémica (Nakka et 

al. 2010). El efecto del salubrinal en la sobreexpresión o procesamiento de la 

caspasa-12 no fue reportado en el estudio de Nakka y colaboradores (2010). Sin 

embargo, se ha observado que el tratamiento con salubrinal reduce el corte de la 

caspasa-12 y reduce el daño neuronal inducido por el agonista del receptor de 

glutamato ácido kaínico en neuronas de hipocampo in vivo y in vitro. El efecto del 
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salubrinal es mediado vía la inhibición de estrés reticular, como se sugirió por su 

efecto en la caspasa-12, caspasa-3 y GRP78 (Sokka et al. 2007).  

Shibata y colaboradores (2003) también reportaron en el modelo de MCAO 

transitoria en ratones, el corte de la caspasa-12 en su fragmento activo desde las 

5 y hasta las 23 h después de la reperfusión seguida de 1 h de isquemia. El 

procesamiento de caspasa-12 correlacionó con la sobreexpresión de GRP78 y la 

presencia de células apoptóticas. Similares resultados fueron reportados en el 

cerebro de conejos 6 h y 3 días después de 2 h de MCAO transitoria (Liu et al. 

2009). Por otro lado, Zhu y colaboradores (2012) observaron en el mismo modelo 

expresión incrementada de JNK fosforilada (p-JNK), CHOP y caspasa-12 desde 

las 6 y hasta las 72 h después de la reperfusión. Además, la administración de un 

inhibidor de la fosforilación de JNK reduce los niveles de p-JNK y caspasa-12 

sugiriendo la contribución de la vía de IRE1 a la activación de la caspasa-12. La 

expresión incrementada y el corte de la caspasa-12 han sido también observados 

después del daño traumático al cerebro en el hipocampo y la corteza de rata, lo 

cual correlaciona con el daño neuronal (Larner et al. 2004).  

Otros estudios han demostrado únicamente el incremento en los 

marcadores de la UPR después de la isquemia cerebral focal o global, aunque la 

activación de la caspasa-12 no ha sido determinada. La expresión incrementada 

del mRNA de CHOP ha sido observada en el hipocampo de ratas después de la 

isquemia cerebral global usando el modelo de oclusión de los cuatro vasos 

(Paschen et al. 1998), así como también en el estriado e hipocampo de ratones 

después de la oclusión de la arteria carótida común bilateral (Tajiri et al. 2004). 

También se ha observado un aumento en los niveles del p-eIF2α después de la 

oclusión de la arteria carótida común bilateral en ratones (Kumar et al. 2001). 

Además, niveles incrementados de ATF4 y CHOP fueron observados en el 

hipocampo de ratas después de la isquemia global transitoria y en el estriado de 

ratones después de la isquemia focal (Hayashi et al. 2005). Asimismo, marcadores 

de la vía de PERK de la UPR se mantuvieron elevados en la corteza después de 

la isquemia permanente en ratones (Morimoto et al. 2007). En conjunto, los 

estudios descritos arriba sugieren la inducción de la UPR como un mecanismo de 
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daño cerebral isquémico, e indican que una expresión y procesamiento 

incrementado de la caspasa-12 correlaciona con el estrés reticular y la muerte 

neuronal subsecuente a la isquemia. Sin embargo, no existe evidencia in vivo que 

demuestre la reducción del infarto isquémico por una inhibición directa de la 

caspasa-12. 

 

9. Estrés reticular y caspasa-12 en la muerte neuronal inducida por la 
privación de oxígeno y glucosa 
 

La activación de la caspasa-12 y la inducción de apoptosis han sido 

observadas en modelos de isquemia celular usando neuronas cultivadas 

expuestas a la privación de oxígeno y glucosa (OGD). Un estudio pionero de 

Nakagawa y Yuan (2000) reportó el corte de la caspasa-12 en células gliales 

cultivadas expuestas a OGD, lo cual fue acompañado por la sobreexpresión de 

GRP78 y GRP94, sugiriendo que la activación de la caspasa-12 es una 

consecuencia del estrés reticular. Además, los autores reportaron que la calpaína, 

pero no las caspasas, median el procesamiento de la caspasa-12. También, 

observaron que la inhibición de la calpaína rescata a las células del daño inducido 

por OGD. Por otra parte, estos autores demostraron que el fragmento de 35 kDa 

de la caspasa-12, producto de la ruptura mediada por la calpaína, es activo. Este 

fragmento de 35 kDa da lugar por autoprocesamiento a dos fragmentos más 

pequeños. Además, la transfección del fragmento de 35 kDa de la caspasa-12 

promovió la muerte celular en una línea celular de fibroblastos de rata sugiriendo 

su contribución a la apoptosis. El procesamiento de caspasa-12 mediado por 

calpaína fue también observado después de la exposición a tapsigargina, 

sugiriendo que el estrés reticular provocado por la alteración de la homeostasis de 

calcio conduce a la activación de calpaína y el subsecuente corte de la caspasa-

12 (Nakagawa y Yuan 2000).  

Niveles elevados de los marcadores de estrés reticular de la vía de PERK e 

IRE1 han sido observados en neuronas y astrocitos cultivados expuestos a OGD. 

Badiola y colaboradores (2011) reportan en neuronas corticales cultivadas el corte 
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de caspasa-12 después de 12 a 24 h de reintroducción de oxígeno y glucosa. El 

corte de la caspasa-12 correlaciona con los niveles incrementados de marcadores 

de la vía de PERK y de IRE1, y en concordancia con Nakagawa y Yuan (2000), el 

procesamiento de caspasa-12 es dependiente de la actividad de calpaína 

provocada después de la estimulación de los receptores NMDA (Badiola et al. 

2011). Similarmente, Chen y colaboradores (2008) utilizando neuronas corticales 

cultivadas, reportaron un incremento en p-eIF2α y en el procesamiento de 

caspasa-12 después de la liberación de calcio del RE por la estimulación del IP3R 

inmediatamente después de la OGD. La activación de la vía de PERK y el 

subsecuente corte de caspasa-12 fue también observado en astrocitos de la 

médula espinal después de la exposición a la privación de oxígeno, glucosa y 

suero (OGSD) (Zhang et al. 2010). En células gliales cultivadas expuestas a OGD 

el procesamiento de la caspasa-12 fue demostrado, en contraste a la privación de 

oxígeno, la cual no induce la activación de la caspasa-12 (Nakagawa y Yuan 

2000).  

En conjunto, las observaciones descritas arriba demuestran que las vías de 

PERK e IRE1 de la UPR son activadas durante la OGD en neuronas y células 

gliales cultivadas y en modelos in vivo de isquemia. Sin embargo, el papel de la 

activación de la caspasa-12 y el estrés reticular en el daño hipoglucémico no ha 

sido reportado. Por lo tanto, en este estudio investigamos si la AG en neuronas 

hipocampales cultivadas, un modelo celular de daño hipoglucémico, conduce a 

estrés reticular y apoptosis dependiente de caspasa-12.  
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III. PLANTEAMIENTO DEL PROBLEMA 
 

Datos previos de nuestro laboratorio sugieren que el aumento en la 

concentración de calcio intracelular contribuye a la muerte neuronal inducida por la 

AG, y que este catión participa en la producción de ROS y en la activación de 

proteasas como la calpaína (Páramo et al. 2010, 2013). Sin embargo, se 

desconoce si en el modelo de AG la salida de calcio del RE contribuye a la pérdida 

de la homeostasis de dicho organelo y si el estrés reticular que desencadena 

puede contribuir a la muerte neuronal apoptótica inducida en estas condiciones. La 

tesis se centró en la identificación de la vía de PERK de la UPR. 
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IV. HIPÓTESIS 
 

La AG inducida en neuronas de hipocampo cultivadas producirá un 

incremento en la concentración intracelular de calcio desencadenando estrés 

reticular y activación de la vía de PERK de la UPR y de la caspasa-12 y esto 

contribuirá a la muerte neuronal apoptótica inducida en esta condición.  
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V. OBJETIVO GENERAL 
 

 Definir si el estrés reticular y la activación de la caspasa-12 participan en la 

muerte neuronal inducida por la AG en neuronas de hipocampo cultivadas. 
 

OBJETIVOS PARTICULARES 
 

 Demostrar que la AG induce muerte apoptótica de las neuronas cultivadas 

de hipocampo. 
 

 Evaluar la presencia del estrés reticular iniciado por la activación de la vía 

de PERK, a través del monitoreo de los marcadores: p-eIF2α, ATF4, CHOP 

y GRP78 durante la AG en neuronas hipocampales cultivadas. 
 

 Evaluar la participación de la caspasa-12 en la muerte neuronal inducida 

por la AG en neuronas cultivadas de hipocampo. 

 

 Evaluar si el procesamiento y la activación de caspasa-12 está mediado por 

la caspasa-7 o la calpaína, durante la AG en neuronas de hipocampo 

cultivadas. 
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VI. MÉTODOS 
 

1. Cultivo de células 
 

Los cultivos primarios de neuronas de hipocampo fueron preparados a partir 

de embriones de ratas Wistar de 17-18 días de gestación. Después de la disección 

de 10-12 fetos, los hipocampos de ambos hemisferios cerebrales fueron obtenidos 

y cortados en cubos de 300 µm en un Chopper, incubados en una solución de 

tripsina al 0.25 % y dispersados por trituración en una solución con DNAsa e 

inhibidor de tripsina (7000 unidades BAEE/mg) al 0.08 % y 0.52 %, 

respectivamente. Las células fueron suspendidas en un medio de cultivo 

Neurobasal (Gibco, Rockville, MD, USA) suplementado con B27 (Gibco, Rockville, 

MD, USA), L-glutamina 0.5 mM y gentamicina 20 µg/ml (Sigma RBI, St. Louis, MO, 

USA). Los ensayos de viabilidad celular, determinación de actividad de la 

caspasa-3 y detección de células apoptóticas (tinción con Hoechst), se realizaron 

en células sembradas a una densidad de 1.5x106 células/ml en cajas Costar de 24 

pozos (Cambridge, MA, USA). El ensayo de TUNEL (TdT-mediated dUTP nick end 

labeling) se llevó a cabo en células sembradas en cajas Costar de 12 pozos 

(Cambridge, MA, USA). La actividad de la caspasa-12 y la detección de proteínas 

por inmunoblot se evaluaron en células sembradas a la misma densidad, pero en 

cajas Corning de 35 mm (Corning, NY, USA). En todos los casos las cajas fueron 

previamente cubiertas con poli-L-lisina 5 µg/ml (Sigma RBI, St. Louis, MO, USA). 

Las células fueron cultivadas por 7 días in vitro a 37°C en una incubadora con 5 % 

CO2/95 % aire. Cuatro días después de sembrar las células, se agregó medio 

Neurobasal fresco, glucosa 5 mM y citosina arabinosa (10 µM, Sigma RBI, St. 

Louis, MO, USA). La citosina se agregó para inhibir la proliferación de las células 

gliales. 
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2. Determinación de viabilidad celular 
 

Los cultivos fueron expuestos a un medio sin glucosa (Dulbecco’s Modified 

Eagle Medium, DMEM, Gibco, Rockville, MD, USA) durante 2 h. Inmediatamente 

después, el medio DMEM fue sustituido por el medio que contenía glucosa 

(reintroducción de glucosa, RG) que previamente se había retirado de cada pozo y 

las células se dejaron recuperar por 22 h. La viabilidad celular fue evaluada por el 

ensayo de reducción del bromuro de 3-(4,5-dimetiltiazol-2-il)-2,5-difeniltetrazolio 

(MTT) (Sigma RBI, St. Louis, MO, USA). La reducción del MTT es un método 

comúnmente usado como un índice del estado funcional de la cadena respiratoria, 

a partir de la formación de la sal de formazán. Esta reducción ocurre por las 

deshidrogenasas mitocondriales activas, es decir, en las células viables. La 

disminución en la formación de formazán es un índice de la pérdida de la actividad 

mitocondrial y por lo tanto del daño celular. La sal de formazán generada se 

cuantifica espectrofotométricamente utilizando un solvente orgánico para su 

extracción. Después de la recuperación, las células fueron incubadas con MTT 

150 µM durante 1 h a 37°C en una incubadora con 5 % CO2/95 % aire. El medio 

fue aspirado y el formazán precipitado fue solubilizado en 800 µl de isopropanol 

ácido y cuantificado espectrofotométricamente a una longitud de onda de 570 nm 

en un espectrofotómetro DU730 (Beckman Coulter, Brea, CA, USA). Los 

resultados son expresados como el porcentaje de reducción de MTT relativo al 

control. 

 

3. Detección de apoptosis 
 

La morfología nuclear se analizó por la tinción con Hoechst y se contó el 

número de núcleos condesados y fragmentados. Por otro lado, la presencia de 

extremos 3´OH libres, característicos del corte del DNA durante la apoptosis 

fueron detectados por el ensayo de TUNEL, 22 h después de exponer los cultivos 

a un medio sin glucosa durante 2 h. Para la tinción con Hoechst, las células se 

lavaron dos veces con 500 µl de buffer salino de fosfatos Dulbecco´s (D-PBS) y se 
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agregaron 250 µl/pozo de Hoechst 33258 (0.018 mM, Sigma RBI, St. Louis, MO, 

USA) durante 15 min protegiendo de la luz. Después de retirar el Hoechst, las 

células fueron lavadas nuevamente con D-PBS, fijadas con 300 µl de formaldehído 

frío al 3.7 % durante 10 min y colocadas en portaobjetos. Para el ensayo de 

TUNEL (Roche Diagnostics, Mannheim, Germany), las células se lavaron dos 

veces con 1 ml de buffer salino de fosfatos (PBS) y se fijaron con 500 µl de 

paraformaldehído frío al 4 % durante 1 h a temperatura ambiente. Después, las 

células fueron lavadas con PBS e incubadas en 500 µl de H2O2 al 3 % en metanol 

durante 10 min a temperatura ambiente. Posteriormente, las células se lavaron 

nuevamente con PBS y se permeabilizaron con 300 µl de triton X-100 al 0.1 % y 

citrato de sodio al 0.1 % por 2 min a 4°C. Después de dos lavados más con PBS, 

las células se incubaron con 20 µl de la mezcla de reacción de TUNEL que 

contenía: la enzima deoxinucleotidil transferasa terminal y los 

desoxirribonucleótidos marcados con fluoresceína. Las células y la mezcla de 

reacción se incubaron durante 1 h a 37°C y protegiendo de la luz en una 

incubadora con 5 % CO2/95 % aire. Finalmente, las células fueron lavadas con 

PBS y montadas en portaobjetos. Las células fueron observadas en un 

microscopio con una lámpara de fluorescencia usando un filtro UV-2A DM400 para 

la detección de la tinción con Hoechst y un filtro U-MNB2 para fluoresceína para la 

detección de la reacción de TUNEL. El número de núcleos brillantes, condensados 

y fragmentados y el número de células positivas a TUNEL fueron contados con 

ayuda de un analizador de imagen (Macintosh NIH Image 1.6). Se contaron diez 

campos diferentes, conteniendo aproximadamente 30-40 células (con un objetivo 

de 60x) y un cubreobjetos se contó por condición y por experimento. Los 

resultados se expresan como porcentaje de núcleos condensados y fragmentados 

con respecto al número total de núcleos contados en cada condición experimental 

(Hoechst) o como el número de células positivas a TUNEL presentes en cada 

condición experimental. Células tratadas con estaurosporina (STS) (500 nM, 

Sigma RBI, St. Louis, MO, USA) durante 24 h fueron usadas como control positivo 

de apoptosis.  
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4. Determinación de la actividad de la caspasa-3 
 

Para determinar la actividad de la caspasa-3 las células fueron expuestas a 

diferentes periodos de AG (1, 2 y 4 h) y colectadas inmediatamente después, o 

expuestas a la AG durante 2 h y después a diferentes periodos de RG (2, 4 y 6 h). 

Brevemente, después de la AG o de la RG las células fueron lavadas dos veces 

con 500 µl de D-PBS y después homogenizadas en 150 µl de buffer de lisis 

(HEPES 100 mM pH 7.5, EDTA 1 mM, EGTA 20 µM, sacarosa 10 %, DTT 10 mM, 

CHAPS 1.62 mM y una mezcla de inhibidores de proteasas sin EDTA (2 mg/ml). 

Todos los reactivos fueron obtenidos de Sigma RBI (St. Louis, MO, USA), con 

excepción de la mezcla de inhibidores de proteasas obtenida de Roche 

Diagnostics (Mannheim, Germany). Los homogenados fueron diluidos 1:1 con 

glicerol, se tomó una alícuota para cuantificar proteínas por el método de Lowry et 

al. (1951) y el resto de las muestras se guardaron a -70°C. La actividad de la 

caspasa-3 fue determinada usando el sustrato fluorogénico ácido N-acetil-Asp-

Glu-Val-Asp-7-amino-4-metilcumarina (Ac-DEVD-AMC) (Peptides International, 

Osaka, Japan). Este sustrato es cortado por la caspasa-3 y genera 7-amino-4-

metilcumarina. Al liberarse la 7-amino-4-metilcumarina emite fluorescencia; de 

este modo, la fluorescencia emitida es proporcional a la cantidad de sustrato 

procesado y por tanto, a la actividad de la caspasa-3 presente en la muestra. La 

reacción inició después de la adición del sustrato (25 µM) al homogenado celular 

(30 µg de proteína) en un volumen final de 200 µl de buffer de lisis. La reacción 

fue seguida durante 30 min, verificando previamente la linearidad del cambio de 

fluorescencia. Las muestras se colocaron en placas de 96 pozos con fondo oscuro 

y se leyó la emisión de fluorescencia (excitación 360 nm, emisión 460 nm) en un 

lector de placa Synergy HT (Biotek Instruments, Winooski, VT, USA). Los 

resultados se expresan como cambio en la intensidad de fluorescencia por minuto 

por miligramo de proteína (∆F/min/mg prot). Como control de activación de 

caspasa-3 se utilizaron células incubadas con STS 500 nM durante 8 h. La 

actividad de la caspasa-9 fue también evaluada como se mencionó arriba, pero 
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monitoreando el corte del tetrapéptido Ac-LEHD-MCA (Peptides International, 

Osaka, Japan). 

 

5. Determinación de proteínas  
 

Se utilizó el método de Lowry et al. (1951). Se realizó una curva patrón 

utilizando un estándar de albúmina de suero de bovino (BSA) con concentraciones 

de 1 a 8 mg/ml. La absorbancia se determinó a 750 nm en un lector de placa 

Synergy HT (Biotek Instruments, Winooski, VT, USA). 

 

6. Determinación de la actividad de la caspasa-12 
 

La actividad de la caspasa-12 fue monitoreada después de 1, 2 y 4 h de 

AG, usando el sustrato fluorogénico Ac-Ala-Thr-Ala-Asp-AFC (Ac-ATAD-AFC). Las 

células se lavaron dos veces con 1 ml de D-PBS y se homogenizaron en 190 µl de 

buffer de lisis (BioVision, Mountain View, CA, USA). Después de determinar la 

concentración de proteínas por el método de Lowry et al. (1951), se agregaron 50 

µl del homogenado (conteniendo 250 µg de proteínas y considerando los µg/µl de 

proteína presente en cada muestra), 45 µl del buffer de reacción 2x (BioVision, 

Mountain View, CA, USA) suplementado con DTT 10 mM y 5 µl del sustrato Ac-

ATAD-AFC (50 µM, BioVision, Mountain View, CA, USA) en una placa de 96 

pozos con fondo oscuro. La mezcla de reacción se incubó en la oscuridad durante 

1 h a 37°C en una incubadora con 5 % CO2/95 % aire y la emisión de 

fluorescencia se determinó durante 30 min en un lector de placa Synergy HT 

(Biotek Instruments, Winooski, VT, USA) seleccionando una excitación de 400 nm 

y una emisión de 505 nm. Los resultados se expresan como ∆F/min/mg prot. 

Como control de activación de caspasa-12 se utilizaron células tratadas con el 

inhibidor de la N-glucosilación de proteínas, tunicamicina (Tm) (5 µM, Sigma RBI, 

St. Louis, MO, USA) y el inhibidor de la SERCA, tapsigargina (Tg) (5 µM, Sigma 

RBI, St. Louis, MO, USA) durante 48 h.  
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7. Análisis por inmunoblot 
 

El procesamiento de la caspasa-3 fue determinado por inmunoblot después 

de exponer las células a 2 h de AG y diferentes tiempos de RG (2, 4 y 6 h). Las 

células fueron lavadas dos veces con 1 ml de D-PBS y resuspendidas en 150 µl 

de buffer de lisis que contenía: Tris-HCl 25 mM pH 7.4, NaCl 50 mM, Nonidet P-40 

2 %, SDS 0.2 % y una mezcla de inhibidores de proteasas sin EDTA (2 mg/ml). 

Para la detección del procesamiento de la caspasa-7 y -12 los cultivos fueron 

expuestos a la AG por diferentes periodos de tiempo (0.25, 0.5, 1, 2 y 4 h) y 

homogenizados en 150 µl de un buffer de lisis que contenía: Tris-HCl 50 mM pH 

8.0, NaCl 150 mM, deoxicolato de sodio 0.5 %, Tritón X-100 1 %, SDS 1 % y un 

cóctel de inhibidores de proteasas con EDTA (2 mg/ml). Todos los reactivos fueron 

obtenidos de Sigma RBI (St. Louis, MO, USA) excepto, el cóctel de inhibidores de 

proteasas que fue de Roche Diagnostics (Mannheim, Germany). Después de la 

incubación en hielo durante 10 min, los homogenados fueron centrifugados a 

14000 rpm por 20 min a 4°C y congelados a -70°C. El sobrenadante (60 µg de 

proteína) fue separado por electroforesis en gel de poliacrilamida-dodecilsulfato de 

sodio (SDS-PAGE) al 12 % y transferido a membranas de polifluoruro de vinilideno 

(PVDF) de 0.45 µm (Millipore Corporation, Billerica, MA, USA). Las membranas 

fueron bloqueadas con una solución de leche descremada al 5 % en buffer tris 

salino-Tween 20 (TTBS) (Tris-HCl 50 mM pH 7.5, NaCl 150 mM y Tween 20 al 0.1 

%) durante 1 h a temperatura ambiente y con agitación. Los anticuerpos primarios 

se incubaron durante 48 h a 4°C en el buffer de bloqueo. Los siguientes 

anticuerpos primarios y sus diluciones fueron usados: caspasa-3 (1:200, Santa 

Cruz Biotechnology, Santa Cruz, CA, USA), caspasa-7 (1:250, Abcam, Cambridge, 

MA, USA), caspasa-12 (1:500, Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA). Como control 

positivo del procesamiento de caspasa-3 se usaron células incubadas con STS 

(500 nM) durante 8 h y como control de activación de caspasa-7 y -12, las células 

fueron expuestas durante 48 h a Tg (5 µM) y Tm (5 µM).  

La detección de los marcadores de la vía de PERK (p-eIF2α, ATF4, CHOP 

y GRP78) se realizó después de exponer las células a diferentes periodos de AG 
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(0.25, 0.5, 1, 2 y 4 h). Las células se homogenizaron en el mismo buffer de lisis 

usado para caspasa-7 y -12 y fueron procesadas como se mencionó antes. En 

este caso, 25 µg de proteína fueron usados. Los anticuerpos primarios se 

incubaron durante 48 h a 4°C en el buffer de bloqueo, con excepción del anti-ATF4 

que se diluyó en BSA al 5 % en PBS. Los siguientes anticuerpos primarios y sus 

diluciones fueron usados: p-eIF2α (1:1000, Abcam, Cambridge, MA, USA), ATF4 

(1:250, Abcam, Cambridge, MA, USA), CHOP (1:1000, Santa Cruz Biotechnology, 

Santa Cruz, CA, USA), GRP78 (1:1000, Abcam, Cambridge, MA, USA) y β-actina 

(1:5000, Millipore, Temecula, CA, USA) éste último, incubado únicamente durante 

24 h a 4°C en el buffer de bloqueo . Posteriormente, se realizaron tres lavados con 

TTBS durante 10 min, a temperatura ambiente y con agitación. Los anticuerpos 

secundarios anti-IgG de conejo y de ratón, ambos conjugados a peroxidasa de 

rábano (1:5000, Jackson ImmunoResearch Laboratories, West Grove, PA, USA) 

se incubaron durante 2 h a temperatura ambiente, con excepción, del anticuerpo 

secundario usado para la actina, el cual se incubó únicamente durante 30 min. Las 

membranas se lavaron tres veces con TTBS durante 10 min, a temperatura 

ambiente y con agitación. Los anticuerpos unidos a la membrana se observaron 

usando un sistema de detección que emplea quimioluminiscencia (ECL, Millipore 

Corporation, Billerica, MA, USA). La densidad óptica de las bandas fue 

cuantificada usando el programa Image J (NIH Image versión 1.46). 

 

8. Tratamientos 
 

Se utilizaron los siguientes compuestos: el inhibidor general de caspasas, 

Q-Val-Asp-OPH (QVDOPH) (20 µM, MP Biomedicals, Solon, OH, USA), el 

inhibidor de caspasa-3/7, acetil-Asp-Glu-Val-Asp-aldehído (DEVDCHO) (25 µM, 

Peptide Institute, Osaka, Japan), el inhibidor de la calpaína, N-

Benciloxicarbonilvalilfenilalanina (MDL-28170) (50 µM, Enzo Life Sciences, Ann 

Arbor, MI, USA), el inhibidor de la caspasa-12, Q-Ala-Thr-Ala-Asp(OMe)-OPH (Q-

ATAD) (40 µM, MP Biomedicals, Solon, OH, USA) y el inhibidor del estrés 

reticular, salubrinal (50 µM, Tocris Bioscience, Ellisville, MO, USA).  
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Para descartar un posible efecto de los inhibidores por si solos y antes de 

realizar los experimentos de AG, las células de hipocampo fueron incubadas con 

los inhibidores agregándolos directamente al medio de cultivo en el que fueron 

sembradas las células. Después de 22 h, la viabilidad celular fue evaluada con el 

ensayo de reducción del MTT. Por otro lado, cuando se evaluó el efecto de los 

distintos inhibidores en las células incubadas en el medio carente de glucosa, 

éstos se añadieron únicamente durante el periodo de AG.  

 

9. Análisis estadístico 
 

Los resultados fueron analizados con una prueba de ANOVA de una vía 

seguida de una prueba de Fisher de comparación múltiple, utilizando el programa 

de estadística Statview 4.5. Todos los resultados se presentaron como promedio ± 

error estándar (ES). Los valores de P<0.05 se consideraron significativamente 

diferentes. 
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VII. RESULTADOS 
 
1. La ausencia de glucosa induce muerte neuronal apoptótica 
 

La figura 5a muestra imágenes representativas de núcleos teñidos con 

Hoechst; en los cultivos control, la mayoría de los núcleos se observan grandes y 

redondos mientras que en los cultivos expuestos al medio sin glucosa hay muchos 

núcleos brillantes, condensados y fragmentados. Como se puede observar, 

cuando las células fueron incubadas en presencia de los inhibidores de caspasas, 

muchos núcleos muestran una apariencia normal, similar a aquellos observados 

en la condición control (Fig. 5a). Resultados similares fueron obtenidos cuando la 

apoptosis fue monitoreada por el ensayo de TUNEL. Las imágenes de un 

experimento representativo muestran un incremento en el número de células 

positivas a TUNEL en cultivos expuestos a la AG con respecto a los cultivos 

control (Fig. 5b). El número de células positivas a TUNEL se reduce en presencia 

de los inhibidores de caspasas, QVDOPH y DEVDCHO (Fig. 5b). La gráfica en la 

figura 5c muestra que el porcentaje de núcleos condensados y fragmentados 

aumenta cuando las células son expuestas a la AG comparado con las células 

control. En los cultivos control el 26.5 % de las células mostraron núcleos 

condensados y fragmentados, representando un nivel basal de apoptosis y este 

número incremento a 51.2 % cuando las células fueron privadas de glucosa. En 

presencia de STS (500 nM), usada como un control positivo de apoptosis, un 71.5 

% de núcleos apoptóticos fueron observados (Fig. 5c). El incremento en el número 

de núcleos condensados y fragmentados inducido por 2 h de AG fue reducido 

eficientemente en presencia del inhibidor de amplio espectro de caspasas, 

QVDOPH (20 µM) y el inhibidor de caspasa-3/-7, DEVDCHO (25 µM) (Fig. 5c). La 

gráfica en la figura 5d muestra el número de células positivas a TUNEL. En 

concordancia con la tinción con Hoechst, pocas células positivas a TUNEL fueron 

observadas en la condición control, mientras que este número incremento en 

presencia de STS. Los cultivos expuestos a 2 h de AG y observados 22 h después 

mostraron significativamente más células positivas a TUNEL con respecto a la 



condición control (Fig. 5d). Como se esperaba, el número de células positivas a 

TUNEL fue reducido significativamente en presencia de los inhibidores de 

caspasas (Fig. 5d). La viabilidad celular fue determinada por el ensayo de 

reducción del MTT. Como se indica en la Figura 5e, la viabilidad celular disminuyó 

significativamente hasta un 40 % con respecto al control cuando las células fueron 

expuestas a la AG durante 2 h. Los inhibidores de caspasas tuvieron un efecto 

protector contra la muerte inducida por la AG. En presencia del QVDOPH y del 

DEVDCHO la reducción de MTT se restauró hasta un 72 y 63 %, respectivamente, 

de los niveles control (Fig. 5e). Esos resultados demuestran que 2 h de AG 

inducen muerte neuronal y que ésta es mediada, al menos en parte por apoptosis.  

 

 
FIG. 5 La muerte celular apoptótica es inducida por la ausencia de glucosa. Las neuronas fueron expuestas a la AG durante 

2 h en presencia o ausencia de QVDOPH (20 µM) ó DEVDCHO (25 µM) y 22 h después la condensación y fragmentación 

nuclear (a, c), el corte del DNA (b, d) y la viabilidad celular (e) fueron determinados por la tinción con Hoechst, el ensayo de 
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TUNEL y la reducción de MTT, respectivamente. La STS fue usada como un control positivo de apoptosis. Diez campos 

diferentes fueron contados (con un objetivo de 60x) y un cubreobjetos fue contado por condición por experimento. Los 

resultados se expresan como porcentaje de núcleos condensados y fragmentados con respecto al número total de núcleos 

contados en cada condición experimental (c) ó como el número de células positivas a TUNEL (d) presentes en cada 

condición experimental. Los datos son expresados como el promedio ± ES de 3 a 6 (c), 4 (d) y 3-7 (e) experimentos 

independientes y fueron analizados con una prueba de ANOVA de una vía seguida de una prueba de Fisher de 

comparación múltiple. &P < 0.05 respecto al control y *P < 0.05 respecto a 2 h de AG. Las micrografías muestran la 

presencia de núcleos condensados y fragmentados (a) y células positivas a TUNEL (b) y el efecto protector del QVDOPH 

(20 µM) y el DEVDCHO (25 µM). Las micrografías mostradas de la tinción con Hoechst y el ensayo de TUNEL 

corresponden a campos diferentes. Barra de escala 10 µm. 

 

2. La actividad de la caspasa-3 es inducida después de la reintroducción de 
glucosa 
 

El curso temporal de activación de la caspasa-3 se muestra en la Figura 6a. 

Cuando las células fueron expuestas a un medio sin glucosa por 1, 2 ó 4 h la 

actividad de la caspasa-3 incrementó discretamente, sin llegar a ser significativo 

este aumento. Un incremento transitorio y significativo en la actividad de la 

caspasa-3 fue observado solo después de 2 h de RG (cambio en la intensidad de 

fluorescencia/min/mg de proteína, control = 3.92 ± 0.70; AG = 8.97 ± 1.63) y 

disminuyó después de 4 y 6 h de recuperación en el medio que contenía glucosa 

(Fig. 6a). La actividad de caspasa-3 fue también medida a tiempos cortos de AG y 

un leve incremento fue observado a 0.25 y 0.5 h de AG (datos no mostrados). Las 

células expuestas a STS durante 8 h mostraron un incremento significativo en la 

fluorescencia (datos no mostrados, control = 3.92 ± 0.70; STS = 16.24 ± 1.32, n = 

4). Para confirmar la activación de la caspasa-3 usamos ensayos de inmunoblot 

para evaluar la generación del fragmento activo de la caspasa-3 en homogenados 

de células expuestas a la AG durante 2 h y después a la RG por 2, 4 ó 6 h (Fig. 

6b). El fragmento activo de 17 kDa fue detectado después de 2, 4 y 6 h de RG en 

células previamente expuestas a 2 h de AG. Como control positivo se utilizó STS 

(500 nM), la cual promueve el corte de la procaspasa-3 a su fragmento activo de 

17 kDa después de 8 h de incubación. Como la caspasa-9 es un activador común 

de la caspasa-3, la actividad de esta caspasa fue también evaluada usando el 

sustrato Ac-LEHD-MCA. Se observó un incremento pero no significativo del 33 % 



en la actividad enzimática después de 0.25 h de AG, pero no a periodos más 

largos de AG o durante la RG (datos no mostrados). 

 

 
Fig. 6 Efecto de la reintroducción de glucosa en la actividad y procesamiento de la caspasa-3. La actividad de la caspasa-3 

fue determinada a diferentes tiempos después de la AG (1, 2 y 4 h) o después de la RG (2, 4 ó 6 h) usando el sustrato 

fluorogénico, Ac-DEVD-MCA. Los resultados son expresados como ∆F/min/mg prot (a). El procesamiento de la procaspasa-

3 (32 kDa) a su fragmento activo (17 kDa) fue determinado por inmunoblot y es mostrado en (b). β-actina fue usada como 

control de carga. La STS fue usada como control positivo de activación de la caspasa-3. Los resultados son expresados 

como el promedio ± ES de 3 a 5 experimentos independientes. Los datos fueron analizados con una prueba de ANOVA de 

una vía seguida de una prueba de Fisher de comparación múltiple. *P < 0.05 respecto al control  

 
3. La actividad de la caspasa-7 es inducida después de la ausencia de 
glucosa 
 

Los resultados descritos arriba sugieren que la vía mitocondrial no está 

involucrada en la muerte neuronal apoptótica inducida por la AG, debido a que la 
44 

 



45 

 

actividad de la caspasa-9 y la caspasa-3 fueron solo marginalmente activadas. Sin 

embargo, se observó un efecto protector significativo del DEVDCHO en contra de 

la muerte neuronal inducida por la AG (Fig. 5). Debido a que el DEVDCHO 

también inhibe la actividad de la caspasa-7, nos enfocamos en evaluar el curso 

temporal del procesamiento de esta caspasa mediante ensayos de inmunoblot, 

usando un anticuerpo que reconoce la procaspasa-7 (34 kDa) y su fragmento 

activo (19 kDa). La gráfica en la Figura 7a muestra el análisis densitométrico del 

cociente de la banda de 19 kDa/β-actina. La densidad óptica de esta banda 

incrementó rápidamente después de 0.25 h de AG y se mantuvo 

significativamente elevada hasta las 2 h, disminuyendo a las 4 h. Un inmunoblot 

representativo del curso temporal de activación de la caspasa-7 se muestra en la 

Figura 7b. Como se observa, el fragmento activo de la caspasa-7 incrementó 

rápidamente desde 0.25 h de AG. Como controles positivos se incubaron las 

células durante 48 h con Tm (5 µM) y con Tg (5 µM), los cuales se sabe que 

inducen activación de caspasa-7. Un incremento en el procesamiento de la 

caspasa-7 fue observado después del tratamiento con Tg (Fig 7a y b). Esos 

resultados sugieren que la muerte neuronal apoptótica inducida por la AG es 

dependiente de caspasas y que la caspasa-7 es rápidamente activada después de 

la AG y contribuye a la muerte neuronal. 

 



 
Fig. 7 Efecto de la ausencia de glucosa en la actividad de la caspasa-7. Las células fueron expuestas a la AG durante los 

tiempos indicados y la proteólisis de la caspasa-7 fue analizada por inmunoblot. Los datos en (a) representan la densidad 

óptica de la banda del fragmento activo de la caspasa-7 (19 kDa)/β-actina (42 kDa). Un inmunoblot representativo muestra 

la presencia de la procaspasa-7 (34 kDa) y su fragmento activo (19 kDa). β-actina fue usada como control de carga (b). Tm 

(5 µM) y Tg (5 µM) fueron usadas como control positivo de activación de la caspasa-7. Los resultados son expresados como 

el promedio ± ES de 3 a 5 experimentos independientes. Los datos fueron analizados con una prueba de ANOVA de una 

vía seguida de una prueba de Fisher de comparación múltiple. *P < 0.05 respecto al control. 

 

4. La ausencia de glucosa induce la activación de la caspasa-12 
 

Basados en los resultados arriba descritos que sugieren que la caspasa-7 

es activada de manera significativa durante la AG, nos enfocamos en investigar si 

la muerte neuronal apoptótica provocada por la AG es resultado del estrés 

reticular. La caspasa-12 es una caspasa residente del RE, la cual ha sido 

propuesta como un mediador clave de la apoptosis inducida por estrés reticular. 

La caspasa-12 es específicamente activada por estrés reticular (Nakagawa et al. 

2000) y su activación puede resultar entre otros mecanismos del corte mediado 

por la caspasa-7 (Rao et al. 2001; Martínez et al. 2010; Tan et al. 2006). Ésto nos 
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llevó a evaluar la actividad de la caspasa-12 usando el sustrato fluorogénico Ac-

ATAD-AFC. La Figura 8a muestra que 1 h de AG induce un incremento 

significativo en la actividad de la caspasa-12 comparado con los cultivos controles 

mantenidos en un medio con glucosa (cambio en la intensidad de 

fluorescencia/min/mg de proteína, control = 0.37 ± 0.006; AG = 1.10 ± 0.12), el 

cual disminuyó después de 2 y 4 h a valores similares al control. La actividad de la 

caspasa-12 fue también significativamente estimulada cuando los cultivos se 

incubaron durante 48 h en presencia de Tm (5 µM) y Tg (5 µM), usadas como 

controles positivos de activación de dicha caspasa en presencia de glucosa. El 

análisis densitométrico del cociente del fragmento activo de la caspasa-12 (36 

kDa) relativo a la banda de β-actina se muestra en la Figura 8b. La Figura 8c 

muestra un inmunoblot representativo del curso temporal del procesamiento de la 

caspasa-12, usando un anticuerpo que solo reconoce el fragmento activo de 36 

kDa (Barbero-Camps et al. 2014). Como se puede observar, el fragmento activo 

se detectó desde 1 hasta 4 h de AG, así como también después de 48 h de 

incubación con Tg (5 µM), pero no en los cultivos controles.  

 

 
Fig. 8 Efecto de la ausencia de glucosa en la actividad de la caspasa-12. Las neuronas fueron expuestas a la AG por 1, 2 ó 

4 h y la actividad de la caspasa-12 fue medida usando el sustrato fluorogénico, Ac-ATAD-AFC. Los resultados se expresan 
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como ∆F/min/mg prot. Como controles positivos de activación de caspasa-12 se usaron Tm (5 µM) y Tg (5 µM) (a). El curso 

temporal de la proteólisis de la caspasa-12 fue determinado por inmunoblot. Los resultados son expresados como la 

densidad óptica de la banda del fragmento activo de la caspasa-12 (36 kDa)/β-actina (42 kDa) (b). Los resultados son 

expresados como el promedio ± ES de 4-7 (a) y 3-5 (b) experimentos independientes. Los datos fueron analizados con una 

prueba de ANOVA de una vía seguida de una prueba de Fisher de comparación múltiple. *P < 0.05 respecto al control (a, b). 

Un inmunoblot representativo es mostrado en (c).  

 

5. La activación de la caspasa-12 sugiere inducción del estrés reticular por la 
ausencia de glucosa 
 

Ha sido demostrado que la caspasa-12 puede ser activada por la caspasa-7 

(Rao et al. 2001), así como también, por la proteasa de cisteína dependiente de 

calcio calpaína, en respuesta al calcio liberado del RE durante el estrés reticular 

(Nakagawa y Yuan 2000). Para determinar la contribución relativa de la calpaína y 

la caspasa-7 a la activación de la caspasa-12 las células fueron expuestas a un 

medio sin glucosa durante 1 h e incubadas en presencia o ausencia del 

DEVDCHO (25 µM) y el inhibidor de calpaína MDL-28170 (50 µM). Como se 

observa en la Figura 9a, el incremento en la actividad de caspasa-12 inducido 

después de 1 h de AG fue inhibido significativamente por el DEVDCHO y por el 

MDL-28170. Como se esperaba, el inhibidor de amplio espectro de caspasas, el 

QVDOPH (20 µM) también inhibió la actividad de esta caspasa. Para corroborar el 

efecto inhibitorio del DEVDCHO y del MDL-28170 en la actividad de la caspasa-

12, también probamos el efecto de esos inhibidores en el procesamiento de dicha 

caspasa. Como se observa en la Figura 9b, la producción del fragmento activo de 

la caspasa-12 (36 kDa) fue inhibido significativamente en las células incubadas 

con MDL-28170 y con DEVDCHO, sugiriendo la participación de la calpaína y la 

caspasa-7 en la activación de la caspasa-12. Los resultados que muestran la 

activación de la caspasa-12 durante la ausencia de glucosa (Fig. 8) y la evidencia 

de que esta caspasa es activada únicamente durante un estímulo inductor de 

estrés reticular, nos llevó a evaluar el efecto del salubrinal. El salubrinal protege a 

las células contra la apoptosis inducida por estrés reticular, debido a que inhibe 

selectivamente la desfosforilación de eIF2α (Boyce et al. 2005). Como se observa 

en la Figura 9a y b, el salubrinal inhibió la activación y el procesamiento de la 



caspasa-12 después de la exposición de los cultivos a un medio carente de 

glucosa durante 1 h. Además, la inhibición de la calpaína, la caspasa-7 y la 

caspasa-12 (por el Q-ATAD) previno la muerte neuronal inducida por la AG, 

evaluada por el ensayo de reducción del MTT (Fig. 9c). Estos resultados sugieren 

que la caspasa-12 es activada durante la AG y que ésta contribuye a la muerte 

neuronal apoptótica inducida por el estrés reticular. Además, la caspasa-7 y la 

calpaína contribuyen a la activación de la caspasa-12.  

 

 
Fig. 9 La caspasa-7 y la calpaína median la actividad de la caspasa-12 inducida por la ausencia de glucosa. Las células 

fueron expuestas a la AG durante 1 h en presencia o ausencia de QVDOPH (20 µM), DEVDCHO (25 µM), MDL-28170 (50 

µM) o salubrinal (50 µM) y la actividad de la caspasa-12 fue determinada. Los resultados son expresados como ∆F/min/mg 

prot (a). El procesamiento de la caspasa-12 en su fragmento activo (36 kDa) fue determinado por inmunoblot después de la 

exposición de los cultivos durante 1 h a la AG y en presencia o ausencia de los distintos inhibidores. Los resultados son 

expresados como la densidad óptica de la banda del fragmento activo de la caspasa-12 (36 kDa)/β-actina (42 kDa) (b, panel 

izquierdo). Un inmunoblot representativo es mostrado en (b, panel derecho). Como control positivo de activación de 
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caspasa-12 se usó Tg (5 µM). Las neuronas fueron expuestas a la AG durante 2 h en presencia o ausencia de MDL-28170 

(50 µM), DEVDCHO (25 µM) ó Q-ATAD (40 µM) y la reducción del MTT fue medida 22 h después de la AG (c). Los 

resultados son expresados como el promedio ± ES de 4-6 (a), 3 (b) y 4 (c) experimentos independientes. Los datos fueron 

analizados con una prueba de ANOVA de una vía seguida de una prueba de Fisher de comparación múltiple. &P < 0.05 

respecto al control (a, b y c) y *P < 0.05 respecto a 1 h de AG (a, b) ó 2 h de AG (c).  

 

6. La ausencia de glucosa induce un aumento en los niveles de p-eIF2α y 
ATF4 
 

Para estudiar si el estrés reticular es inducido después de la exposición a la 

AG, se evaluaron los niveles de diferentes marcadores de la vía de PERK por 

ensayos de inmunoblot. Los resultados en la Figura 10a y 10c muestran que la 

exposición al medio sin glucosa induce un rápido y significativo incremento en los 

niveles de p-eIF2α de 0.5 a 1 h, el cual progresivamente disminuye después de 2-

4 h. Acorde a lo reportado, el tratamiento de los cultivos durante 48 h con Tg (5 

µM) y Tm (5 µM) incrementó significativamente los niveles de p-eIF2α (Fig. 10a y 

c). La fosforilación de eIF2α causa una inhibición global de la síntesis de 

proteínas. Sin embargo, RNAs mensajeros que tienen uORFs en su extremo 5´ 

pueden evitar el bloqueo de la traducción; el más estudiado de esos genes es 

ATF4 (Wek et al. 2006). La Figura 10b muestra el análisis densitométrico de la 

banda de 39 kDa que corresponde a ATF4. Cuando los cultivos fueron privados de 

glucosa un rápido incremento en los niveles de la proteína ATF4 fueron 

observados desde 0.5 y hasta las 2 h, disminuyendo a las 4 h. Un inmunoblot 

representativo en la Figura 10c muestra el incremento en los niveles de las 

proteínas p-eIF2α (40 kDa) y ATF4 (39 kDa) después de que las células fueron 

expuestas a un medio sin glucosa. La exposición a Tg y Tm también indujo un 

incremento significativo en los niveles de ambas proteínas. Después, decidimos 

evaluar el efecto del salubrinal, una molécula que inhibe a GADD34, una 

subunidad reguladora de la fosfatasa responsable de la desfosforilación de p-

eIF2α, de esta forma, previniendo el estrés reticular (Boyce et al. 2005). Como se 

indica en la Figura 10d, la viabilidad celular se incrementó significativamente 

cuando los cultivos fueron expuestos a la AG en presencia del salubrinal (50 µM), 



restaurando parcialmente la reducción del MTT hasta un 65.2 % de los niveles 

control. De igual forma, el salubrinal redujo significativamente hasta un 34.7 % el 

número de núcleos fragmentados y condensados cuando estuvo presente en el 

medio carente de glucosa (Fig. 10e). Estos resultados concuerdan con la 

disminución observada en la actividad y el procesamiento de la caspasa-12 en 

presencia del salubrinal (Fig. 9a, b). 

 

 
Fig. 10 La ausencia de glucosa induce estrés reticular e incrementa los niveles de p-eIF2α y ATF4. Las células fueron 

expuestas a la AG durante el periodo de tiempo indicado y el contenido de las proteínas p-eIF2α y ATF4 fue analizado por 

inmunoblot (a, b). Los datos representan la densidad óptica de la banda de p-eIF2α (40 kDa) ó ATF4 (39 kDa)/β-actina (42 

kDa). Tg (5 µM) y Tm (5 µM) fueron usados como control positivo de inducción de estrés reticular. Un inmunoblot 

representativo muestra los cambios en el contenido de p-eIF2α (40 kDa) y ATF4 (39 kDa) después de la AG. β-actina fue 

usada como control de carga (c). Las neuronas fueron expuestas durante 2 h a la AG en presencia o ausencia del inhibidor 
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del estrés reticular, salubrinal (50 µM) y la reducción del MTT fue medida 22 h después (d). Los resultados se expresan 

como el porcentaje de reducción del MTT con respecto al control. Las células fueron expuestas a 2 h de AG en presencia o 

ausencia del salubrinal (50 µM) y 22 h después el número de núcleos condensados y fragmentados fue evaluado con la 

tinción con Hoechst. Los resultados son expresados como el porcentaje de núcleos fragmentados y condensados (e). Los 

datos son expresados como el promedio ± ES de 3-6 (a), 3-4 (b), 4 (d) y 3-6 (e) experimentos independientes. Los datos 

fueron analizados con una prueba de ANOVA de una vía seguida de una prueba de Fisher de comparación múltiple. *P < 

0.05 respecto al control (a, b) y respecto a 2 h de AG (d, e), &P < 0.05 respecto al control (d, e). 

 

7. La ausencia de glucosa induce un aumento en los niveles de CHOP y 
GRP78 
 

Durante el estrés reticular prolongado, las tres vías de señalización de la 

UPR pueden inducir la expresión de CHOP, un factor de transcripción que 

participa en la inducción de apoptosis mediada por estrés reticular. La 

transcripción de CHOP está río abajo de ATF4 y es esencial para la inducción de 

apoptosis a través de la vía de PERK-eIF2α-ATF4 (Oyadomari y Mori 2004). Así, 

se evaluaron los niveles de la proteína CHOP después de la exposición continua a 

la AG por 0.25-4 h. Como se observa en la figura 11a los niveles de CHOP se 

elevaron significativamente después de 2 h de AG y se mantuvieron 

incrementados hasta las 4 h. El tratamiento con Tm (5 µM) y con Tg (5 µM) 

durante 48 h produjo incrementos similares en los niveles de CHOP (Fig. 11a, c). 

Uno de los marcadores de estrés reticular es la inducción de las proteínas 

chaperonas GRP78 y GRP94. El estrés reticular incrementa la transcripción de 

esas chaperonas residentes del RE para controlar el estrés reticular y facilitar el 

plegamiento de proteínas (Raghubir et al. 2011). Los niveles de GRP78 fueron 

examinados a diferentes periodos de tiempo después de la exposición al medio 

carente de glucosa (0.25, 0.5, 1, 2 y 4 h). De forma similar a CHOP, los niveles de 

la proteína GRP78 incrementaron significativamente después de 2 h de AG y se 

mantuvieron elevados hasta las 4 h (Fig. 11b, c). El tratamiento con Tm y con Tg 

también indujo un incremento significativo en los niveles de la proteína GRP78. Un 

inmunoblot representativo que muestra un incremento en la densidad de las 

bandas correspondientes a GRP78 (78 kDa) y CHOP (34 kDa) después de la AG 

se muestra en la figura 11c. En conjunto, estos resultados demuestran que la vía 



de PERK de la UPR es activada durante la AG y sugieren que esta vía contribuye 

a la muerte neuronal, debido a que la inhibición del estrés reticular por el salubrinal 

incremento la sobrevivencia neuronal. 

 

 
Fig. 11 La ausencia de glucosa induce la expresión de CHOP y GRP78. Las células fueron expuestas a la AG durante los 

periodos de tiempo indicados y el contenido de las proteínas CHOP y GRP78 fue analizado por inmunoblot (a, b). Los datos 

representan la densidad óptica de la banda de CHOP (34 kDa) ó GRP78 (78 kDa)/β-actina (42 kDa). Tm (5 µM) y Tg (5 µM) 

fueron usados como control positivo de inducción de estrés reticular. Los resultados son expresados como el promedio ± ES 

de 3 (a) ó 5-6 (b) experimentos independientes. Los datos fueron analizados con una prueba de ANOVA de una vía seguida 

de una prueba de Fisher de comparación múltiple. *P < 0.05 respecto al control. Un inmunoblot representativo muestra los 

cambios en el contenido de GRP78 (78 kDa) y CHOP (34 kDa) después de la AG. β-actina fue usada como un control de 

carga (c). 
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VIII. DISCUSIÓN 
 

La hipoglucemia severa es comúnmente el resultado de la administración 

excesiva de insulina en los pacientes diabéticos tipo I (Cryer 2006). Los 

mecanismos de muerte neuronal asociados con el daño neuronal hipoglucémico 

no han sido completamente elucidados. Estudios pioneros sugirieron la 

participación de un mecanismo de muerte necrótica por excitotoxicidad con base 

en la observación de un aumento en la liberación de glutamato y aspartato durante 

el periodo isoeléctrico y en el efecto protector de los antagonistas de los 

receptores al glutamato (Wieloch 1985, Sandberg et al. 1986). Algunos estudios 

sugirieron el papel de la cascada apoptótica mitocondrial en la muerte neuronal 

hipoglucémica (Ferrand-Drake et al. 2003). El papel del estrés reticular y la muerte 

apoptótica que resulta de éste no han sido previamente reportados en modelos de 

hipoglucemia, por lo tanto en este estudio se utilizó un modelo in vitro de AG para 

mimetizar la condición hipoglucémica e investigar la inducción del estrés reticular y 

su papel en la muerte neuronal apoptótica.  

Los presentes resultados demuestran que la AG durante 2 h conduce a la 

muerte neuronal la cual ocurre al menos en parte, a través de un mecanismo de 

apoptosis. El inhibidor de caspasas de amplio espectro QVDOPH y el inhibidor de 

las caspasas-3 y -7 DEVDCHO, incrementaron parcial pero significativamente la 

viabilidad neuronal y redujeron las células positivas a TUNEL y los núcleos 

condensados y fragmentados, sugiriendo la participación de una vía apoptótica 

dependiente de caspasas. Sin embargo, de acuerdo a las determinaciones de 

actividad de caspasas y los ensayos de inmunoblot, la caspasa-3 es activada 

ligera y transitoriamente durante el periodo de RG, y la actividad de la caspasa-9 

no se estimuló significativamente durante la AG. Por lo tanto, la protección por el 

QVDOPH y el DEVDCHO puede estar relacionada con la activación de otras 

caspasas. Debido a que el DEVDCHO es también un inhibidor de la caspasa-7, 

determinamos la actividad de esta caspasa a diferentes periodos de tiempo de 

AG, a través del procesamiento de la procaspasa y la producción de su fragmento 

activo de 19 kDa. Se observó una rápida y sostenida activación de esta caspasa 
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desde los 15 min y hasta las 2 h de AG. Así, el efecto protector del DEVDCHO 

contra la muerte celular puede ser atribuible a la actividad de la caspasa-7, en 

lugar de la caspasa-3. Esos resultados están en concordancia con aquellos de 

Martínez y colaboradores (2010) que muestran que la activación de la caspasa-7 

precede a la de la caspasa-3 después de la exposición de células PC12 a Tg. 

Las caspasas también juegan un papel crítico en la apoptosis inducida por 

estrés reticular. Después de la activación de la vía de PERK, la expresión 

incrementada del factor de transcripción CHOP regula hacia abajo los niveles de la 

proteína Bcl-2, induciendo la activación de la caspasa-9 y la caspasa-3, dando 

como resultado la muerte apoptótica (Rao et al. 2001; McCullough et al. 2001; Rao 

et al. 2002; Morishima et al. 2002; Mao et al. 2006). Sin embargo, en las presentes 

condiciones experimentales la participación de la vía citocromo c/Apaf-1 

dependiente de la mitocondria pareció poco probable, debido a la falta de actividad 

de la caspasa-9 y la caspasa-3. De acuerdo con los resultados, la caspasa-3 no es 

activada durante la AG. Únicamente se observó un incremento modesto y 

transitorio después de 2 h de RG, el cual disminuyó después. La falta de 

activación de la caspasa-3 durante la AG puede ser explicada por la falta de 

energía necesaria para la formación del apoptosoma y la subsecuente activación 

de la caspasa-9 y -3, ya que una rápida disminución en los niveles de ATP es 

observada después de retirar la glucosa (Páramo et al. 2010). La actividad de la 

caspasa-3 después de 2 h de RG podría resultar de una recuperación parcial del 

ATP durante este periodo (Martínez-Sánchez et al. 2004). De hecho, el fragmento 

activo de 17 kDa de la caspasa-3 es detectable a periodos de tiempo largos 

después de la RG (4-6 h), aunque no fue posible detectar la actividad catalítica, 

sugiriendo una activación marginal de esta caspasa bajo las presentes 

condiciones experimentales.  

En este sentido, existe una diferencia importante entre los resultados 

observados y los ensayos usados para detectar la actividad de la caspasa-3. 

Como se mencionó antes, únicamente observamos actividad de la caspasa-3 

después de 2 h de RG (usando un ensayo fluorométrico). Sin embargo, cuando la 

activación de dicha caspasa fue evaluada utilizando un ensayo de inmunoblot fue 
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posible observar la generación del fragmento activo después de 2, 4 y 6 h de RG. 

Esta discrepancia resulta difícil de explicar debido a que se sabe que el método 

más directo y cuantitativo para medir la actividad de una caspasa es el uso de 

ensayos fluorométricos con péptidos sintéticos usados como sustratos. También, 

cabe mencionar que en el presente trabajo usamos la técnica de inmunoblot para 

la detección de la actividad de la caspasa-3 como un método cualitativo, 

mostrando únicamente un inmunoblot representativo sin realizar un análisis 

densitométrico de dichas bandas. Además, es importante mencionar que los 

extractos celulares usados normalmente en los ensayos fluorométricos contienen 

muchas caspasas y algunas veces no es posible distinguir cuales caspasas 

contribuyen a la actividad usando los sustratos, debido a que la mayoría de los 

sustratos de caspasas usados comúnmente pueden ser cortados por más de una 

caspasa, aunque con eficiencias diferentes. Además, la abundancia de caspasas 

individuales en un tipo celular puede variar enormemente, por lo tanto, la relativa 

contribución de una sola caspasa para cortar un sustrato es siempre difícil de 

evaluar (Kumar 2004).  

Otros estudios han reportado un leve o nulo incremento en la actividad de la 

caspasa-3 durante la OGD y la OGSD, mientras que el pico de activación es 

observado durante el periodo de recuperación (Zhang et al. 2010; Malagelada et 

al. 2005). Además, en un estudio in vivo de hipoglucemia, un modesto incremento 

en la actividad de la caspasa-3 es transitoriamente observado después de la 

reperfusión de glucosa, mientras que no se detecta ninguna actividad durante el 

episodio hipoglucémico, presumiblemente debido a la falta de energía (Ferrand-

Drake et al. 2003). Por otro lado, la caspasa-12, una caspasa murina asociada con 

la membrana del RE, es activada por apoptosis inducida por estrés reticular pero 

no por apoptosis mediada por receptores de muerte o por la mitocondria 

(Nakagawa et al. 2000; Rao et al. 2002). En el presente estudio, observamos un 

incremento en la actividad de la caspasa-12 desde 1 y hasta 2 h después de la 

AG. Esos resultados coinciden con observaciones previas que muestran el corte 

de la caspasa-12 en varios modelos de falla energética incluyendo OGD en 

neuronas corticales cultivadas (Badiola et al. 2011), OGSD en astrocitos de 
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médula espinal (Zhang et al. 2010), hipoxia-isquemia en ratas (Badiola et al. 2011) 

e isquemia in vivo (Mouw et al. 2003; Shibata et al. 2003; Liu et al. 2009). Además, 

una rápida activación de la caspasa-12 ha sido observada después del daño 

excitotóxico elucidado por la exposición al kainato en neuronas hipocampales 

cultivadas (Sokka et al. 2007). 

La activación de la caspasa-12 por estrés reticular puede ser el resultado de 

diversos procesos: corte por la proteasa dependiente de calcio, calpaína 

(Nakagawa y Yuan 2000; Badiola et al. 2011; Martínez et al. 2010); dimerización y 

activación seguida de la formación del complejo IRE1-TRAF2 (Yoneda et al. 

2001); y el corte por la caspasa-7 (Rao et al. 2001; Martínez et al. 2010; Tan et al. 

2006). Los presentes resultados muestran que la actividad de la caspasa-12 es 

inducida por la AG y es inhibida significativamente en presencia del inhibidor de la 

caspasa-3/7, DEVDCHO, sugiriendo procesamiento y activación de la caspasa-12 

por caspasa-7, en concordancia con los resultados reportados por otros autores 

(Martínez et al. 2010). Además, la activación de la caspasa-12 puede resultar del 

procesamiento mediado por calpaína. Previamente reportamos que la 

concentración de calcio intracelular incrementa rápida y progresivamente después 

de retirar la glucosa a las neuronas de hipocampo cultivadas (Páramo et al. 2010), 

lo cual provoca una rápida activación de la calpaína (Páramo et al. 2013). Por lo 

tanto, en las presentes condiciones experimentales, la calpaína y la caspasa-7 

contribuyen a la activación de la caspasa-12. Martínez y colaboradores (2010) 

reportaron que la actividad de la caspasa-12 en células PC12 en respuesta a la 

exposición a Tg resulta del procesamiento mediado por calpaína y caspasa-7, y 

que el corte mediado por calpaína precede al mediado por caspasa-7. En 

contraste, en el presente estudio observamos una rápida activación de caspasa-7 

y de acuerdo a nuestras recientes observaciones, la activación de la calpaína es 

también rápidamente inducida después de retirar la glucosa (Páramo et al. 2013). 

Ésto sugiere que el procesamiento de la caspasa-12 por esas dos proteasas 

ocurre rápida y simultáneamente después de la AG. En consecuencia, 

observamos que el DEVDCHO y el MDL-28170, inhibieron eficientemente el 

procesamiento de la procaspasa-12 en su fragmento activo y la actividad catalítica 
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de dicha caspasa, como se evaluó por el corte del sustrato fluorogénico Ac-ATAD-

AFC 1 h después de la AG. Además, el DEVDCHO, el MDL-28170 y el inhibidor 

de la caspasa-12, Q-ATAD, previnieron eficientemente la muerte neuronal, 

sugiriendo que la caspasa-12 es activada por la caspasa-7 y/o por la calpaína, y 

es un importante ejecutor del daño inducido por la AG.  

Las alteraciones en la homeostasis de calcio y la acumulación de proteínas 

mal plegadas/no plegadas dentro del lumen del RE causan estrés reticular y 

conducen a la muerte celular. La activación de la UPR ha sido ampliamente 

reportada durante la isquemia cerebral focal o global transitoria (Kumar et al. 2001; 

Paschen et al. 2003; Shibata et al. 2003; Tajiri et al. 2004; Hayashi et al. 2005; 

Morimoto et al. 2007; Nakka et al. 2010), el trauma cerebral (Larner et al. 2004, 

2005) y en modelos in vitro de OGD (Benavides et al. 2005; Zhang et al. 2010; 

Badiola et al. 2011). Sin embargo, el papel del estrés reticular en el daño 

hipoglucémico no ha sido elucidado. En este trabajo, observamos una rápida 

fosforilación de eIF2α después de 0.5 h de AG. El grado de fosforilación de eIF2α 

se evalúa normalmente por inmunoblot usando anticuerpos específicos que 

reconocen a eIF2α fosforilado en la serina 51 y en algunas ocasiones también se 

reportan los niveles de eIF2α total (fosforilado y no fosforilado). En este caso, se 

espera que los niveles de eIF2α total se mantengan sin cambios durante los 

distintos tratamientos y únicamente se altere el estatus de fosforilación de la 

proteína. En concordancia con otros autores (Hong et al. 2011; Torres-Peraza et 

al. 2013), en este trabajo mostramos solamente el incremento en los niveles de p-

eIF2α después de exponer los cultivos a la AG durante diferentes periodos de 

tiempo. La fosforilación de eIF2α conduce a una inhibición global de la síntesis de 

proteínas. No obstante, algunos RNAs mensajeros que contienen uORFs en su 

extremo 5´ pueden escapar del bloqueo de la traducción, tal es el caso de ATF4. 

Observamos también, un incremento en los niveles de ATF4 después de 0.5 h de 

AG. En concordancia con esas observaciones, en un modelo de oclusión de la 

arteria carótida bilateral y en un modelo de OGD en neuronas corticales, se ha 

observado una rápida fosforilación de eIF2α y de PERK (Kumar et al. 2001; 

Badiola et al. 2011). Asimismo, se ha observado la inducción de ATF4 después de 
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la isquemia cerebral global, la oclusión permanente de la arteria cerebral media, la 

OGD y la OGSD (Hayashi et al. 2005; Morimoto et al. 2007; Zhang et al. 2010; 

Badiola et al. 2011).  

CHOP es un factor de transcripción pro-apoptótico expresado a niveles muy 

bajos en condiciones fisiológicas, pero que es inducido fuertemente en respuesta 

al estrés reticular provocado por la isquemia cerebral y los modelos in vitro de 

OGD (Benavides et al. 2005). Estudios previos muestran que el mRNA de CHOP 

es inducido en el cerebro de ratones expuestos a la oclusión de la arteria carótida 

común bilateral (Tajiri et al. 2004). En nuestro modelo de AG no evaluamos la 

expresión del mRNA de CHOP, pero los resultados aquí presentados muestran 

claramente un incremento significativo en los niveles de la proteína CHOP 

después de 2 y 4 h de AG. Estos resultados están en concordancia con un estudio 

previo en donde utilizaron cultivos primarios de astrocitos y observaron un 

incremento en los niveles de la proteína CHOP, así como una sobrerregulación de 

su mRNA, los cuales fueron detectaron inmediatamente después de exponer los 

cultivos de astrocitos a la OGD durante 4 h (Benavides et al. 2005). El incremento 

de CHOP que observamos seguido del aumento en los niveles de p-eIF2α y ATF4, 

es consistente con la regulación hacia arriba de la expresión de CHOP por el 

factor de transcripción ATF4.  

Por otro lado, niveles incrementados de la chaperona GRP78 fueron 

también observados en las presentes condiciones experimentales después de 2 y 

4 h de AG, en concordancia con estudios previos que muestran inducción de 

chaperonas después de la MCAO y de la OGD (Shibata et al. 2003; Badiola et al. 

2011). La regulación transcripcional de esta chaperona es mediada por la unión de 

factores de transcripción a secuencias ERSE presentes en su promotor. XBP1 y 

ATF6 son factores de transcripción relacionados con la UPR que pueden unirse a 

las secuencias ERSE y mediar la sobrerregulación de GRP78. Por lo tanto, en 

nuestras condiciones experimentales las vías de IRE1 y de ATF6 podrían también 

ser activadas. Ha sido demostrado que la vía de IRE1 de la UPR se induce en 

neuronas de corteza y de hipocampo cultivadas expuestas a OGD, ya que se ha 

observado el corte de XBP1 durante el periodo de recuperación (Badiola et al. 
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2011; Ibuki et al. 2012). El estudio de Ibuki y colaboradores (2012) demostró un 

corte rápido y transitorio de XBP1 inmediatamente después de la OGD, el cual es 

suprimido durante las primeras horas de reoxigenación y restaurado de nuevo 

después de 20-28 h de recuperación. Este segundo pico de corte de XBP1 está 

relacionado con la sobrevivencia neuronal, debido a que las células que sobre 

expresan XBP1 cortado fueron más resistentes a la OGD, posiblemente debido a 

la sobrerregulación de las chaperonas del RE y la transcripción de genes 

involucrados en la degradación de proteínas no plegadas. De acuerdo con esto, 

una activación rápida y transitoria de la vía de PERK después de la OGD ha sido 

reportada (Badiola et al. 2011), mientras que el corte de XBP1 fue observado a 

tiempos posteriores después de la recuperación, sugiriendo que la activación de la 

vía de IRE1 es una respuesta tardía a la OGD. Sin embargo, más experimentos 

son necesarios para determinar si la vía de IRE1 es activada en las presentes 

condiciones experimentales durante la AG o la RG.  

Los datos presentados en este trabajo indican que la activación rápida de la 

vía de la UPR mediada por PERK participa en la muerte neuronal inducida por la 

AG, debido a que el salubrinal efectivamente incrementa la sobrevivencia celular. 

El salubrinal inhibe a GADD34, una subunidad de la fosfatasa responsable de la 

desfosforilación de eIF2α, manteniendo abatida la síntesis de proteínas y 

mitigando el estrés reticular (Boyce et al. 2005). Además, el salubrinal también 

inhibió el procesamiento y la actividad de la caspasa-12 sugiriendo la activación de 

esta caspasa después del estrés reticular. El efecto protector del salubrinal ha sido 

previamente observado en diferentes condiciones asociadas con estrés reticular, 

tales como, la acumulación de la huntingtina mutante en la enfermedad de 

Huntington (Reijonen et al. 2008), la acumulación de superóxido dismutasa en un 

modelo de esclerosis lateral amiotrófica (Saxena et al. 2009) y la exposición al 

ácido kaínico (Sokka et al. 2007). En las presentes condiciones experimentales, el 

estrés reticular podría resultar de la falla energética y la pérdida de la homeostasis 

de calcio, ya que previamente demostramos una importante disminución en los 

niveles de ATP, así como, un incremento en las concentraciones intracelulares de 

calcio después de la AG (Páramo et al. 2010). 



IX. CONCLUSIONES 
 

En conjunto, las presentes observaciones sugieren que el estrés reticular es 

inducido durante la AG y contribuye a la muerte neuronal a través de la activación 

de la vía de PERK de la UPR y de la caspasa-12. Además, los resultados 

demuestran que la activación de la caspasa-12 mediada por la calpaína y la 

caspasa-7 participa en la ejecución de la muerte neuronal, mientras que la vía 

mitocondrial dependiente de caspasas tendría un papel marginal. En la Figura 12 

se resumen las vías propuestas identificadas en este estudio que llevarían a la 

inducción de la apoptosis. Estos resultados contribuyen al conocimiento de los 

mecanismos responsables de la muerte neuronal asociada con la hipoglucemia. 
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Fig. 12 La activación de la vía de PERK de la UPR y la caspasa-12 contribuyen a la muerte neuronal durante la ausencia de 

glucosa. PERK activada induce la fosforilación de eIF2α provocando una inhibición de la síntesis de proteínas. No obstante, 

bajo estas condiciones ATF4 puede ser traducido. Esta inhibición en la síntesis de proteínas puede ser mantenida por el 

salubrinal, el cual inhibe a GADD34, una subunidad de la fosfatasa PP1 responsable de la desfosforilación de p-eIF2α. 
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ATF4 induce la expresión de CHOP y éste promueve la apoptosis por regulación a la baja de la proteína anti-apoptótica Bcl-

2. Esto induce la salida del citocromo c a través de Bax/Bak provocando activación de la caspasa-9 y -3 y apoptosis. Por 

otro lado, la salida de calcio del RE provoca un incremento en la concentración de este catión y la activación de la proteasa 

calpaína. La calpaína corta y activa a la procaspasa-12. La procaspasa-12 puede también ser cortada y activada por acción 

de la caspasa-7. La caspasa-12 activada puede inducir muerte apoptótica sin activación de la vía mitocondrial 
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Abstract Glucose is the main energy source in brain

and it is critical for correct brain functioning. Type 1

diabetic patients might suffer from severe hypoglycemia

if exceeding insulin administration, which can lead to

acute brain injury if not opportunely corrected. The

mechanisms leading to hypoglycemic brain damage are

not completely understood and the role of endoplasmic

reticulum (ER) stress has not been studied. ER stress

resulting from the accumulation of unfolded or misfolded

proteins in the ER is counteracted by the unfolded protein

response (UPR). When the UPR is sustained, apoptotic

death might take place. We have examined UPR activa-

tion during glucose deprivation (GD) in hippocampal

cultured neurons and its role in the induction of apoptosis.

Activation of the PERK pathway of the UPR was

observed, as increased phosphorylation of eIF2a and

elevated levels of the transcription factor ATF4, occurred

30 min after GD and the levels of the chaperone protein,

GRP78 and the transcription factor CHOP, increased after

2 h of GD. In addition, we observed an early activation of

caspase-7 and 12 during GD, while caspase-3 activity

increased only transiently during glucose reintroduction.

Inhibition of caspase-3/7 and the calcium-dependent pro-

tease, calpain, significantly decreased caspase-12 activity.

The ER stress inhibitor, salubrinal prevented neuronal

death and caspase-12 activity. Results suggest that the

PERK pathway of the UPR is involved in GD-induced

apoptotic neuronal death through the activation of cas-

pase-12, rather than the mitochondrial-dependent caspase

pathway. In addition, we show that calpain and caspase-7

are soon activated after GD and mediate caspase-12

activation and neuronal death.

Keywords Glucose deprivation � ER stress � PERK

pathway � Caspase-12 � Caspase-7 � Calpain

Abbreviations

ER Endoplasmic reticulum

UPR Unfolded protein response

GD Glucose deprivation

GR Glucose reintroduction,

GRP78 78-kDa Glucose-regulated protein

eIF2a Eukaryotic translation initiation factor-2

ATF4 Activating transcription factor 4

CHOP C/EBP homologous protein
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Introduction

Glucose is the main fuel for brain. When blood glucose

falls below 20 mg/dl for a period of 30 min or more

massive neuronal death takes place in vulnerable regions

such as the cortex and the hippocampus [1, 2]. Hypogly-

cemia is the main consequence of insulin treatment in type

1 diabetic patients with an intense glycemic control. These

patients frequently experience periods of moderate hypo-

glycemia or even of severe hypoglycemia leading to coma,

if exceeding the insulin dose, which can cause brain injury.

The mechanisms leading to hypoglycemic neuronal death

have not been completely elucidated but several factors

have been implicated. Excitotoxicity was initially sug-

gested as a mechanism involved in delayed neuronal death

following the hypoglycemic coma, based on the protective

effect of NMDA and non-NMDA receptor antagonists [3,

4]. Recent studies have suggested the contribution of other

factors such as nitric oxide production, zinc release from

nerve terminals and the activation of poly-(ADP ribose)

polymerase-1 (PARP-1) [5–7]. The role of apoptosis has

been little explored but some studies have suggested the

participation of the caspase-dependent and independent

mitochondrial apoptotic pathways, based on the increased

activity of caspase-3, and the release of cytochrome c and

the apoptosis inducing factor (AIF) from mitochondria,

observed in the hippocampus of hypoglycemic rats after

the coma [8, 9]. In vitro studies in cultured cells have also

suggested the contribution of the mitochondrial-dependent

apoptotic cascade in glucose deprivation (GD)-induced

neuronal death [10, 11].

Apoptotic cell death can be the consequence of reticular

stress. The endoplasmic reticulum (ER) is the main site for

the biosynthesis of proteins and where post-translational

modifications, folding and assembly of newly synthesized

secretory proteins takes place [12]. In addition, the ER is a

dynamic compartment with a substantial capacity to store

and release calcium [13, 14]. Conditions such as GD,

altered calcium homeostasis and free radical exposure lead

to the accumulation of unfolded proteins in the ER, causing

ER stress [15]. To cope with this adverse situation cells

have evolved the unfolded protein response (UPR), which

might induce apoptosis involving mitochondrial-dependent

or—independent mechanisms if not opportunely corrected

[16]. Mammalian UPR is initiated by three ER-resident

transmembrane proteins: inositol-requiring enzyme 1

(IRE1), activating transcription factor 6 (ATF6) and RNA-

dependent protein kinase-like ER kinase (PERK). Disso-

ciation of the 78-kDa glucose-regulated protein (GRP78)

triggers oligomerization, autophosphorylation and activa-

tion of IRE1 [17]. Activated IRE1 cleaves a 26-nucleotide

intron from the X-box binding protein 1 (XBP1) mRNA,

which is translated into a transcription factor that binds the

ER stress response element (ERSE) located in the promoter

of target genes, including Grp78 and Grp94 [18]. Activated

IRE1 also associates with tumor necrosis factor receptor-

associated factor 2 (TRAF2), leading to the activation of

apoptosis signal-regulating kinase 1 (ASK1), which phos-

phorylates and activates c-Jun kinase (JNK) [19], promot-

ing apoptosis by phosphorylating the anti-apoptotic

proteins Bcl-2, Bcl-XL and Mcl-1. Furthermore, JNK can

also phosphorylate and activate Bid and Bim to promote

apoptosis [20]. After dissociation from GRP78, ATF6 is

transported to the golgi apparatus, where it is cleaved by

S1P (site 1) and S2P (site 2) proteases [21], releasing a

transcriptional factor which induces genes containing

ERSE such as Grp78, Grp94, protein disulphide isomerase,

and the transcription factors CHOP and XBP1 [18]. PERK

dissociation from GRP78 leads to the dimerization and

autophosphorylation of its cytosolic domain [22]. PERK

phosphorylates the alpha subunit of eukaryotic translation

initiation factor 2 (eIF2a) leading to inhibition of global

protein synthesis. However, phosphorylated eIF2a (p-

eIF2a) also initiates the translation of a small subpopula-

tion of mRNAs that contain small upstream open reading

frames (uORFs) in its 50 leader region [23], including

activating transcription factor 4 (ATF4), which transcribes

genes encoding proteins involved in amino acid transport,

glutathione biosynthesis and resistance to oxidative stress

[24]. However, ATF4 induces the transcription factor

C/EBP homologous protein (CHOP), which promotes

apoptotic cell death [25], through the transcription of genes

involved in apoptosis and down regulation of Bcl-2

expression [15]. In addition to CHOP and JNK, activation

of caspases is involved in the execution of ER stress-

induced apoptosis [22]. In mice, procaspase-12 is located

on the cytoplasmic side of the ER and is cleaved and

specifically activated during ER stress [26, 27]. Several

mechanisms have been proposed for caspase-12 activation.

The cytoplasmic calcium-activated protease calpain can

cleave and activate caspase-12 in response to calcium

release from the ER during ER stress [27]; also the pro-

cessing of procaspase-12 by caspase-7 has been reported. It

is suggested that, caspase-7 translocates from the cytosol to

the cytoplasmic side of the ER cleaving and activating

caspase-12 [28]. Caspase-12 activation might also result

from its dissociation from TRAF2 during ER stress, which

leads to its dimerization and auto processing [29].

Previous studies have suggested the role of ER stress in

the induction of apoptosis in in vivo models of ischemia

[30–34] and during oxygen-glucose deprivation (OGD) in

cultured neurons and astrocytes [35, 36]. These studies

have demonstrated that the PERK and the IRE pathways

are involved in apoptosis. Furthermore, caspase-12 acti-

vation has been shown to result from ER stress-induced

apoptosis in in vivo models of ischemia [37–39] and during
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OGD in cultured neurons [36]. However, the role of cas-

pase-12 activation and reticular stress in hypoglycemic

injury has not been reported.

As an in vitro model of hypoglycemia we have used

hippocampal neurons exposed to glucose-free medium.

Results indicate the presence of caspase-dependent apop-

tosis after exposing cells to GD. In addition, there is an

increase in the levels of the reticular stress markers,

p-eIF2a, ATF4, CHOP and GRP78. Results suggest that

apoptosis mainly results from ER stress and caspase-12

activation rather than from the activation of the mito-

chondrial apoptotic pathway. In addition, the present

findings indicate that caspase-7 and calpain mediate cas-

pase-12 activation.

Experimental procedures

Cell culture

Primary cultures of hippocampal neurons were prepared

from Wistar rat embryos of 17–18 days of gestation as

previously described [40]. Animals were handled and cared

according to the NIH guide for care and use of laboratory

animals (NIH Publications No. 80–23, revised in 1996) and

with the local Animal Care Committee approval. All

efforts were made in order to minimize animal suffering.

Cells were suspended in Neurobasal culture medium [41]

supplemented with B27 (Gibco, Rockville, MD, USA),

0.5 mM L-glutamine and 20 lg/ml gentamicin (Sigma

RBI, St. Louis, MO, USA), and plated at a density of

260–290 9 103/cm2 in Costar 24-well plates (Cambridge,

MA, USA) or in 35 mm dishes (Corning, NY, USA),

precoated with poly-L-lysine (5 lg/ml, Sigma RBI, St.

Louis, MO, USA). Cells were cultured for 7 days in vitro

(DIV) at 37 �C in a humidified 5 % CO2/95 % air atmo-

sphere. Four days after plating, glucose (5 mM) and

cytosine arabinoside (10 lM, Sigma RBI, St. Louis, MO,

USA) and fresh Neurobasal medium were added. After 7

DIV neurons were exposed to glucose-free medium (Dul-

becco0s Modified Eagle Medium, DMEM, Gibco, Rock-

ville, MD, USA) for different periods of time.

Neuronal survival

Cultures were exposed to glucose-free medium (DMEM) for

2 h. Immediately after, DMEM medium was substituted for

the glucose containing medium (glucose reintroduction,

GR) previously withdrawn from each well and cells were

left to recover for 22 h. When the effect of the broad

spectrum caspase inhibitor, Q-Val-Asp-OPH (QVDOPH,

20 lM, MP Biomedicals, Solon, OH, USA), the caspase-3/7

inhibitor, acetyl-Asp-Glu-Val-Asp-aldehyde (DEVDCHO,

25 lM, Peptide Institute, Osaka, Japan), the calpain inhib-

itor, N-Benzyloxycarbonylvalylphenylalaninal (MDL-

28170, 50 lM, Enzo Life Sciences, Ann Arbor, MI, USA),

the caspase-12 inhibitor, Q-Ala-Thr-Ala-Asp(OMe)-OPH

(Q-ATAD, 40 lM, MP Biomedicals, Solon, OH, USA) and

the ER stress inhibitor, salubrinal (50 lM, Tocris Biosci-

ence, Ellisville, MO, USA) was tested, they were added only

during the GD period. After recovery, cell survival was

evaluated by the MTT (3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-

diphenyltetrazoliumbromide) (Sigma RBI, St. Louis, MO,

USA) reduction assay as previously described [42, 43].

Briefly, cells were incubated with MTT (150 lM) during

1 h at 37 �C in a 5 % CO2/95 % air atmosphere. The med-

ium was aspirated and the precipitated formazan was solu-

bilized in 0.8 ml acid isopropanol and quantified in a

spectrophotometer DU730 (Beckman Coulter, Brea, CA,

USA) at a wavelength of 570 nm. Results are expressed as

percentage MTT reduction relative to control cultures.

Apoptosis detection

Nuclear morphology was analyzed by Hoechst staining and

the number of condensed and fragmented nuclei was

counted. The presence of DNA strand breaks, characteristic

of DNA cleavage during apoptosis was detected by the

TUNEL assay, 22 h after exposing cultures to glucose-free

medium for 2 h. For Hoechst staining cultures were

washed with D-PBS and 0.25 ml/well of 0.001 % Hoechst

33258 (Sigma RBI, St. Louis, MO, USA) was added during

15 min under dim light. Cells were washed with D-PBS,

fixed with cold 3.7 % formaldehyde during 10 min and

mounted on coverslips. For TUNEL assay (Roche Diag-

nostics GmbH, Mannheim Germany) cells were washed

with PBS, fixed with cold 4 % paraformaldehyde during

1 h at room temperature, washed again with PBS, and

blocked in 3 % H2O2 in methanol for 10 min. Cells were

then washed with PBS, and permeabilized in 0.1 % Triton

X-100, 0.1 % sodium citrate for 2 min at 4 �C. After two

more washes with PBS, the cells were incubated in the dark

with 20 ll of the TUNEL reaction mixture at 37 �C in a

humidified 5 % CO2/95 % air atmosphere. Finally, the

cells were washed with PBS and mounted on coverslips.

Cells were observed under a fluorescence microscope using

an UV-2A DM400 filter for Hoechst and a U-MNB2 filter

for fluorescein for TUNEL. The number of high-fluores-

cent condensed and fragmented nuclei and the number of

TUNEL-positive cells were counted with the aid of an

image analyzer (Macintosh NIH Image 1.6). Ten different

fields containing about 30-40 cells were counted per cov-

erslip (at 609 magnification) and one coverslip was

counted per condition per experiment. Results are expres-

sed as percent of condensed and fragmented nuclei relative

to the total number of nuclei counted per coverslip
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(Hoechst) or as the total number of TUNEL-positive cells

present in each experimental condition. Cells treated with

staurosporine (STS, 500 nM, Sigma RBI, St. Louis, MO,

USA) for 24 h were used as positive control for apoptosis.

When the effect of the QVDOPH, DEVDCHO or salubri-

nal was tested, they were added to cultures only during the

GD period.

Caspase activity

Caspase-3 and caspase-9 activity was determined at different

times after GD (1, 2 and 4 h) or after 2, 4 or 6 h of GR.

Briefly, cells were washed with D-PBS and then homoge-

nized in lysis buffer (100 mM HEPES pH 7.5, 1 mM

EDTA, 20 lM EGTA, 12.5 % (w/v) sucrose, 10 mM DTT,

0.1 % (w/v), 3-[3-cholamidopropyl) dimethylammonio]-1-

propane sulfonate (CHAPS) and protease inhibitor cocktail

without EDTA (Roche Diagnostics, Mannheim, Germany).

All chemicals were purchased from Sigma RBI (St. Louis,

MO, USA). Homogenates were diluted 1:1 (v/v) with

glycerol and stored at -70 �C until used. Caspase-3 and 9

activity was assayed by monitoring the cleavage of the tet-

rapeptides Ac-DEVD-MCA and Ac-LEHD-MCA (Peptides

International, Osaka, Japan), respectively, in a Synergy HT

multi-detection microplate reader (Biotek Intruments,

Winooski, VT, USA) set at 360 nm excitation and 460 nm

emission. The reaction was followed for 30 min after the

addition of 25 lM substrate to the cell lysate (30 lg protein)

in 200 lL of lysis buffer. Results are expressed as the

change in fluorescence intensity per minute per milligram of

protein produced after substrate cleavage. The protein con-

centrations were determined using the method of Lowry

[44]. STS was used as a positive control for caspase-3

activity.

Caspase-12 activity was monitored after 1, 2 or 4 h of

GD, using the fluorogenic substrate Ac-ATAD-AFC, which

is specifically cleaved by caspase-12. The effect of the

caspase inhibitors QVDOPH (20 lM) and DEVDCHO

(25 lM), the calpain inhibitor, MDL-28170 (50 lM) and

the ER stress inhibitor, salubrinal (50 lM), was tested on

caspase-12 activity after 1 h GD. All inhibitors were

present during GD. Immediately after, cells were washed

with D-PBS and then homogenized in cell lysis buffer

(BioVision, Mountain View, CA, USA). Reactions were

carried out in 100 ll volume containing 50 ll of 2X

reaction buffer (BioVision, Mountain View, CA, USA)

containing 10 mM DTT, 250 lg total protein sample and

50 lM substrate Ac-ATAD-AFC (BioVision, Mountain

View, CA, USA). The reaction mixture was incubated in

the dark for 1 h at 37 �C in black bottom 96-wells mi-

croplates. Fluorescence emission was measured during

30 min using a Synergy HT multi-detection microplate

reader (Biotek Intruments, Winooski, VT, USA) set at

400 nm excitation and 505 nm emission. Thapsigargin (Tg,

5 lM, Sigma RBI, St. Louis, MO, USA) and tunicamycin

(Tm, 5 lM, Sigma RBI, St. Louis, MO, USA) incubated

during 48 h were used as positive controls for caspase-12

activity.

Western blot analysis

Caspase-3 processing was determined by Western blot after

exposing cells to 2 h GD and different times of GR (2, 4 or

6 h). Cells were rinsed with D-PBS and resuspended in

lysis buffer containing: 25 mM Tris–HCl pH 7.4, 50 mM

NaCl, 2 % Nonidet P-40, 0.2 % SDS and protease inhibitor

cocktail according to Miñano et al. [45] with slight modi-

fications. For caspase-7 and 12 cultures were exposed to

glucose-free medium for different periods of time (0.25,

0.5, 1, 2 and 4 h) and homogenized for Western blot

analysis in lysis buffer containing: 50 mM Tris–HCl pH 8,

150 mM NaCl, 0.5 % sodium deoxycholate, 1 % triton

X-100, 1 % SDS and protease inhibitor cocktail, according

to Sokka et al. [46]. All chemicals were purchased from

Sigma RBI (St. Louis, MO, USA) except for protease

inhibitor cocktail that was from (Roche Diagnostics,

Mannheim, Germany).

After incubation on ice for 10 min, homogenates were

centrifuged at 14 000 rpm for 20 min at 4 �C and stored at

-70 �C until used. The protein concentration was deter-

mined by the method of Lowry [44]. The supernatant (60 lg

of total protein) was separated by 12 % SDS-PAGE and

transferred to polyvinylidene difluoride membranes (Milli-

pore Corporation, Billerica, MA, USA). Membranes were

blocked with Tris-Buffered saline/Tween-20 (TTBS) buffer

(50 mM Tris–HCl pH 7.5, 150 mM NaCl and 0.1 %

Tween-20) containing 5 % nonfat dry milk for 1 h at room

temperature and incubated overnight at 4 �C in blocking

buffer containing primary antibodies. The following primary

antibodies and dilutions were used: Caspase-3 (1:200, Santa

Cruz Biotechnology, Santa Cruz, CA, USA), Caspase-7

(1:250, Abcam, Cambridge, MA, USA), Caspase-12 (1:500,

Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA). As positive controls

we used STS (500 nM, 8 h) for caspase-3 and Tg (5 lM,

48 h) and Tm (5 lM, 48 h) for caspase-7 and caspase-12.

Protein levels of markers of the ER stress PERK pathway,

p-eIF2a, ATF4, CHOP and GRP78 were determined by

Western blot after exposing cells to GD for different periods

of time (0.25, 0.5, 1, 2 and 4 h). Cells were homogenized in

the same lysis buffer used for caspase-7 and 12 and pro-

cessed as described above. In this case 25 lg protein was

used. The antibodies used were: p-eIF2a (1:1000, Abcam,

Cambridge, MA, USA), ATF4 (1:250, Abcam), GRP78

(1:1000, Abcam), CHOP (Gadd153, 1:1000, Santa Cruz

Biotechnology, Santa Cruz, CA, USA) and a-actin (1:5000,

Millipore, Temecula, CA, USA). Peroxidase-conjugated
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anti-rabbit IgG (1:5000, Jackson ImmunoResearch Labora-

tories, West Grove, PA, USA) or peroxidase-conjugated

anti-mouse IgG (1:5000, Jackson ImmunoResearch Labo-

ratories) were used as secondary antibodies. All immuno-

blots were developed by ECL (Millipore Corporation,

Billerica, MA, USA) and analyzed by densitometry with the

Image-J program NIH Image version 1.46.

Statistics

In all cases data were analyzed by one-way ANOVA fol-

lowed by a Fisher0s multiple comparison test and were

expressed as mean ± SEM. Significant differences

between data were considered when P \ 0.05.

Results

GD induces neuronal death and increases the number

of apoptotic nuclei

In order to investigate whether GD induces apoptotic

neuronal death cells were exposed to glucose-free medium

for 2 h. Immediately, the medium was substituted for the

glucose containing medium previously withdrawn (GR)

and cells were left to recover for 22 h. After GR mito-

chondrial viability was measured by the MTT assay, which

is an index of cell survival. Apoptosis was monitored by

the quantification of the number of condensed and frag-

mented nuclei and the presence of DNA strand breaks, two

hallmarks of apoptosis, using Hoechst staining and the

TUNEL assays, respectively. Figure 1a shows representa-

tive images of Hoechst-stained nuclei; in control cultures

most of the nuclei look large and round while in cultures

exposed to glucose-free medium many bright-fluorescent

condensed and fragmented nuclei are present. As can be

observed when cells are incubated in the presence of cas-

pase inhibitors many nuclei show a normal appearance

similar to those observed in the control condition (Fig. 1a).

Similar results were obtained when apoptosis was moni-

tored by the TUNEL assay. Images of representative

experiments show an increase in the number of TUNEL-

positive cells in cultures exposed to GD relative to control

cultures (Fig. 1b). The number of TUNEL-positive nuclei

is reduced in the presence of the caspase inhibitors,

QVDOPH and DEVDCHO (Fig. 1b).

Graph in Fig. 1c shows that the percentage of condensed

and fragmented nuclei is increased in cells exposed to GD

Fig. 1 Apoptotic cell death is

induced by GD. Neurons were

exposed to GD during 2 h in the

presence or the absence of

QVDOPH (20 lM) or

DEVDCHO (25 lM), and 22 h

later nuclear condensation and

fragmentation (a, c), DNA

cleavage (b, d) and cell viability

(e) was determined by Hoechst

staining, the TUNEL assay and

MTT reduction, respectively.

Staurosporine (STS) was used

as a positive control of

apoptosis. Data are expressed as

mean ± SEM from 3 to 6 (c), 4

(d) and 3–7 (e) independent

experiments and were analyzed

by one-way ANOVA followed

by a Fisher’s least significant

difference test. &P \ 0.05

versus control and *P \ 0.05

versus 2 h GD.

Photomicrographs showing the

presence of condensed and

fragmented nuclei (a) and

TUNEL-positive cells (b) and

the protective effect of

QVDOPH (20 lM) or

DEVDCHO (25 lM) are

depicted. Scale bar 10 lm
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as compared to control cells. In control cultures 26.5 % of

the cells showed condensed and fragmented nuclei, repre-

senting a basal level of apoptosis and this number increased

to 51.2 % when cells were deprived from glucose. In the

presence of STS (500 nM), used as a positive control

of apoptosis, 71.5 % of apoptotic nuclei was observed

(Fig. 1c). The increase in the number of condensed and

fragmented nuclei induced by 2 h GD was effectively

reduced in the presence of the broad-spectrum caspase

inhibitor QVDOPH (20 lM) and the caspase-3/7 inhibitor

DEVDCHO (25 lM) (Fig. 1c).

Graph in Fig. 1d shows the number of TUNEL-positive

cells. In agreement with Hoechst staining, few TUNEL-

positive cells were observed in the control condition, while

this number increased to 89.4 % in the presence of STS.

Cultures exposed to 2 h GD and observed 22 h later

showed significantly more TUNEL-positive cells relative

to the control condition (Fig. 1d). As expected, the number

of TUNEL-positive cells was significantly reduced in the

presence of caspase inhibitors (Fig. 1d). Cell survival was

determined by the MTT reduction assay. As indicated in

Fig. 1e, cell survival significantly decreased to 40 % when

cells were exposed to GD for 2 h. QVDOPH and DEVD-

CHO increased neuronal viability to 72 and 63 % of con-

trol, respectively (Fig. 1e). These results demonstrate that

2 h GD induces neuronal death and that this is mediated at

least in part by apoptosis.

Caspase-3 and caspase-7 activities are induced

at different times after GD

In order to investigate whether apoptosis contributes to

neuronal death induced by GD and to identify the caspases

involved, cells were continuously exposed to GD for 1–4 h

and collected immediately after, or exposed to GD during

2 h and then to different periods of GR (2, 4 and 6 h).

Immediately after GD or GR cells were homogenized for

caspase-3 activity determination, using Ac-DEVD-MCA, a

fluorogenic substrate for caspase-3/7. The time-course of

caspase activation is shown in Fig. 2a. When cells were

Fig. 2 Effects of GD on casapse-3 and caspae-7 activity. Caspase-3

activity was determined at different times after GD (1, 2 and 4 h) or after

GR (2, 4 or 6 h) using the fluorogenic substrate, Ac-DEVD-MCA (a).

Results are expressed as the change in fluorescence intensity/min/mg

protein. Processing of pro-caspase-3 (32 kDa) in its active fragment

(17 kDa) was determined by Western blot and is shown in (b). STS was

used as a positive control of caspase-3 activation. Cells were exposed to

GD during the indicated times and caspase-7 proteolysis was analyzed

by Western blot (c, d). A representative Western blot shows the

presence of the procaspase-7 (34 kDa) and its active fragment

(19 kDa). b-Actin was used as loading control (d). Tunicamycin (Tm,

5 lM) and thapsigargin (Tg, 5 lM) were used as positive controls of

caspase-7 activation. Data in (c) represent the optical density of

caspase-7 active fragment (19 kDa) band/b-Actin (42 kDa). Results are

expressed as mean ± SEM from 3 to 5 independent experiments. Data

were analyzed by one-way ANOVA followed by a Fisher’s least

significant difference test. *P \ 0.05 versus control
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exposed to glucose-free medium for 1–4 h caspase activity

increased only slightly and not significantly. A transient

and significant increase in caspase activity was observed

only after 2 h of GR (change in fluorescence intensity/min/

mg protein, control =3.92 ± 0.70; GD = 8.97 ± 1.63),

and declined after 4 and 6 h recovery in glucose containing

medium (Fig. 2a). Caspase activity was also measured at

shorter times of GD and a slight but not significant

increase was observed at 0.25 and 0.5 h of GD (data not

shown). Cells exposed to STS for 8 h showed a significant

increase in fluorescence (data not shown control

=3.92 ± 0.70; STS = 16.24 ± 1.32, n = 4). In order to

confirm caspase-3 activation we used Western blot ana-

lysis to evaluate the generation of the active fragment of

caspase-3 in homogenates from cells exposed to GD dur-

ing 2 h and then to GR for 2, 4 or 6 h (Fig. 2b). The

17 kDa active fragment was detected after GR (2–6 h) in

cells previously exposed to 2 h GD. As a positive control

we used STS (500 nM), which promoted the cleavage of

pro-caspase-3 to its active 17 kDa fragment after 8 h

incubation. As caspase-9 is a common activator of cas-

pase-3, the activity of this caspase was also evaluated

fluorometrically using the substrate Ac-LEHD-MCA. We

observed a slight not significant 33 % increase in enzyme

activity after 0.25 h of GD but not at longer GD periods or

during GR (data not shown).

The results described above suggest that the mitochon-

drial pathway is not involved in GD-induced apoptotic

neuronal death, because caspase-9 and caspase-3 are only

marginally activated. However, a significant protective

effect of DEVDCHO against GD-induced neuronal death

was observed (Fig. 1). Because DEVDCHO also inhibits

the activity of caspase-7, we aimed to evaluate the time

course of caspase-7 processing by Western blot using an

antibody that recognizes procaspase-7 (34 kDa) and the

caspase-7 active fragment (19 kDa). The graph in Fig. 2c

shows the densitometric analysis of the ratio of the 19 kDa

band/actin. The optical density of the this band increased

as early as 0.25 h of GD and it remained significantly

elevated until 2 h, declining at 4 h. A representative

Western blot of the time-course of caspase-7 activation is

shown in Fig. 2d. As can be observed procaspase-7 pro-

cessing promptly increased from 0.25 h of GD. As positive

controls we incubated cells during 48 h with the inhibitor

of N-linked glycosylation, Tm (5 lM) and the inhibitor of

the sarcoplasmic/endoplasmic reticulum Ca2? ATPase

(SERCA), Tg (5 lM), which are known to induce caspase-

7 activation [47–49]. An increase in the processing of

caspase-7 was observed after the treatment with Tg

(Fig. 2c, d). These results suggest that the apoptotic neu-

ronal death induced by GD is caspase-dependent and that

caspase-7 is rapidly activated after GD and it is involved in

neuronal death.

Caspase-12 activity suggests activation of ER stress

by GD

Based on the above-described findings suggesting that

caspase-9 and caspase-3 are not significantly activated

during or after GD, we aimed to investigate whether

apoptotic neuronal death elicited by GD is the result of ER

stress. Caspase-12 is an ER resident caspase, which has

been proposed as a key mediator of ER stress-induced

apoptosis. Caspase-12 is cleaved and activated specifically

during ER stress, but not by death receptor- or mitochon-

drial-mediated apoptotic signals [22, 25]. This prompted us

to assess caspase-12 activity using the fluorometric sub-

strate Ac-ATAD-AFC. Tg and Tm were used as positive

controls for caspase-12 activation. Fig. 3a shows that 1 h

GD induced a significant increase in caspase-12 activity as

compared to control cultures maintained in glucose-con-

taining medium (change in fluorescence intensity/min/mg

protein, control =0.37 ± 0.06; GD = 1.10 ± 0.12), which

declined after 2 and 4 h. Caspase-12 activity was also

significantly stimulated when cultures were incubated

during 48 h in the presence of Tm (5 lM) and Tg (5 lM).

Fig. 3b (bottom panel) shows a representative Western blot

of the time-course of caspase-12 processing, using an

antibody that only recognizes the 36 kDa active fragment.

As can be observed the active fragment was detected from

1 to 4 h GD, as well as 48 h after incubation with Tg

(5 lM), but not in control cultures. The densitometric

analysis of the ratio of the active caspase-12 (36 kDa)

fragment relative to the actin band is shown in Fig. 3b

(upper panel).

It has been demonstrated that caspase-12 activation can

be mediated by caspase-7 [28] as well as by the calcium-

dependent cysteine protease, calpain, in response to cal-

cium release from the ER during ER stress [27]. To

determine the relative contribution of calpain and caspase-

7 to caspase-12 activation cells were exposed to glucose-

free medium during 1 h and incubated either in the pre-

sence or the absence of DEVDCHO (25 lM) and the cal-

pain inhibitor, MDL-28170 (50 lM). As observed in

Fig. 3c the increase in caspase-12 activity induced after 1 h

GD was significantly inhibited by DEVDCHO and MDL-

28170. As expected the broad-spectrum caspase inhibitor,

QVDOPH (20 lM) also inhibited caspase activity. To

corroborate the inhibitory effect of DEVDCHO and MDL-

28170 on caspase-12 activity, we also tested the effect of

these inhibitors on caspase-12 processing. As observed in

supplementary Fig. 1, the production of the 36 kDa prod-

uct of active caspase-12 was significantly inhibited in cells

incubated with MDL-28170 and DEVDCHO, further sug-

gesting the role of calpain and caspase-7 on the activation

of caspase-12. Moreover, inhibition of calpain, caspase-7

and caspase-12 (by Q-ATAD) prevented GD-induced

420 Apoptosis (2014) 19:414–427

123



neuronal death as assessed by the MTT assay (Fig. 3d).

Altogether these results suggest that caspase-12 is activated

during GD and contributes to apoptotic neuronal death. In

addition, both caspase-7 and calpain are involved in the

activation of caspase-12.

GD induces ER stress by activation the PERK pathway

We then aimed to study whether ER stress is induced after

glucose withdrawal by evaluating the levels of different

markers of the PERK pathway by Western blot. Results in

Fig. 4a, c show that the exposure to glucose-free medium

induces an early and significant increase in the phosphor-

ylation of eIF2a (p-eIF2a) from 0.5 to 1 h, which pro-

gressively declines after 2–4 h. As expected, treatment of

cultures during 48 h with Tg (5 lM) or Tm (5 lM) sig-

nificantly increased p-eIF2a (Fig. 4a, c). Phosphorylation

of eIF2a causes a global inhibition of protein synthesis,

except for the translation of some mRNAs containing

upstream open reading frames located in the 50 end such as

Fig. 3 Caspase-7 and calpain mediate caspase-12 activity induced

during GD. Neurons were exposed to GD for 1-4 h and caspase-12

activity was measured using the fluorogenic substrate, Ac-ATAD-

AFC. Results are expressed as the change in fluorescence intensity/

min/mg protein. Tunicamycin (Tm, 5 lM) and Tg (5 lM) were used

as positive controls (a). The time course of caspase-12 proteolysis

into its active fragment (36 kDa) was determined by Western blot and

results are expressed as the optical density of the active fragment

(36 kDa) band/b-Actin (42 kDa). A representative blot is shown (b).

Cells were exposed to GD for 1 h in the presence or the absence of

QVDOPH (20 lM), DEVDCHO (25 lM), MDL-28170 (MDL,

50 lM) or salubrinal (50 lM) and caspase-12 catalytic activity was

measured. Results are expressed as the change in fluorescence

intensity/min/mg protein (c). Neurons were exposed to GD during 2 h

in the presence or the absence of MDL-28170 (50 lM), DEVDCHO

(25 lM) or Q-ATAD (40 lM) and MTT reduction was measured

22 h after GD (d). Results are expressed as percent of control values

and are mean ± SEM of 4–7 (a), 3–5 (b), 4–6 (c) and 4 (d) indepen-

dent experiments. Data were analyzed by one-way ANOVA followed

by a Fisher’s least significant difference test. *P \ 0.05 versus control

(a, b) and versus GD (c, d), &P \ 0.05 versus control (c)
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that of the transcription factor, ATF4 [50]. Figure 4b shows

the densitometric analysis of the 39 kDa band corre-

sponding to ATF4. When cultures were deprived from

glucose a prompt increase in ATF4 protein levels was

observed from 0.5 to 2 h, declining at 4 h. Representative

Western blots in Fig. 4c show the increase in p-eIF2a
(40 kDa) and ATF4 (39 kDa) protein levels after cells were

exposed to glucose-free medium. Tg and Tm also induced

a significant increase in the levels of the two proteins. We

then sought to evaluate the effect of salubrinal, a small

molecule known to inhibit GADD34, the phosphatase

responsible for the dephosphorylation of p-eIF2a prevent-

ing ER stress [51]. As indicated in Fig. 4d, cell viability

was significantly increased when cultures were exposed to

GD in the presence of salubrinal (50 lM) restoring MTT

reduction up to 65.2 % of control levels. Similarly,

salubrinal significantly reduced to 34.7 % the number of

condensed and fragmented nuclei when present in the GD

medium (Fig. 4e). These results are in agreement with the

observed decrease in caspase-12 processing and activity in

the presence of salubrinal (Fig. 3c and supplementary

Fig. 1).

During prolonged ER stress, the three signaling path-

ways of the UPR can induce the expression of CHOP, a

transcription factor involved in the induction of ER stress-

mediated apoptosis. CHOP transcription is downstream of

ATF4 and is essential for the induction of apoptosis

through the PERK-eIF2a-ATF4 pathway [52]. Thus, we

evaluated CHOP levels after the continuous exposure to

GD for 0.25–4 h. As observed, CHOP levels were signifi-

cantly elevated after 2 h of GD and remained increased by

4 h (Fig. 5a, c). Treatment with Tm (5 lM) or Tg (5 lM)

Fig. 4 GD induces ER stress and increased expression of p-eIF2a and

ATF4. Cells were exposed to GD during the indicated periods of time

and p-eIF2a and ATF4 protein content was analyzed by Western blot (a,

b). Data represent the optical density of p-eIF2a (40 kDa) or ATF4

(39 kDa) bands/b-Actin (42 kDa). Tg (5 lM) and Tm (5 lM) were

used as positive controls for ER stress induction. A representative

Western blot shows the changes in p-eIF2a (40 kDa) and ATF4

(39 kDa) content after GD. b-Actin was used as loading control (c).

Neurons were exposed during 2 h GD in the presence or the absence of

the ER stress inhibitor, salubrinal (50 lM) and MTT reduction was

measured 22 h later (d). Results are expressed in percent of control

values. Cells were exposed to 2 h GD in the presence or the absence of

salubrinal (50 lM) and 22 h later the number of condensed and

fragmented nuclei was counted by Hoechst staining. Results are

expressed as percent condensed and fragmented nuclei (e). Data are

expressed as mean ± SEM 3–6 (a), 3–4 (b), 4 (d) and 3–6 (e) indepen-

dent experiments. Data were analyzed by one-way ANOVA followed

by a Fisher’s least significant difference test. * P \ 0.05 vs control

(a, b) and versus 2 h GD (d, e), &P \ 0.05 versus control (d, e)
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during 48 produced similar increases in CHOP levels

(Fig. 5a, c). One of the hallmarks of ER stress is the

induction of the chaperones GRP78 and GRP94. ER stress

up-regulates the transcription of these ER-resident chap-

erone proteins to regulate ER stress and facilitate protein

folding [18]. GRP78 levels were examined at different

periods of time after the exposure to glucose-free medium

(0.25, 0.5, 1, 2 and 4 h). Similarly to CHOP, GRP78 pro-

tein levels significantly increased after 2 h GD and

remained elevated at 4 h (Fig. 5b, c). Treatment with Tm

and Tg also induced a significant increase in GRP78 pro-

tein levels. A representative Western blot showing an

increase in the density of the bands corresponding to

GRP78 (78 kDa) and CHOP (34 kDa) after GD, is depicted

in Fig. 5c. Altogether, these results demonstrate that the

PERK pathway of the UPR is activated during GD and

suggest that this pathway is involved in neuronal death

since inhibition of reticular stress by salubrinal increased

neuronal survival.

Discussion

Severe hypoglycemia is most commonly the result of the

excessive administration of insulin in type 1 diabetic

patients with a strict glycemic control [53]. The mecha-

nisms of neuronal death associated with hypoglycemic

brain injury have not been completely elucidated. Early

studies suggested the involvement of an excitotoxic

necrotic mechanism based on the release of glutamate and

aspartate during the isoelectric period and the protective

effect of glutamate receptor antagonists [3, 54]. Some

studies suggested the role of the mitochondrial apoptotic

cascade on hypoglycemic neuronal death [9]. The role of

reticular stress and the resulting apoptotic death has not

been previously reported during hypoglycemia, therefore

we used an in vitro model of GD to mimic the hypogly-

cemic condition and investigate the induction of ER stress

and its role on apoptotic neuronal death.

The present results demonstrate that GD during 2 h

leads to neuronal death, which occurs, at least in part,

through apoptosis. The broad-spectrum caspase inhibitor

QVDOPH and the caspase inhibitor DEVDCHO, partially

but significantly increased neuronal viability and reduced

the number of TUNEL-positive cells and condensed and

fragmented nuclei, suggesting the participation of a cas-

pase-dependent apoptotic pathway. However, according to

caspase activity determinations and Western blot assays,

caspase-3 is only slightly and transiently activated during

the recovery period, and caspase-9 activity is not signifi-

cantly stimulated. Therefore, protection by QVDOPH and

DEVDCHO might be related to the activation of other

caspases. Given that DEVDCHO is also an inhibitor of

caspase-7, we determined caspase-7 activity at different

periods of time of GD through the processing of the pro-

caspase and the production of the 19 kDa active fragment.

We observed an early and sustained activation of this

caspase from 15 min to 2 h. Thus, the protective effect of

DEVDCHO against cell death might be attributable to

caspase-7 activity, rather than caspase-3. These results are

in agreement with those of Martinez et al. [49] showing

that caspase-7 activation precedes that of caspase-3 after

the exposure of PC12 cells to Tg.

Caspase activity also plays a critical role in ER stress-

induced apoptosis. After the activation of the PERK

pathway, increased expression of the transcription factor

CHOP down-regulates Bcl-2 protein levels, inducing the

Fig. 5 GD induces CHOP and GRP78 expression. Cells were

exposed to GD during the indicated periods of time and CHOP and

GRP78 protein content was analyzed by Western blot (a, b). Data

represent the optical density of CHOP (34 kDa) or GRP78 (78 kDa)

bands/b-Actin (42 kDa). Results are expressed as mean ± SEM of 3

(a) or 5–6 (b) independent experiments. Data were analyzed by one-

way ANOVA followed by a Fisher’s least significant difference test.

*P \ 0.05 versus control. A representative Western blot shows the

change in GRP78 (78 kDa) and CHOP (34 kDa) content after GD. b-

Actin was used as loading control (c)
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activation of caspase-9 and caspase-3, and as a result

apoptotic death [28, 55–58]. However, in the present

experimental conditions the participation of the mito-

chondrial-dependent cytochrome c/Apaf-1 pathway seems

unlikely, due to the lack of activity of caspase-9 and cas-

pase-3. According to the results caspase-3 is not activated

during GD but only modestly and transiently after 2 h GR

declining thereafter. The lack of activation of caspase-3

during GD might be explained by the lack of energy nee-

ded for the formation of the apoptosome and the activation

of caspase-9 and 3, since a rapid decline in ATP levels is

observed after glucose withdrawal [59]. Caspase-3 activity

2 h after GR might result from a partial recovery of ATP

upon GR. In fact, the 17 kDa caspase-3 active fragment is

detectable at longer periods of time after GR (4–6 h),

although we were unable to detect the enzyme catalytic

activity, suggesting a marginal activation of this caspase

under the present experimental conditions. Other studies

have reported a slight increase or no increase in caspase-3

activity during OGD and OG and serum deprivation

(OGSD), while the peak of activation is observed during

the recovery period [60, 61]. In addition, in an in vivo

study of hypoglycemia, a modest increase in caspase-3

activity is transiently observed after glucose reperfusion,

while no activity is detected during the hypoglycemic

episode, presumably due to the lack of energy [9].

On the other hand, caspase-12, a murine caspase asso-

ciated with the ER membrane, is activated by ER stress-

induced apoptosis but not by receptor- or mitochondrial-

mediated apoptosis [26, 56]. In the present study we

observed an increase in caspase-12 activity from 1 to 2 h

after GD. These findings agree with previous observations

showing caspase-12 cleavage in several models of energy

failure including OGD in cortical cultured neurons [36],

OGSD in spinal cord astrocytes [60], hypoxia–ischemia in

rat pups [36] and in vivo ischemia [37–39]. In addition, a

rapid activation of caspase-12 has been observed after

excitotoxic injury elicited by kainate exposure in cultured

hippocampal neurons [46]. Activation of caspase-12

induced by ER stress can result from diverse mechanisms:

cleavage by the calcium-dependent protease, calpain [27,

36, 49]; dimerization and activation following the forma-

tion of the IRE1-TRAF2 complex [29]; and cleavage by

caspase-7 [28, 49, 62]. The present results show that cas-

pase-12 activity induced by GD is significantly inhibited in

the presence of the caspase-3/7 inhibitor, DEVDCHO,

suggesting processing and activation of caspase-12 by

caspase-7, in agreement with the results reported by others

[49]. In addition, caspase-12 activation might result from

calpain-mediated processing. We have previously reported

that the calcium intracellular concentration rapidly and

progressively increases upon glucose withdrawal in cul-

tured hippocampal neurons [59], which is followed by a

rapid activation of calpain (Páramo et al. [63]). Therefore,

in the present experimental conditions, calpain and cas-

pase-7 contribute to caspase-12 activation. In a recent study

Martinez et al. [49] reported that caspase-12 activity in

PC12 cells in response to Tg exposure results from calpain

and caspase-7-mediated processing, and that calpain-med-

iated cleavage precedes that mediated by caspase-7. In

contrast, in the present study we observed a very early

activation of caspase-7, and according to our recent

observations, calpain activation is also rapidly induced

after glucose withdrawal (Páramo et al. [63]), suggesting

that caspase-12 processing by these two proteases occurs

very early and simultaneously after GD. Accordingly, we

observed that DEVDCHO and MDL-28170, effectively

inhibited pro-caspase-12 processing into its active frag-

ment and caspase-12 catalytic activity as assessed by the

cleavage of the fluorescent substrate Ac-ATAD-AFC 1 h

after GD. Furthermore, DEVDCHO, MDL-28170, and the

caspase-12 inhibitor, Q-ATAD, efficiently prevented neu-

ronal death, suggesting that caspase-12, activated by cas-

pase-7 or by calpain, is an important executioner of GD-

induced injury.

Alterations in the calcium homeostasis and accumulation

of unfolded proteins within the ER lumen cause reticular

stress and lead to cell death. UPR activation has been widely

reported during transient focal or global cerebral ischemia

[30–34, 38, 64], cerebral trauma [48, 65], and in in vitro

models of OGD [35, 36, 60]. However, the role of ER stress

in hypoglycemic injury has not been elucidated. In the

present study, we observed a rapid phosphorylation of eIF2a
after 0.5 h of GD. Phosphorylation at Ser 51 of eIF2a leads

to inhibition of global protein synthesis. However, a few

mRNAs that contain small upstream open reading frames

(uORFs) in its 50 leader region can spare translation block,

such as ATF4. We observed an increase in ATF4 levels

0.5 h after GD. In agreement with these observations, in a

model of bilateral carotid artery occlusion (BCAO) and

OGD in cortical neurons a rapid phosphorylation of PERK

and eIF2a has been observed [36, 64], as well as the

induction of ATF4 after global cerebral ischemia, permanent

middle cerebral artery occlusion, OGD and OGSD [32, 33,

36, 60]. According to the present results the increase in

CHOP levels followed that of p-eIF2a and ATF4, consistent

with the up regulation of CHOP expression by ATF4. This

result is in agreement with previous studies showing that

CHOP mRNA is markedly induced in the brain of mice

exposed to bilateral common carotid artery occlusion

(BCCAO) [31]. Increased levels of the chaperone GRP78

were also observed in the present conditions after 2 and 4 h

of GD, in agreement with previous studies showing chap-

erone induction after middle cerebral artery occlusion

(MCAO) and OGD [36, 38]. Transcription regulation of this

chaperone is mediated by the binding of transcription factors
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to ERSE sequences present in its promoter. XBP1 and ATF6

are transcription factors related to the UPR that can bind to

the ERSE sequences and mediate the up-regulation of

GRP78. Therefore, in our experimental conditions the IRE1

and the ATF6 pathways might also be activated. It has been

recently demonstrated that the IRE pathway of the UPR is

induced by OGD in cortical and hippocampal cultured

neurons because the splicing of XBP1 is observed during the

recovery period [36, 66]. The study by Ibuki et al. [66]

demonstrated an early and transient splicing of XBP-1

immediately after OGD, which is suppressed during the first

hours of reoxygenation and restored again after 20–28 h of

recovery. This second peak of XBP1 splicing is related to

neuronal survival, since cells over-expressing spliced XBP1

were more resistant to OGD, possibly through the up-regu-

lation of ER chaperones and the transcription of genes

involved in the degradation of misfolded proteins. In

agreement, a rapid and transient activation of the PERK

pathway after OGD has been reported [36], while splicing of

XBP-1 was observed at later times after recovery, suggest-

ing that the activation of the IRE pathway is a delayed

response to OGD. Further experiments are needed in order

to determine whether IRE is activated in the present

experimental conditions either during GD or GR.

The present data strongly support that the rapid activa-

tion of the PERK-mediated UPR pathway is involved in

GD-induced neuronal death since salubrinal effectively

increased cell survival. Salubrinal inhibits GADD34, the

phosphatase responsible for the dephosphorylation of

eIF2a, maintaining protein synthesis abated and relieving

ER stress [51]. Furthermore, salubrinal also inhibited cas-

pase-12 processing and activity suggesting a role of this

caspase in ER stress-induced neuronal death. The protec-

tive effect of salubrinal has been previously observed in

different conditions associated with ER stress, such as

mutant huntingtin accumulation in Huntington0s disease

[67], SOD accumulation in a model of familial amyotro-

phic lateral sclerosis [68] and exposure to kainic acid [46].

In the present experimental conditions ER stress might

result from energy failure and loss of calcium homeostasis

since we have previously shown an important decline in

ATP levels as well as an increase in the intracellular con-

centration of calcium soon after GD [59].

Altogether, the present observations suggest that ER

stress is elicited during GD and contributes to neuronal

death through the activation of the PERK pathway of the

UPR and caspase-12. In addition, results demonstrate that

caspase-12 activation by calpain and caspase-7 is involved

in the execution of neuronal death, rather than the caspase-

dependent mitochondrial pathway. These results contribute

to the knowledge of the mechanisms involved in neuronal

death associated with hypoglycemia.
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evolution of hypoglycemic brain damage. I Light- and electron-

microscopic findings in the rat cerebral cortex. Acta Neuropathol

67:13–24

2. Auer RN, Kalimo H, Olsson Y, Siesjö BK (1985) The temporal
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Caspases and their role in inflammation and ischemic neuronal
death. Focus on caspase-12
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Abstract Caspases are cysteine proteases, which play

important roles in different processes including, apoptosis and

inflammation. Caspase-12, expressed in mouse and human, is

classified as an inflammatory caspase. However, in humans

caspase-12 gene has acquired differentmutations that result in

the expression of different variants. Caspase-12 is generally

recognized as a negative regulator of the inflammatory

response induced by infections, because it inhibits the acti-

vation of caspase-1 in inflammasome complexes, the pro-

duction of the pro-inflammatory cytokines IL-1b and IL-18

and the overall response to sepsis. In contrast, caspase-4, the

human paralog of caspase-12, exerts a positive modulatory

action of the inflammatory response to infectious agents. The

role of caspase-12 and caspase-4 in inflammation associated

with cerebral ischemia, a condition that results from a tran-

sient or permanent reduction of cerebral blood flow, is still

unknown.Among themechanisms involved in ischemic brain

injury, apoptosis and inflammation have important roles.

Under these conditions, disturbances in the homeostasis of the

endoplasmic reticulum (ER) take place, leading to ER stress,

caspase activation and apoptosis. Caspase-12 up-regulation

and processing has been observed after the ischemic episode

but its role in apoptosis is controversial.Cleavage of caspase-4

also occurs during ER stress but its role in ischemic brain

injury is unknown. Throughout this review evidence sup-

porting a role of caspase-12 and caspase-4 on the modulation

of the inflammatory response to infection and their potential

contribution to ER stress-induced apoptosis, is discussed.

Understanding the actions of rodent caspase-12 and human

caspase-4 will help us to elucidate their role in different

pathological conditions, which to date is not well understood.

Keywords Caspases � Apoptosis � Inflammation � Cerebral
ischemia � ER stress � Caspase-4 � Caspase-12

Abbreviations

CARD Caspase-recruitment domain

DED Death effector domain

DD Death domain

DISC Death inducing signaling complex

NLR NOD-like receptor

ALR AIM2 (absent in melanoma 2)-like receptor

ER Endoplasmic reticulum

IRE1 Inositol-requiring enzyme 1

ATF6 Activating transcription factor 6

PERK Protein kinase RNA (PKR)-like ER kinase

GRP78 78-kDa glucose-regulated protein

eIF2a a-Subunit of the eukaryotic translation initiation

factor-2

ATF4 Activating transcription factor 4

XBP1 X-Box-binding protein 1

CHOP C/EBP homologous protein

MCAO Middle cerebral artery occlusion

OGD Oxygen–glucose deprivation

Introduction

Caspases are cysteine proteases that specifically cleave

proteins after aspartic acid residues, which play important

roles in apoptosis and inflammation [1]. They are synthe-

sized as single polypeptide chains of 32–55 kDa, which are
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inactive zymogens or procaspases [2]. Caspases have been

divided into two groups based on their function: caspase-2,

-3, -6, -7, -8, -9 and -10 are apoptotic caspases, whereas

caspase-1, -4, -5, -11 and -12 are involved in inflammation.

The apoptotic caspases are subdivided into initiators and

effectors based on their sequence of activation, their roles

in apoptosis and according to the length of their prodomain

[3]. These prodomains contain homotypic protein–protein

interaction motifs of the death domain superfamily,

specifically either a caspase-recruitment domain (CARD),

or a death effector domain (DED) [4]. The initiator cas-

pases (caspase-2, -8, -9 and -10), which have long N-ter-

minal prodomains, are mostly monomeric in their pre-

forms. This group of enzymes is activated through ‘‘in-

duced proximity’’ when adaptor proteins interact with the

prodomains and promote caspase dimerization by recruit-

ment to huge oligomeric signaling complexes [1, 5]. In

contrast, the effector caspases (caspase-3, -6 and -7) have

shorter prodomains and exist in the cell as preformed but

inactive homodimers, which are usually converted to the

active enzyme by proteolytic processing by an initiator

caspase [6].

Caspases and apoptosis

Apoptosis is an evolutionarily conserved form of cell death

observed from nematodes to mammals, which involves the

controlled dismantling of intracellular components while

cells are rapidly phagocytosed and cleared without the

initiation of an inflammatory response [6–8]. Apoptosis is

characterized by morphological and biochemical changes

including condensation and fragmentation of nuclear

chromatin, compaction of cytoplasmic organelles, dilata-

tion of the ER, a decrease in cell volume and alterations to

the plasma membrane [9–11]. The process of apoptosis

involves the sequential activation of caspases. There are

two major pathways of initiator caspases activation: (1) the

death receptor-mediated pathway (extrinsic pathway)

through the death inducing signaling complex (DISC) as an

activating complex for procaspase-8 and -10, and (2) the

mitochondria-mediated pathway (intrinsic pathway)

through the apoptosome as activating complex for pro-

caspase-9 [2]. The extrinsic pathway is initiated following

ligand-binding to the death receptor. This interaction gen-

erates a caspase-activating complex inside the cell known

as ternary DISC, usually containing Fas (Fas cell surface

death receptor), Fas-associated death domain protein

(FADD) and caspase-8 or -10. The recruitment and

oligomerization of caspase-8 and -10 to the DISC complex,

result in its autocatalytic activation [5, 12]. Recent studies

have shown that caspase-2, other initiator caspase is acti-

vated by the formation of the PIDDosome complex [5, 13].

The intrinsic pathway activates the initiator caspase-9,

through the interaction of Bcl-2 (B cell lymphoma 2)

family members, such as, Bax (Bcl-2-associated X protein)

and Bak (Bcl-2-antagonist/killer-1) in the mitochondrial

membrane, which triggers the release of cytochrome c [12].

The release of this protein to the cytosol helps to assemble

a heptamer rosette known as Apoptosome, which contains

the apoptotic protease activating factor (Apaf-1), caspase-

9, and cytochrome c [5]. These oligomeric signaling

complexes serve to promote initiator caspases dimerization

and activation via the induced proximity mechanism.

Subsequently, effector caspases are cleaved and activated

by specific initiator/upstream caspases in a cascade-like

manner [8]. These caspases act directly on specific cellular

substrates to dismantle the cell.

Caspases and inflammation

In addition to their role in apoptosis, caspases have a

critical role in inflammatory processes and a type of cell

death, known as pyroptosis, which occurs in cells of the

immune system and is closely related to the inflammatory

response. Inflammatory caspases, also known as group I

caspases are only present in vertebrates. The genetic locus

in primates encodes four proteins, caspase-1, -4, -5 and -12,

while the locus in rodents encodes three inflammatory

caspases, caspase-1, -11 and -12. Sequence analysis of the

inflammatory caspases suggests that caspase-4 and -5

probably arose following the duplication of a caspase-11

ancestor gene [14]. The activation of inflammatory cas-

pases is mediated through their recruitment to large mul-

tiprotein complexes called inflammasomes [3]. These

complexes assemble upon sensing of certain highly con-

served microbial or viral structures, termed pathogen-as-

sociated molecular patterns (PAMPs). In addition, danger

or stress signals, for example UV irradiation or molecules

released from injured cells like uric acid crystals, that are

collectively called damage-associated molecular patterns

(DAMPs), induce an inflammatory response mediated by

inflammasomes [15]. The inflammasomes that have been

best characterized are those containing NOD-like receptor

(NLR) and AIM2 (absent in melanoma 2)-like receptor

(ALR) proteins, which are a family of pattern-recognition

receptors (PRRs) [4, 7]. These inflammasomes generally

contain a NLR o ALR receptor and caspase-1, and may or

may not contain the adaptor protein apoptosis-associated

speck-like protein containing a CARD domain (ASC) [8].

Caspase-1 (ICE; Interleukin-1b converting enzyme), the

prototype member of this subfamily of inflammatory cas-

pases, is well-known for its ability to induce proteolytic

cleavage and activation of the pro-inflammatory cytokines

IL-1b and IL-18 leading to pyroptosis, a pro-inflammatory
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type of cell death observed in macrophages, monocytes and

dendritic cells, which is characterized by cell lysis and the

release of pro-inflammatory molecules, presumably as an

effective mechanism to deal with infectious agents [4, 16,

17]. IL-1b and IL-18 are synthesized as biologically

inactive precursor proteins that require processing for their

maturation and extracellular secretion before they can

mediate their pro-inflammatory functions [4, 8]. Caspase-1

undergoes proximity-induced autoproteolysis by recruit-

ment to multiple NLR-driven inflammasomes depending

on the specific stimuli [18]. There are currently five major

inflammasomes: (I) NLRP1 inflammasome is activated in

response to anthrax lethal toxin exposure and by reduction

in cellular ATP levels; (II) NLRP3/NALP3/cryopyrin

inflammasome is activated by a wide range of PAMPs as

well as whole pathogens, including fungi; (III) the NLRC4/

IPAF inflammasome, which senses bacterial flagellin and

various proteins from gram-negative bacteria; (IV) AIM2

inflammasome, which detects DNA from pathogens such

as Francisella tularensis, cytomegalovirus and vaccinia

virus and (V) pyrin inflammasome complex, which con-

tains the N-terminal pyrin (PYD) domain, that interacts

with ASC. It assembles with ASC and caspase-1 and

responds to different pathogens such as Burkholderia

cenocepacia and toxins of Clostridium difficile, Vibrio

parahaemolyticus, and Histophilus somni [3, 4, 17, 19].

NLRP1 and NLRC4 inflammasomes can bind and activate

caspase-1 directly via a CARD–CARD-mediated interac-

tion [3]. In contrast, NLRP3 and AIM2 inflammasomes

require the adapter protein ASC, which contains a PYD

interaction domain and a CARD domain. The association

of NLRP3 or AIM2 with ASC via the PYD domain allows

the recruitment of the CARD-containing caspase-1 bring-

ing it into close proximity resulting in its activation [8].

The NLRP1 inflammasome can also recruit caspase-5 via

the CARD domain of the inflammasome adapter protein,

CARDINAL [3]. Inflammasomes are regulated at multiple

levels, NLRP3 activation is regulated by two steps: first

requires a process known as inflammasome priming, which

necessarily requires NF-jB (nuclear factor kappa-light-

chain-enhancer of activated B cells)-mediated transcrip-

tional regulation of pro-IL-1b and NLRP3. Finally, acti-

vation of the NLRP3 inflammasome only occurs following

detection of PAMPs and DAMPs as a second stimulus [3,

8].

Caspase-11, another inflammatory caspase present in

rodents, is activated through the formation of a non-

canonical inflammasome by a direct interaction between

intracellular cytosolic lipopolysaccharides (LPS) and the

CARD domain of caspase-11. Activation of this non-

canonical inflammasome pathway can lead to pyroptosis

and to the release of IL-1a in a manner independent from

NLRP3, ASC and caspase-1 [4, 20–22]. However, caspase-

11 cannot cleave pro-IL-1b directly but induces caspase-1

activity by NLRP3 activation stimulated by potassium

efflux, leading to IL-1b maturation and secretion [21].

Caspase-4 and -5 are the human paralogs of rodent

caspase-11. The role of caspase-4 on caspase-1 activation

and the inflammatory response is still debated, but as

caspase-11, it has been suggested that both caspase-4 and -

5 recognize LPS in the cytosol and trigger pyroptosis by

the activation of a non-canonical inflammasome [21, 22].

In human macrophages LPS leads to the activation of non-

canonical inflammasome in a caspase-4 dependent manner,

leading to the release of IL-1a and IL-1b [23]. Activation

of non-canonical inflammasome by caspase-4 has been also

observed in human macrophages in response to bacterial

infection with Legionella pneumophila, leading to cell

death and specifically to the release of IL-1a but not IL-1b
[23]. Similarly, in human intestinal epithelial cells the

activation of a non-canonical inflammasome response by

caspase-4 regulates the activation and secretion of IL-18 in

response to the gram-negative bacteria Salmolnella typhi-

murium or intracellular LPS, independently of caspase-1

activity. This response leads to pyroptotic death limiting

bacterial infection [24]. These observations suggest that

human macrophages and intestinal epithelial cells respond

to bacterial infection by non-canonical inflammasome

responses, which are regulated by caspase-4. This caspase

also activates the NLRP3 inflammasome in human myeloid

cells in response to LPS inducing caspase-1 activity and

IL-1b processing and secretion [25, 26]. A similar obser-

vation was reported in human keratinocytes in response to

irradiation [15]. These data support that caspase-4, as has

been proposed for rodent caspase-11, is an important reg-

ulator of the inflammatory response to endotoxins in

humans. In agreement, a recent study showed that trans-

genic mice expressing human caspase-4 are more prone to

LPS-induced lethality and produce higher levels of IL-1b,
IL-18, tumor necrosis factor-alpha (TNFa) and interferon

gamma (IFNc) [27]. IL-1b secretion from bone marrow

derived monocytes of mice expressing human caspase-4, is

dependent on caspase-1 and NLRP3 inflammasome and

caspase-4 is responsible for the processing and activation

of caspase-1 [27]. In addition to these observations, a

recent study showed that in human monocytic cells, cas-

pase-4 stimulates the expression and secretion of

chemokines and cytokines through the regulation of the

NF-jB pathway in response to LPS. The interaction of

caspase-4 with the tumor necrosis factor receptor (TNFR)-

associated factor 6 (TRAF6) and IL-1R-associated kinase

(IRAK1), induces the phosphorylation of IjB, a negative

regulator of NF-jB, stimulating its transcriptional activity

and the expression of IL-8 and other inflammatory mole-

cules. These observations indicate that caspase-4 can also

regulate the inflammatory response in human cells through
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NF-jB signaling [28]. The different inflammatory path-

ways positively modulated by caspase-4 are depicted in

Fig. 1. The role of caspase-5 is less known and in contrast

to caspase-4 its expression is normally low, although it is

induced in response to LPS.

A recent study using biomolecular fluorescence com-

plementation sensors to monitor caspases dimerization,

revealed that caspase-1 dimerizes in macrophages trans-

fected with ASC, NLRP1 or NLRP3 forming large fluo-

rescent complexes. Similarly, to caspase-1, caspase-4

dimerizes in response to NLRP1, NLRP3 and NLRC4, but

not in response to ASC. Caspase-5 dimerization was

observed mainly when cells were transfected with NLRC4.

In marked contrast to caspase-1, -4 and -5, caspase-12

dimerization was not observed in response to any of the

inflammasome components, suggesting that this caspase

does not interact directly with inflammasome complexes

[29]. In the same study it was reported that caspase-1 can

form heterodimers with caspase-4 and -5 in cells trans-

fected with proteins of the different inflammasome com-

plexes, and that the composition of the heterodimer

depends on the particular protein transfected. Caspase-

1/caspase-4 heterodimers were observed in response to

ASC, NLRP1, NLRP3 and NLRC4, while caspase-1/cas-

pase-5 heterodimer formation was observed mainly in the

presence of ASC. Furthermore, this study reported

homodimerization of caspase-1 and -5, as well as

heterodimerization of caspase-1/caspase-5 in the presence

of LPS and cholera toxin in primary murine macrophages

transfected with ASC.

In addition to caspase-1, -11, -4 and -5, caspase-8,

which has been traditionally associated with the extrinsic

apoptotic pathway, is also involved in inflammation. It has

been recently observed that this caspase cleaves pro-IL-1b
into its mature form and also activates caspase-1 in an

inflammasome-independent manner [30, 31], although

recent studies have shown that caspase-8 can also induce

NLRP3 activity [32]. To date, the identified caspase-1

substrates include pro-IL-1b and pro-IL-18 but it can also

cleave and activate both executioner caspase-3 and -7 [33].

On the other hand, very little is known about the physio-

logical substrates of other inflammatory caspases. Caspase-

4 has been shown to process pro-IL-18 and IL-1F7b

inefficiently and was suggested to cleave caspase-3 and -1

into their active form [27, 34]. Caspase-5 was reported to

cleave caspase-3 and was shown to process several pro-

inflammatory cytokines, including IL-1b and IL-18 [34].

The only substrates known for caspase-11 are caspase-1

and -3, although it has recently been reported that this

caspase can cleave gasdermin D, a protein whose physio-

logical role is still unknown [35]. Although the inflam-

matory caspases, with the exception of caspase-12, are

catalytically efficient and can process multiple cellular

proteins in vitro, little is known about their substrates

in vivo; therefore the precise function of these caspases is

still unclear [36, 37].

Caspase-12 and its role in sepsis

Caspase-12 is generally recognized as a negative regulator

of the inflammatory response because it inhibits the acti-

vation of caspase-1 in inflammasome complexes, thereby

modulating the production of IL-1b and IL-18 [11, 16].

LPS

IL-1α, IL-1β, IL-18 caspase-1

TRAF6-IRAK1

          canonical
inflammasome (NLRP3)

non-canonical
inflammasome

pyroptosis 

IL-8

NF-κΒ

caspase-4 p-IκΒ

IL-1β

Fig. 1 Positive modulatory actions of caspase-4 on different inflam-

matory pathways in humans. Caspase-4 activates non-canonical

inflammasomes upon LPS stimulation or bacterial infection leading

to the release of interleukins in a caspase-1 independent manner.

Caspase-4 can also activate canonical NLRP3 inflammasome leading

to caspase-1 activity and interleukin activation and secretion.

Caspase-4 also modulates the NF-jB inflammatory pathway through

the interaction with the TRAF6-IRAK1 complex leading to the

phosphorylation of IjB and the activation of NF-jB and interleukin

secretion
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The murine caspase-12 gene is located on chromosome

9A1 together with the genes for caspase-11 and caspase-1.

In humans, caspase-12 is located on chromosome 11q22.3,

which in analogy to the murine system contains the genes

for caspase-1, -4 and -5. Further upstream in human

inflammatory caspase locus, are three genes encoding

caspase-1-related CARD-only proteins: ICEBERG, INCA

(inhibitory CARD) and COP (CARD-only protein) [16,

38]. The primary structure of murine caspase-12 has high

homology with murine caspase-1 (39 % identity) and

caspase-11 (38 % identity), and with human caspase-4

(48 % identity) and caspase-5 (45 % identity) [39]. The

mRNA of murine caspase-12 can be found in almost all

tissues. However, constitutive protein expression is

restricted to skeletal muscle, heart, brain, liver, eye and

testis. Although high caspase-12 mRNA expression levels

were detected in the lymph nodes, thymus and spleen, only

very low amounts of the protein could be detected in these

organs [40]. In humans caspase-12 gene has acquired dif-

ferent mutations that result in the expression of different

caspase-12 variants. Most individuals express the truncated

form of caspase-12 (Casp 12-S) that has only a CARD

domain and lacks catalytic activity [41]. Only in about

20 % of individuals of African descent the full length

variant of caspase-12 (Casp 12-L) is expressed, because a

single nucleotide polymorphism (SNP) changes the T

residue at position 125 for a C residue. This SNP, which

occurs in exon 4 turns the TGA stop codon to an encoding

arginine codon (CGA), thus resulting in read-through and

synthesis of a full length protein [38]. However, a catalytic

activity in this Casp 12-L can be excluded since the SHG

box, an element crucial for the enzymatic activity of cas-

pases, is mutated to SHS [42, 43]. Expression of Casp 12-L

at the protein level could be demonstrated in monocytes

and macrophages of individuals heterozygous or homozy-

gous for the Casp 12-L allele [16]. Analysis of population

genetics suggests that Casp 12-S arose prior to the migra-

tion out of Africa approximately 100,000 years ago, which

was followed by a positive selection pressure for Casp

12-S, presumably as a selective advantage for dealing with

pathogens and diseases encountered in Europe or Asia,

thereby favoring sepsis resistance [11, 44]. Besides rabbits

and cows, humans are the only mammals that have lost a

functional caspase-12 gene [11]. In a study in which

samples of genomic DNA from people of distinct ethnic

backgrounds were analyzed, it was found that Casp 12-L

was present only in populations of African descent and was

absent in all Caucasian and Asian groups tested [45]. In the

same study, the authors observed that caspase-12 is natu-

rally polymorphic in individuals of African ancestry and

that the presence of the Casp 12-L allele in this population

reduced cytokine production induced by LPS and increased

susceptibility to severe sepsis and mortality [45]. However,

another study in humans, where the effect of the caspase-12

genotype on the susceptibility to Candida sepsis was

evaluated, showed that caspase-12 had no significant effect

on the susceptibility and severity of systemic infections

with Candida. Furthermore, serum cytokine concentrations

were shown to be unaffected by caspase-12 genotype [46].

In addition, the incidence of malaria and leishmaniasis

show little correlation with the distribution of the Casp

12-L allele in African populations, since the incidence of

these diseases is highest in East Africa where the presence

of Casp 12-L is approximately 7 % [11].

Murine caspase-12 has similar functions in inflamma-

tion to human caspase-12 full-length variant. In agreement

with human studies, it was observed that caspase-12 defi-

cient mice (Casp12-/-) are more resistant to bacterial

infections and sepsis than wild-type mice [43]. The resis-

tance to sepsis of Casp12-/- mice is associated with an

initial hyper-production of cytokines (IL-1b and IL-18)

mediated by the de-repression of caspase-1. In the same

study the authors observed overproduction for IFN-c,
which promotes the survival of knockout mice from septic

shock [43]. Notably, for these effects the enzymatic

activity of caspase-12 is not necessary, since the mutation

of the catalytic cysteine to alanine did not abrogate its

inhibitory effects on both caspase-1 catalysis and IL-1b
production [43]. In a subsequent study it was demonstrated

that caspase-12 forms a complex with caspase-1 undergo-

ing autocatalytic cleavage and that the resulting fragment

remains associated with caspase-1. Furthermore, caspase-

12 catalytic activity is not required for its interaction with

caspase-1 [47]. Based on these observations, it has recently

been suggested that caspase-12 acts as a dominant-negative

regulator of the inflammasome by inhibiting caspase-1 in

its activating complexes [17].

Caspase-12 can regulate other inflammatory routes,

independently from the inflammasome and caspase-1

activation through the NOD signaling pathway [48, 49].

NOD proteins are involved in the mucosal innate immune

response of intestine, after their activation by enteric

pathogens. NOD proteins associate with Rip2 kinase to

stimulate NF-jB signaling through the recruitment of the

ubiquitin ligase TRAF6 to Rip2, leading to the production

of antimicrobial peptides. The study by LeBlanc et al. [48]

showed that caspase-12 binds to Rip2 kinase displacing

TRAF6 from the NOD complex in intestine epithelial cells

abating NF-jB activation and antimicrobial peptide pro-

duction. This effect is independent of the presence of the

CARD domain or caspase-12 catalytic activity. In agree-

ment, caspase-12 deficient animals showed increased pro-

duction of antimicrobial peptides and inhibition of bacterial

growth, an effect independent of caspase-1 activation and

IL-1b production, excluding the inflammasome pathway

[48].
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On the other hand, using Casp12-/- and wild type mice

infected with Plasmodium chabaudi, the causative agent of

malaria, Labbé et al. [49] showed that compared to wild

type mice, Casp12-/- mice produced higher levels of

cytokines such as IFN-c, which mediated their ability to

more efficiently control parasite replication and clearance

[49]. This protective phenotype of Casp12-/- animals was

independent from the inflammasome and NOD signaling

but was rather the result of the de-repression of NF-jB
signaling. At rest, NF-jB is sequestered in the cytoplasm

by the IjB family of inhibitory proteins. Upon receptor

stimulation, activation of the IKK (IjB kinase) complex

[IKK-a/IKK-b/NF-jB essential modulator (NEMO)] leads

to the phosphorylation and ubiquitination of IjB promoting

its degradation and the release of NF-jB, which translo-

cates to the nucleus to catalyze target gene transcription.

Caspase-12 functions as a direct inhibitor of NF-jB by

interfering with the formation of IKK complex. Caspase-12

competes with NEMO for IKK-a/b binding effectively

displacing NEMO from the complex and thus preventing

the subsequent degradation of IjB and NF-jB transloca-

tion. Moreover, a catalytically inactive mutant of caspase-

12 also efficiently inhibited NF-jB activity [49].

The above-described studies suggest that caspase-12

knockout mice are more resistant to bacterial infections and

sepsis through improved inflammatory and innate immune

responses. However, a contribution of caspase-11 cannot

be discarded since Casp12-/- animals can also carry a

mutation in the caspase-11 gene [50, 51]. Using

Casp11-/-, Casp1/11 double-knockout and Casp1-/-/

Casp11Tg mice treated with LPS, Kayagaki et al. [50]

reported that caspase-11 and caspase-1 are required for the

release of IL-1b and IL-18. Furthermore, caspase-11 was

essential for the death of macrophages and the release of

IL-1a in response to infection with cholera toxin B and

Escherichia coli [50].

Besides participating in the de-repression of NF-jB and

NOD signaling, it has been suggested that caspase-12 is

required for the regulation of retinoic acid-inducible gene 1

protein (RIG-I)-like receptors RIG-I, which recognize viral

double stranded RNA in the cytosol. Wang et al. [52]

observed that in response to West Nile virus (WNV)

infection, RIG-I is subjected to ubiquitination mediated by

the tripartite motif-containing protein 25 (TRIM25) and

that this process is regulated by caspase-12. Caspase-12

helps to recruit RIG-I to TRIM25 resulting in an effective

type I interferon response, which does not require caspase

catalytic activity. These observations suggest that caspase-

12 can also exert a positive modulatory action of the

immune response.

Overall, the observations described above suggest that

caspase-12 can modulate the inflammatory and innate

immune responses through its interaction with proteins of

several inflammatory pathways (shown in Fig. 2) inde-

pendently of its catalytic activity. However, little is known

about the effect of the caspase-12 genotype on the inhibi-

tion of caspase-1 and cytokines release during sterile

inflammation. A recent study shows that caspase-12 defi-

cient mice are more prone to high fat diet-induced obesity,

resulting in fatty liver disease, development of glucose

intolerance, insulin-resistance and reduced insulin signal-

ing [53]. Moreover, caspase-12 deficient animals showed

increased inflammatory molecules and activation of cas-

pase-1 in adipose tissue, and deletion of NLRP3 inflam-

masome reversed the Casp12-/- obese phenotype. Human

studies in the African-American cohort of the Dallas Heart

Study showed that in contrast to mice, individuals carrying

the full-length caspase-12 are not protected from obesity,

however analysis of obese children from the Yale Pediatric

cohort, revealed that children carrying the full-length cas-

pase-12 showed decreased inflammatory markers and a

lower percent of macrophages in adipose tissue, suggesting

that loss of caspase-12 may contribute to the inflammatory

response associated with metabolic disturbances [53].

Role of inflammasomes in cerebral ischemia

Recently, inflammasome complexes activation has been

linked to a variety of non-infection pathological conditions

related to inflammation, such as neurodegenerative dis-

eases including multiple sclerosis, Alzheimer disease,

Parkinson disease and stroke [54, 55]. Among these con-

ditions, cerebral ischemia is related to an acute inflamma-

tory process, and represents one of the leading causes of

disability and death worldwide. Yet, treatments for cere-

brovascular disease are limited to thrombolytic therapy,

which requires early treatment (4–5 h after the onset of the

symptoms) and benefits only a fraction of patients.

Therefore, investigating the action of new modulatory

molecules of the inflammatory response might offer new

therapeutic strategies for the treatment of stroke.

The role of caspases related to the intrinsic and extrinsic

apoptotic pathways in ischemic apoptotic death, is well

known [56–60] and will not be discussed in the present

review. In contrast, the role of the inflammasomes in

ischemic brain injury has not been well characterized and

new information on this field is still emerging. Cerebral

ischemia is the consequence of a transient or permanent

reduction in cerebral blood flow (CBF) that is restricted to

the territory of a major brain artery. The reduction in CBF

is in most cases caused by the occlusion of a cerebral artery

either by an embolus or by local thrombosis [61]. Among

the mechanisms involved in ischemic brain damage,

inflammation plays an important role; platelet-activating

factor and inflammatory cytokines such as TNFa, IL-1 and
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IL-6 appear to be robustly activated and secreted after the

ischemic period. These cytokines may induce an inflam-

matory reaction and also act as chemoattractants to

leukocytes [62]. Leukocytes may contribute to ischemic

damage by re-occluding vessels after reperfusion (CBF

restoration) or by entering infarcted tissue and exacerbating

cell death. After cerebral ischemia, adhesion molecules are

expressed in the endothelial cell surface, including inter-

cellular adhesion molecule 1 (ICAM-1), P-selectins and

E-selectins [63].

During cerebral ischemia both NLRP1 and NLRP3

inflammasomes have been observed. The NLRP1 and

NLRP3 inflammasomes can mediate neuronal cell death in

ischemia through an increase in the production and secre-

tion of the pro-inflammatory cytokines IL-1b and IL-18,

and through the actions of cleaved caspase-1 leading to

pyroptosis and apoptosis [64]. A recent study using a mice

model of focal cerebral ischemia induced by the occlusion

of the middle cerebral artery (MCAO) demonstrated that

ischemia/reperfusion (I/R) significantly increased the

expression of NLRP1 and NLRP3 inflammasomes [64].

The same group observed that intermittent fasting reduced

NFjB and MAPK signaling pathways and attenuated I/R-

induced expression of NLRP1 and NLRP3, IL-1b and IL-

18 and activation of caspase-1, -3 and -11 [65]. In

agreement with these studies, Yang et al. [66] observed

increased expression of NLRP3 after 12–48 h of transient

MCAO in mice, as well as increased levels of the pro-

inflammatory cytokines IL-1b and IL-18 and activation of

caspase-1. In this same study, reduced infarction volume,

edema formation and blood–brain barrier (BBB) perme-

ability, was observed in NLRP3-/- mice, as compared to

wild-type ischemic mice, suggesting a role of inflamma-

some activation in brain injury. Moreover, it was demon-

strated that microglia cultures exposed to oxygen and

glucose deprivation (OGD) exhibited apoptosis in a

NLRP3-dependent manner [66]. It has been suggested that

the formation of the NLRP3 inflammasome under ischemic

conditions may result from activation of the NLRP3

receptor in response to DAMPs released from necrotic

tissue within the ischemic core, whereas the NLRP1 can be

activated in response to irregularities within the cellular

microenvironment, such as reduction in ATP levels [19,

64]. Altogether, these studies suggest that the NLRP1 and

NLRP3 inflammasomes activate following the ischemic

period, and that this activation apparently contributes to

brain injury.

Besides direct activation of NLRP1 and NLRP3

inflammasomes during I/R, evidence suggests that inflam-

matory caspases-1 and -12 play a role in neuronal cell
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Fig. 2 Negative modulatory

actions of caspase-12 on

different inflammatory

pathways in rodents. Caspase-

12 negatively modulates the

NF-jB inflammatory pathway

independently of the

inflammasome by binding to

Rip2 of the NOD complex

displacing TRAF6 from the

complex and blocking NF-jB
activity, leading to a decreased

production of antimicrobial

peptides. Caspase-12 can also

interact and displace NEMO

away from the IKK-a/IKK-b
complex inhibiting NF-jB
activity and leading to

parasitemia. Caspase-12 also

negatively modulates the

inflammasome activity by the

recruitment and displacement of

caspase-1 away from the

inflammasome, inhibiting the

activation and secretion of

interleukins
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death during ischemia [67, 68]. Previous studies have

reported that ischemic brain injury is reduced in mice with

caspase-1 gene deletion [69] in agreement, with the

observation that the intracerebroventricular administration

of a caspase-1 inhibitor attenuates brain injury after tran-

sient focal cerebral ischemia [70]. Moreover, in caspase-1

deficient mice caspase-3 and -9 processing is reduced after

MCAO as compared to wild-type mice, as well as Bid

cleavage and the release of mitochondrial pro-apoptotic

factors such as cytochrome c, smac/Diablo and apoptosis-

inducing factor (AIF) [67]. Caspase-12 has also been

associated with ischemic brain damage. Aoyama and col-

leagues [71] demonstrated the cleavage of caspase-12 in

the peri-infarct region of mice subjected to 1 h transient

MCAO. Other studies have also documented the process-

ing of caspase-12 after I/R, mainly as a result of distur-

bances of the ER, which lead to ER stress and apoptosis.

However, as discussed in the next sections, the role of

caspase-12 in ER stress-mediated apoptosis has been

questioned due to its low catalytic activity and the lack of

identification of its downstream targets.

Endoplasmic reticulum stress, caspases activation
and apoptosis

ER is an organelle that regulates intracellular calcium

levels and also the main subcellular compartment involved

in the synthesis and folding of proteins destined for

secretion, the cell membrane, the Golgi apparatus and

lysosomes [72]. Disruption of homeostasis in the ER can be

caused by variety of factors such as glucose deprivation

(GD), hypoxia, Ca2? depletion and oxidative stress [73,

74]. All these processes can induce the accumulation of

misfolded or unfolded proteins in the ER lumen, a condi-

tion known as ER stress, which leads to the activation of an

adaptive cellular response known as the unfolded protein

response (UPR). In mammals, UPR signaling is mediated

by three ER transmembrane protein sensors: the inositol-

requiring enzyme 1 (IRE1), the activating transcription

factor 6 (ATF6) and the protein kinase RNA (PKR)-like

ER kinase (PERK) [75]. Under normal conditions each

sensor is maintained in an inactivated state through bind-

ing, via their luminal domain, to the ER chaperone 78-kDa

glucose-regulated protein [GRP78; also named binding

immunoglobulin protein (Bip)]. When unfolded proteins

accumulate in the ER they bind to and sequester GRP78,

thereby activating the ER sensors [76]. Once activated,

PERK phosphorylates the a-subunit of the eukaryotic

translation initiation factor-2 (eIF2a), which leads to the

inhibition of global protein synthesis, reducing the load of

proteins inside the ER [77, 78]. Paradoxically, phospho-

rylated eIF2a (p-eIF2a) promotes the translation of the

mRNA encoding activating transcription factor 4 (ATF4),

which induces the transcription of genes encoding the ER

chaperones, GRP78 and GRP94 (94-kDa glucose-regulated

protein), the UPR-associated transcription factor, XBP1

(X-box-binding protein 1) [74] and proteins involved in

amino acid transport, glutathione biosynthesis and resis-

tance to oxidative stress [79]. The expression of these

genes restores ER homeostasis and promotes cell survival.

However, ATF4 can also induce the expression of pro-

apoptotic factors such as C/EBP homologous protein

(CHOP) also named growth arrest and DNA damage-in-

ducible gene 153, (GADD153) [80], which promotes

apoptosis by the down regulation of the anti-apoptotic

protein Bcl-2, and the increased expression of pro-apop-

totic factor, Bim [74, 81–83]. Thus, the PERK branch of

the UPR first mediates a pro-survival response, which

switches into a pro-apoptotic response when ER stress is

severe or prolonged [84]. ATF6 is an ER located protein

with a C-terminal luminal domain and a bZIP transcription

factor in its cytosolic domain. During ER stress, GRP78

dissociates from the luminal domain of ATF6, promoting

its translocation to the Golgi apparatus, where it is cleaved

by site-1 and site-2 proteases (S1P and S2P) [85, 86], and

transported into the nucleus where it regulates the expres-

sion of genes with cAMP (CRE) and ER stress response

elements (ERSE). Among them, are components of the ER-

associated protein degradation (ERAD) pathway, GRP78

and GRP94 chaperones, protein disulfide isomerase (PDI),

calnexin and the transcription factor XBP1 [72, 74, 87].

The expression of these genes is mainly involved in

adapting to ER stress, but if the cell is unable to restore ER

homeostasis, ATF6 can induce the up-regulation of CHOP

and pro-apoptotic genes [83, 88]. The third branch of the

UPR pathway is initiated by the activation of IRE1, a

transmembrane protein with a serine/threonine kinase

domain and an endoribonuclease (RNAse) domain, in its

cytosolic portion. Misfolded proteins induce IRE1 dimer-

ization and trans-autophosphorylation, which leads to a

conformational change that activates the RNAse domain

[74]. Active IRE1 excises a 26-nucleotide-long intron of

XBP1 mRNA, resulting in the expression of an active and

stable transcription factor, termed spliced XBP1 (XBP1s)

[89]. XBP1s translocates to the nucleus and binds both

ERSE and the unfolded protein response element (UPRE)

sequences, to activate the expression of genes encoding

ER-resident chaperones, components of ERAD machinery

and phospholipid biosynthetic genes [90–93].

Nevertheless, when the initial adaptive response to the

UPR fails, cells activate death programs by the c-Jun

N-terminal kinase (JNK) pathway [94]. The phosphoryla-

tion of IRE1 in the cytosolic domain stimulates its inter-

action with TNFR-associated factor 2 (TRAF2), which

recruits and activates apoptosis signaling kinase (ASK1)
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that subsequently phosphorylates and activates JNK [74].

JNK phosphorylates several Bcl-2 family members, pro-

moting cytochrome c release, caspase activation and

apoptosis. Thus, signals initiated from the cytosolic kinase

domain of IRE1 are largely pro-apoptotic involving the

JNK pathway [87]. A role of caspase-12 in ER stress-me-

diated apoptosis has also been suggested. Yoneda et al.

[95] observed the homodimerization and processing of

caspase-12 downstream of IRE1 activation. Under basal

conditions, TRAF2 forms a stable complex with procas-

pase-12 and ER stress induces the dissociation of caspase-

12 from TRAF2 promoting its dimerization [95]. However,

the proteolytic activity of caspase-12 towards downstream

caspases was not demonstrated in this condition, neither its

contribution to apoptosis. Another study suggested that the

autocatalytic processing of caspase-12 during ER stress

leads to the cleavage of caspase-9 and caspase-3 in an

Apaf-1/cytochrome c-independent manner in the C2C12

myoblast cell line [96]. Similarly, cleavage of caspase-12

and the downstream processing of caspase-9 and caspase-3

independently from Apaf-1-/-, was observed in immor-

talized mouse embryonic fibroblasts (Sak2) after treatment

with thapsigargin. In these conditions a catalytically inac-

tive caspase-12 mutant elicited no cell death, suggesting

the contribution of this caspase to apoptosis [97]. In con-

trast, to these observations, other studies strongly suggest

that caspase-12 catalytic activity is very low as compared

to that of other caspases and limited to self processing [47,

98].

Caspase-12 can be cleaved into 35–38 kDa fragments

by other proteases like calpain and caspase-7 [99–101].

Caspase-7 can cleave caspase-12 in hippocampal cultured

neurons, differentiated PC12 cells and HEK293T cells

during ER stress [100–102]. ER stress leads to the

recruitment of caspase-7 to the ER surface, where it forms

a complex with caspase-12 and GRP78, and this interaction

results in caspase-7-mediated cleavage of caspase-12 [102,

103]. GRP78 exists as an ER lumen protein, but it also co-

localizes with caspase-7 in the cytosol, in a complex that

suppresses its activation [104]. However, how caspase-7 is

recruited to the ER and activated during ER stress remains

to be determined.

Pioneer studies by Nakagawa and collaborators sug-

gested that the processing of caspase-12 occurs as a con-

sequence of ER stress and contributes to apoptotic death

[39]. They showed that caspase-12 is an ER resident cas-

pase and that cells deficient in caspase-12 are resistant to

apoptosis induced by ER stress inducers such as tuni-

camycin (Tm), thapsigargin (Tg) and brefeldin A (BFA).

Also, cultured cortical neurons from caspase-12 deficient

mice are resistant to amyloid-b (Ab) peptide neurotoxicity
[39]. Importantly, induction of apoptosis through pathways

that do not involve the ER does not result in the processing

of caspase-12 [39, 102]. In HEK293T cells treated with

tamoxifen, which causes apoptosis without inducing ER

stress, no increase in caspase-12 expression was observed.

While, treatment of these cells with BFA or Tg led to

caspase-12 cleavage and the translocation of cytosolic

caspase-7 to the ER surface [102]. Similarly, in cultured

spinal neurons treatment with BFA induced the cleavage of

caspase-12 [105]. Thus, these observations suggested that

in rodents, caspase-12 is cleaved and contributes to apop-

tosis specifically in response to ER stress inducing stimuli

[39]. However, other studies proposed that caspase-12 is

not required for ER stress-induced apoptotic death [106,

107]. In murine embryonic telencephalic cells devoid from

Apaf-1 and treated with Tm, Di Sano et al. [107] observed

that apoptosis was highly reduced and caspase-12 was not

processed. Conversely, in Apaf-1?/? cells lacking caspase-

12 UPR signaling led to apoptosis, suggesting that the

apoptosome is involved in ER stress-mediated apoptotic

death while caspase-12 is not. Similar results were reported

by Obeng et al. [106] in a murine pro-B-cell line, which

lacks caspase-12 expression. When exposed to ER-stress

inducing agents UPR signaling and apoptosis was

observed, while cell death was prevented when caspase-9

dominant negative was overexpressed.

In contrast to mouse, human caspase-12 gene has a

premature stop codon and an amino acid substitution in the

SHG motif required for enzymatic activity [42]. Never-

theless, other caspases with similar structures might func-

tionally substitute for caspase-12 in humans [108] such as

caspase-4, which can function as an ER stress-induced

caspase in humans and might be involved in the patho-

genesis of various neurodegenerative diseases such as

Alzheimer disease (AD) [108, 109]. Caspase-4, as caspase-

12, is mainly located in the ER membrane and specifically

activated by stimuli inducing ER stress and apoptosis in

human neuroblastoma cells [110]. In a study using human

neutrophils treated with arsenic trioxide (ATO) and Tm, an

increase in ER stress markers was observed accompanied

by the processing of caspase-4. Additionally, caspase-4

activity was evaluated using a fluorogenic substrate and the

increased activity induced by ATO was reversed when

neutrophils were pretreated with a caspase-4 inhibitor

[111]. This study demonstrated for the first time that the

ER stress-mediated apoptotic pathway operates in human

neutrophils and that it is mediated by caspase-4 [111].

On the other hand, previous studies showed a role of

calpain in the cleavage and activation of caspase-12 [99,

100]. In agreement, calpain inhibitors block the cleavage of

caspase-4 in human neuroblastoma SK-N-SH cells incu-

bated with Tg or Ab, suggesting the role of calpain in the

activation of this caspase [108]. Matsuzaki et al. [108] also

demonstrated that treatment with calpain inhibitors and the

calcium chelator, EGTA reduced ER stress-induced
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neuronal death via the inhibition of caspase-4 activity.

Additionally, inhibition of this caspase resulted in a sig-

nificant reduction of the cleavage of caspase-3 [108].

In agreement, with these data it has been observed that

familial AD-linked presenilin-1 (PS1) mutation (DE9)
increases the vulnerability to ER stress and leads to the

activation of caspase-4. In this study Yukioka et al. [109]

observed that overexpression of human caspase-4 in COS-7

cells induced the cleavage of caspase-9 and caspase-3

without releasing cytochrome c from the mitochondria

[109]. Furthermore Hitomi et al. [110] using SK-N-SH and

HeLa cells observed that overexpression of Bcl-2 did not

affect cleavage of caspase-4 suggesting that caspase-4 is

activated upstream the activation of effector caspases

during ER stress-induced apoptotic death [110]. In this

study, when SK-N-SH cells were transfected with small

interfering RNA (siRNA) to caspase-4, decreased Tg and

Ab -induced cell death occurred, suggesting that caspase-4

is involved in neuronal apoptosis [110]. In support of the

role of caspase-4 in the activation of effector caspases,

Bian et al. [112] showed that the caspase-4 inhibitor,

Z-LEVD, abolished both Tm-induced activation of cas-

pase-3 and apoptosis in human retinal pigment epithelial

(hRPE) cells, suggesting that caspase-3 acts downstream of

caspase-4 [112]. Importantly, in the same study, Bian et al.

[112] showed that proinflammatory agents induced the up-

regulation of GRP78, caspase-4 activation and apoptosis,

suggesting an intersection between inflammatory stimuli

and ER stress.

Altogether, these observations suggest that caspase-4 act

as the human functional counterpart of murine caspase-12

in ER stress-induced apoptosis.

ER stress and caspase-12 in neuronal death
induced by brain ischemia

Many studies have suggested a pivotal role of ER stress in

brain damage associated with cerebral ischemia. In addi-

tion to the activation of the mitochondrial apoptotic path-

way following up-regulation of CHOP and JNK

phosphorylation, the contribution of caspase-12 to apop-

tosis, has also been suggested based on observations indi-

cating its up-regulation and processing after the ischemic

period. However, due to the low proteolytic activity of this

caspase and the lack of identification of a caspase cascade

downstream of caspase-12, its role in ischemic apoptosis

remains controversial. On the other hand, evidence on the

contribution of caspase-4 to ischemic injury is still lacking.

Several studies have shown that caspase-12 is cleaved

after permanent and transient focal cerebral ischemia in

rodent models. Moreover, processing of this caspase cor-

relates with the up-regulation of markers of the PERK and

the IRE1 pathways of the UPR during ischemic reperfu-

sion. In rats subjected to permanent MCAO, increased

expression of procaspase-12 mRNA and its cleavage was

observed in the ischemic core 24 h after ischemia [113].

Similarly, in the I/R model of MCAO, a marked increase in

the expression of GRP78, ATF4 and CHOP was observed

from 3 to 24 h after reperfusion. In this study, the authors

also observed an increase in the processed xbp1 mRNA

after I/R in the affected brain regions [114]. The increase in

ER stress markers correlated with the augmented expres-

sion of procaspase-12 mRNA and the production of a

caspase-12 fragment in the ischemic core 24 h after

ischemia. However, the catalytic activity of this fragment

towards caspases or other substrates was not reported.

Importantly, salubrinal, a small compound that inhibits the

dephosphorylation of eIF2a and maintains the suppression

of protein synthesis counteracting ER stress [115], reduced

the volume of the ischemic infarct, supporting the role of

the PERK branch of the UPR in ischemic neuronal death

[114]. The effect of salubrinal on caspase-12 up-regulation

or processing was not reported in the study by Nakka et al.

[114], however, it has been shown that salubrinal treatment

reduces the cleavage of caspase-12 and the activity of

caspase-3, reducing neuronal damage induced by the glu-

tamate receptor agonist, kainic acid in cultured neurons and

in the rat hippocampus in vivo. The effect of salubrinal is

mediated via the inhibition of ER stress, as suggested by its

effect on caspase-12, caspase-3 and GRP78 [116].

Shibata et al. [117] also reported in the transient MCAO

model in mice, the cleavage of caspase-12 from 5 to 23 h

after reperfusion following 1 h ischemia. Caspase-12 pro-

cessing correlated with the up-regulation of GRP78 and the

presence of apoptotic cells. Similar results were reported in

the rabbit brain 6 h and 3 days after 2 h transient MCAO

[118]. On the other hand, Zhu and coworkers [119]

observed in the same model increased expression of

phosphorylated JNK (p-JNK), CHOP and caspase-12 from

6 to 72 h after reperfusion. Furthermore, the administration

of a JNK phosphorylation inhibitor reduced the levels of

p-JNK and caspase-12 suggesting the contribution of the

IRE1 pathway to caspase-12 up-regulation. Increased

expression and cleavage of caspase-12 has been also

observed after traumatic brain injury in the rat hippocam-

pus and cortex, which correlates with neuronal damage

[120]. All these studies demonstrated increased expression

and/or processing of caspase-12 after the ischemic episode,

however, they relied on caspase-12 cleavage as an index of

its activity, while caspases or other target molecules

downstream of caspase-12 were not identified. In addition,

evidence demonstrating the reduction of the ischemic

infarct by direct inhibition of caspase-12 or caspase-12

deficiency is still lacking. Hence, the apoptotic cascade

activated downstream of caspase-12 is still elusive and
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thus, the relevance of caspase-12 in ER stress-mediated

apoptosis after brain ischemia needs to be clarified.

ER stress and caspase-12 in neuronal death
induced by oxygen and glucose deprivation

Caspase-12 processing and the induction of apoptosis have

also been suggested in ischemia cellular models using

murine cultured neurons exposed OGD. A pioneer study by

Nakagawa and Yuan [99] reported the cleavage of caspase-

12 in mixed glial cultures from mouse cortex exposed to

OGD, accompanied by the up-regulation of GRP78 and

GRP94 suggesting caspase-12 processing as a consequence

of ER stress. Moreover, the authors reported that m-calpain

but not caspases mediates caspase-12 processing and cal-

pain inhibition rescued cells from OGD-induced injury.

The authors demonstrated that the 35 kDa calpain break-

down-product of caspase-12 was active in self-processing

producing smaller fragments. Furthermore, transfection of

the 35 kDa caspase-12 fragment promoted cell death in a

rat fibroblast cell line suggesting its contribution to apop-

tosis. Calpain-mediated processing of caspase-12 was also

observed after the exposure to thapsigargin [99]. However,

caspase-12 catalytic activity towards other substrates than

itself was not determined in this study.

Elevated levels of ER stress markers of the PERK and

IRE1 pathways have been observed in murine cultured

neurons and astrocytes exposed to OGD. Badiola et al.

[121] reported in mouse cortical cultured neurons caspase-

12 cleavage after 12–24 h of oxygen and glucose reintro-

duction. Cleavage of caspase-12 correlated with increased

levels of markers of the PERK and IRE1 pathways, and in

agreement with Nakagawa and Yuan [99], caspase-12

processing was dependent on calpain activity [121]. Sim-

ilarly, in cultured cortical neurons Chen et al. [122]

reported an increase in p-eIF2a and caspase-12 processing

after calcium release from the ER by the stimulation of

inositol 1, 4, 5-trisphosphate receptor (IP3R) soon after

OGD. Activation of the PERK pathway and subsequent

caspase-12 cleavage was also observed in rat spinal cord

astrocytes after the exposure to oxygen-glucose-serum

deprivation [123].

In cultured glial cells exposed to OGD caspase-12 pro-

cessing was demonstrated, while oxygen deprivation alone

did not induce caspase cleavage [99]. In a recent study we

investigated whether glucose deprivation (GD) alone in

hippocampal cultured neurons from fetal rats, leads to ER

stress and caspase-12-dependent apoptosis. We observed a

rapid induction of the PERK branch of the UPR and cas-

pase-12 processing during the GD phase [100]. The

increase in p-eIF2a and ATF4 occurred soon after glucose

withdrawal, and was followed by the up-regulation of

CHOP and GRP78. Caspase-7 and calpain-mediated cas-

pase-12 processing into a 36 kDa fragment and salubrinal

prevented both caspase-12 cleavage and activity towards a

peptide fluorogenic substrate. Overall, the observations

described above demonstrate that the PERK and IRE1

pathways of the UPR are activated during OGD and GD in

cultured neurons and glial cells leading to caspase-12

processing. They suggest that the loss of intracellular cal-

cium homeostasis induces ER stress and activation of

calpains, which in turn leads to the cleavage caspase-12.

However, as in the case of in vivo studies the apoptotic

cascade downstream caspase-12 remains to be elucidated.

The role of ER stress and caspase-12 in the inflamma-

tory response to ischemia and OGD is still unknown, but a

recent study in human cell lines demonstrates that ER

stress inducers lead to the up-regulation of the NLRP1

inflammasome [124]. In addition, it has been observed that

IRE1a activates the NLRP3 inflammasome, increases

caspase-1 cleavage and IL-1b secretion [125]. Moreover,

IRE1a activation increases mitochondrial reactive oxygen

species (ROS) and promotes NLRP3 association with

mitochondria. This leads to the cleavage of the pro-apop-

totic factor, Bid by caspase-2 driving the release of mito-

chondrial contents and the activation the inflammasome

[126]. On the other hand, it was reported in mice cultured

astrocytes, that ER stress leads to caspase-12 cleavage, up-

regulation of NLRP3 and NF-kB, caspase-1 activation and

IL-1b processing [127]. These studies suggest that ER

stress can lead to inflammasome activation, which con-

tributes to cell death. More studies are necessary to eluci-

date the relationship between the UPR and inflammation

during ischemia and other pathological conditions, as well

as the role of caspase-4 and -12 in these processes.

Conclusions

Throughout this review we discussed evidence supporting

that inflammatory caspases are activated in inflammasome

complexes in response to infectious agents and ischemic

brain injury. Caspase-1 is a key caspase activated in the

inflammasome, leading to the cleavage and activation of

the pro-inflammatory molecules IL-1b and IL-18 and the

induction of pyroptosis. The activity of inflammasome

complexes can be positively or negatively modulated by

other inflammatory caspases. Human caspase-4 is a posi-

tive modulator of the inflammatory response, and this

action is exerted by its interaction with protein components

of the inflammasome or proteins of other inflammatory

signaling pathways, such as NF-jB. Caspase-12, is an

inflammatory caspase expressed in mouse and human. In

humans the caspase-12 gene has acquired different muta-

tions that result in the expression of variants, with no
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catalytic activity. Caspase-12 exerts a negative modulatory

action of the inflammatory response to infection, through

its interaction and inhibition of caspase-1 preventing the

production of pro-inflammatory cytokines in response to

sepsis. Similarly to caspase-4, caspase-12 interacts with

proteins of other inflammatory pathways such as NOD and

NF-jB, but differently from caspase-4, caspase-12 exerts a

negative modulatory effect thorough these interactions.

Importantly, for these effects caspase-12 catalytic activity

is not required. In addition to the modulatory role of the

inflammatory response, caspase-12 and -4 are similarly

processed by calpain in response to ER stress. Studies in

rodent models of ischemia support the activation of the

inflammasome and the processing of caspase-12 induced

by ER stress, however the relationship between ER stress,

caspase-12 processing and the inflammasome response, is

still unknown. On the other hand, studies on the role of

caspase-4 in the ischemic injury are still lacking. In con-

clusion, the evidence presented in this review suggests a

dual role of caspase-4 and caspase-12 in the inflammatory

and ER stress responses. The relationship between these

two processes is still poorly understood and deserves fur-

ther study.
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